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RESUME

Etude de la réponse immunitaire innée dirigée contre le biofilm de Staphylococcus aureus 

Staphylococcus aureus est une bactérie pathogène opportuniste chez les mammifères, et 
responsable de la grande majorité des infections bactériennes du tissu cutané chez l'Homme. La 
production d'une grande variété de facteurs de virulence va permettre à cette espèce bactérienne 
d’atteindre les couches les plus profondes de la peau et de provoquer des infections présentant 
une large gamme de manifestations cliniques. Ces infections représentent un véritable enjeu de 
santé publique en raison de leur fréquence élevée et de l'émergence généralisée de souches de 
S. aureus résistantes à l’antibiothérapie. Chez l’Homme, une infection cutanée à S. aureus est
à l’origine d’une réaction inflammatoire locale caractérisée par le recrutement de cellules
phagocytaires telles que des polynucléaires neutrophiles (PNN) et des monocytes/macrophages
������������ite d’infection. Ces cellules immunitaires, avec d’autres types cellulaires de la
peau, vont contribuer à l’élimination de l’agent pathogène du tissu infecté. Cependant, S. aureus
a développé de nombreuses stratégies pour contourner, désactiver ou même tuer les cellules
immunitaires de l'hôte, notamment en effectuant la transition du mode de vie planctonique vers
le mode de vie biofilm. Ce dernier correspond à la forme bactérienne communautaire. Il confère
aux bactéries une résistance accrue aux agents antimicrobiens et aux attaques du système
immunitaire de l’hôte. Le travail présenté dans ce manuscrit a eu pour objectif de mieux
comprendre comment les bactéries organisées en biofilm sont capables de résister aux attaques
du système immunitaire inné de l’hôte, encore appelé « immuno-échappement », dans le
contexte d’une infection cutanée.

Une approche expérimentale innovante utilisant le modèle d’infection du pavillon de 
l’oreille de la souris a été mise en place. En utilisant l’approche de microscopie confocale, nous 
avons pu suivre et quantifier par imagerie intravitale, la dynamique de la réponse immunitaire 
innée anti-biofilm aussi bien à l’échelle tissulaire que cellulaire. Nous avons ainsi démontré un 
recrutement précoce important de phagocytes au niveau du tissu cutané de l’oreille, avec une 
dynamique de recrutement spécifique à la forme biofilm. Ce phénotype dit « biofilm » a ensuite 
été caractérisé en utilisant l’approche de cytométrie en flux, et a permis de démontrer que les 
PNN représentent la population majeure de phagocytes recrutés au niveau du tissu de l’oreille. 
L’analyse des propriétés fonctionnelles de ces cellules a permis d’identifier une cinétique 
d’activation spécifique à la forme biofilm durant les premières jours de l’infection, avec un état 
qualifié de « suractivé » des PNN au temps 48h après l’infection. Enfin, une étude exploratoire 
des interactions entre des cellules dendritiques et S. aureus réalisée in vitro a permis de mettre 
en évidence des premières différences dans les réponses induites par la forme planctonique ou 
biofilm. A terme, une meilleure connaissance de ces premières étapes de la réponse immunitaire 
innée nous permettra de contribuer à la mise au point de stratégies thérapeutiques alternatives 
à l’antibiothérapie pour lutter contre les infections par le biofilm de S. aureus, notamment en 
ayant recours à des thérapies immunomodulatrices. 

Mots-clés : S. aureus, biofilm, réponse immunitaire innée, inflammation, polynucléaire 
neutrophile, macrophage, cellules dendritique, souris, imagerie intravitale 
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 ABSTRACT 

Study of the innate immune response directed against the biofilm of Staphylococcus aureus 

Staphylococcus aureus are opportunistic pathogenic bacteria in mammals, responsible for 
the vast majority of bacterial infections of the skin tissue in humans. The production of a wide 
variety of virulence factors allows this bacterial species to gain access to the deepest layers of 
the skin and to cause infections with a wide range of clinical manifestations. These infections 
represent a real public health issue due to their high frequency and the generalized emergence 
of S. aureus strains resistant to antibiotherapy. In humans, S. aureus skin infection causes a 
local inflammatory response characterized by the recruitment of phagocytic cells, such as 
polymorphonuclear neutrophils ��������������"�
����"��#$�%
������������$
���&
"��� 
site. These immune cells, along with other cell types in the skin, contribute to the elimination 
of the pathogen from the infected tissue. However, S. aureus has developed numerous strategies 
to evade, deactivate, or kill host immune cells. This includes the transition from the planktonic 
lifestyle to the biofilm lifestyle, the latter corresponding to the growth of microbes in bacterial 
communities. Biofilms confer to bacteria an increased resistance to antimicrobial agents and to 
attacks by the host immune system. The work presented in this manuscript has aimed to better 
understand how bacteria organized in biofilms are able to resist to attacks by the host innate 
immune system, also called “immune evasion”, in the context of skin infections. 

An innovative experimental technique using the mouse ear pinna infection model was set 
up. Using confocal microscopy, this approach made it possible to monitor and quantify by 
intravital imaging the dynamics of the innate anti-biofilm immune responses, both at the tissue 
and cellular level. We thus demonstrated a considerable early recruitment of phagocytes in the 
skin tissue of the ear pinna, with cellular recruitment dynamics specific to the biofilm form. 
This so-called “biofilm” phenotype was then characterized using the flow cytometry approach 
and made it possible to show that PNN represent the major population of phagocytes detected 
in the tissue of the ear tissue. The analysis of the functional properties of these recruited cells 
made it possible to identify an activation kinetic specific to the biofilm form during the first 
days of the infection. This was characterised by a state considered as “over-activated” of the 
PNN at the 48-hour time point after the infection. Finally, an exploratory study of the 
interactions between dendritic cells and S. aureus carried out in vitro made it possible to 
highlight the first differences in the responses induced by the planktonic or biofilm form of 
growth. Ultimately, a better understanding of these first stages of the innate immune response 
would allow us to contribute to the development of alternative therapeutic strategies to 
antibiotics such as immunomodulatory therapies, in order to better fight against S. aureus 
biofilm infections. 

Keywords: S. aureus, biofilm, innate immune response, inflammation, polymorphonuclear 
neutrophils, macrophages, dendritic cells, mice, intravital imaging  
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 INTRODUCTION 

 

Les infections de la peau et des tissus mous, appelées infections cutanées dans ce 

manuscrit, regroupent des infections bactériennes de la peau, des muscles et des tissus 

conjonctifs sous-jacents. Au cours des dernières décennies, une augmentation significative de 

la prévalence des infections cutanées à la fois dans la communauté et dans les établissements 

de santé a été observée. Ces infections représentent un pourcentage considérable de renvois aux 

services d'urgence et d'hospitalisations dans les pays développés, contribuant à une morbidité 

et à un coût socio-économique élevé. L’espèce bactérienne Staphylococcus aureus (S. aureus) 

est le micro-organisme pathogène le plus souvent impliqué dans ces infections. En effet, 

l'augmentation de la prévalence de cette espèce bactérienne a été principalement attribuée à 

l'expansion de la population vieillissante cumulant des comorbidités, et à l'émergence de 

souches bactériennes communautaires résistantes à la méticilline. Les infections causées par 

ces souches résistantes posent un défi supplémentaire aux cliniciens, en raison des taux élevés 

d'échecs thérapeutiques et de récidives. 

S. aureus est responsable d’infections cutanées aigües ou chroniques. Une lésion cutanée 

constitue souvent la porte d’entrée de ce pathogène dans l’organisme, et représente un point de 

départ pour sa dissémination chez l’hôte. Au cours de ces infections, le système immunitaire 

est mobilisé pour défendre l’hôte contre l’agent pathogène envahissant. La première réaction 

de défense est la mise en place d’une réponse inflammatoire majoritairement constituée de 

phagocytes tels que des monocytes/macrophages (MO/M�) et des polynucléaires neutrophiles 

(PNN). Ces cellules de l’immunité innée sont dotées de la capacité à internaliser et à dégrader 

les bactéries. De plus, la peau représente une niche particulière du système immunitaire, en 

raison de la présence de nombreuses autres types de cellules immunitaires et « non-

immunitaires » résidentes qui participent à la réponse inflammatoire et à la réponse immunitaire 

en général. L’ensemble de ces acteurs vont contribuer à la dégradation et à l’élimination de la 

bactérie chez l’hôte. 

Cependant, un élément de physiopathologie essentiel à prendre en compte au cours de ces 

infections cutanées est la capacité de S. aureus à former des biofilms. Ces derniers 

correspondent à la forme bactérienne communautaire, souvent impliquée dans les infections 

chroniques de type ostéomyélite, parodontite, infections sur dispositifs médicaux invasifs et 

infections chroniques de plaie cutanée. Ce mode de vie confère à la bactérie une résistance 
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accrue aux agents antimicrobiens, tout en servant de réservoir pour la dissémination bactérienne 

au sein de l'organisme infecté. Par ailleurs, il a été démontré que la forme biofilm de S. aureus 

est capable de résister aux attaques du système immunitaire de l’hôte, notamment à celles 

médiées par les cellules de l’immunité innée telles que les phagocytes. Les bactéries du biofilm 

possèdent également la capacité de moduler activement cette réponse à leur avantage. 

L’ensemble de ces mécanismes favorisent la persistance de la bactérie chez l’hôte et la 

chronicisation de l’infection. 

L’objectif de notre travail a été de mieux comprendre comment les bactéries organisées 

en biofilm sont capables de résister aux attaques du système immunitaire inné de l’hôte dans le 

contexte d’une infection cutanée. Nous avons voulu comparer la réponse inflammatoire induite 

par la forme biofilm et la forme isolée, encore appelée planctonique, dans un modèle murin 

d’infection du tissu cutané de l’oreille. Nous avons également étudié in vitro les interactions 

entre S. aureus et la cellule dendritique, un autre composant cellulaire essentiel de la réponse 

immunitaire innée aussi impliqué dans la mise en place de la réponse adaptative dirigée contre 

le biofilm de S. aureus. 

Au cours de la première partie de ce travail, nous présenterons une revue bibliographique 

sur les infections cutanées à S. aureus, leur physiopathologie, leur immunobiologie et le rôle 

du biofilm dans ces infections. Nous aborderons en particulier les différentes données existantes 

sur la réponse immunitaire innée dirigée contre S. aureus et les mécanismes mis en place par la 

bactérie pour détourner cette réponse. Les différents modèles d’étude existants chez le rongeur 

pour mieux comprendre la physiopathologie de ces infections cutanées à S. aureus seront 

présentés. 
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I. Les infections cutanées à Staphylococcus aureus 

1. Généralités  

S. aureus est une bactérie pathogène opportuniste retrouvée de manière commensale chez 

les mammifères. Chez l’Homme, cette espèce bactérienne colonise de manière asymptomatique 

certaines niches tissulaires telles que la peau, les narines et les muqueuses (Haag et al., 2019), 

tout en étant responsable d’un grand nombre d’infections allant d’infections cutanées modérées 

à des infections plus sévères parfois, comme des septicémies ou des endocardites. Les infections 

de la peau et des tissus mous (ou infections cutanées) sont les plus fréquentes et se manifestent 

sous plusieurs formes telles que l’impétigo, les furoncles, les abcès ou encore la cellulite (Tong 

et al., 2015). 

2. Epidémiologie 

2.1 Prévalence  

S. aureus est l’agent pathogène le plus fréquemment retrouvé dans les infections cutanées 

chez l’Homme. Environ 30% de la population est porteur sain. Cependant, les infections par 

des souches résistantes à la méticilline (MRSA) sont associées à une morbidité et à une 

mortalité augmentée, et constituent un problème majeur de santé publique à l’échelle mondiale. 

Depuis l’apparition des souches communautaires méticilline résistantes (MRSA-C), la 

prévalence de S. aureus dans les infections cutanées a considérablement augmentée (David and 

Daum, 2010; Esposito et al., 2016). Aux Etats-Unis, une étude menée en 2008 auprès de 

plusieurs services d’urgence a montré une prévalence des MRSA pouvant aller jusqu’à 60% 

dans les infections cutanées, avec la majorité des cas causées par le clone MRSA-C USA300 

(Talan et al., 2011; Tong et al., 2015). Cependant, une baisse du nombre des infections à MRSA 

acquises en milieu hospitalier (MRSA-H) et aux MRSA-C a été observée depuis 2010 aux Etats 

Unis (Klein et al., 2017; Poulakou et al., 2019).  

En Europe, une distribution plus diversifiée des clones MRSA-C est observée ainsi 

qu’une variation de la prévalence des infections à MRSA en fonction du pays étudié. De 

manière générale, le nombre d’infections à MRSA, tous types confondus, a augmenté entre 

2007 et 2015 chez les enfants et les personnes âgées, alors que leur prévalence en France, au 

Royaume-Uni et en Allemagne reste en dessous de 10% (Otter and French, 2010; Bouchiat et 

al., 2017; Cassini et al., 2019).  
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2.2 Infections liées aux soins 

Depuis l’isolement de la pénicilline en 1940, l’utilisation des antibiotiques a rapidement 

été suivi par l’apparition de souches bactériennes résistantes aux antibiotiques dans les 

établissements de santé. Un exemple connu concernant S. aureus est l’apparition des MRSA en 

1961, seulement un an après l’introduction de la pénicilline en thérapeutique. Ces souches ont 

tout d’abord été isolées à l’hôpital, mais les années 1990 ont vu l’émergence de souches MRSA-

C. Deux types d’infections à staphylocoque sont décrites chez l’Homme : les infections 

acquises en milieu communautaire, et les infections nosocomiales ou infections acquises en 

milieu hospitalier (Ventola, 2015). Alors que les souches méticilline sensibles (MSSA) peuvent 

également être à l’origine de ces deux types d’infections, nous distinguons une population 

concernée différente, un mode de transmission particulier et un type d’infection majoritaire 

chez les infections acquises en milieu hospitalier ou en milieu communautaire. En effet, ces 

dernières concernent majoritairement des infections cutanées, qui se transmettent donc par le 

contact, et touchent les sujets immunocompétents, notamment les enfants et les adolescents. 

Cependant, les infections invasives telles que les endocardites et les bactériémies, chez les 

patients âgés ou immunodéprimés, sont caractéristiques des infections acquises à l’hôpital. Les 

risques de transmission augmentent à l’occasion d’un acte chirurgical ou avec l’utilisation de 

matériel médical tels que les cathéters ou les prothèses (Boucher and Corey, 2008; David and 

Daum, 2010; P R and M, 2013).  

2.3 Symptômes cliniques 

2.3.1 L’impétigo 

L’impétigo est une infection de l’épiderme fréquemment retrouvée chez les enfants. Elle 

est souvent localisée autour de la bouche, des narines ou des extrémités, et se manifeste sous 

une forme bulleuse ou non bulleuse. Sous sa forme non bulleuse, de petites vésicules et pustules 

associées à un érythème cutané sont présentes, donnant lieu à des croûtes jaunes après l’éclosion 

des pustules. Sous sa forme bulleuse, l’impétigo se présente sous la forme de bulles remplies 

de sécrétions jaunâtres donnant lieu à de grands lésions cutanées lors de leur rupture. 

L'impétiginisation correspond à une infection secondaire par S. aureus de plaies chroniques ou 

de dermatoses préexistantes (due à l’eczéma, à la varicelle, etc.). Elle conduit à l’apparition de 

lésions caractéristiques de l’impétigo (Bangert et al., 2012; Tong et al., 2015; Giudice, 2020). 

2.3.2 La cellulite 

La cellulite survient suite à l’entrée de micro-organismes pathogènes dans les couches 

profondes de la peau, conduisant à une infection aigüe du derme ou du tissu sous-cutané. Elle 





27 
 

présente les caractéristiques habituelles de l’inflammation, à savoir douleur, chaleur, rougeur 

et gonflement, mais peut aussi devenir purulente, avec le développement de pustules et d’abcès. 

D’autres infections cutanées peuvent également être désignées par le terme « cellulite », avec 

par exemple l’érysipèle, une infection superficielle du derme caractérisée par une zone rouge 

vif et bien délimitée de la peau ; ou encore la fasciite nécrosante, une infection grave du tissu 

sous-cutané associée à de l’œdème, de la nécrose, des douleurs intenses et de la fièvre. Ce type 

d’infection présente un taux de mortalité élevé (Raff and Kroshinsky, 2016). 

2.3.3 La folliculite 

La folliculite est une infection superficielle du follicule pilo-sébacé caractérisée par la 

présence de pustules centrées autour d’un poil, et associée à un érythème. Le furoncle 

correspond à la forme profonde et nécrosante d’une folliculite, conduisant à la formation d’un 

abcès. Cette infection disparait généralement sans séquelle, mais peut devenir chronique chez 

certains patients, avec le développement de furoncles sur différentes parties du corps pendant 

plusieurs mois ou plusieurs années (Demos et al., 2012; Giudice, 2020). 

2.3.4 L’abcès cutané 

La formation d’un abcès cutané est généralement associée à la présence de S. aureus. Il 

s’agit d’une collection de pus formé à partir d’un placard érythémateux inflammatoire 

douloureux. Il peut être accompagné des atteintes cutanées citées précédemment (Giudice, 

2020). 

2.3.5 Les manifestations dermatologiques dues à une infection systémique 

Une infection cutanée locale à S. aureus peut également entrainer l’apparition de 

symptômes cutanés à distance. Par exemple, le syndrome du choc toxique, dû à la production 

de différentes toxines staphylococciques, est non seulement caractérisé par de la fièvre et de 

l’hypotension, mais aussi par une desquamation touchant la paume, les doigts des mains et la 

sole des pieds. Le syndrome de la peau ébouillantée est également dû à une production de 

toxines par S. aureus. Cette maladie touche principalement les nouveau-nés et les jeunes 

enfants, et se manifeste sous la forme d’ulcérations croûteuses et écarlates associées à un 

décollement de la peau (Giudice, 2020).  

2.4 Traitements 

Plusieurs schémas de classification des infections cutanées sont proposés, basés sur le 

taux de progression, la profondeur de l’atteinte cutanée et également sa sévérité sur le plan 

clinique, ce afin de faciliter la prise en charge du patient et l’attribution d’une thérapie adaptée 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Schémas de classification des infections dites « cutanées » à Staphyloccoccus 
aureus : infections de la peau et des tissus mous (Poulakou et al., 2019). La société 
américaine des maladies infectieuses propose une classification selon l’état purulent ou non des 
lésions (en vert) afin de simplifier le diagnostic et faciliter la prise en charge des infections 
cutanées. L’agence fédérale américaine des produits alimentaires et médicamenteux ont créé 
l’abréviation ABSSSI (Acute Bacterial Skin and Skin Structure Infections) (en bleu) qui permet 
de caractériser une infection selon la superficie des lésions. Cette abréviation est utilisée comme 
référence dans les essais cliniques de nouveaux médicaments pour traiter les infections 
cutanées. Enfin, Esposito et al. classifient les infections cutanées selon la nécessité ou pas d’une 
prise en charge en milieu hospitalier et/ou une intervention chirurgicale (en orange). 
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(Figure 1). La société américaine des maladies infectieuses propose une classification selon 

l’état purulent ou non des lésions. Dans ce cas, les glycopeptides comme la vancomycine, la 

télavancine ou linézolide (famille des oxazolidinones), la daptomycine (famille des 

lipopeptides), ou les céphalosporines de cinquième génération comme la ceftaroline sont 

recommandés pour les patients hospitalisés pour une infection cutanée purulente sévère. A 

l’opposé, les +-lactamines sont recommandées pour les infections non-purulentes, mais la 

vancomycine pourrait être adaptée dans certains cas d’infections sévères comme la fasciite 

nécrosante. Une classification selon la profondeur de l’atteinte cutanée est également proposée, 

permettant ainsi de déterminer la nécessité d’une prise en charge en milieu hospitalier et/ou une 

intervention chirurgicale. En effet, les infections cutanées dites « non-compliquées » 

correspondent à des infections superficielles, alors que les infections dites « compliquées » 

impliquent les tissus mous plus profonds, nécessitent une chirurgie de grande ampleur, avec des 

traitements qui rejoignent ceux des infections purulentes sévères. De manière générale, les 

infections dites « non-compliquées » ne nécessitent ni hospitalisation, ni antibiothérapie, mais 

un drainage des abcès peut s’avérer être nécessaire. Dans le cas d’un impétigo, le recours à des 

antibiotiques locaux tels que l’acide fusidique ou la mupirocine est recommandé (Tong et al., 

2015; Poulakou et al., 2019). Cependant, selon l’Agence Française de Sécurité Sanitaire des 

Produits de Santé, une antibiothérapie par voie générale à visée anti-staphylococcique et anti-

streptococcique serait nécessaire pour les formes plus graves de l’impétigo tels que l’impétigo 

bulleux, ou lorsque plus de 2% de la surface cutanée est atteinte �@
��Y����
�
���[� 2004). 

II. Physiopathologie des infections cutanées à Staphylococcus aureus 

1. Physiologie de la peau 

1.1 Anatomie 

La peau est constituée de plusieurs couches de cellules et de tissus, qui sont reliées aux 

structures sous-jacentes par le tissu conjonctif (Figure 2). D’une épaisseur de 1,5mm de 

moyenne, elle contient de l’eau, des protéines, des matières grasses et des minéraux. Ses 

propriétés sont multiples car elle assure entre autres : 

- la protection du corps contre des agressions physiques, chimiques et biologiques de 

l’environnement 

- la thermorégulation du corps en conservant ou en évacuant la chaleur 

- la perception de l’environnement par le toucher 

- la défense contre des agents pathogènes de par sa fonction « immunitaire ». 



 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Anatomie de la peau (Anatomy and Physiology - OpenStax). La peau est 
constituée de trois couches principales : l’épiderme, composé de plusieurs couches de 
kératinocytes très denses ; le derme, composé de tissu conjonctif et qui héberge les annexes de 
la peau (glandes sébacées et sudoripares, follicules pileux, fibres nerveuses sensorielles ; 
l’hypoderme, qui est majoritairement composé de tissu adipeux et de tissu conjonctif. 
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La peau est structurée en trois couches successives du plan le plus profond vers le plus 

superficiel : l’hypoderme, le derme et l’épiderme. 

1.1.1 L’hypoderme 

L'hypoderme (également appelé couche sous-cutanée) est la couche la plus profonde de 

la peau, située directement sous le derme (Figure 2). C’est un tissu conjonctif richement 

vascularisé qui contient beaucoup de tissu adipeux. Ce dernier est lui-même constitué de 

cellules appelées adipocytes qui sont spécialisées dans le stockage des lipides et qui vont 

permettre à cette couche de constituer une réserve de graisse et d’énergie pour l’organisme. 

Cette couche cutanée contribue à la fois à l’isolation thermique du corps et à sa protection contre 

des forces mécaniques grâce à ses propriétés élastiques (Arda et al., 2014; Uy Gonzales and 

Fuchs, 2017). 

1.1.2 Le derme  

Le derme est la couche intermédiaire entre l’hypoderme et l’épiderme (Figure 2). Le 

derme est constitué de deux couches de tissu conjonctif composées de fibres d'élastine et de 

collagène produits par les fibroblastes : le derme papillaire (superficiel) et le derme réticulaire 

(profond). Distribué dans ces couches, on retrouve des cellules du système immunitaire telles 

que des ��, des cellules dendritiques du derme (dDC), des mastocytes et des lymphocytes. La 

riche vascularisation de cette couche supporte plusieurs fonctions. Elle permet à la première 

ligne de défense de l’organisme de répondre efficacement à tout signal de danger. L’épiderme 

dépourvu de capillaires y puise l’énergie et les nutriments nécessaires pour assurer son activité 

cellulaire. Enfin, le derme participe de façon importante à la thermorégulation à côté des 

glandes sudoripares (Arda et al., 2014; Uy Gonzales and Fuchs, 2017). 

1.1.2.1 Le derme papillaire 

La couche papillaire est constituée de tissu conjonctif lâche fait de fibres de collagène et 

d'élastine formant un maillage lâche. Cette couche superficielle du derme se projette dans la 

couche basale de l'épiderme pour former des petites protubérances appelées papilles dermiques. 

Dans la couche papillaire se trouvent des fibroblastes, un petit nombre d’adipocytes et une 

abondance de petits vaisseaux sanguins. Cette couche contient également des capillaires 

lymphatiques, des fibres nerveuses et des récepteurs tactiles appelés corpuscules de Meissner. 

Enfin, le collagène présent est capable de retenir l’eau, jouant un rôle dans l’hydratation de la 

peau (Arda et al., 2014; Uy Gonzales and Fuchs, 2017). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : Les différentes couches de l’épiderme (Anatomy and Physiology - OpenStax). 
L'épiderme est constitué de cinq couches majoritairement composées de cellules épithéliales. 
Elles se distinguent les unes des autres par la morphologie des cellules présentes dans les 
différentes couches, ainsi que par leur état de différenciation et leur activité métabolique. Dans 
la couche basale, deux autres types cellulaires se trouvent dispersés parmi les cellules souches. 
Le premier type est la cellule de Merkel, qui fonctionne comme un récepteur, et qui est 
responsable de la stimulation des nerfs sensoriels permettant au cerveau de percevoir le toucher. 
Ensuite, les mélanocytes sont des cellules productrices de mélanine. Ce pigment donne sa 
couleur aux cheveux et à la peau et aide également à protéger les cellules de l'épiderme des 
dommages causés par les rayons ultraviolets. 
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1.1.2.2 Le derme réticulaire 

Sous-jacente à la couche papillaire se trouve la couche réticulaire qui est beaucoup plus 

épaisse, et composée de tissu conjonctif dense et irrégulier. Cette couche est bien vascularisée 

et possède de nombreuses terminaisons nerveuses sensorielles. La couche réticulaire apparaît 

sous la forme d’un filet grâce à un maillage serré de fibres d’élastine et de collagène entrelacées. 

Ces fibres d'élastine fournissent une certaine élasticité à la peau, permettant le mouvement, 

alors que les fibres de collagène fournissent la structure et la résistance à la traction, avec des 

brins de collagène s'étendant à la fois dans la couche papillaire et l’hypoderme (Arda et al., 

2014; Uy Gonzales and Fuchs, 2017). 

1.1.3 L’épiderme 

L’épiderme correspond à la structure la plus externe de la peau (Figure 3). Il est non 

vascularisé et se compose de cinq couches de cellules épithéliales (Arda et al., 2014; Uy 

Gonzales and Fuchs, 2017). De la plus profonde à la plus superficielle, ces couches sont : 

- la couche basale (stratum basale) : la couche épidermique la plus profonde ; elle 

attache l'épiderme à la lame basale, en dessous de laquelle se trouvent les couches du 

derme. La lame basale est une monocouche de cellules composées de cellules souches 

permettant la régénération de la peau grâce à de nombreuses divisions cellulaires (la 

quasi-totalité des cellules sont en mitose). Au fur et à mesure des divisions, les cellules 

produites vont migrer en direction de la couche la plus externe de l’épiderme. La 

majeure partie de cette couche est composée de kératinocytes qui sont reliés entre eux 

via des desmosomes. Les cellules de la lame basale se lient au derme par des fibres 

de collagène pour former la membrane basale. La présence des papilles dermiques 

augmente la force de la connexion entre l'épiderme et le derme. 

- la couche épineuse (stratum spinosum ou couche de Malpighi) : la couche la plus 

épaisse de l’épiderme ; elle est composée de 8 à 10 couches de kératinocytes qui sont 

plus volumineux et plus étirés horizontalement. Intercalées parmi les kératinocytes de 

cette couche se trouvent les cellules de Langerhans (LC), un type de cellule 

dendritique capable de détecter la présence de bactéries, de particules étrangères, et 

de cellules endommagées. 

- la couche granuleuse (stratum granulosum) : cette couche présente un aspect 

granuleux en raison des modifications que subissent les kératinocytes lorsqu'ils sont 

poussés hors de la couche épineuse. En effet, les kératinocytes s'aplatissent, leurs 

membranes cellulaires s'épaississent et génèrent de grandes quantités de kératine 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : La distribution des cellules immunitaires dans la peau (Quaresma, 2019). A 
l’état basal, la peau est colonisée par de nombreuses cellules myéloïdes et lymphoïdes. Elles 
interagissent avec les autres cellules de la peau afin de maintenir l'homéostasie tissulaire, et 
agissent comme des sentinelles en détectant de manière permanente les antigènes 
environnementaux. Certaines de ces cellules migrent vers les ganglions lymphatiques pour 
induire une tolérance périphérique aux antigènes tissulaires, ou pour initier une réponse 
immunitaire.  
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fibreuse, et de kératohyaline qui s'accumulent sous forme de granules lamellaires dans 

les cellules. Les noyaux et les autres organites cellulaires se dégradent lors de la mort 

cellulaire, laissant la kératine, la kératohyaline et les membranes cellulaires qui 

formeront la couche claire et la couche cornée.  

- la couche claire (stratum lucidum) : il s’agit d’une couche lisse d’aspect translucide. 

Les kératinocytes qui composent cette couche sont anucléés et aplatis. La 

transformation des grains de kératohyaline en filaggrine donne à ces cellules leur 

transparence et constitue une barrière pour l'eau. 

- la couche cornée (stratum corneum) : le remplacement des organites des cellules 

épithéliales par des filaments denses de kératine (phénomène de 

kératinisation/cornification) conduit à la formation d’une couche composée de 

cellules « mortes » et aplaties appelées cornéocytes. Elles sont dites « mortes » mais 

demeurent biologiquement actives. Elles sont reliées entre elles par un ciment 

interlipidique formé d’acide gras, de cholestérol et de céramides, ainsi que par des 

cornéodesmosomes. Ces cellules étroitement juxtaposées et jointives empêchent la 

pénétration des microbes, aident à la déshydratation des tissus sous-jacents, et offrent 

une protection mécanique contre l'abrasion cutanée.  

1.1.4 Les annexes de la peau 

Les annexes de la peau sont les poils, les glandes sébacées et les glandes sudoripares 

(Figure 2). Les poils sont ancrés au niveau des follicules pileux du derme et couvrent presque 

intégralement le corps humain. Ils jouent un rôle très important dans la thermorégulation. La 

glande sébacée adjacente au poil est une glande intradermique. Elle synthétise le sébum, un 

constituant majeur du film hydrolipidique. Ce film protège la peau et évite son dessèchement. 

La glande sudoripare sécrète la sueur et permet ainsi à l’organisme de lutter contre 

l’hyperthermie. En effet, lorsque la température du corps s’élève, comme lors d’une activité 

physique ou au cours d’une maladie infectieuse, la sueur émise s’évapore à la surface de la peau 

et contribue, avec la vasodilatation, au refroidissement du corps (Arda et al., 2014). 

1.2 Les cellules de la peau saine 

La peau est un organe composé de plusieurs types cellulaires qui participent aux réponses 

immunitaires innées et adaptatives. Le système immunitaire de la peau comprend à la fois des 

cellules cutanées et des cellules immunitaires professionnelles qui, ensemble, constituent le 

SALT (Skin-Associated Lymphoid Tissue) (Figure 4). En effet, en plus des cellules 

immunitaires elles-mêmes, certaines cellules de la peau, telles que les kératinocytes et les 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 1 : Tableau récapitulatif des différents composants du SALT, leurs fonctions, 
leurs localisations, leurs marqueurs spécifiques, leurs facteurs d’activation, les cytokines 
libérées et les molécules/facteurs exprimés (Quaresma, 2019).   
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mélanocytes, peuvent également influencer les réponses immunitaires locales en libérant des 

cytokines, des chimiokines et des peptides antimicrobiens (AMP). Le Tableau 1 résume les 

différents composants cellulaires ainsi que leurs fonctions dans le système immunitaire cutané 

(Nguyen and Soulika, 2019; Quaresma, 2019). 

1.2.1 Les kératinocytes 

Les kératinocytes, cellules majoritaires de la peau, sont présentes dans toutes les couches 

de l’épiderme. Elles synthétisent la kératine, une protéine insoluble responsable de 

l’imperméabilité de la peau et participent à la différenciation d’autres cellules immunitaires 

résidentes de la peau telles que les LC et les DETC (Dendritic Epidermal T Cell) via la sécrétion 

des interleukines (IL)-34 et IL-7 respectivement (Takashima et al., 1995; Wang et al., 2012). 

Ils participent également au maintien de l’homéostasie et à la réparation tissulaire en produisant 

des facteurs cruciaux tels que l'IL-33 en réponse au stress hypo-osmotique ainsi que de l'IL-6 

et de l'IL-�+�
����#���
�\���
�exposition aux ultraviolets (UV) (Tang et al., 2017; Pietka et al., 

2019). 

1.2.2 Les mélanocytes 

Les mélanocytes représentent 2 à 4 % de la population épidermique et sont distribués au 

niveau de la couche basale de l’épiderme et des follicules pileux. Leur fonction est de 

synthétiser des pigments mélaniques qui confèrent à la peau sa pigmentation et aux 

kératinocytes une fonction de protection contre les dommages causés à l’ADN par les rayons 

UV (Quaresma, 2019). 

1.2.3 Les fibroblastes 

Les fibroblastes sont localisés dans le derme. Ils interviennent dans la production des 

fibres de collagène et d’élastine dans la peau et participent au renouvellement de la matrice 

extracellulaire. Le collagène est une protéine fibreuse qui résiste à la traction. Cette protéine 

joue un rôle clé dans le processus de cicatrisation et confère à la peau ses propriétés 

d’hydratation et de souplesse. A contrario, l’élastine confère à la peau son élasticité et lui permet 

de revenir en place après un étirement. Enfin, les fibroblastes synthétisent l’acide hyaluronique, 

un composant majeur de la matrice extracellulaire. Ce glycosaminoglycane présente un aspect 

gélatineux en présence d’eau en raison de sa forte hygroscopie (Bautista-Hernández et al., 2017; 

Nguyen and Soulika, 2019).  
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1.2.4 Les cellules myéloïdes 

1.2.4.1 Les cellules de Langerhans 

Les LC représentent le seul type de cellules myéloïdes de l'épiderme. Phénotypiquement, 

elles sont caractérisées par l’expression à leur surface du complexe majeur d’histocompatibilité 

de type II (CMHII), du CD1a et d’une lectine de type C connue sous le nom de Langerine 

(CD207). Dans leur cytoplasme, on note la présence de granules de Birbeck. A l’état basal, les 

LC sont ancrées dans l’épiderme par des interactions avec les kératinocytes. Elles détectent en 

permanence des signaux provenant de l’environnement extérieur en émettant des projections. 

Ces cellules maintiennent un état de tolérance vis-à-vis des bactéries commensales de la peau 

et migrent continuellement vers les ganglions lymphatiques drainants (dLN) pour initier des 

réponses immunitaires adaptatives spécifiques (Deckers et al., 2018; Nguyen and Soulika, 

2019). 

1.2.4.2 Les cellules dendritiques du derme 

Les dDC sont localisées dans le derme et expriment à leur surface les marqueurs CD207 

et CX3CR1. Il existe deux sous-populations de dDC : les cellules dendritiques conventionnelles 

de type 1 (cDC1) et les cellules dendritiques conventionnelles de type 2 (cDC2). En plus des 

marqueurs cités précédemment, les cDC1 murines expriment le récepteur de chimiokines 

CXCR1, ainsi que CD103, mais n'expriment pas le marqueur myéloïde CD11b, contrairement 

aux cDC2. Ces dernières sont plus nombreuses dans la peau murine et expriment également 

CD301b (ou MGL2), ainsi que des niveaux plus élevés de CX3CR1 par rapport aux cDC1 

(Nguyen and Soulika, 2019; Tsepkolenko et al., 2019). Les dDC sont également impliquées 

dans le maintien de la tolérance entre l'hôte et les bactéries commensales résidentes de la peau. 

Enfin, il a été démontré que les cDC2 peuvent détecter des antigènes présents au niveau des 

follicule pileux pour activer des lymphocytes T régulateurs (T reg) (Tordesillas et al., 2018). 

1.2.4.3 Les mastocytes 

Les mastocytes constituent l'une des populations cellulaires les plus abondantes de la 

peau. Ils se retrouvent dans le derme et expriment les marqueurs de surface CD63 et CD203, 

deux marqueurs également présents chez les polynucléaires basophiles. Les mastocytes 

contiennent des granules remplis de médiateurs préformés tels que la sérotonine, la 

prostaglandine D2 (PGD2), et les leucotriènes. Ces granules peuvent contenir des cytokines 

telles que le facteur de nécrose tumorale (TNF)*, l’IL-�+���]^�-8 et des facteurs de croissance 

comme le VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor). Ils sont classiquement connus pour 

leur implication dans les réactions allergiques car ils libèrent de grandes quantités d'histamine 
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lors de leur activation mais jouent également un rôle dans la prolifération des fibroblastes et 

dans l'angiogenèse. Ainsi, ils contribuent indirectement au remodelage de la matrice 

extracellulaire et la réparation tissulaire (Nguyen and Soulika, 2019; Quaresma, 2019). 

1.2.4.4 Les macrophages 

�
����������
�������
��
�"����_�
��\��]$��������
���������
�
������������
����_����

cellulaires et en réprimant la réponse inflammatoire via la synthèse d’IL-10 (Nguyen and 

Soulika, 2019). Ils ont deux origines distinctes. Ceux qui colonisent la peau avant la naissance 

et qui se renouvellent à partir d’un progéniteur l�"���"�����
����#�#��������
���������
���

de la peau. Phénotypiquement, ils sont caractérisés par une expression élevée des marqueurs 

CD64, F4/80, CD36, CD6, CD169 et CD115. La contribution des M� à la cicatrisation des 

plaies a été bien étudiée. En effet, celle-ci est significativement retardée chez des souris 

��#���
��
�����(Fang et al., 2007; Mirza et al., 2009)[�^�������������`�
��
�����"����_�
��

à la cicatrisation en produisant du VEGF qui favorise l'angiogenèse et la prolifération des 

fibrob���
��� 
� 
�� ��"����� ��� {|}+� �Transforming Growth Factor �) qui mène à une 

réparation tissulaire accélérée (Das et al., 2015; Shook et al., 2016).  

1.2.4.1 Les polynucléaires éosinophiles 

Les polynucléaires éosinophiles (PE) sont des cellules résidentes du derme contenant des 

granules chargés d’enzymes impliquées dans la réponse immunitaire au cours des infections 

parasitaires. Ces granules contiennent également une variété de cytokines et de chimiokines 

préformées qui seront libérées suite à leur activation par la cytokine IL-5, ou suite à leur liaison 

au fragment Fc des Immunoglobulines (Ig)E. Tout comme les mastocytes, ils produisent du 

PGD2 et des leucotriènes, mais leur implication dans le maintien de l’homéostasie n’est pas 

clairement élucidé (Nguyen and Soulika, 2019; Quaresma, 2019). 

1.2.4.2 Les polynucléaires neutrophiles 

Les PNN se trouve en faible quantité dans une peau saine, et ne sont pas considérés 

comme des cellules résidentes de la peau. Ils sont recrutés par diapédèse depuis la circulation 

sanguine vers le site d’infection où ils participent à la reconnaissance, à la phagocytose et à 

l’élimination de l’agent pathogène (cf paragraphe III.2.3.2 Les cellules myéloïdes). Lors d’une 

blessure du tissu cutané, ils contribuent à la réparation tissulaire en promouvant entre autres la 

prolifération des kératinocytes et des fibroblastes ainsi que l’angiogenèse (Theilgaard-Mönch 

et al., 2004; Nguyen and Soulika, 2019).  
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1.2.5 Les cellules lymphoïdes 

1.2.5.1 Les Lymphocytes T *+ 

Les lymphocytes T *+� �����
�� en permanence dans le tissu cutané mais peuvent 

également se retrouver dans d’autres organes tels que les poumons ou tout le long du tractus 

gastro-intestinal. Chez la souris comme chez l'homme, ces lymphocytes se retrouvent dans 

l'épiderme et dans le derme. Ce sont des lymphocytes T mémoire qui possèdent une plus longue 

durée de vie que les lymphocytes T circulants classiques. Ils sont dérivés de lymphocytes T 

CD4+ effecteurs ou CD8+ cytotoxiques, auparavant infiltrés dans le tissu lors d'une infection. 

Après résolution de l’infection, ces cellules colonisent toute l’épaisseur de la peau mais sont 

plus nombreuses dans la zone d'infection initiale. La majorité des lymphocytes T *+ mémoire 

expriment le marqueur CD4, mais leur fonctions sont moins connues en comparaison de celles 

des lymphocytes T CD8+. Ces derniers sont notamment impliqués dans les infections par le 

virus de l’Herpes, et ont également des propriétés anti-tumorales (Nguyen and Soulika, 2019). 

1.2.5.2 Les Lymphocytes T <= 

Du fait de leur capacité à émettre des projections cytoplasmiques et de leur localisation 

entre les kératinocytes de l’épiderme, les lymphocytes T <=������%��
�
��"����s sous le nom 

de DETC. Ces cellules sont immobiles et sont capables de détecter des antigènes solubles, des 

antigènes dérivés de cellules endommagées ou encore des antigènes non peptidiques, tels que 

des petites molécules phosphorylées ou des lipides, indépendamment de la présence des 

molécules du CMH (Nguyen and Soulika, 2019). ��
����
�#�#��������
����#$�"�
��{�<=�

est présente dans le derme, et se distingue des DETC par l’expression du récepteur �<���
�#���

leur caractère mobile (O’Brien and Born, 2015). Classiquement, ces lymphocytes ont été 

considérés comme distincts des lymphocytes T *+, mais une étude récente a montré la co-

expression des récepteurs *+ et <= dans une sous-population de lymphocytes T qui contribue à 

la protection contre S. aureus dans un modèle in vivo d’infection péritonéale (Edwards et al., 

2020). 

1.2.5.3 Les cellules lymphoïdes innées 

Les cellules lymphoïdes innées (ILC) sont des cellules résidentes de plusieurs tissus, 

notamment au niveau de l’intestin et du derme de la peau. Elles jouent un rôle dans la régulation 

de la réponse immunitaire via la sécrétion de cytokines. Bien que les ILC semblent avoir des 

fonctions comparables aux lymphocytes T effecteurs CD4+, elles se distinguent par leur 

capacité à répondre à des signaux « innés » tels que les cytokines, en dehors de toute spécificité 

antigénique. Les ILC sont actuellement classées en 3 sous-populations distinctes sur la base de 
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leur profil d'expression de facteurs de transcription et de cytokines (Kim, 2015; Kobayashi et 

al., 2020) : 

- les ILC du groupe 1 (ILC1) produisent l’interféron (IFN)<�
�le TNF-*�et expriment 

le facteur de transcription T-bet et les récepteurs NK1.1 et CD335. Les cellules NK 

(Natural Killer) sont considérées comme des ILC1 sur la base de propriétés 

phénotypiques et fonctionnelles similaires. 

- les ILC du groupe 2 (ILC2) produisent l'IL-4, l'IL-5 et l'IL-13 et expriment le facteur 

de transcription GATA3 et le récepteur ST2 

- les ILC du groupe 3 (ILC3) produisent de l'IL-17A et de l'IL-22 et expriment le facteur 

de tra��"��#�������<�
� �
���"
#
���^�-23R. Les LTi (Lymphoid Tissue Inducer) 

font également partie de ce groupe mais sont impliquées dans le développement des 

tissus lymphoïdes.  

1.2.5.4 Les lymphocytes B 

Les lymphocytes B ne sont pas présents en grande quantité dans la peau à l'état basal, 

mais sont recrutés en quantité importante dans des maladies de la peau telles que l'eczéma, la 

leishmaniose cutanée et la sclérose cutanée. Au cours de ces maladies, les lymphocytes B sont 

présents dans le derme et sont associés à des concentrations élevées d'IgM, d'IgE et d'IgG. La 

sous-population de lymphocytes B régulateurs (B reg) contribue à la mise en place de la 

tolérance chez l’hôte par l’induction de lymphocytes T regs, et exerce un effet 

immunosuppresseur dans certaines maladies inflammatoires cutanées via la production d’IL-10 

(Mauri and Bosma, 2012; Nguyen and Soulika, 2019).  

2. Physiologie de Staphylococcus aureus 

2.1 Généralités 

S. aureus est un cocci immobile à Gram positif, d’environ 1μm de diamètre, se présentant 

sous forme isolée, en paires ou en amas en microscopie. Cette espèce bactérienne appartient à 

la famille des Staphylococcaceae, mais se distingue des autres staphylocoques par sa capacité 

à produire une coagulase et de la staphyloxanthine, un pigment donnant la coloration jaune 

dorée caractéristique des colonies bactériennes. S. aureus est une bactérie aéro-anaérobie 

facultative non exigeante car elle est facilement cultivable sur milieu gélosé classique comme 

le TSA (Tryptic Soy Agar) ou le CBA (Columbia Blood Agar). Sur ce dernier, les colonies sont 

entourées d’une zone d’hémolyse, témoin d’une synthèse d’hémolysines par cette bactérie 

(Thomer et al., 2016; Gnanamani et al., 2017). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Structure de S. aureus (Lowy, 1998; Xia et al., 2010). Durant la phase 
exponentielle de croissance, S. aureus favorise l’expression des molécules de surface 
permettant son adhésion aux différentes surfaces rencontrées.  Ces protéines sont ancrées dans 
une couche épaisse de peptidoglycane sur laquelle se trouve également les WTA et les LTA. A 
la fin de la phase exponentielle, la bactérie favorise la sécrétion des toxines afin de promouvoir 
sa survie au sein de l’hôte. 
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2.2 La paroi bactérienne 

S. aureus est une espèce bactérienne entourée d’une paroi épaisse majoritairement 

composée de peptidoglycane (PGN) (Figure 5). Ce polymère immunogène est constitué de 

sous-unités alternées du polysaccharide N-acétylglucosamine (NAG) et d’acide N-

acétylmuramique (NAM) formant des chaines linéaires. Attachées aux résidus de NAM sont 

présentes des chaines tétrapeptidiques reliées entre elles par un pont pentaglycine spécifique à 

S. aureus, et conférant une résistance mécanique importante à la bactérie. La paroi est aussi 

composée d’acides teichoïques qui peuvent être ancrés au PGN; on parle de WTA (Wall 

Teichoic Acid), ou à la membrane plasmique, nommés alors LTA (Lipo-Teichoic Acid). La 

présence d’une capsule polysaccharidique chez certaines souches de S. aureus empêche la 

reconnaissance de ces composés par le système immunitaire (Lowy, 1998; Vollmer et al., 

2008). 

Ancrées également dans la paroi, les protéines de surface représentent un grand nombre 

de protéines permettant entre autres l’adhésion des bactéries à la surface des cellules ou aux 

composants de la matrice extracellulaire bactérienne, la formation de biofilm et l’échappement 

des bactéries à la réponse immunitaire de l’hôte. La famille la plus répandue est celle des 

MSCRAMM (Microbial Surface Component Recognizing Adhesive Matrix Molecule), 

comprenant par exemple les protéines d’adhésion au fibrinogène (Clf A et B), à la fibronectine 

(FnBP A et B) et au collagène (Cna). Une liste plus détaillée ainsi que leurs rôles respectifs 

dans la colonisation tissulaire chez l’hôte sera abordée dans la section suivante (cf paragraphe 

II.2.3.2. Les molécules de surface) (Foster et al., 2014). 

2.3 Les facteurs de virulence 

2.3.1 La capsule 

La capsule est un composant extracellulaire constitué de longues chaines 

polysaccharidiques. Au sein d’une espèce, il a été décrit plusieurs types de capsules 

structurellement distinctes, et permettant le sérotypage des isolats bactériens. A ce jour, 13 

sérotypes différents ont été identifiés, avec une plus forte prévalence des types 5 et 8 chez les 

isolats cliniques. La présence de la capsule n’empêche pas l’opsonisation de la paroi bactérienne 

par les molécules du complément (cf paragraphe III.2.1 Le système du complément) ou les 

anticorps, mais constitue un obstacle à la reconnaissance de ces molécules par les phagocytes. 

In vivo, une corrélation a été établie entre la présence d’une capsule chez les isolats et une 

virulence augmentée. De même, les souches hautement encapsulées (possédant une capsule 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : La classification des molécules de surface de S. aureus (Foster et al., 2014). Les 
produits de traduction primaire de toutes les protéines ancrées dans la paroi cellulaire 
contiennent une séquence peptide signal au niveau de leur l'extrémité N-terminale (bleu, à 
gauche), une région couvrant la paroi (rouge), et un signal de tri au niveau de leur extrémité C-
terminale (bleu, à droite). L'analyse structurale des molécules de surface présentées a facilité la 
classification de ces protéines en quatre groupes distincts : les MSCRAMM, les protéines de la 
famille NEAT, la protéine A (Three-helical bundle family) et la famille de répétition de motifs 
G5-E. 
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épaisse) présentent un taux de létalité augmenté chez l’animal comparé à une souche possédant 

une capsule peu épaisse (O’Riordan and Lee, 2004). 

2.3.2 Les molécules de surface 

L’interaction du staphylocoque avec les cellules de l’hôte se fait via des molécules 

d’adhésion présentes à la surface de la bactérie. Ces protéines sont classées en plusieurs groupes 

selon des critères structuraux et fonctionnels (Figure 6). Elles peuvent être ancrées à la paroi ou 

sécrétées par la bactérie. Les protéines MSCRAMM possèdent un peptide signal en position N-

terminale permettant l’adressage de la protéine à la membrane suite à sa synthèse, et une région 

d’ancrage à la paroi et à la membrane cytoplasmique en position C-terminale. Ces deux 

dernières sont séparées par un motif d’acides aminés LPXTG qui, une fois clivé par la sortase 

A, conduit à la formation d’une liaison covalente avec le PGN. Les principales protéines de 

cette famille sont les protéines FnbpA et FnbpB, ClfA et ClfB, Cna, ainsi que la protéine de 

liaison à la sialoprotéine osseuse (Bbp) et les protéines de la famille Sdr (Serine-aspartate 

repeat protein). Durant la colonisation bactérienne, ces molécules permettent non seulement 

l’adhésion aux molécules de la matrice extracellulaire, mais participent également à l’invasion 

de certaines types cellulaires comme les cellules endothéliales et les cellules épithéliales (Foster 

et al., 2014). 

Les protéines de la famille NEAT possèdent un ou plusieurs motifs NEAT (NEAr iron 

Transporter) leur permettant de capturer l’hème de l’hémoglobine. Elles permettent donc à la 

bactérie de capturer le fer de l’environnement, conduisant ainsi à une meilleure survie de la 

bactérie chez son hôte. Des études ont décrit des propriétés redondantes avec les protéines FnBP 

et Clf comme l’adhésion à la fibronectine et au fibrinogène, ainsi que la capacité à inactiver la 

fraction C3b du complément (Foster et al., 2014). 

La protéine A est classée à part, de par sa structure caractérisée par la présence de 5 

domaines extracellulaires notés A, B, C, D et E. Ces domaines sont capables de se fixer aux 

fragments Fc des IgG et des IgM, empêchant ainsi la reconnaissance de la bactérie par les 

récepteurs Fc (FcR) des PNN. L’expression de la protéine A augmente la virulence de S. aureus 

dans les endocardites. En effet, cette protéine facilite l’agrégation plaquettaire via son 

interaction avec le facteur von Willebrand. Ce facteur de virulence est également impliqué dans 

les pneumonies à staphylocoque où la protéine A est capable de se lier au récepteur du TNF*�

des cellules épithéliales pulmonaires, induisant une réponse pro-inflammatoire et une 

destruction de l’épithélium respiratoire (Foster et al., 2014). 
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Enfin, les protéines de la famille de motifs répétés G5-E regroupent la protéine de surface 

G (SasG) et la protéine de surface sensible à la plasmine (Pls). Ces protéines contiennent un 

domaine extracellulaire composé d’un domaine A et un domaine B. Ce dernier est lui-même 

composé d’une répétition d’un nombre variable de séquences G5 (~80 résidus) espacées par le 

domaine E, une séquence de 50 résidus. Pour SasG, trois à 10 répétitions ont été observées dans 

différents souches de S. aureus. Les ligands de ces protéines ne sont pas encore connus mais 

des études ont montré leur implication dans la liaison aux cellules épithéliales et la formation 

des biofilms (Roche et al., 2003; Bateman et al., 2005; Foster, 2020). 

2.3.3 Les toxines 

Le caractère « pathogène » de S. aureus provient de sa capacité à sécréter de multiples 

toxines capables d’affaiblir l’organisme colonisé. Elles promeuvent la survie et la prolifération 

de la bactérie au sein de son hôte via ses capacités à déstabiliser l’organisation tissulaire, à tuer 

certaines cellules de l’hôte, et à contourner les attaques du système immunitaire (Oliveira et al., 

2018).  

2.3.3.1 Les exfoliatines 

Les exfoliatines sont des toxines épidermolytiques regroupant les exfoliatines A/B/C/D 

(ETA, ETB, ETC, ETD) codées par les gènes eta, etb, etc, et etd respectivement. Elles sont 

responsables d’atteintes cutanées locales telles que l’impétigo bulleux, ou plus généralisées 

comme le syndrome de la peau ébouillantée. Ce sont des sérine protéases ciblant la 

desmogléine-1, une cadhérine du desmosome qui maintient l’adhésion entre les kératinocytes, 

entrainant une desquamation et la formation de cloques au niveau des couches superficielles de 

la peau. Environ 5% des souches de S. aureus expriment ces toxines, mais ETA et ETB sont les 

plus fréquemment retrouvées chez l’Homme (Bukowski et al., 2010; Oliveira et al., 2018). 

2.3.3.2 Les toxines formant des pores 

Les toxines formant des pores (PFT) font partie de la grande famille des protéines formant 

des pores (PFP), qui incluent entre autres la perforine et la protéine C9 du complexe d'attaque 

membranaire du système de complément. Chez S. aureus, les PFT regroupent les hémolysines 

et les leukotoxines qui induisent la formation de pores membranaires à la surface des cellules 

et mènent à leur lyse. Elles sont classées sur la base de la structure de leurs pores 

transmembranaires. En effet, les *-PFT forment une structure de type hélice *�������`�
��
��

#��
�� &������ #��� �
�� +-PFT sont sous la forme d’un tonneau +[� �
�� $��������
�� 
� �
��

leukotoxines font partie de ce deuxième groupe (Seilie and Wardenburg, 2017). 



 

 

 

 

 

 

Figure 7 : Mécanisme de formation des pores par les PSM de S. aureus (Oliveira et al., 
2018). Les PSM sont capables de s’agréger à la surface de la membrane lipidique des cellules 
grâce à leur caractère amphipatique (1), ce qui peut entraîner une désintégration de la membrane 
(2). Les PSM ont une tendance à s'agréger en oligomères et à former un pore de manière 
transitoire au niveau de la membrane des cellules (3). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Mécanisme de formation des pores transmembranaires par les PFT de S. aureus 
(Seilie and Wardenburg, 2017). La Hla de S. aureus est sécrétée sous forme de monomères 
solubles (rouge) et possède une affinité pour le récepteur Adam10. A la surface de la cellule, la 
toxine s’oligomérise en heptamères pour former un pré-pore. Ce dernier est stabilisé par la 
cavéoline-1. Enfin, le pore transmembranair
�
�����
���+�
��&���������
����
�����
�_���
[�
Les leukocidines sont également sécrétées sous la forme de monomères. Le composant S (bleu 
foncé) confère la spécificité au récepteur membranaire. Suite à sa liaison, le composant F (bleu 
clair) est recruté pour former des hétérodimères. Le pré-pore est formé par l’oligomérisation en 
octamères de ces dimères avant la formation du canal transmembranaire. 
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Les *-PFT  

Les « Phenol-Soluble Modulins » 

Les PSM (Phenol-Soluble Modulins) sont des petits peptides capables de former des pores 

transmembranaires. Cette propriété est due à leur caractère amphipathique qui leur permet de 

s’agréger en oligomères et leur confère une affinité naturelle pour les lipides (Figure 7). Cette 

activité est récepteur indépendant. La présence des PSM est plus fréquente chez les MRSA-C 

que chez les MRSA-H. L’export de ces peptides est dépendant du transporteur Pmt (Phenol-

soluble Modulin Transporteur), qui protège la bactérie des effets lytiques des PSM. Chez S. 

aureus, deux familles de PSM ont été décrites : les PSM*, comprenant les PSM* 1 à 4 et 

�]$��������
�=������; 
��
�����+��"��#�
�����
��PSM+ 1 et 4. Cette classification qui repose 

sur la base des longueurs des séquences peptidiques permet également de distinguer ces deux 

familles selon leur pouvoir cytolytique. En effet, les PSM*��\���
������� ont respectivement 

une capacité prononcée et modérée à lyser les PNN et les érythrocytes humains, alors que les 

PSM+� ���� ���� ���`�
�[� ��� #�$�%���"��� �""��
� �
�� ���*� se reflète dans la capacité des 

MRSA-C à provoquer des infections cutanées et des bactériémies dans des modèles animaux. 

D’autres fonctions de ces PSM incluent la structuration des biofilms de S. aureus (cf paragraphe 

II.2.4 Le biofilm de S. aureus) et l’activation de la réponse pro-inflammatoire, notamment chez 

les PNN (cf paragraphe III3.2 Extravasation et chimiotaxie cellulaire) (Peschel and Otto, 2013; 

Otto, 2014; Oliveira et al., 2018). 

�
��+-PFT 

L’hémolysine � 

L’hémolysine * (Hla) est sécrétée sous forme de monomères mais s’oligomérise en 

heptamères suite à la reconnaissance de sa cible, le récepteur membranaire ADAM10 (Figure 

8). L’effet de cette toxine a été démontré chez plusieurs types cellulaires tels que les 

lymphocytes T et B, les MO/��, les érythrocytes, les cellules endothéliales et les cellules 

épithéliales. La liaison de cette toxine à ces dernières mène à l’activation de ADAM10 et à une 

dégradation des cadhérines E via son activité métalloprotéase (Seilie and Wardenburg, 2017).  

L’hémolysine � 

Le mécanisme de formation des pores par l’hémolysine + (Hlb) repose sur une activité 

enzymatique. En effet, il s’agit d’une sphingomyélinase ciblant la sphingomyéline présente sur 

la membrane des cellules de l’hôte. Son activité cytotoxique a été décrite chez les kératinocytes, 

les PNN, les MO et les lymphocytes T. In vitro, cette toxine diminue la capacité des cellules 

endothéliales activées par le TNF* à produire l’IL-8, et inhibe la capacité migratoire des PNN 



Toxine Sous-unité S Sous-unité F Récepteur cible  
(de la sous-unité S) 

Cellule cible Espèce 
cible 

>�?�/B ��<� ��<� CCR2 
CXCR1/2 
DARC (sur les érythrocytes) 

PNN 
MO 
�� 
Erythrocytes 

Homme 
Souris 

>�?+@Z ��<� ��<� C5aR1/2 PNN 
MO 
�� 

Homme 
Lapin 
Souris 

LukED LukE LukD CCR5 
CXCR1/2 
DARC (sur les érythrocytes) 

PNN 
MO 
M� 
DC 
Lymphocyte T 
Erythrocytes  

Homme 
Souris 

PVL LukS-PVL LukF-PVL C5aR1/2 PNN 
MO 
�� 

Homme 
Souris 

LukAB LukA LukB CD11b PNN 
MO 
�� 
DC 

Homme 
Lapin 
Souris 

 

Tableau 2 : Composition des différentes leukotoxines de S. aureus, leurs récepteurs et 
leurs cellules cibles (Spaan et al., 2017). La majorité des récepteurs ciblés par les leukotoxines 
appartiennent à la famille des récepteurs du complément et des chimiokines : C5aR1, C5aR2, 
CXCR1, CXCR2, CCR2, CCR5 et DARC. A l'exception du DARC, ces récepteurs sont 
exprimés chez les leucocytes à des niveaux très élevés, et sont impliqués dans l'activation et la 
migration cellulaire. Le CD11b est un composant de l'intégrine Mac-1 qui est fortement 
exprimée chez les phagocytes. Ce récepteur est impliqué dans de nombreuses fonctions 
cellulaires critiques telles que la chimiotaxie et la phagocytose. 

  



41 
 

vers un endothélium activé par le TNF-*, ainsi que sa traversée. Dans un modèle d’endocardite 

chez le lapin, l’expression de l’Hlb augmente la capacité des bactéries à former des biofilms 

(Otto, 2014; Oliveira et al., 2018). 

Les leukotoxines 

Les leukotoxines, également appelées leucocidines, sont des toxines à deux composants 

formant des pores. Chez S. aureus, cinq leukotoxines différentes ont été identifiées, chacune 

formée par l’oligomérisation de deux composés distincts, nommés S et F (Figure 8). La 

spécificité cellulaire de ces toxines est dépendante du composé S et de la reconnaissance de son 

récepteur cible. Or, chaque leukotoxine possèdent ses propres sous-unités S et F. Ces toxines 

ciblent plusieurs types de cellules immunitaires, notamment les phagocytes et certains 

lymphocytes, chez l’Homme et également chez d’autres mammifères (Tableau 2).  

{��� �]�_����� �]$��������
� <� ���%�� 
�� &����
� �
� �]����"������ �
�� ����-unités 

peptidiques HlgA ou HlgC (composé S) avec la sous-unité HlgB (composé F). En effet, il existe 

deux combinaisons possibles pour former l’Hlg : HlgA/HlgB ou HlgB/HlgC. 

L’interchangeabilité du composé S confère une activité lytique différentielle face aux 

érythrocytes. La lyse de ces derniers permet aux bactéries de capturer le fer du milieu 

environnant, assurant ainsi une meilleure survie à la bactérie dans la circulation sanguine (Spaan 

et al., 2015).  

La leukotoxine LukED (composée des sous-unités LukE et LukD) est également capable 

de lyser les érythrocytes. LukE cible les phagocytes, mais également les lymphocytes T et les 

DC immatures via le récepteur CCR5 (C-C chemokine Receptor type 5) (Oppermann, 2004).  

La leukotoxine de Panton-Valentine (PVL) cible spécifiquement les cellules 

immunitaires chez l’Homme et chez le lapin, en raison de la spécificité additionnelle de sa sous-

unité F (LukF-PV) pour le récepteur CD45. L’expression de cette toxine a été associée à des 

infections sévères et potentiellement mortelles chez les sujets sains. En effet, les gènes codant 

les protéines S et F (LukS-PV et LukF-PV) sont présents seulement chez 5% des isolats 

cliniques, mais sont retrouvés chez la majorité des SARM-C (85%), notamment dans le cas 

d’infections cutanées et de pneumonies nécrosantes (Yoong and Torres, 2013).  

LukAB est la toxine la plus récemment découverte son rôle dans les infections in vivo 

reste peu connu. Contrairement aux autres leukotoxines qui s’oligomérisent suite à la 

reconnaissance du récepteur membranaire, la formation des hétérodimères de LukA/LukB a été 

décrite avant leur oligomérisation à la surface des cellules cibles. De plus, un effet synergique 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9 : Mécanisme d'action des superantigènes (Oliveira et al., 2018). Les superantigènes 
se lient aux molécules du CMHII et à une région variable du récepteur des lymphocytes T, ce 
qui conduit à une stimulation non spécifique des lymphocytes T.  
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de cytotoxicité a été constaté sur les PNN lorsque cette toxine est co-exprimée avec la PVL 

(Spaan et al., 2017; Oliveira et al., 2018). 

2.3.3.3 Les superantigènes 

La famille des toxines superantigéniques (SAg) regroupe plus d’une vingtaine de 

protéines, avec notamment la TSST-1 (Toxic Shock Syndrom Toxin 1), les entérotoxines 

staphylococciques et 11 SSL (Staphylococcal Superantigen-Like) (SEIK à SEIQ et SEIU à 

SEIX). Ces superantigènes induisent une interaction non spécifique entre les doma��
���+��
��

lymphocytes T et le CMHII. Il en résulte l’activation et la prolifération des lymphocytes T sans 

nécessiter la présentation antigénique (Figure 9). La libération des cytokines pro-

inflammatoires en grande quantité par les lymphocytes activés va provoquer le syndrome du 

choc toxique staphylococcique caractérisé par de la fièvre, des diarrhées, des vomissements et 

la défaillance simultanée des organes (Otto, 2014; Oliveira et al., 2018). 

2.3.4 Les enzymes 

2.3.4.1 La coagulase 

Deux coagulases ont été décrites chez S. aureus, la staphylocoagulase et le facteur von 

Willebrand. Elles possèdent toutes les deux la capacité à s’associer à la prothrombine humaine 

par leur extrémité N-terminale pour former le complexe staphylothrombine. Ce dernier est une 

enzyme responsable de la polymérisation du fibrinogène en fibrine, favorisant l’agrégation 

plaquettaire ainsi que l’interaction entre S. aureus et les plaquettes. Ces deux coagulases sont 

impliquées dans l’inhibition de la phagocytose bactérienne, dans la formation des abcès et dans 

l’adhésion de S. aureus à des cathéters (Cheng et al., 2010; Vanassche et al., 2013). 

2.3.4.2 La staphylokinase 

L’action de la Staphylokinase (Sak) permet de contrer la formation des caillots de fibrine 

qui normalement limitent la croissance bactérienne au niveau cutané. S. aureus est capable 

d’immobiliser le plasminogène à sa surface. L’enzyme Sak convertit alors le plasminogène en 

plasmine, une peptidase intervenant dans le processus de fibrinolyse, et permet la dislocation 

des caillots et la formation de foyers septiques secondaires. La bactérie inhibe son opsonisation 

grâce à l’activité sérine protéase de la plasmine associée à sa paroi. Cette dernière est en effet 

capable de cliver et d’inactiver les IgG et la fraction C3b du complément (Mölkänen et al., 

2002; Rooijakkers et al., 2005b).  
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2.3.4.3 Les lipases 

De nombreuses lipases sont sécrétées par S. aureus, dont les plus abondantes 

appartiennent à la famille Geh : SAL1, SAL2, et SAL3. Ces lipases possèdent une spécificité 

pour les chaines courtes (SAL1 et SAL3) et les chaines longues (SAL2) des triglycérols stockés 

dans le tissu adipeux (Kumar et al., 2021). Alors que les acides gras issus de cette hydrolyse 

peuvent avoir une activité antimicrobienne au niveau cutané, des études récentes ont montré 

que les lipases peuvent produire des acides gras libres à partir de métabolites lipidiques de 

l'hôte, métabolites qui seront ensuite incorporés dans les fragments lipidiques de la paroi de S. 

aureus. Cette incorporation rend la bactérie résistante au triclosan, un agent antibactérien à large 

spectre couramment utilisé dans le traitement des infections à S. aureus (Cadieux et al., 2014; 

Delekta et al., 2018). De plus, l’association des lipases et d’une enzyme appelée FAME (Fatty 

Acid Modifying Enzyme) permet l’estérification des acides gras en cholestérol et une meilleure 

colonisation du tissu cutané. Les lipases ont également été décrites dans l’inhibition de 

l’activation des �� par une hydrolyse des lipopeptides bactériens, inhibant ainsi la 

reconnaissance de S. aureus par le TLR2 (Chen and Alonzo, 2019). Enfin, les lipases ont une 

activité anti-phagocytaire sur les PNN humains en empêchant l’émission de pseudopodes par 

ces cellules (Sargison et al., 2021).  

2.3.4.4 Les protéases 

S. aureus sécrète principalement 10 enzymes protéolytiques. Il s'agit notamment d'une 

métalloprotéase (auréolysine, Aur), d'une sérine protéase V8 (SspA), de deux cystéine protéases 

(staphopaïne A (ScpA) et staphopaïne B (SspB)), et de six homologues de SspA 

(SplA/B/C/D/E/F). Les protéases sont sécrétées sous forme de proenzymes dépourvues 

d’activité protéolytique, ou possédant une faible activité. La maturation des protéases nécessite 

ainsi un clivage du précurseur réalisé par les protéases elles-mêmes : l’Aur active la ScpA, qui 

active à son tour la SspB (Rice et al., 2001). Ces enzymes possèdent plusieurs cibles chez 

l’Homme, par exemple la fibronectine, le fibrinogène et le kininogène qui sont clivés 

spécifiquement par la SspB, ainsi que l’élastine, les chaines lourdes des immunoglobulines et 

l’*1-antitrypsine qui peuvent être ciblés par les deux cystéine protéases. Les protéinases 

peuvent moduler l’activité de certains facteurs de virulence. Par exemple, SspA et Aur clivent 

respectivement la protéine A et la ClfB présentes à la surface de la bactérie, empêchant 

l’association de la bactérie aux protéines de la matrice et facilitant sa dissémination. Aur a 

également été impliquée dans la stabilité de Hla et des PSM chez les MRSA-C (Kolar et al., 

2013; Otto, 2014).  
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2.3.4.5 Les nucléases 

Les nucléases sécrétées par S. aureus catalysent l’hydrolyse de l’ADN et de l’ARN. Deux 

types ont été décrits chez cette bactérie : Nuc1 et Nuc2. Seule Nuc1 est présente chez toutes les 

souches de S. aureus. Ces enzymes jouent un rôle au cours de la maturation du biofilm en 

dégradant l’ADN extracellulaire (ADNe). Or, ce composant de la matrice extracellulaire 

bactérienne est essentiel au maintien de la structure du biofilm car il permet la formation de la 

structure tridimensionnelle des biofilms et une dispersion précoce des bactéries (cf paragraphe 

II.2.4 Le biofilm de S. aureus) (Moormeier and Bayles, 2017; Sultan et al., 2019). Il a aussi été 

démontré que l'expression des nucléases par la forme planctonique et biofilm de S. aureus 

dégrade les NET (Neutrophil Extracellular Traps), permettant ainsi à la bactérie d’échapper à 

la dégradation (Berends et al., 2010; Bhattacharya et al., 2020).  

2.3.5 La staphyloxanthine 

La staphyloxanthine n'est pas seulement le pigment responsable de la coloration jaune 

typique des colonies de S. aureus, mais est aussi un facteur de virulence important. Sa 

production améliore la résistance de la bactérie aux facteurs environnementaux tels que les 

rayonnements UV et les espèces réactives de l'oxygène (ROS). L’activité anti-oxydante de cette 

molécule protège la bactérie contre la dégradation au sein des PNN et de l’activité des AMP 

(Xue et al., 2019; Kwiatkowski et al., 2020). 

2.3.6 Les protéines impliquées dans la réponse immunitaire 

2.3.6.1 Chemotaxis inhibitory protein of Staphylococcus et FPR-like 1 inhibitory 

proteins  

La protéine CHIPS (CHemotaxis Inhibitory Protein of Staphylococcus) est une protéine 

sécrétée ayant une affinité pour le récepteur du complément (CR) C5aR et le récepteur des 

peptides formylés 1 (FPR) des PNN, des MO/�� et des DC (cf paragraphe III.2 Les effecteurs 

de la réponse immunitaire innée). Ces deux récepteurs sont impliqués dans la chimiotaxie des 

cellules immunitaires via la liaison avec leurs ligands respectifs, la fraction C5a du complément 

et les peptides formylés. Ces derniers peuvent être issus de la lyse des bactéries ou des cellules 

hôtes. La fixation des CHIPS sur ces récepteurs empêche ainsi la fixation de leurs propres 

ligands, inhibant ainsi le recrutement de ces cellules immunitaires vers le site d’infection 

(Dorward et al., 2015). Les protéines FLIPr et FLIPr-like (FPR-Like 1 Inhibitory Proteins) sont 

également capables d’inhiber la chimiotaxie des cellules immunitaires en se liant sur le 

récepteur FPR1 des PNN et des MO/��. De plus, elles ont une affinité pour le récepteur FPR2. 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10 : Les étapes de la formation du biofilm de S. aureus (Moormeier and Bayles, 
2017). Le développement du biofilm de S. aureus est décrit en cinq étapes : A) l’attachement, 
B) la multiplication, C) l’exode, D) la maturation et E) la dispersion. Après l’adhésion des 
bactéries à une surface biotique ou abiotique (A), les bactéries se multiplient pour former des 
microcolonies entourées d’une matrice composée d’ADNe et de protéines (B). Une fois à 
confluence, une sous-population de bactéries exprimant des nucléases est libérée après 
dégradation de l’ADNe (C). Le biofilm se développe à partir des microcolonies restantes. Le 
processus de maturation est caractérisé par une division rapide des bactéries et une synthèse 
importante de MEC (D). Enfin, des bactéries peuvent se détacher du biofilm grâce à l’action de 
protéases et/ou des PSM pour aller coloniser de nouvelles surfaces (E). 
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L’activation des FPR par ces molécules (CHIPS, FLIPr et FLIPr-like) inhibe l’activation des 

PNN (Spaan et al., 2013). 

2.3.6.2 Staphylococcal complement inhibitor 

Les deux protéines SCIN (Staphylococcal Complement INhibitor), SCIN-B et SCIN-C, 

sont des inhibiteurs de toutes les voies du complément (cf paragraphe III.2.1 Le système du 

complément) en agissant sur le facteur commun aux deux voies, la C3 convertase. Ces protéines 

sont retrouvées chez 90 % des isolats humains. En effet, l’interaction avec la C3 convertase 

déposée à la surface des bactéries inhibe le clivage du complément C3 en C3a et C3b 

(Rooijakkers et al., 2006). Cette inhibition a pour conséquence d’inhiber le recrutement des 

PNN au site d’infection par la fraction C3a, d’empêcher la phagocytose après l’opsonisation 

par la fraction C3b, et de bloquer l’activation de la C5 convertase (Sultan et al., 2018). 

2.4 Le biofilm de Staphylococcus aureus 

2.4.1 Généralités 

Dans un environnement pauvre en nutriments, les bactéries sont retrouvées non pas sous 

la forme isolée, flottante en milieu liquide appelée forme planctonique, mais exclusivement 

sous la forme communautaire appelée biofilm. Le biofilm désigne ainsi des agrégats de 

bactéries adhérentes à une surface englobées dans une matrice extracellulaire (MEC) composée 

d’eau, d’ADNe, de protéines et de polysaccharides. Chez l’Homme, les bactéries forment du 

biofilm lorsqu’elles subissent des conditions de stress induites notamment par le traitement 

antibiotique ou les attaques du système immunitaire de l’hôte. En effet, S. aureus est reconnu 

pour sa capacité à provoquer des infections chroniques en raison de sa capacité à former des 

biofilms, notamment sur des dispositifs médicaux invasifs tels que des cathéters, des prothèses 

articulaires et des implants cardiaques. Cette forme de croissance confère aux bactéries une 

résistance à la fois aux agents antimicrobiens et aux attaques du système immunitaires de l’hôte 

tout en servant également de réservoir pour la dissémination bactérienne au sein de l'organisme 

(Costerton et al., 1999; Donlan and Costerton, 2002). La formation du biofilm de S. aureus se 

décompose en 4 étapes clés : l’attachement, la multiplication, la maturation et la dispersion 

(Figure 10). S’ajoute également dans le cas de S. aureus une étape de dispersion précoce ou 

exode décrite en 2014 (Moormeier et al., 2014), et indépendante des mécanismes impliqués 

dans la phase finale de dispersion des biofilms. Chaque étape est régulée de manière précise et 

nécessite l’expression de facteurs spécifiques de S. aureus pour parvenir à l’élaboration de cette 

structure complexe (Moormeier and Bayles, 2017). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 : Les protéines impliquées dans la phase précoce de la formation du biofilm 
chez S. aureus (Speziale et al., 2014). L’attachement de S. aureus à une surface biotique 
(rouge) est médié par les MSCRAMM. Durant la phase de multiplication, l’adhésion 
interbactérienne permettant l’accumulation des bactéries en biofilm est assurée par les 
MSCRAMM et par le domaine B de SasG.  
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2.4.2 Les étapes de formation 

2.4.2.1 L’attachement 

La formation du biofilm de S. aureus est initiée par l’attachement des bactéries sous forme 

planctonique à une surface de nature abiotique ou biotique. Cette dernière correspond aux 

substrats retrouvés dans la matrice extracellulaire ou à la surface des cellules de l’hôte, comme 

la fibronectine, le fibrinogène, le collagène ou les récepteurs membranaires. L’adhésion à ces 

molécules est majoritairement médiée par les protéines de surface de la famille des 

MSCRAMM, qui offrent également la possibilité de se lier aux protéines adsorbées sur les 

biomatériaux, facilitant ainsi la mise en place du biofilm sur les implants (Foster et al., 2014; 

Moormeier and Bayles, 2017). En l’absence des molécules de l’hôte, S. aureus est capable 

d’adhérer aux surfaces abiotiques, telles que le plastique ou le métal d’un dispositif médical, 

via des interactions hydrophobes ou électrostatiques. En effet, il a été montré que la capacité de 

fixation et de formation du biofilm est influencée par les charges de surface des supports tels 

que le polystyrène (Kennedy and O’Gara, 2004). De plus, l’inhibition de l’incorporation des 

résidus positivement chargés de D-alanine aux WTA et aux LTA par les enzymes codées par 

l’opéron dlt provoque une augmentation de la charge négative de la surface bactérienne, 

diminuant ainsi son adhésion au polystyrène et au verre (Gross et al., 2001).  

De même, les autolysines (Atl) participent à l’attachement de la bactérie aux surfaces 

abiotiques (polystyrène et verre) (Biswas et al., 2006). Ce sont des hydrolases du PGN par 

ailleurs impliquées dans la division cellulaire, la lyse bactérienne, et le renouvellement de la 

paroi bactérienne (Osipovitch et al., 2015). Sur une surface hydrophobe de type polystyrène, 

Houston et al. ont montré une diminution de la capacité d’adhésion des bactéries par les mutants 

délétés pour le gène atl (Houston et al., 2011).  

2.4.2.2 La multiplication 

Suite à leur adhésion, les bactéries vont ensuite se diviser et s’accumuler pour former un 

amas bactérien. Durant cette phase de multiplication, les liaisons inter-bactériennes sont 

essentielles afin de protéger les bactéries nouvellement formées du détachement, et d’assurer 

ainsi la continuité de la formation du biofilm. Dans un premier temps, ces liaisons sont assurées 

par la production de protéines de surface, notamment certaines MSCRAMMS et la SasG 

(Figure 11). Il a été démontré que l’accumulation des bactéries au cours de cette étape est 

également dépendante du polysaccharide PIA (Polysaccharide Intercellular Adhesin). Des 

homologues de cet exopolysaccharide existent chez d’autres bactéries telles que E. coli, P. 

fluorescens et Y. pestis, avec un rôle dans la formation du biofilm clairement démontré. Le PIA 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12 : Implication de l’ADNe et des PSM (Phenol Soluble Modulins) dans la 
formation du biofilm de S. aureus (Hobley et al., 2015). La formation d’un biofilm est 
caractérisée par la sécrétion d’une MEC riche en ADNe et en protéines. Les interactions entre 
les bactéries au sein de cette matrice sont médiées par divers facteurs, dont notamment l’ADNe 
qui relie les protéines cytoplasmiques entre elles (1), les protéines CWA qui relient la surface 
des bactéries adjacentes (2 et 3), et les peptides PSM qui s’agrègent #����&���
���
��&�_�
��+-
amyloïdes.  
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est un composant majeur de la MEC. En effet, sa charge positive lui permet de se lier à la 

surface des bactéries et aux WTA (Nguyen et al., 2020). De plus, une délétion du locus ica 

(opéron codant la PIA) inhibe la formation du biofilm (Cramton et al., 1999). Cependant, 

l’implication de la PIA dans la formation de biofilm semble être souche dépendante, car la 

délétion de ica dans la souche MSSA UAMS-1 ou dans certaines MRSA n’induit pas de défaut 

dans la formation du biofilm aussi bien in vitro qu’in vivo (Francois et al., 2003; Beenken et al., 

2004; Fitzpatrick et al., 2005; Moormeier et al., 2014).  

Dans ce cas où le biofilm se développe de manière PIA indépendante, d’autres protéines 

sont alors impliquées dans l’accumulation des bactéries. Par exemple, la protéine A présente à 

la surface des bactéries favorise l’agrégation bactérienne dans un milieu liquide, et la formation 

du biofilm dans des conditions statiques et en flux. De plus, le développement du biofilm est 

rétabli chez les mutants spa (Staphylococcus aureus Protein A) par l'ajout de la protéine A de 

manière exogène, indiquant que cette fonction ne nécessite pas un ancrage de cette protéine à 

la paroi bactérienne (Merino et al., 2009). Par ailleurs, des études sur l’attachement de S. aureus 

à une surface abiotique, sur l’agrégation bactérienne et sur la formation du biofilm ont montré 

que la protéine de surface Bap (Biofilm-Associated Protein) est impliquée dans l’accumulation 

des bactéries durant cette étape. L’absence de l’opéron ica chez les souches bactériennes n’a 

pas d’impact sur les fonctions de Bap, montrant un mécanisme de fonctionnement de la protéine 

indépendant de la PIA. Initialement isolée à partir de souches issues de mammites bovines, cette 

protéine n’a jamais été retrouvée chez les isolats cliniques chez l’Homme (Trotonda et al., 2005; 

Lasa and Penadés, 2006).  

 Dans un deuxième temps, la stabilité de la MEC du biofilm est assurée par l’ADNe issu 

de la mort cellulaire et de l’action des autolysines bactériennes Atl. En effet, la charge 

polyanionique de l’ADN permet de lier les molécules composant la MEC (Figure 12). De plus, 

la lyse des bactéries résulte en le relargage de certaines protéines contribuant à la stabilité de la 

MEC telles que les PSM, la Hlb, et les protéines associées au nucléoïde, chacune étant capable 

de se lier à l’ADNe. La sensibilité des biofilms aux traitements par les protéases témoigne du 

rôle essentiel du composant protéique de la MEC durant cette phase précoce de la formation du 

biofilm (Moormeier et al., 2014). En effet, il a été décrit que les PSM s’agrègent à la surface 

des bactéries pour former des fibres amyloïdes. Alors que la forme monomérique des PSM est 

impliquée dans la lyse des cellules immunitaires et la dispersion du biofilm grâce à son activité 

de surfactant, la structuration en fibres a été proposé comme mécanisme d’inactivation de ces 

mêmes protéines cytolytiques (Schwartz and Boles, 2013; Hobley et al., 2015). Cependant, 
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Schwartz et al., ont montré que la formation des fibres amyloïdes est dépendante de la présence 

de l’ADNe dans des biofilms formés in vitro (Schwartz et al., 2016). 

2.4.2.3 La dispersion précoce ou exode 

L’observation de la formation du biofilm par microscopie en temps réel a mis en évidence 

une étape de dispersion précoce permettant la restructuration du biofilm et la formation de 

micro-colonies de bactéries (Figure 10) (Moormeier et al., 2014). Cet exode se fait via l’action 

des nucléases sur l’ADNe en permettant une dégradation partielle de la MEC. Cependant, 

l’expression du gène nuc est observée uniquement dans une sous-population de bactéries du 

biofilm, ce qui empêche la dégradation totale de la MEC. Cette expression est sous le contrôle 

du système de régulation de la virulence sae (S. aureus Exoprotein Expression) (cf paragraphe 

II.2.5.1 Les systèmes à deux composants), et est indépendant des mécanismes impliqués dans 

la dispersion tardive du biofilm. Ceci suggère une expression ordonnée de ces différents 

effecteurs pendant le développement du biofilm. Le processus qui gouverne cette coordination 

reste cependant encore inconnu (Moormeier et al., 2014; Moormeier and Bayles, 2017).  

2.4.2.4 La maturation 

Costerton et al. ont décrit la structure tridimensionnelle des biofilms matures comme étant 

des « champignons » ou des « tours » traversées par des canaux aqueux permettant 

l’acheminement de l’oxygène et des nutriments dans les différentes régions du biofilm ainsi 

que l’élimination des déchets (Costerton et al., 2003). La maturation correspond à la 

multiplication et à l’agrégation des bactéries à partir des micro-colonies restantes, suite à 

l’exode, conduisant à la formation des piliers caractéristiques des biofilms (Figures 10 et 12). 

Durant cette étape, des conditions environnementales différentes dues à la présence de gradients 

d’oxygène et de nutriments dans l'ensemble de la communauté bactérienne potentialise le 

développement de sous-populations métaboliquement distinctes. Dans un modèle in vitro de 

biofilm de staphylocoque (S. aureus et S. epidermidis), quatre profils métaboliques ont été 

identifiés : des bactéries en croissance aérobie, des bactéries en fermentation, des bactéries 

dormantes (bactéries à croissance lente et métaboliquement inactives) ou encore des bactéries 

mortes. Les bactéries présentes à la surface supérieure (riche en oxygène) et inférieure (riche 

en nutriments) du biofilm sont métaboliquement actives. Cependant, la majorité des cellules 

sont dormantes et situées dans un environnement anoxique (Rani et al., 2007). Cette diversité 

s’étend également à l’expression protéique. En effet, une étude a montré l’hétérogénéité de 

certaines protéines de surface dans les différentes sous-populations de bactéries au sein du 

biofilm (Brady et al., 2007). Ces différentes sous-populations bactériennes présentes au sein 



Figure 13 : Réseau d'interaction des principaux régulateurs globaux de S. aureus (Jenul 
and Horswill, 2018). Chez S. aureus, la régulation des facteurs de virulence est soumise à un 
réseau complexe qui intègre les signaux dérivés de l'hôte et de l'environnement dans une 
réponse coordonnée. Les systèmes à deux composants (Agr, SaeRS, ArlRS) permettent de 
percevoir les changements environnementaux et de les transformer en un programme de 
régulation. Couplé à ces différents systèmes de régulation, S. aureus possède également des 
facteurs de transcription cytoplasmiques (Rot, SarA, MgrA) qui peuvent à la fois réguler les 
systèmes à deux composants ou être régulés par ces derniers. Les facteurs de virulence associés 
à chaque voie de régulation sont également indiqués. 
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d’un biofilm mature permettent non seulement une meilleure adaptation aux conditions 

environnementales mais sont également associées à une résistance accrue aux agents 

antimicrobiens (Lewis, 2005, 2010; Archer et al., 2011). 

2.4.2.5 La dispersion 

A partir de ce biofilm mature, des bactéries isolées ou des agrégats bactériens peuvent, à 

leur tour, se détacher pour assurer la dissémination des bactéries vers de nouveaux sites de 

colonisation (Figures 10 et 12). Ce détachement peut être causé par des forces mécaniques dues 

à un flux de liquide ou par l’expression des protéases et des PSM. Chez S. aureus, un certain 

nombre de régulateurs globaux contrôle l’expression de ces effecteurs de dispersion, 

notamment SarA, SigB et SaeRS (cf paragraphe II.2.5.1 Les systèmes à deux composants). Le 

mieux caractérisé reste le système agr (Accessory Gene Regulator), un système de régulation 

dépendant de la densité bactérienne et de l'accumulation de molécules signal appelées auto-

inducteurs (cf paragraphe II.2.5.1.1 Le système agr). Les protéases impliquées dans cette étape 

de dispersion sont les protéines Aur, SspA et les staphopaïnes qui sont capables de dégrader les 

composants protéiques de la MEC telles que FnBPs, Bap et ClfB (Lister and Horswill, 2014; 

Moormeier and Bayles, 2017). Le caractère amphipatique des PSM leur permet d’agir comme 

un détergent à la surface des biofilms, conduisant à la dispersion (Peschel and Otto, 2013). En 

effet, des mutants isogéniques de S. aureus �������#�������#����"�����
����*���
����+����

de Hld produisent un biofilm plus épais que leur souche parentale. De même, l’induction du 

système agr est corrélée à une dispersion du biofilm durant les phases tardives de son 

développement (Periasamy et al., 2012). 

2.5 Régulation de la synthèse des facteurs de virulence et transition vers la forme biofilm 

Afin d’assurer les fonctions décrites précédemment, la bactérie doit coordonner 

l’expression de ses facteurs de virulence de manière précise. Pour se faire, S. aureus dispose 

d’un réseau complexe de systèmes de régulation capables de répondre à une multitude de 

signaux provenant de son environnement ou de l’hôte colonisé (Figure 13). Deux groupes 

majeurs de régulateurs sont décrits chez S. aureus : les facteurs de transcription et les systèmes 

à deux composants (Jenul and Horswill, 2018). 

2.5.1 Les systèmes à deux composants 

2.5.1.1 Le système agr  

Chez S. aureus, le système de régulation agr est à l’origine du « quorum sensing », une 

voie de communication inter-bactérienne. L’agrégation et la multiplication des bactéries 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14 : L’organisation du circuit de quorum sensing (QS) chez S. aureus (Jenul and 
Horswill, 2018).  Le système agr est constitué de deux transcrits adjacents, ARNII et ARNIII, 
dont l'expression est respectivement sous le contrôle des promoteurs P2 et P3. L’opéron codant  
ARNII est constitué de quatre gènes agrABCD codant les différents éléments du QS. Le gène 
agrD code un pro-peptide immature qui est clivé par la peptidase transmembranaire AgrB. Cette 
dernière assure également le transport du peptide mature dans le milieu extracellulaire. La 
fixation de l’AIP sur les domaines extracellulaires de l’histidine kinase transmembranaire AgrC 
induit l’autophophorylation du résidu histidine en C-terminal de ce récepteur. Ce résidu 
phosphate est ensuite transféré sur le résidu aspartate de la protéine cytoplasmique AgrA. Sous 
sa forme phosphorylée, AgrA est capable de se lier aux promoteurs P2 et P3, induisant 
l’expression de l’ARNII et de l’ARNIII, ce qui amplifie l’induction de ce système et conduit à 
la régulation de l’expression des gènes ciblés par l’ARNIII. AgrA est également capable de 
promouvoir l’expression des PSM par une fixation directe aux promoteurs des opérons codant 
�
�����*�
�+[  
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conduit à l’accumulation du peptide signal AIP (AutoInducing Peptide) dans le milieu 

extracellulaire. Une fois la concentration seuil en AIP atteinte, le système de régulation agr est 

activé. De ce fait, ce système est faiblement exprimé en début de croissance, mais 

l’augmentation de la densité bactérienne à la fin de la phase exponentielle et de la phase 

stationnaire est couplée à l’induction de ce système (Jenul and Horswill, 2018). 

L’ARNIII est l’effecteur principal de ce système (Figure 14). Il régule l’expression de 

certains gènes cible et code le PSM Hld. Il est impliqué dans la régulation d’un grand nombre 

de facteurs de virulence tels que les toxines et les protéines de surface. Cette régulation est 

médiée directement au niveau transcriptionnel ou au niveau traductionnel en interagissant 

directement avec le transcrit du gène cible. Ces interactions sont possibles grâce à la structure 

secondaire complexe de l’ARNIII qui est composée de plusieurs motifs en tige-boucle riches 

en cytosine. Ces régions sont reconnues comme initiant l’interaction avec la séquence Shine-

Dalgarno des ARNm cibles qui pourrait avoir plusieurs effets selon l’ARNm. Par exemple, 

l’hybridation de l’ARNIII avec l’ARNm codant la Hla conduit à une déformation du motif en 

tige boucle de l’ARNm, permettant ainsi la reconnaissance du ribosome au site d’initiation de 

la traduction (Gupta et al., 2015). De manière inverse, cette hybridation peut également 

empêcher la fixation du ribosome sur l’ARNm, comme c’est le cas pour l’ARNm de la protéine 

A (Benito et al., 2000). La régulation par l’ARNIII se fait également de manière indirecte via 

son interaction avec des ARNm de régulateurs globaux tels que rot, SarH1 et SarT (cf paragraph 

II.2.5.2 Les facteurs de transcription). 

2.5.1.2 WalKR 

Le locus walKR est un système à deux composants essentiel à la viabilité de S. aureus. Il 

est principalement impliqué dans la régulation du métabolisme de la paroi bactérienne, mais a 

également été décrit dans la formation du biofilm. En particulier, la fixation de WalR aux 

promoteurs des autolysines AtlA et LytM augmente leur expression, permettant une 

modification de la composition de la paroi cellulaire. Ces modifications ont été associées à une 

diminution de l’efficacité de certains antibiotiques (Wu et al., 2020). Dans un modèle murin 

d’infection par la souche HG001, l’expression constitutive de WalR a cependant été associée à 

une induction de la réponse inflammatoire et à une meilleure clairance bactérienne. Cette 

souche présentait également une activation du système saeSR, conduisant à une régulation 

positive des gènes codant les FnBP, les leukotoxines et les protéines impliquées dans l’évasion 

immunitaire telles que CHIPS et SCIN (Delauné et al., 2012).  



Figure 15 : L'organisation moléculaire du système SaeRS (Jenul and Horswill, 2018). 
L’activation de ce système a été démontré en réponse à certaines protéines des PNN telles que 
les HNP1 à 3 (Human Neutrophil Peptide1-3) et la calprotectine. L'histidine-kinase SaeS (bleu) 
phosphoryle son régulateur de réponse SaeR (rouge). Le SaeR phosphorylé peut alors se lier à 
la région promotrice des gènes cibles et induire l'expression de nombreux facteurs de virulence. 
Le système est inhibé par l'action combinée de SaeP (marron) et de SaeQ (vert). L’opéron sae 
se compose de quatre gènes, saeP, saeQ, saeR et saeS. Les quatre gènes sont transcrits à partir 
du promoteur P1. De plus, la quantité de transcrits de saeS et de saeR est augmentée via la 
transcription à partir du promoteur P3 qui est situé dans la région codante de saeQ. 
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2.5.1.3 SaeSR 

L’organisation du système à deux composants SaeRS ressemble à celle du système agr 

(Figure 15). Il est composé de l'histidine kinase transmembranaire SaeS et du régulateur de la 

réponse SaeR. L'opéron codant ce système contient 4 gènes saeP, saeQ, saeR et saeS. Ces 3 

derniers sont sous le contrôle du promoteur P3, mais l’autoinduction du promoteur P1 par le 

système conduit également à l’expression des 4 gènes (Jenul and Horswill, 2018). Cet opéron 

est inhibé à pH faible (5,5), et lorsque la concentration en sels est augmentée (NaCl 1M) 

(Weinrick et al., 2004; Geiger et al., 2008). De plus, il a été montré que la présence d’acides 

gras d’origine humaine inhibe l’induction du système saeRS (Neumann et al., 2016). Cet effet 

inhibiteur n’a pas été observé chez une souche mutante saeP, suggérant son rôle dans la 

régulation de SaeRS (Adhikari and Novick, 2008). Son activation augmente l’expression de 

plusieurs exoprotéines essentielles à la virulence de S. aureus. 

2.5.1.4 SrrAB  

La régulation des facteurs de virulence par le système à deux composants srrAB 

(Staphylococcal Respiratory Regulator) a d'abord été décrite dans des conditions de faible 

concentration en oxygène. Le locus srrAB code l’histidine kinase SrrB et le régulateur de 

réponse SrrA. Une étude récente a montré que SrrAB confère une résistance au peroxyde 

d’hydrogène (H2O2) via une régulation positive des gènes codant une catalase et une réductase 

impliquées dans la résistance des bactéries au H2O2 (Mashruwala and Boyd, 2017). Les mutants 

srrAB sont également atténués dans leur capacité à former un biofilm. En effet, l’activation de 

ce système conduit à une diminution de la concentration en transcrit du gène d'autolysine atlA, 

empêchant l’accumulation de l’ADNe par la lyse bactérienne (Mashruwala et al., 2017).  

2.5.1.5 ArlRS 

Le locus arl (Autolysis Regulated Locus) a été décrit comme un répresseur impliqué dans 

l’inhibition du processus d’autolyse. Il intervient également dans la répression du système agr 

en diminuant l’expression de RNAII et de RNAIII. La protéine responsable de cette régulation 

est la protéine ArlR ; elle est capable de se lier aux séquences spécifiques de l’ADN en amont 

des promoteurs des gènes cibles. ArlS est la protéine transmembranaire, mais le signal 

environnemental détecté par ce système n’est pas connu. L’induction de ce système chez S. 

aureus conduit à une régulation positive des sérine protéases extracellulaires (Fournier et al., 

2001). D’un point de vue métabolique, ArlRS active les gènes permettant l’utilisation des acides 

aminés comme source de carbone, conférant aux bactéries une résistance contre la calprotectine. 

Cette dernière est un peptide antimicrobien possédant un effet inhibiteur de la croissance de S. 
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aureus plus marqué lorsque le glucose est utilisé comme source d’énergie principale (Corbin et 

al., 2008). 

2.5.2 Les seconds messagers nucléotidiques 

Chez la plupart des bactéries, la carence en nutriments provoque la réponse stringente, 

une réponse initiée par la synthèse rapide des alarmones avec notamment le guanosine 

tétraphosphate (ppGpp) et le pentaphosphate (pppGpp), également appelés (p)ppGpp. Chez S. 

aureus, (p)ppGpp est synthétisé par l'enzyme RSH (RelA/SpoT Homologue) lors d'une carence 

en acides aminés ou par les deux alarmones synthétases RelP et RelQ lors d’un stress exercé au 

niveau de la paroi bactérienne. La synthèse de (p)ppGpp s'accompagne d'une diminution de la 

concentration en guanosine triphosphate intracellulaire, ce qui conduit à une régulation négative 

de plusieurs processus métaboliques et une inhibition de la répression du système agr. 

Cependant, la contribution de ces alarmones à la virulence de S. aureus semble être agr 

indépendante. In vitro, la production d’alarmones RSH dépendante induit une augmentation de 

l’expression des gènes psm, indépendamment du système agr, et est corrélée à une meilleure 

survie bactérienne au sein des PNN (Geiger et al., 2012). De la même manière, Salzer et al. ont 

montré que le (p)ppGpp favorise la formation du biofilm chez la souche HG001 délétée pour le 

système agr (Salzer et al., 2020). 

Le di-adénosine monophosphate cyclique (c-di-AMP) est une molécule de second 

messager récemment découverte, et principalement produite principalement par des bactéries à 

Gram-positif (Corrigan et al., 2011). Chez S. aureus, le c-di-AMP est synthétisé à partir de deux 

molécules d'ATP par l'enzyme diadénylate cyclase. Les souches bactériennes ne possédant pas 

l’enzyme responsable de la dégradation des c-di-AMP, la phosphodiestérase GdpP, possèdent 

des concentrations intracellulaires élevées en cette molécule, ce qui entraîne un défaut de 

croissance mais aussi une résistance accrue au stress acide et aux antibiotiques de la famille des 

+-lactamines (Zeden et al., 2018). Corrigan et al. ont également montré une augmentation de la 

biomasse du biofilm chez une souche déficiente en phosphodiestérase GdpP (Corrigan et al., 

2011). Ces résultats montrent un mécanisme de résistance et d’adaptation à un environnement 

acide comparables à ceux décrits pour la survie bactérienne à l’intérieur des phagolysosomes, 

même si un lien direct n’a pas été démontré (Zhou and Fey, 2020).  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16 : La région promotrice de SarA et son réseau de régulation (Jenul and Horswill, 
2018). SarA est exprimé à partir de trois promoteurs différents, conduisant à l'expression de 
trois transcrits chevauchants. SarA se lie à son propre promoteur et régule automatiquement sa 
propre expression. Le facteur sigma B (bleu) entraîne l'expression de sarA (vert) en se liant au 
promoteur P3. La liaison de SarR (marron) aux trois promoteurs inhibe la transcription de sarA 
et empêche l'autorégulation par SarA. Enfin, SarA est un activateur du système Agr (rouge) et 
peut également fonctionner comme un régulateur négatif des trois protéines SarH1, SarT et Rot. 
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2.5.3 Les facteurs de transcription 

2.5.3.1 La famille des protéines SarA 

SarA 

La protéine SarA (Staphylococcal Accessory Regulator A) est produite tout au long de la 

croissance bactérienne et module l’expression de nombreux gènes de manière indirecte ou 

directe. Il a été montré que la fixation de cette protéine dans la région promotrice du système 

agr est associée à l’activation de l’expression des gènes codant les hémolysines, mais à la 

répression du gène codant la Protéine A (Figure 16). SarA est également connue pour son rôle 

dans la régulation de la synthèse des protéases. En effet, l’inactivation du locus sarA conduit à 

une augmentation de la production des protéases extracellulaires, ayant pour effet une 

diminution de la capacité de S. aureus à former des biofilms, ainsi qu’une diminution de 

l’accumulation de Hla, des PSM et de certaines molécules de surface. Dans des modèles 

d’infection sur cathéter in vivo, la virulence du mutant sarA est diminuée (Zielinska et al., 

2012).  

SarR 

SarR est un homologue de la protéine SarA possédant globalement les effets inverses à 

ceux de SarA. Elle se lie aux promoteurs du locus sarA afin d’inhiber sa transcription. Elle 

possède également une affinité augmentée pour la région promotrice du système Agr comparée 

à SarA, conduisant à une saturation et à une répression des régions promotrices.  

SarT et SarU 

La transcription de sarT est réprimée par SarA et par le système Agr. Chez un mutant 

sarT, la quantité d’ARNIII du système agr est augmentée, ce qui témoigne d’une boucle de 

rétroaction négative entre ces deux composants. De plus, SarT est également un régulateur 

négatif de sarU via sa liaison à la région promotrice de ce gène. Contrairement à SarT, 

l’expression de l’ARNIII est diminuée chez un mutant sarU, indiquant un rôle opposé de cette 

protéine dans la régulation du système Agr (Jenul and Horswill, 2018). 

SarH1 

SarH1, appelé encore SarS, est également réprimée par SarA et par le système Agr, tout 

comme SarT. Cependant, ce dernier active l’expression de SarH1, conduisant à une répression 

de la production de Hla et de ETA, avec une régulation positive du gène codant la Protéine A. 

L’activité de cette protéine a été démontrée durant la phase exponentielle de la croissance 
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bactérienne, mais est ensuite réprimée en phase post-exponentielle par l’action double de SarA 

et de Agr. 

Rot 

La protéine Rot (Repressor Of Toxins) intervient dans la régulation d’un grand nombre 

de gènes. Une analyse par puces à ADN a montré que Rot activerait plus de 80 gènes et en 

réprimerait plus de 60. Par exemple, elle réprime l’expression de l’exfoliatine ETB, tout en 

augmentant celle de la Protéine A et de SarH1, via une fixation directe à leur promoteur. Rot 

interagit également avec le système Agr. En effet, l’ARNIII inhibe l’expression du gène rot. De 

plus, la synthèse de Rot est réprimée pendant la phase stationnaire par une liaison directe de 

�����
����}�"
�����%������>B) à son promoteur (Saïd-Salim et al., 2003). 

MgrA 

Le facteur de transcription MgrA est impliqué dans la régulation positive de la synthèse 

des exoprotéines telles que les protéases, les nucléases et les leukotoxines, mais dans la 

répression de la synthèse des protéines de surface comme la Protéine A, la FnbB et la SasG. 

Elle possède donc certaines activités similaires au système de régulation Agr. Cependant, il a 

été montré que la délétion de mgrA induit soit la stimulation, soit l’inhibition de la formation 

du biofilm. Ces effets opposés pourraient s’expliquer par le recours à des souches différentes 

au cours des études réalisées (Jenul and Horswill, 2018). 

2.5.3.2 Le facteur Sigma B 

Les facteurs sigma permettent à l’ARN polymérase de reconnaitre des régions 

promotrices spécifiques et sont nécessaires à l’initiation de la transcription. Alors que les 

facteurs primaires régulent l’expression des gènes de ménage, les facteurs alternatifs permettent 

à S. aureus de répondre aux variations de l’environnement. Chez S. aureus�� �
�&�"
���>B est 

connu pour réguler l’expression d’environ 200 gènes durant la phase stationnaire de croissance, 

avec des gènes impliqués dans la réponse au stress, notamment ceux des gènes codant les 

facteurs de virulence, ou des gènes impliqués dans la formation du biofilm, la persistance 

_�"���
��
�
�����������"
��������_���`�
�[�|��_��
�
����
�&�"
���>B réprime l’expression 

de certains facteurs de virulence comme les protéases, la Hla, et la TSST-1. Ces régulations 

peuvent avoir lieu de manière indirecte en faisant intervenir d’autres systèmes de régulation tels 

que le système agr et sarA (Tuchscherr et al., 2015). 
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2.6 Rôle du biofilm in vivo 

La formation du biofilm va contribuer à la persistance de la bactérie chez son hôte et à la 

chronicisation de l’infection par S. aureus. Une fois établies, les bactéries intégrées dans un 

biofilm bénéficient d'un certain nombre d'avantages comparées aux bactéries sous la forme 

planctonique. La MEC est capable de séquestrer et de concentrer les nutriments 

environnementaux tels que le carbone, l'azote et le phosphate (Beveridge et al., 1997). De plus, 

les bactéries du biofilm sont résistantes aux traitements antimicrobiens comme les antibiotiques 

qui pénètrent difficilement les biofilms (Hall-Stoodley and Stoodley, 2009). Singh et al. ont 

montré par exemple ��
�#��������������
��
��+-lactamines et de la vancomycine au sein des 

biofilms de S. aureus et de S. epidermidis (Singh et al., 2010). Le phénotype dormant de 

certaines bactéries au sein du biofilm contribue également à cette résistance aux agents 

antibactériens par un mécanisme autre que celui classiquement décrit (Lewis, 2010). Les 

biofilms constituent également une barrière physique pour les effecteurs du système 

immunitaire, notamment pour les phagocytes, empêchant ainsi la phagocytose et la clairance 

bactérienne ; on parle de « phagocytose frustrée » (Costerton et al., 1999). Plusieurs études ont 

montré la capacité des biofilms de S. aureus à moduler la réponse inflammatoire vers un profil 

anti-inflammatoire (cf paragraphe III.3 L’immuno-échappement par le staphylocoque : 

mécanismes) (Thurlow et al., 2011; Hanke and Kielian, 2012; Gries and Kielian, 2017; Heim 

et al., 2020). Ainsi, les biofilms à S. aureus sont impliqués dans de multiples infections 

récurrentes : ostéomyélites, endocardites, infections cutanées chroniques ou encore dans des 

infections sur implants médicaux (Archer et al., 2011). 

III. La réponse immunitaire innée dirigée contre Staphylococcus

aureus

1. Introduction

La réponse immunitaire désigne l’ensemble des mécanismes développés par l’organisme 

pour se protéger notamment des agressions microbiennes et des proliférations malignes. On 

appelle système immunitaire l’ensemble des cellules et tissus de l’hôte assurant cette réponse 

immunitaire. Les cellules du système immunitaire sont appelées, de manière générale, les 

leucocytes. Ce système participe ainsi au maintien de l’intégrité de l’organisme en évoluant 

constamment face aux multiples micro-organismes présents dans l’environnement et aux 

stratégies qu’ils ont développés pour contrecarrer celles de l’hôte. Cependant, de nombreux 

micro-organismes font partie de notre flore commensale et sont donc nécessaires à notre 



Figure 17 : Les trois voies d’activation du système du complément (Dunkelberger and 
Song, 2010). Le système du complément peut être activé par trois voies principales : la voie 
classique, la voie des lectines et la voie alterne. La voie classique est initiée par la 
reconnaissance du complexe antigène-anticorps par la sous-unité C1q du complexe C1. Ce 
dernier est capable d’interagir directement avec le pathogène de manière anticorps indépendant. 
Le complexe C1 est également composé de deux sérine protéases, C1s et C1r, qui sont activées 
à la suite de cette reconnaissance. Cette activation conduit au clivage de C4 et C2, puis à la 
formation de la C3 convertase composée des sous-unités C4b et C2a. Cette convertase est la 
même pour la voie des lectines. Dans ce cas, le clivage de C4 et C2 se produit après la liaison 
de certains résidus glycosidiques, comme le mannose, le NAG et le fucose qui se trouvent dans 
la paroi PGN ou sur les WTA et LTA, et par la lectine liant le mannose (MBL). La MBL est 
associée aux deux sérines protéases, MASP-1 et MASP-2 (MBL ASsociated Protein), qui 
exercent le même rôle que C1s et C1r. La C3 convertase ainsi formée clive ensuite C3 en C3a 
et C3b. Cette dernière peut elle-même s’associer à la C3 convertase pour former la C5 
convertase, C4bC2aC3b, qui à son tour clive la fraction C5 en C5a et C5b. La voie alternative 
(AP) est activée suite à l’autohydrolyse de C3 et au clivage du facteur B en Bb et Ba par le 
facteur D. La C3 convertase de l’AP, C3bBb se forme par la suite directement à la surface 
bactérienne. Le recrutement d’une autre molécule de C3b conduit à la formation de la C5 
convertase de l’AP, C3bBbC3b. La présence de C3b sert également à amplifier l'activation du 
complément par l'AP. Les trois voies aboutissent à la formation des convertases, qui à leur tour 
génèrent les principaux effecteurs du système du complément : les anaphylatoxines 
(C4a/C3a/C5a), le complexe d'attaque membranaire (MAC) et les opsonines (par exemple, 
C3b).  
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équilibre, impliquant la capacité du système immunitaire à faire la distinction entre antigènes 

du soi, et intrus/micro-organismes/antigènes du non-soi. Les micro-organismes responsables 

d’infections sont qualifiés de « pathogènes ». Toute réponse immunitaire débute par la 

reconnaissance de l’agent infectieux par le système immunitaire pour ensuite développer des 

réponses adaptées destinées à l’éliminer. Les réponses mises en place dépendent alors de la 

nature de l’agent infectieux, de la localisation de l’infection et de la génétique de l’hôte (Monie, 

2017a). 

Les premières barrières de défense de l’organisme sont la peau et les muqueuses. Elles 

permettent la protection du milieu intérieur vis à vis de l’extérieur. La pénétration des micro-

organismes au travers de ces barrières déclenche la première ligne de défense du système 

immunitaire : la réponse immunitaire innée. Celle-ci, constituée principalement du système du 

complément et de cellules phagocytaires, permet à l’organisme de se défendre de manière 

« innée » et immédiate. Elle est génétiquement héritée et donc présente dès la naissance. 

L’immunité innée est ainsi qualifiée de « naturelle » mais aussi de « non spécifique » car ses 

modes d’action sont invariables et ne s’adaptent pas aux micro-organismes rencontrés. Elle se 

mobilise rapidement en tout point de l’organisme, et assure la défense de l’hôte en combattant 

directement le pathogène ou en informant l’organisme de sa présence. Grâce à des systèmes de 

défense moléculaires et cellulaires, une deuxième ligne de défense plus spécifique se met en 

place à la suite de cette première réponse : l’immunité adaptative, impliquant des cellules 

lymphocytaires. La coopération de ces systèmes de défense par interaction directe ou par 

l’intermédiaire de médiateurs cellulaires tels que des cytokines et des chimiokines permet ainsi 

un meilleur contrôle de l’infection (Monie, 2017a). Dans ce manuscrit, nous nous concentrerons 

uniquement sur la réponse immunitaire innée dirigée contre S. aureus. 

2. Les effecteurs de la réponse immunitaire innée

2.1 Le système du Complément 

Le système du complément est l’un des premiers mécanismes à se mettre en place suite à 

l’entrée d’un agent pathogène dans l’organisme. Il s’agit d’un réseau complexe de plus de trente 

protéines sériques et membranaires qui peuvent déclencher des réponses immunitaires 

inflammatoires et cytolytiques efficaces contre des organismes infectieux (bactéries, virus, 

parasites). La majorité des protéines du complément sont plasmatiques et s’activent selon 

différents modes de reconnaissance de micro-organismes (Monie, 2017b). On distingue 3 voies 

majeures d’activation du complément (Figure 17) : 
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- la voie classique, activée par la reconnaissance d’un complexe antigène-anticorps

- la voie alterne, activée par la reconnaissance directe des micro-organismes

- la voie des lectines, activée par la reconnaissance de certains sucres à la surface des micro-

organismes.

L’activation des trois voies aboutit à la formation des convertases, qui à leur tour, 

génèrent les principaux effecteurs du système du complément conduisant à l’induction de 

l’inflammation, la lyse directe de l’agent pathogène ainsi que son opsonisation. En effet, les 

fractions C3a et C5a sont considérées comme des anaphylatoxines : elles induisent des réactions 

caractéristiques de l’anaphylaxie. Ces deux peptides se fixent sur les récepteurs couplés aux 

protéines G, C3aR et C5aR, qui sont présents à la surface des PNN et des MO/��, ce qui 

stimule la chimiotaxie de ces phagocytes, et conduit à leur activation (production de cytokines, 

de ROS et dégranulation) (Dunkelberger and Song, 2010). La lyse de l’agent pathogène est 

médiée par le complexe d’attaque des membranes (MAC). Ce dernier est formé à partir de la 

fraction C5b qui induit le recrutement des autres composants (C6-C9) formant un pore dans la 

membrane plasmique de la bactérie, et conduisant à la mort de cette dernière par choc 

osmotique. Cependant, le CAM n’est pas efficace sur les bactéries à Gram positif en raison de 

leur épaisse paroi. Enfin, la fraction C3b joue un rôle d’opsonine en se fixant à la surface de la 

bactérie afin de permettre sa reconnaissance par les phagocytes (Monie, 2017b). 

2.2 Les composants cellulaires de la réponse immunitaire innée dirigée contre 

Staphylococcus aureus 

2.2.1 Reconnaissance de Staphylococcus aureus 

La reconnaissance de S. aureus par les cellules du SALT est médiée par les PRR (Pattern 

Recognition Receptors). Ce sont des récepteurs des cellules de l’hôte qui reconnaissent 

différents composants bactériens tels que, dans le cas de S. aureus, les WTA et LTA, le PGN, 

les lipopeptides et l’ADN. Ces molécules sont regroupées sous l’appellation PAMP (Pathogen 

Associated Molecular Patterns). Plusieurs PRR ont été impliqués dans la reconnaissance des 

composants de S. aureus, mais le TLR2 (Toll-Like Receptor) et NOD2 (Nucleotide-binding 

Oligomerization Domain-containing protein 2) sont les mieux caractérisés dans le contexte des 

infections cutanées par cette bactérie. Le TLR2 se trouve sur la membrane cellulaire de la 

cellule hôte et s'hétérodimérise avec le TLR1 et le TLR6 pour reconnaître les lipopeptides 

triacylés et diacylés (comme le LTA qui est diacylé) respectivement. Les TLR 1, 2 et 6 se 

trouvent sur la membrane cellulaire de différents types cellulaires de la peau, notamment les 



 

 

Peptide antimicrobien Source Effet chimiotactique Régulation 
D$[�������	\ (HBD) Kératinocytes  

�� 
DC 
Fibroblastes 

DC  
Lymphocytes T 

Cytokines pro-
inflammatoires,  
TLR, 
Récepteur de facteurs 
de croissance.  

Cathélicidine (LL-37) Kératinocytes 
�� 
PNN 
Glandes sudoripares  
Mastocytes 
Adipocytes 
Fibroblastes 

PNN 
MO 
Lymphocytes T 
 

Cytokines pro-
inflammatoires, 
TLR, 
Vitamine D 

RNase7 Kératinocytes  Cytokines pro-
inflammatoires, 
TLR 

REG3A Kératinocytes   
Dermcidine Glandes sudoripares   Constitutive 
Défensines ]	^>_�` PNN �� 

DC 
Lymphocytes T 

Constitutive 

Calprotectine 
(psoriasine) 

PNN 
Kératinocytes 

 Constitutive et 
inductible 

 

Tableau 3 : Les AMP à activité antimicrobienne contre S. aureus, leurs cellules sécrétrices, 
les cellules sur lesquelles elles peuvent induire un effet chimiotactique, et les facteurs 
activant leur expression (Liu et al., 2018). 
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kératinocytes, les LC, les MO/��, les DC, les mastocytes, les cellules endothéliales, les 

fibroblastes et même les adipocytes. Ainsi, de nombreux types cellulaires de la peau sont 

capables de contribuer à la défense de l'hôte contre S. aureus. D’autre part, le TLR9 présent au 

niveau de la membrane des endosomes participe à la reconnaissance des motif CpG de l’ADN 

double brin de S. aureus. NOD2 est également un PRR intracellulaire. Il reconnaît le muramyl 

dipeptide, un produit de dégradation du PGN de S. aureus (Pietrocola et al., 2011; Liu et al., 

2018). Les TLR et NOD2 conduisent à l’activation du facteur de transcription NF-���qui initie 

la production de cytokines pro-inflammatoires, de chimiokines, de molécules d'adhésion et 

d’AMP impliqués dans la défense de l'hôte contre les infections cutanées à S. aureus (Tableau 

3). Or, les souris déficientes en TLR2 et NOD2 sont plus susceptibles aux infections cutanées 

par S. aureus (Miller et al., 2006; Hruz et al., 2009); cette reconnaissance et les évènements qui 

en découlent constituent une étape importante de la réponse immunitaire innée dirigée contre 

S. aureus.

2.2.2 Internalisation de Staphylococcus aureus par une cellule non phagocytaire 

S. aureus envahit différents types de cellules non phagocytaires comme les cellules

épithéliales et endothéliales, les fibroblastes et les kératinocytes. Ces cellules internalisent 

activement la bactérie après son adhésion à leur surface. Cette adhésion est médiée soit par les 

TLR membranaires, soit par liaison des intégrines aux adhésines présentes au niveau de la paroi 

cellulaire (Figure 18). Après leur internalisation, les bactéries sont détectées au sein de vésicules 

d’endocytose assimilées aux phagosomes des phagocytes. Malgré l’absence de propriétés 

microbicides de ces vésicules, celles-ci peuvent acidifier leur contenu jusqu’à un pH égal à 4,5 

et posséder certains marqueurs endosomaux. En effet, ces vésicules présentent initialement le 

marqueur d’endosome précoce Rab5, puis maturent en endosome tardifs possédant les 

marqueurs membranaires Rab7 et LAMP1. Cependant, la capacité d’acidification et de fusion 

de ces vésicules d’endocytose avec les lysosomes sont variables ; elles peuvent être le reflet 

d’effets spécifiques cellule-hôte dépendants et souche bactérienne dépendants (Alva-Murillo et 

al., 2014; Horn et al., 2018). 

2.2.3 Les kératinocytes 

La contribution des kératinocytes à la réponse inflammatoire a été largement étudiée. 

Dans la peau humaine, les kératinocytes expriment presque tous des TLR intracellulaires et 

extracellulaires, et sont une source majeure d'AMP tels que les défensines + (HBD-1, HBD-2 

et HBD-3 chez l’Homme ou MBD chez la souris), les cathélicidines (LL-37), la psoriasine et 

la RNase7 qui ont une activité bactériostatique ou bactéricide vis-à-vis de S. aureus. 



Figure 18 : Internalisation de S. aureus par les �������� non�p������������ (Alva-Murillo 
et al., 2014). En plus de la reconnaissance par les TLR, les phagocytes non professionnels 
peuvent aussi interagir avec les bactéries via les intégrines présentes à leur surface. Parmi les 
MSCRAMM, les FnBP ont un rôle essentiel dans l’internalisation de S. aureus par les 
cellules hôtes. Les FnBP se lient à la fibronectine de la matrice extracellulaire, assurant 
l’adhésion du staphylocoque. La fibronectine recrute les ���%���
�� *�+� et permet d’assurer 
le pontage entre les FnBP de S. aureus et les intégrines présentes à la surface de la cellule. 
���"�	����� �
� �����%���
� *�+�� induit le recrutement d’un complexe multiprotéique 
permettant la réorganisation du cytosquelette grâce à son interaction avec les polymères 
d’actine. Ce complexe est composé d'actinine, de paxilline, de zyxine, de tensine, de kinase 
d'adhésion focale (FAK), et de Src kinase. La phosphorylation de la cortactine, une protéine 
liant l'actine, par ces deux kinases permet son interaction avec le complexe Arp2/3 pour 
favoriser la polymérisation de l'actine. Il est proposé que l’association de la dynamine à la 
cortactine conduit à la formation d’une vésicule d’endocytose permettant l’internalisation de 
la bactérie. 

Cytoplasm

Fibronectin 
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L'expression des AMP peut être induite par des cytokines pro-inflammatoires telles que l'IL-

�+���
�{�}-*����^�-17 et l'IL-22, après contact avec la bactérie ou au cours de la cicatrisation 

(Miller and Cho, 2011; Bitschar et al., 2017). Les kératinocytes produisent une large variété de 

cytokines telles que les cytokines de la famille IL-1*�+, l’IL-6, le TNF* et l’IL-10. A l’état 

basal, ces cellules produisent de l’IL-1+�et de l’IL-18 sous leur forme inactive. L’activation de 

l’inflammasome suite à une infection par S. aureus conduit à l’activation de ces cytokines. Ces 

dernières jouent alors un rôle dans le recrutement des PNN au site de l’infection, dans 

l’activation des lymphocytes T et des DC, ainsi que dans l’expansion clonale des lymphocytes 

B (Miller et al., 2007; Quaresma, 2019). Certaines études ont démontré l’implication du TLR3 

des kératinocytes humains et de son ligand, l'ARN double brin, dans la production d'IL-8, de 

{�}*�� ��^�-��� 
� ����
�&����� �
� �#
� ^� �^}�*�+�, favorisant une réponse immunitaire pro-

inflammatoire de type Th1 (Figure 19) (Lebre et al., 2003; Prens et al., 2008). L'expression des 

chimiokines CXCL1 et CXCL8 par les kératinocytes joue un rôle dans le recrutement des PNN 

vers l'épiderme, alors que CCL2 (C-C motif Chemokine Ligand 2), connu sous le nom de MCP-

1 (Monocyte Chemoattractant Protein 1) favorise le recrutement des MO circulants (Niebuhr 

et al., 2010; Bitschar et al., 2017; Quaresma, 2019).  

2.2.4 Les fibroblastes 

Les fonctions immunomodulatrices des fibroblastes ont également été bien décrites. 

Classiquement, elles interviennent dans la production des fibres de collagène et d’élastine de la 

peau et participent à la dégradation de la matrice extracellulaire de l’hôte. Tout comme les 

kératinocytes, elles expriment plusieurs PRR et synthétisent certains AMP (LL-37, HBD-1 et 

HBD-2) (Bautista-Hernández et al., 2017). Kirker et al., ont montré que les fibroblastes cutanés 

$�������#
�	
�����$���
���
��"�����
��
��
��&�"
�����
�"�������"
�
���`�
��]^�}<���]^�-6, 

l’IL-8, le TGF+ et le VEGF lorsqu'ils sont exposés à des surnageants de cultures de S. aureus 

sous forme planctonique ou en biofilm (Kirker et al., 2012).  

2.2.5 Les cellules endothéliales 

L'endothélium constitue l'une des premières lignes de défense contre les agents infectieux 

présents dans le sang. A l’échelle cellulaire, les cellules endothéliales jouent un rôle clé dans le 

recrutement des cellules immunitaires du sang vers les tissus infectés par l'expression de 

diverses molécules d'adhésion, de cytokines et de chimiokines. L'endothélium constitue l'une 

des premières lignes de défense contre les agents infectieux dans le sang. Au cours de la phase 

initiale de l'inflammation, les cellules endothéliales expriment les TLR (principalement TLR2 

et TLR4) à de faibles concentrations. L'activation de ces cellules conduit à une expression plus 



Figure 19 : Développement et fonction de la lignée cellulaire T auxiliaire (Anthony et al., 
2007). Les lymphocytes T CD4+ naïfs peuvent se différencier en plusieurs types de cellules 
effectrices et régulatrices au cours d'une infection. Les cytokines produites par les DC 
présentatrices d'antigènes régulent le devenir des lymphocytes T auxiliaires (Th1, Th2, Th17, 
T reg). Des cytokines et des facteurs de transcription spécifiques contribuent à la différenciation 
et à l'expansion de ces populations cellulaires. Leur activation joue un rôle majeur pour 
déterminer si une réponse immunitaire contribuera à la protection de l'hôte ou à l'inflammation 
« pathologique ». L’induction d’une réponse Th1 et Th17 contribue à l’inflammation et à la 
mise en place d’une réaction de défense antibactérienne et antivirale. La réponse Th17 contribue 
également à la réparation tissulaire. La réponse Th2 induit une réponse adaptative humorale 
(médiée par les lymphocytes B) et contribue à la mise en place d’une réponse antiparasitaire 
alors que les T reg participent à l’inhibition de la réponse pro-inflammatoire et au maintien de 
l’homéostasie. 
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élevée de TLR2 et de TLR4, et aussi des sélectines E et P à leur surface. Ces adhésines sont 

exprimées de manière constitutive au niveau des membranes des cellules endothéliales. Une 

augmentation de leur expression favorise l’interaction entre ces molécules et les leucocytes 

sanguins, permettant leur recrutement au site d’infection. Lors d’une infection par S. aureus, 

l’activation des cellules endothéliales par les cytokines du milieu inflammatoire comme le 

TNF*�� �]IFN<� 
� �]^�-�+ conduit à l’augmentation de l’expression d’autres adhésines à la 

surface de la cellule comme VCAM-1 (Vascular Cell Adhesion Molecule-1) et ICAM-1 

(Intercellular Adhesion Molecule 1), mais aussi certaines cytokines/chimiokines telle que l’IL-

1, l’IL-6, l’IL-8, CCL2 et CCL5 (Beekhuizen and van de Gevel, 2007; Quaresma, 2019).  

2.2.6 Les cellules myéloïdes 

2.2.6.1 Les cellules de Langerhans 

En plus du TLR2, les LC expriment également le récepteur CD207 qui fait partie des 

PRR. Ce récepteur se lie à certains résidus glycosidiques présents au niveau des WTA de S. 

aureus. Dans un modèle d’infection épicutanée chez des souris exprimant le CD207 humain, 

l’infection par une souche de S. aureus exprimant le résidu +-N-actéylglucosamine sur les WTA 

induit une augmentation de la transcription des gènes codant les cytokines IL-6 et IL-17 et la 

chimiokine CXCL1 (van Dalen et al., 2019). Une autre étude a démontré la capacité des LC 

humaines purifiées à produire les cytokines IL-6, IL-10, TNF*�et IL-8 en réponse à différents 

activateurs des TLR (Flacher et al., 2006). Aussi, les LC ont été impliquées dans la 

différenciation des cellules Th17 (Figure 19), ainsi que dans l'accumulation de cellules T 

productrices d'IL-17 dans la peau (Mathers et al., 2009 ; Kobayashi et al., 2015). Ces cytokines 

vont favoriser entre autres le recrutement des PNN au site d’infection, et l’induction d’une 

réponse lymphocytaire de type Th17 (Mathers et al., 2009). Suite à leur activation, les LC 

expriment les molécules co-stimulatrices CD80 et CD86, et migrent vers les dLN où elles 

initient les réponses immunitaires adaptatives en présentant l’antigène aux lymphocytes T naïfs. 

Elles exercent ainsi leurs fonctions de cellules présentatrices d’antigène (CPA) et activent les 

lymphocytes T CD4+ et CD8+ (Polak et al., 2014). 

2.2.6.2 Les cellules dendritiques du derme 

De la même manière que les LC, les dDC sont des CPA professionnelles capables de 

migrer vers les dLN pour initier les réponses immunitaires adaptatives. Elles induisent une 

réponse de type Th1 et Th17 respectivement par la sécrétion des cytokines IL-12 et IL-23 (Wu 

and Xu, 2014; Kashem et al., 2017; Honda et al., 2019). Dans un modèle d’infection d’oreille 
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de souris, il a été démontré qu’une sous population de cDC1 EpCAM+CD59+Ly-6D+ favorise 

le recrutement des PNN par la production de VEGF (Janela et al., 2019). 

2.2.6.3 Les cellules dendritiques plasmacytoïdes et inflammatoires 

Les DC plasmacytoïdes (pDC) et les DC inflammatoires sont des sous-populations de DC 

retrouvées dans la peau exclusivement dans des conditions inflammatoires.  

Les DC inflammatoires représentent une population très hétérogène de cellules 

CMHII+CD11c+, et se distinguent de la population résidente des DC par l’absence des 

marqueurs CD14, CD1c, CD1a et CD207 (Kashem et al., 2017; Collin and Bigley, 2018). Leur 

rôle dans l’infection cutanée par S. aureus n’est pas bien documenté, mais il a été montré que 

des souris infectées par Listeria monocytogenes présentent une accumulation de DC dans la 

rate, avec production de {�}*� 
� �
� ���� (Inducible Nitric Oxide Synthase). Ces DC 

inflammatoires ont également été décrites dans un modèle murin de leishmaniose cutanée où 

elles contribuent à la mise en place d’une réponse de type Th1 (Serbina et al., 2003; León et al., 

2007).  

Les pDC sont présentes dans la circulation sanguine ou dans des tissus lymphoïdes à l’état 

basal, mais peuvent se retrouver dans la peau suite à une infection par S. aureus. Il a été proposé 

que les pDC reconnaissent l’ADN bactérien via les TLR endosomaux TLR7/9, induisant la 

libération d’IFN*���
�{�}*�
��]^�-6 (Parcina et al., 2008; Michea et al., 2013; Wu and Xu, 

2014). 

2.2.6.4 Les mastocytes 

L’activation du TLR2 des mastocytes murins ou humains par le LTA entraine la libération 

de cytokines pro-inflammatoires telles que le TNF* et l’IL-8 (Imajo et al., 2009), et de 

leucotriènes ���_��
�����
���[�������. Les leucotriènes sont des médiateurs inflammatoires 

dérivés des lipides qui sont impliqués dans le recrutement des leucocytes. Imajo et al. ont 

également montré que la reconnaissance de LTA par les mastocytes humains a pour 

conséquence d’augmenter l’expression du CR3 à leur surface, permettant ainsi une meilleure 

reconnaissance de la fraction C3b responsable de l’opsonisation de S. aureus (Imajo et al., 

2009). Dans un modèle murin d’inflammation de l’oreille, l’injection intradermique du PGN de 

S. aureus chez des souris déficientes en mastocytes induit une inflammation moins importante

que chez les souris sauvages (Supajatura et al., 2002).



Figure 20 : Polarisation des �"	vers un phénotype M1 ou M2 en réponse à S. aureus 
(Pidwill et al., 2021). La présence de S. aureus influence la polarisation des �� et la sécrétion 
de cytokines pro-inflammatoires ou anti-inflammatoires. La phagocytose de S. aureus par les 
�� conduit à la lyse bactérienne (gauche) grâce à différents mécanismes antimicrobiens. S. 
aureus peut également échapper à ces mécanismes (droite), proliférer à l’intérieur du ��, puis 
provoquer sa mort par apoptose. Des études plus récentes ont montré que différents phénotypes 
de �� peuvent être identifiés par l'expression du CMHII, de CD163, de l’arginase et de l’iNOS. 
Les �� M1 sont associés à une réponse pro-inflammatoire et sont caractérisés par l’expression 
de CMHII et de l’iNOS. A l’inverse, les �� M2 sont associés à une réponse anti-inflammatoire 
et sont caractérisés par l’expression de CD163 et de l’arginase. Une expansion de la population 
des �� M2 est associée à des infections établies évoluant vers la chronicité, telles que les 
infections par les biofilms. 
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2.2.6.5 Les monocytes/macrophages 

Les �� ��� �
��� ���%��
�� �����"
�[� �
�� ��� résidents du derme sont les premiers 

phagocytes professionnels à rentrer en contact avec S. aureus suite à sa traversée de la barrière 

épithéliale. �]���
���������������du recrutement et de la différenciation des MO circulants. 

Ces derniers expriment le récepteur membranaire Ly6C et sont recrutés dans la peau de manière 

CCR2 dépendante. Durant leur différenciation en M�, l'expression de CCR2 est diminuée, alors 

que celle de CD64 est augmentée (Nguyen and Soulika, 2019). Le recrutement des MO/�� est 

également médié par les peptides formylés de S. aureus, par la fraction C5a du complément et 

par d’autres protéines produites par les cellules environnantes à l’issue de leur activation, 

notamment CCL20 (Macrophage Inflammatory Protein 3), l’IL-6, l’IL-�+��l’IL-8 et les facteurs 

de croissance GM-CSF (Granulocyte-Macrophage Colony-Stimulating Factor) et G-CSF 

(Granulocyte Colony-Stimulating Factor). L’arrivée des �� sur le site d’infection est suivi de 

la reconnaissance des différents composants de S. aureus, ce qui conduit à la fois à l’activation 

des �� et à la phagocytose de l’agent pathogène. Pour se faire, les �� expriment à leur surface 

les TLR2/9 et également d’autres PRR comme les FcR, les CR (CR3 et CR4 qui reconnaissent 

la fraction C3b) et les SR (Scavenger Receptor) (Pidwill et al., 2021). Ces derniers sont une 

famille de récepteurs membranaires capables de reconnaitre une large variété de PAMP, et dans 

certains conditions, de jouer le rôle de co-récepteurs pour les TLR (Areschoug and Gordon, 

2009).  

L’activation des �� contribue à l’élimination de l’agent pathogène et à l’amplification 

de la réponse inflammatoire en favorisant la phagocytose et en libérant des cytokines et des 

chimiokines pro-inflammatoires. En effet, deux catégories de �� se distinguent in vitro. La 

population pro-inflammatoire dite « M1 » et la population anti-inflammatoire dite « M2 » 

(Figure 20). Alors que les �� sont capables d’exprimer in vivo à la fois les marqueurs M1 et 

M2, chaque population est associée à un profil d’expression précis. D’une part, les �� de type 

M1 expriment l’iNOS et le CMHII et sécrètent des cytokines pro-inflammatoires telles que le 

{�}*�� ��^�-�+� 
� ��^�-6. D’autre part, les �� de type M2 sont associés à une réponse anti-

inflammatoire et pro-fibrotique caractérisée par la production d'IL-�������
�{|}+ (Quaresma, 

2019). L’état de polarisation du M� semble exercer une influence majeure sur la résolution de 

l’inflammation ou la persistance de l’infection à S. aureus. Dans un modèle d’infection sous-

cutanée par S. aureus, les �� contribuent au recrutement des leucocytes par la sécrétion de 

plusieurs chimiokines telles que CXCL1, CXCL2, CCL2, CCL3, CCL4 et de la cytokine IL-�+�

(Abtin et al., 2014). Lors d’une infection par voie intradermique par une MRSA (biotype 



Figure 21 : Assemblage de la NADPH oxydase (NOX2) et de la cascade de la production 
des ROS (Pidwill et al., 2021). Lorsqu'ils sont inactifs, les composants du NOX2, le gp91phox 
et p22phox, sont situés à la surface de vésicules, tandis que la protéine Rac inactive le complexe 
cytosolique p67phox, p47phox et p40phox. Lors de l'activation, les sous-unités cytosoliques sont 
recrutées au gp91phox et au p22phox. L'inhibition de Rac par RhoGDI est levée, permettant 
l’association de Rac avec le GTP et son recrutement au p67phox, et complétant la formation de 
NOX2. Les vésicules exprimant NOX2 fusionnent avec la membrane du phagosome et 
produisent l’ion superoxyde O2

-. Ce dernier est converti en d'autres ROS : en H2O2 suite à 
l’action de la superoxyde dismutase (SOD) et en OOON� suite à l’action de des ions O2

- avec 
le NO.  H2O2 est converti en HOCl par la MPO, en H2O + O2 par la catalase et en OH- par la 
réaction entre H2O2 et O2

-. 
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21777), une polarisation des M� vers le phénotype M1 conduit à la formation d’un abcès cutané 

et à un renforcement de la réponse inflammatoire de l’hôte. A l’inverse, la polarisation des M� 

vers un phénotype M2 dans une modèle de brulure cutanée ne leur permet pas de contrôler 

l’infection bactérienne (Asai et al., 2010). 

Les M� inflammatoires internalisent S. aureus par phagocytose. Ils possèdent ensuite de 

nombreuses mécanismes effecteurs capables de dégrader la bactérie à l’intérieur du phagosome. 

Parmi ces mécanismes, il faut citer la libération des ROS, des espèces réactives de l'azote 

(RNS), d’enzymes et de peptides antimicrobiens, ainsi que l'acidification du phagolysosome et 

l'autophagie. Les �� peuvent aussi cibler les bactéries extracellulaires avec des MET 

(Macrophage Extracellular Traps) (Pidwill et al., 2021).  

La production de ROS est considérée comme le mécanisme central de la destruction des 

bactéries par les ��. La NADPH oxydase (NOX2) est une enzyme située sur la membrane du 

phagosome, permettant de catalyser la production des ROS qui participent au phénomène 

d’explosion oxydative chez ces phagocytes. La synthèse des ROS à l’intérieur des phagosomes 

est induite suite à l’activation de certains récepteurs membranaires tels que les FcR ou 

l’intégrine Mac-1 (Macrophage-1 antigen). Cette dernière est formée suite à une 

hétérodimérisation de CD11b et de CD18 à la surface des ��, et est capable de reconnaitre un 

large panel de protéines de l’hôte telles que des récepteurs (ICAM-1), des enzymes (élastase, 

myélopéroxydase, et plasminogène), et également certains médiateurs inflammatoires (la 

fraction C3b du complément). L'engagement du ligand par Mac-1 initie différentes réponses 

chez les phagocytes, comme l'adhésion, la migration, la phagocytose, l'explosion oxydative et 

la dégranulation (Podolnikova et al., 2015; Pidwill et al., 2021). Il existe une variété de ROS 

différents (Figure 21) capables d’endommager l’ADN bactérien, et conduisant à leur 

dégradation. De plus, les phagocytes produisent des RNS catalysées par iNOS. Cette enzyme 

n'est exprimée qu'en réponse à des stimuli inflammatoires comme ��^}�<. Les RNS peuvent 

avoir un effet néfaste sur le métabolisme bactérien, la réplication et la réparation de l'ADN 

(Pidwill et al., 2021). Cependant, chez des souris déficientes en iNOS infectées par S. aureus, 

aucune augmentation significative du nombre de bactéries intracellulaires n’est observée, tandis 

que des souris déficientes en NOX2 présentent une charge bactérienne intracellulaire 

significativement augmentée associée à une mortalité plus élevée (Surewaard et al., 2016). 

2.2.6.6 Les polynucléaires neutrophiles 

Les PNN jouent un rôle central dans la défense anti-bactérienne. Les maladies génétiques 

associées à des PNN non fonctionnels prédisposent généralement les individus à des infections 



Figure 22 : Extravasation des PNN au site d'infection et mécanismes de dégradation de S. 
aureus (Spaan et al., 2013). Le processus de diapédèse est constitué de trois étapes clés : le 
roulement des PNN à la surface de l'endothélium activé, puis leur adhésion ferme à 
l'endothélium, ce qui les arrête et permet leur transmigration à travers l'endothélium. Dans les 
tissus, les PNN sont dirigés vers les bactéries par un gradient chimiotactique, suivi d'une 
reconnaissance de ces bactéries et de leur phagocytose. À l'intérieur du phagosome des PNN 
(gauche), les bactéries sont tuées par les AMP libérées lors de la fusion des granules et par les 
ROS. Les PNN peuvent aussi subir le « NETosis » qui permet de capturer et de tuer les bactéries 
de manière extracellulaire. 
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bactériennes et fongiques. Par exemple, les personnes atteintes de granulomatose chronique, 

une maladie génétique caractérisée par l'incapacité des PNN et d'autres phagocytes à produire 

l’ion superoxyde (O2
-), contractent souvent des infections graves et récurrentes à S. aureus. Ces 

infections se manifestent souvent par des abcès qui peuvent finalement se transformer en 

granulomes qui vont affecter le fonctionnement des organes et qui doivent finalement être 

enlevés chirurgicalement (Chiriaco et al., 2016; Vor et al., 2020).  

Lors d’une réponse inflammatoire, les PNN sont recrutés depuis la circulation sanguine 

jusqu’au site d’inflammation grâce à l’effet chimiotactique des composant bactériens (peptides 

formylés), des cytokines (IL-8), des chimiokines (CXCL1) et des fractions du complément (C3a 

et C5a) présents dans l’environnement tissulaire inflammatoire. De plus, l’augmentation de 

l’expression des sélectines E et P ainsi que de ICAM-1 suite à l’activation des cellules 

endothéliales favorise le recrutement des PNN par le phénomène de diapédèse (Figure 22). Ces 

molécules d’adhésion sont capables d’interagir avec PSGL-1 (P-Selectin Glycoprotein Ligand-

1) et Mac-1 à la surface des PNN. Les mécanismes de reconnaissance des composants

bactériens par cette population de cellules restent similaires à ceux décrits pour les ��. Ainsi,

l’ensemble de ces signaux résulte en l’activation des PNN, conduisant à une phagocytose

efficace de S. aureus dès leur arrivée au site d’infection, ainsi qu’à une amplification de la

réponse inflammatoire par la sécrétion des cytokines (Spaan et al., 2013). Cho et al. ont montré

que les PNN sont une source majeur d’IL-1+ lors d’une infection intradermique par S. aureus,

et que cette production est dépendante des récepteurs TLR2, NOD2 et FPR1 (Cho et al., 2012).

De plus, les PNN isolés de la moelle osseuse de souris sont capables de produire du TNF*, du

CCL3 (MIP-1*), du CXCL2 (MIP-2) et du CXCL1 suite à une stimulation par S. aureus

préalablement opsonisé in vitro (Van Ziffle and Lowell, 2009). La redondance de la production

�
�"
��"�����
���	
"�"
��
��#�����
��#��� �
���� ne semble pas anodine. En effet, dans un

modèle murin d’infection par S. aureus d’une poche d’air sous-cutanée, la délétion du gène syk

spécifiquement chez les PNN conduit à une diminution de production des

cytokines/chimiokines citées précédemment. Une augmentation de la charge bactérienne est

également observée en comparaison des souris sauvages (Van Ziffle and Lowell, 2009).

En plus du mécanisme de dégradation bactérienne par les ROS dépendant de NOX2, la 

phagocytose déclenche, chez les PNN, la dégranulation spécifique (Figure 22). En effet, ces 

cellules possèdent un arsenal d’agent antimicrobiens très efficaces, stockés dans des granules, 

et qui ne seront libérés que lors de leur activation. Ce processus implique la fusion des granules 

cytoplasmiques avec la membrane du phagosome. Les granules peroxydase-négatif, incluant 
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les vésicules de sécrétion, les granules de gélatinase et les granules spécifiques, sont un 

réservoir de protéines membranaires fonctionnellement importantes, telles que CR3, les FPR1/2 

et les intégrines +2. Les granules peroxydase-positif (granules primaires ou azurophiles) 

contiennent la majeure partie des agents antimicrobiens des PNN avec �
��*-défensines, la LL-

37, la protéinase-3, l'élastase et le lysozyme. Ces facteurs anti-microbiens ont plusieurs effets 

sur S. aureus, avec notamment la dégradation de la paroi (action du lysozyme ou des 

exoprotéines telles que l’élastase), et l’explosion oxydative au sein du phagosome (action de la 

MPO). Certains groupes de protéines sont directement bactéricides et bactériostatiques comme 

la protéine BPI (Bactericidal/Permeability-Increasing protein) qui attaque principalement la 

membrane bactérienne, ou les défensines qui interfèrent avec la machinerie de synthèse de la 

paroi cellulaire. Enfin, la lactoférine et la calprotectine sont capables de séquestrer le fer et le 

zinc respectivement, conduisant à un effet bactériostatique sur S. aureus (Spaan et al., 2013; 

Vor et al., 2020).  

En 2004, grâce à l’utilisation de la microscopie en temps réel, Brinkmann et al. ont mis 

en évidence un autre mécanisme de dégradation bactérienne (Brinkmann et al., 2004). Celui-ci 

consiste à piéger physiquement les bactéries dans des structures en forme de toile composées 

de chromatine décondensée, d'histones et de granules libérés par les PNN (Figure 22). Ces 

pièges, appelés NETs, empêchent ainsi la dissémination des agents pathogènes et contribue à 

leur dégradation grâce aux différent agents antimicrobiens contenus dans les granules des PNN 

(Vor et al., 2020). Bien que certaines étapes essentielles de la formation des NET (« NETosis ») 

aient été décrites, les mécanismes de leur initiation, les voies d'activation et les fonctions 

effectrices sont encore mal connus. L'activation in vitro du « NETosis »  peut être initiée par 

différents stimulis tels que l'acétate de myristate de phorbol, le lipopolysaccharide (LPS), l'IL-

8 et différentes bactéries (Spaan et al., 2013). Yipp et al., en utilisant l’imagerie intravitale par 

microscopie confocale, ont observé le « NETosis » dans la peau suite à une infection par S. 

aureus. Ce processus est régulé par le TLR2 et joue un rôle important pour limiter la 

dissémination bactérienne via la circulation sanguine (Yipp et al., 2012).  

La résolution de l’inflammation s’opère lorsque les PNN rentrent en mort cellulaire 

programmée par apoptose et sont ensuite dégradés par les �� via le processus d’efferocytose. 

Ce dernier permet de limiter l’inflammation et la libération du contenu des granules des PNN 

qui peuvent causer des dommages tissulaires chez l’hôte. Ces PNN apoptotiques expriment des 

signaux permettant leur reconnaissance et leur phagocytose par les �� comme la 

phosphatidylsérine et l'annexine-1. Les PNN apoptotiques orientent par ailleurs les �� vers un 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 23 : La réponse immunitaire cutanée contre S. aureus médiée par l'IL-17 (Liu et 
al., 2018). La production d'IL-17 dépend de l'activation des cellules résidentes de la peau 
comme les M�, les dDC et les kértinocytes qui peuvent sécréter un large panel de cytokines, 
avec notamment l'IL-�*��l’IL-�+��l’IL-6, IL-23 et l’IL-36*. Il est proposé que la profondeur de 
l’infection cutanée à S. aureus influence le profil de cytokines majoritairement produites durant 
l’infection. En effet, une exposition épicutanée de S. aureus induit une production d’IL-36*, 
notamment par les kératinocytes, alors qu’une infection intradermique induit une production 
d’IL-�+ par les M�. Ces deux cytokines peuvent conduire à la synthèse d’IL-17 par diverses 
cellules de la peau, comme les DETC (chez la souris), les cellules Th17 ({�<=�
�{�����) et les 
cellules NK. L’IL-17 active les récepteurs IL-17 à la surface des kératinocytes, entraînant la 
production d’AMP et de cytokines pro-inflammatoires, de chimiokines et de molécules 
d'adhésion qui favorisent le recrutement des PNN circulants vers le site de l'infection cutanée.  
La signalisation médiée par l'IL-17 conduit également à la production de GM-CSF et de G-CSF 
qui favorisent la granulopoïèse des PNN dans la moelle osseuse et peut-être localement dans la 
peau. Les PNN forment un abcès afin de contrôler et de limiter la propagation de l'infection 
dans la peau, ce qui est finalement nécessaire pour la clairance bactérienne.  

  



66 

phénotype M2. Ces �� vont sécréter des cytokines anti-inflammatoires telles que l’IL-10 et le 

TGF� qui participent à la résolution de l’inflammation et qui favorisent la réparation tissulaire 

(Kobayashi et al., 2010; Bouchery and Harris, 2019). 

2.2.7 Les lymphocytes de l’immunité innée 

2.2.7.1 Les Lymphocytes T *+ 

Dans un modèle murin d’infection sous-cutanée par S. aureus, il a été montré que les 

lymphocytes *+� sont essentiels au recrutement des PNN au niveau des abcès formés par 

l’infection. Chez des souris mutantes déficientes en lymphocytes *+�� la diminution du 

recrutement observée corrèle avec la diminution de la synthèse des chimiokines CXCL1 et 

CXCL2. Cependant, dans cette étude, l’absence de cette population cellulaire induit une 

meilleure clairance des bactéries, ����%�����]���
&&
�������
��
�� ���#$�"�
��*+�����
��

PNN lors d’une infection par S. aureus (McLoughlin et al., 2006). Chez l’Homme, ces 

lymphocytes contribuent à la physiopathologie de certaines maladies de la peau telles que le 

psoriasis, maladie chez laquelle la sécrétion d’IL-17 est décrite comme favorisant 

l’inflammation tissulaire (Nguyen and Soulika, 2019). 

2.2.7.2 Les Lymphocytes T <= 

Le rôle des lymphocytes T <=�dans la réponse immunitaire dirigée contre S. aureus est de 

plus en plus décrite (Figure 23). Une fois activées, ces cellules adoptent une morphologie ronde 

et sont capables de sécréter des cytokines et des facteurs de croissance. Elles contribuent à la 

défense antimicrobienne de la peau majoritairement par la production d’IL-17 qui favorise le 

recrutement des PNN, par la production d’autres cytokines dans l’environnement inflammatoire 

(IL-�*��^�-�+������TNF), et par ���#����"�����
�+-défensines par les kératinocytes (Karauzum 

and Datta, 2017; Marchitto et al., 2019; Nguyen and Soulika, 2019). Dans un modèle 

d’infection sous-cutanée, des souris déficientes en lymphocytes {�<=�������#�� en lymphocytes 

*+��#���
�
���
�� ��������"����
��beaucoup plus importantes avec un nombre de bactéries 

plus élevé et un recrutement altéré des PNN par rapport aux souris sauvages (Cho et al., 2010; 

Dillen et al., 2018; Peng et al., 2020). Marchitto et al. ont montré que ces cellules sont également 

recrutées depuis le dLN. Leur stimulation ex vivo conduit à la production d’autres cytokines 

pro-inflammatoires telles que l’IL-22, le TNF* et l’^}�<�(Marchitto et al., 2019). L’importance 

des lymphocytes T <=, ou du moins de la réponse Th17 dans les infections cutanées à S. aureus 

est d’autant plus accentuée chez les patients atteints du syndrome d'hyper IgE ou chez les 

patients infectés par le Virus de d’Immunodéficience Humaine (VIH). Ces patients possèdent 



Figure 24 : Les protéines immunomodulatrices sécrétées par S. aureus peuvent avoir 
plusieurs effets sur les PNN (Spaan et al., 2013). S. aureus synthétise des protéines 
immunomodulatrices telles que la protéase ScpA et les CHIPS. Elles se fixent sur des récepteurs 
membranaires impliqués dans la chimiotaxie (CXCR2 et C5aR respectivement) des PNN, ce 
qui empêche la fixation des chimiokines et de la fraction C5a du complément. S. aureus produit 
également des superantigènes SSL qui se fixent sur les TLR, empêchant la reconnaissance des 
PAMP. Les FLIPr ou FLIPr-L sont capables de se fixer sur les récepteurs FPR afin d’inhiber la 
reconnaissance des molécules formylées, molécules dont les PSM font partie. Cela permet aux 
PSM d’exercer leur effet cytolytique sur la membrane des PNN. 
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un défaut de différenciation de lymphocytes Th17 conduisant à une susceptibilité accrue aux 

infections cutanées à S. aureus (Iwamoto et al., 2019). 

2.2.7.3 Les cellules NK 

Les cellules NK sont connues pour leur capacité à tuer les cellules infectées ou 

transformées suite à une infection virale. Au repos, elles expriment constitutivement un certain 

nombre de récepteurs de cytokines (comme par exemple le récepteur à l’IL-12). Lors d’une 

infection bactérienne, elles sont recrutées depuis la circulation sanguine et sont activées par 

l’IL-12 produite par les MO et les DC, conduisant à la production d�^}�< et de TNF*. Les 

cellules NK contribuent ainsi à la mise en place d’une réponse inflammatoire de type Th1 au 

cours d’une infection par S. aureus (Haller et al., 2002; McSharry and Gardiner, 2010).  

2.2.7.4 Les cellules lymphoïdes innées 

Les ILC répondent à la présence des cytokines de l’environnement inflammatoire par la 

sécrétion de leurs propres cytokines. Par exemple, la majorité des cellules produisant l’IL-17, 

dont les ILC3, sont dépendantes de la présence d’IL-1+ et d’IL-23 (Beck et al., 2020; Valle-

Noguera et al., 2021). De manière intéressante, dans un modèle d’infection épicutanée par S. 

aureus, le traitement des souris déficientes en lymphocytes T <= par un anticorps monoclonal 

anti-CD90 conduit à une déplétion des ILC et induit une diminution du score inflammatoire du 

tissu infecté, en comparaison avec des souris traitées par un anticorps non spécifique 

(Nakagawa et al., 2017). Bien qu’ils soient connus pour leur rôle dans les infections virales et 

parasitaires, les ILC2 semblent également participer à la réponse immunitaire dirigée contre S. 

aureus. En effet, il a été montré que ces cellules expriment les molécules présentatrices 

d’antigène CMHII et CD1a, certains facteurs de croissance, ainsi que l’IL-8 (Xue et al., 2014; 

Hardman et al., 2021). Elles sont capables de détecter la présence de S. aureus par le PRR 

NOD2, ce qui augmente la transcription des gènes codant l’IL-6 et l’IL-8 (Hardman et al., 

2021). 

3. L’immuno-echappement par le staphylocoque : mécanismes

3.1 Inhibition du système du complément 

Afin d’empêcher la mise en place d’une réponse inflammatoire efficace par l’organisme, 

la bactérie doit tout d’abord « masquer » sa présence et limiter le recrutement des cellules 

inflammatoires. Pour se faire, S. aureus possède plusieurs protéines capables d’inhiber les 

différentes voies d’activation du complément (Figure 24). En temps normal, le système du 

complément contribue à améliorer la phagocytose par les phagocytes via l'opsonisation avec la 
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fraction C3b, ainsi que la chimiotaxie et l'activation des leucocytes par la libération des 

anaphylatoxines C3a et C5a. Lors d’une infection par S. aureus, il a été montré que la protéine 

d’adhésion au collagène Cna est capable d’inhiber la voie classique par sa liaison à la sous-

unité C1q du complexe C1 afin d’inhiber les interactions avec les sous-unités C1s et C1r (Kang 

et al., 2013). De plus, la protéine d'adhésion extracellulaire (Eap) inhibe la formation de la C3 

convertase de la voie classique et des lectines par sa liaison à la fraction C4b (Woehl et al., 

2014). Certains mécanismes d’inhibition impliquent les facteurs de régulation du complément. 

En particulier, les protéines ClfA, SdrE et Sbi (Staphylococcus aureus Binder of IgG) sont 

capables de lier les facteurs de régulation I et H à la surface de la bactérie. Ces facteurs sont 

connus pour cliver et inactiver l’opsonine C3b (facteur I), ainsi que la dégradation de la C3 

convertase de la voie alternative (facteur H) (Hair et al., 2008; Haupt et al., 2008; Sharp et al., 

2012). L’opsonisation est inhibée par la transformation du plasminogène en plasmine par Sak 

présente à la surface de S. aureus, ce qui permet de cliver directement la fraction C3b du 

complément, et aussi les IgG (Mölkänen et al., 2002; Rooijakkers et al., 2005b). Par ailleurs, 

certaines protéines sont capables d’interagir avec les convertases du système de complément. 

Par exemple, la protéine SCIN agit sur les deux types de C3 convertase du complément, alors 

que la protéine de liaison au fibrinogène extracellulaire (Efb) se lie aux convertases contenant 

la fraction C3b, à savoir la C3 convertase de la voie alternative et les deux types de C5 

convertases (Rooijakkers et al., 2005a; Jongerius et al., 2007). Enfin, le superantigène SSL7 

inhibe la liaison de la fraction C5 à la C5 convertase, empêchant ainsi son clivage (Bestebroer 

et al., 2010). L’inhibition de ces convertases empêchent l’activation de toutes le voies du 

complément, et donc la mise en place des effecteurs du système du complément. 

3.2 Détournement de l’extravasation et de la chimiotaxie cellulaire 

Les MO est les PNN sont les principales cellules inflammatoires recrutées depuis le la 

circulation sanguine. Ils sont attirés sur site de l’inflammation via des facteurs chimiotactiques 

produits localement, notamment la fraction C5a du complément et les peptides formylés. Afin 

d’empêcher leur recrutement, S. aureus sécrète plusieurs molécules interférant avec le 

processus de chimiotaxie et de diapédèse. Tout d’abord, la protéine CHIPS sécrétée par S. 

aureus se lie à C5aR, inhibant la chimiotaxie dépendante de la fraction C5a (Rooijakkers et al., 

2006). De plus, CHIPS, ainsi que FLIPr et FLIPr-like, altèrent spécifiquement la réponse des 

PNN et des MO aux peptides formylés. En effet, ces molécules se fixent aux récepteurs FPR1 

et FPR2, empêchant la chimiotaxie dépendante des peptides formylés. Or, ces derniers 

constituent un signal d’activation pour les PNN. La fixation des protéines CHIPS et FLIPr vont 
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également impacter la capacité de ces cellules à éliminer les bactéries (Dorward et al., 2015). 

En effet, dans un modèle murin d’infection intradermique par S. aureus, la délétion du récepteur 

FPR1 induit une augmentation de la taille de la lésion cutanée et une diminution de l’activité 

myéloperoxydase (MPO), en comparaison avec les souris sauvages (Cho et al., 2012). Enfin, la 

protéase ScpA clive l’extrémité N-terminale du CXCR2 à la surface des PNN, empêchant 

l’activation et la migration de ces cellules via ce récepteur (Laarman et al., 2012) 

Le processus de diapédèse est également inhibé par S. aureus. Le roulement des PNN sur 

les cellules endothéliales est modulée par les superantigènes SSL5 et SSL11 qui agissent sur 

PSGL-1 exprimé à la surface des PNN. En se liant à PSGL-1, SSL5 bloque son interaction avec 

la sélectine P, et empêche le roulement des PNN à la surface des cellules endothéliales 

(Bestebroer et al., 2007). De plus, il a été montré que SSL5 inhibe l’activation des PNN et des 

MO par les fractions C3a et C5a du complément et plusieurs chimiokines telles que CXCL8, 

CXCL1 et CXCL12. Cette action est médiée par la liaison de SSL5 à l’extrémité N-terminale 

des récepteurs C3aR, C5aR et des récepteurs aux chimiokines (Bestebroer et al., 2009). Ensuite, 

l'adhésion des PNN à l'endothélium est ciblée par S. aureus via l’interaction de Eap à ICAM-1. 

Ainsi l’adhérence stable des PNN aux cellules endothéliales est empêchée et l’extravasation de 

ces cellules vers le tissu infecté ne peut pas avoir lieu (Chavakis et al., 2002). 

3.3 Inhibition de la dégradation 

Si la bactérie parvient à être phagocytée, elle doit ensuite empêcher les mécanismes 

conduisant à sa dégradation à l’intérieur du phagosome. Là encore, S. aureus possède tout un 

arsenal de protéines qui neutralisent les ROS, permettant ensuite son échappement du 

phagosome (Vor et al., 2020; Pidwill et al., 2021). Pour résister à la lyse par les AMP, S. aureus 

est capable de modifier la composition de sa paroi. Par exemple, l'opéron dlt est responsable de 

l'incorporation de la D-alanine dans les WTA, ce qui conduit à une modification de la charge 

globale de la surface bactérienne vers une charge positive, et une tolérance aux concentrations 

élevées d’AMP chargés positivement. Un mutant de l’opéron dlt est plus susceptible à la lyse 

par les défensines. Le gène mprF (Multiple Peptide Resistance Factor) code une 

lysylphosphatidylglycérol synthétase qui est impliquée dans la modification du 

phosphatidylglycérol membranaire, renforçant la charge positive de la paroi induite par 

l’opéron dlt. Certaines exoprotéases produites par S. aureus sont capables de dégrader 

directement les AMP comme la métalloprotéinase Aur qui agit sur le LL-37. De plus, S. aureus 

résiste au lysozyme en exprimant l'enzyme O-acétyltransférase A. Cette enzyme provoque une 
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O-acétylation du PGN et conduit à une résistance à l'activité muramidase du lysozyme (Jong et 

al., 2019). 

Pour résister à l’action des ROS, S. aureus produit la staphyloxanthine qui sert 

d'antioxydant et protège contre la destruction par l’H2O2 et l'oxygène singulet. Les bactéries 

dépourvues de staphyloxanthine présentent une survie altérée in vitro et in vivo. La bactérie 

produit également deux superoxyde dismutases, SodA et SodM, qui convertissent les radicaux 

O2
- toxiques en H2O2 et en oxygène. Les bactéries isogéniques délétées pour sodA et/ou sodM 

ont une virulence diminuée dans un modèle d'abcès de souris, démontrant ainsi leur rôle dans 

un contexte d’infection cutanée. L’H2O2 formé peut ensuite être dégradé en eau et en oxygène 

par KatA, une catalase staphylococcique. Cependant, une étude menée avec une souche mutante 

dans la production de catalase n’a montré aucune différence de virulence dans un modèle murin 

d'infection d'abcès cutané. Une autre protéine de type catalase produite par S. aureus est l'alkyl 

hydroperoxyde réductase (AhpC). En effet, la catalase KatA semble être importante pour la 

protection contre le stress oxydatif externe, tandis que l'AhpC élimine l’H2O2 produit de 

manière endogène. La peroxydase staphylococcique SPIN (Staphylococcal Peroxidase 

INhibitor) est un facteur de virulence régulé par le système à deux composants SaeRS (Jong et 

al., 2019). Elle protège S. aureus de la mort induite par la MPO en se liant et en inhibant cette 

enzyme. La bactérie a également développé des mécanismes pour résister aux RNS, avec 

notamment la flavohémoglobine qui piège l'oxyde nitrique (NO) dérivé de l'hôte. En réponse à 

l'inhibition de la respiration aérobie induite par le NO, S. aureus produit la lactate 

déshydrogénase conduisant à la fermentation lactique par les bactéries. Ce processus convertit 

le NADH en NAD+, permettant le maintien de l'homéostasie d’oxydoréduction durant le stress 

oxydatif (Richardson et al., 2008; Vitko et al., 2015). Enfin, S. aureus est capable de tolérer des 

environnements acides, ce qui contribue à sa survie au sein des phagolysosomes (Weinrick et 

al., 2004). En particulier, la bactérie possède plusieurs mécanismes qui conduisent à la 

désacidification du microenvironnement bactérien par la production d’arginine désiminase et 

d’uréase (Makhlin et al., 2007; Zhou et al., 2019). 

3.4 Echappement des compartiments lytiques 

S. aureus survit non seulement à la phagocytose des �� et des PNN, mais est aussi 

capable de persister à l’intérieur de ces cellules en s’échappant du phagosome et en se répliquant 

à l’intérieur du cytoplasme. Cette échappement semble être nécessaire à l’induction de la mort 

de la cellule hôte par S. aureus. Cependant, Kobayashi et al. ont montré l’induction de la mort 

des PNN par une souche de CA-MRSA USA300 en l’absence de cet échappement, ce qui 



Figure 25 : Modèle d'échappement de S. aureus du compartiment phagosomal en lien avec 
l’action synergique de la Hld et de la Hlb (Fraunholz and Sinha, 2012). Après clivage de la 
sphingomyéline en céramide et en phosphocholine par la Hlb, la Hld est capable d'interagir plus 
efficacement avec le feuillet externe de la membrane des cellules eucaryotes. La Hlb génère 
plusieurs foyers riches en céramides à la membrane des cellules, permettant à la Hld de 
s’accumuler dans ces domaines et conduisant à la perméabilisation de la membrane. 
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témoigne de la virulence augmentée de ces souches en particulier. Au sein du phagosome, S. 

aureus continue à produire les protéines nécessaires à sa survie intracellulaire (Kobayashi et 

al., 2010). La plupart de ces molécules sont régulées positivement par le système agr. En effet, 

il a été proposé que le confinement des bactéries dans un espace étroit comme le phagosome 

facilite l’accumulation du peptide signal AIP et conduit à l’activation de ce système (Carnes et 

al., 2010). L’ensemble des PSM*� sont les principaux effecteurs de cet échappement 

phagosomal. Dans une étude menée in vitro par Grosz et al., les compartiments intracellulaires 

des mutants isogéniques de la MRSA USA300 LAC, de la USA400 MW2 ainsi que de la MSSA 

6850 ont été comparés à leurs souches parentales respectives. Dans les trois fonds génétiques, 

�
��������������*�#���
�ent une capacité diminuée à s’échapper du phagosomes des M� 

THP-1, tandis que l’efficacité à s’échapper du phagosome des mutants délétés pour ���+, Hld 

et PVL est comparable à celle des souches parentales. Dans la même étude, la diminution de la 

capacité d’échappement a également été observée chez plusieurs lignées cellulaires non-

phagocytaires telles que les cellules 293, les cellules HeLa et les EAhy.926 (Grosz et al., 2014). 

Cependant, une étude menée antérieurement par cette équipe n’a pas montré un échappement 

phagosomal dépendant des PSM*�"$
���
� cellules HeLa infectées par la souche de laboratoire 

S. aureus RN4220. De plus, les auteurs ont montré une activité synergique de la Hld et de la

Hlb dans l'échappement phagosomal de S. aureus chez les cellules HeLa (Figure 25) (Giese et

al., 2011).

3.5 Survie intracellulaire 

3.5.1 Phagocytes professionnels 

S. aureus a la capacité d’envahir les cellules normalement responsables de sa lyse. En

effet, la bactérie préserve l’intégrité du M��
� manipulant les processus de signalisation et de 

transcription cellulaire pour favoriser la survie des phagocytes infectés et éviter sa lyse. Koziel 

et al. ont montré que la phagocytose de S. aureus par les �� exerce un effet cytoprotecteur, 

qui se manifeste par la régulation positive de facteurs anti-apoptotiques tels que Bcl-2 et Mcl-

1 (Koziel et al., 2009, 2013). La lyse des �� survient alors plus tardivement, seulement 3 à 4 

jours après infection, suite à l’échappement de la bactérie et à sa réplication dans le cytoplasme 

(Kubica et al., 2008). Ces études suggèrent que le détournement de l’apoptose par S. aureus 

empêche l’élimination des cellules infectées, permettant ainsi la création d’une véritable niche 

intracellulaire pour la bactérie, une niche qui pourrait ensuite contribuer à sa dissémination via 

les cellules infectées, et ainsi à la progression de l’infection. A l’opposé de ces études réalisées 

sur les ��, la présence de S. aureus induit rapidement l'apoptose des PNN. Kobayashi et al. 





72 

ont montré une lyse de PNN humains dans les six premières heures suivant la phagocytose de 

la souche USA300 (Kobayashi et al., 2010). En cohérence avec cette étude, Greenlee-Wacker 

et al. ont également démontré une apoptose rapide des PNN humains, caractérisée par 

l’externalisation de la phosphatidylsérine et par la dépolarisation de la membrane 

mitochondriale, suite à l’internalisation de S. aureus. Cependant, ces cellules expriment de 

façon constante l'antigène PCNA (Proliferating Cell Nuclear Antigen) et leur caspases ne sont 

pas activées, deux éléments non caractéristiques de l’apoptose. La lyse des PNN infectés est 

dépendante de RIP-1 (Receptor-Interacting Protein 1), ce qui suggère une lyse par un 

mécanisme de nécrose régulée tel que la nécroptose programmée. Enfin, les PNN infectés 

présentent à leur surface la molécule CD67, ce qui empêche leur reconnaissance par les ��, 

ainsi que leur élimination par l’efferocytose (Greenlee-Wacker et al., 2014). A l’inverse, il a 

également été démontré que S. aureus retarde l'apoptose des PNN, avec une diminution de la 

perméabilisation de la membrane mitochondriale, une diminution du clivage de la caspase-3 et 

des niveaux inférieurs de dégradation de l'ADN chez les PNN hébergeant S. aureus (Mulcahy 

et al., 2020). De manière intéressante, ce retard dans l'activation de la voie de l'apoptose est 

dépendant d'une voie d'autophagie active, un processus de dégradation cellulaire permettant le 

recyclage ordonné des composants cellulaires. Durant l’autophagie, le contenu cytoplasmique 

des cellules eucaryotes est séquestré dans une vésicule appelée autophagosome, qui fusionne 

ensuite avec le lysosome pour permettre la dégradation du contenu de l’autophagosome. Il s’agit 

également d’un mécanisme d'élimination des micro-organismes intracellulaires. Cette 

association étroite entre autophagie et apoptose au cours des infections par S. aureus peut 

notamment être due au fait que ces voies partagent une molécule effectrice commune, la Mcl-

1 (Vozza et al., 2021).  

3.5.2 Cellules non-phagocytaires 

L'échappement de S. aureus du compartiment endosomal est décrit dans des cellules 

épithéliales d'origines différentes (HeLa, HEK293, S9), ainsi que dans des cellules 

endothéliales (HUVEC, Eahy.926) ou des kératinocytes (HaCaT, RHEK-1). Ces résultats 

suggèrent que ces différents types cellulaires constituent une niche appropriée pour la 

réplication de la bactérie à l’intérieur du cytoplasme (Löffler et al., 2014). Cependant, la 

translocation de la bactérie vers le cytoplasme de la cellule hôte semble être un processus souche 

dépendante, et les souches qui en sont capables sont hautement cytotoxiques pour la cellule 

hôte. Strobel et al. ont analysé le devenir de différentes lignées cellulaires après phagocytose 

de différentes souches de S. aureus. Toutes les souches, à l'exception de la souche non-
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cytotoxique Cowan I (ATCC 12598), sont capables d’être transloquées vers le cytoplasme de 

la cellule hôte (Strobel et al., 2016). 

Chez certaines cellules, l’échappement des autophagosomes par S. aureus a également 

été décrite. En utilisant l’approche d'imagerie en temps réel ou la microscopie électronique, une 

réplication cytoplasmique de S. aureus a été observée suite à son échappement des 

autophagosomes de fibroblastes murins (Mestre et al., 2010; Neumann et al., 2016). En 

revanche, les autophagosomes ont également été identifiés comme une niche pour la réplication 

intracellulaire de S. aureus. L'induction de l'autophagie dans les cellules HeLa et les fibroblastes 

murins a restauré à la fois la réplication et la cytotoxicité des souches déficientes en agr, ce qui 

indique qu'un ou plusieurs facteurs régulés par ce système sont nécessaires pour la cytotoxicité 

médiée par l'autophagie (Schnaith et al., 2007). 

3.6 Induction de la mort cellulaire programmée par Staphylococcus aureus 

Suite à sa réplication dans l’espace intracellulaire et à sa potentielle dissémination au sein 

de l’organisme, S. aureus va ensuite lyser la cellule hôte afin d’assurer sa libération dans le 

milieu extracellulaire. 

Comme cela a déjà été présenté dans la deuxième partie de ce travail bibliographique, 

différentes toxines staphylococciques telles que la Hla, la PVL et les PSM sont capables de 

déclencher à elles seules la mort des cellules de l’hôte, et notamment celle des leucocytes. L’Hla 

joue un rôle déterminant dans les infections à S. aureus. Elle induit la lyse d’une variété de 

cellules de l’hôte, incluant les cellules endothéliales, les MO/��, les PNN, les kératinocytes, 

les érythrocytes et les lymphocytes T. Par ailleurs, il est établi que Hla induit une mort cellulaire 

par nécrose pro-inflammatoire des MO et des kératinocytes (Motani et al., 2011; Soong et al., 

2012). Ce ciblage spécifique se fait grâce à la fixation de l’hémolysine sur le récepteur ADAM-

10, un récepteur principalement présent à la surface MO et des kératinocytes (Maretzky et al., 

2008; Ezekwe et al., 2016). L’interaction de la toxine avec son récepteur entraine la formation 

de pores dans la membrane plasmique, et modifie les flux de potassium. Cette perturbation des 

flux, en combinaison avec la reconnaissance des PAMP de S. aureus par les TLR2/4 ou des 

signaux de danger, induit l’activation de l’inflammasome NLRP3 (NOD-, LRR- family Pyrin 

domain containing protein 3), un complexe multiprotéique cytoplasmique (Craven et al., 2009). 

De plus, les toxines Hla, Hlg, et PVL ont toutes été décrites comme capables d’activer 

l'inflammasome NLRP3. L’assemblage de l’inflammasome conduit à l’activation de la caspase-

1 qui permet le clivage de la pro-^��+�
��
����#��-IL18, et la libération des cytokines matures 

correspondantes (Melehani and Duncan, 2016). L’activation de la caspase-1, directement liée à 
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l’assemblage de l’inflammasome, est capable d’induire une forme de mort cellulaire 

programmée pro-inflammatoire appelé pyroptose. La caspase-1 induit le clivage de l’ADN 

chromosomique et la lyse cellulaire, avec la libération du contenu cytoplasmique riche en 

facteurs pro-inflammatoires (Bergsbaken et al., 2009). En plus de la lyse induite par Hla, les 

cellules immunitaires peuvent aussi être lysées par d’autres toxines de S. aureus. Les MO/�� 

sont aussi sensibles à la toxine PVL, par un mécanisme proche de celui de l’Hla, aux PSM et à 

LukAB (Otto, 2014). Les toxines de S. aureus entrainant la lyse des PNN regroupent la PVL, 

les PSM, les leuckotoxines LukED et LukAB. La PVL semble induire la mort des PNN par 

apoptose ou par nécrose, en fonction de sa concentration. Cependant, les mécanismes de mort 

cellulaire via ces toxines ne sont pas encore parfaitement compris (Genestier et al., 2005). 

3.7 Immuno-échappement par le biofilm de Staphylococcus aureus 

La transition de S. aureus vers sa forme biofilm contribue à sa persistance au sein de 

l’organisme. Costerton et al. ont été les premières à décrire l’inefficacité des phagocytes à 

accéder aux bactéries des biofilms, en parlant de « phagocytose frustrée » (Costerton et al., 

1999). Plus tard, il a été décrit que les �� phagocytent efficacement les bactéries planctoniques 

de S. aureus, mais ont une capacité diminuée à phagocyter les bactéries associées au biofilm 

(Thurlow et al., 2011). De plus, le traitement des kératinocytes humains par le surnageant de 

culture des bactéries en biofilm a révélé une diminution de la production d’IL-1+� d’IL-6, de 

CXCL-1, de CXCL8 et de GM-CSF, en comparaison du surnageant de bactéries planctoniques

(Secor et al., 2011). Ces résultats sont en faveur de l’induction d’une réponse anti-inflammatoire

par la forme biofilm favorisant la survie bactérienne au sein de l'hôte. Dans certains infections

chroniques associées à la colonisation par S. aureus comme la rhinosinusite, la présence de ��

M2 présentant une phagocytose réduite a été décrite (Krysko et al., 2011). Chez la souris, les

biofilms de S. aureus sont résistants à la phagocytose par les ��, et réduisent l'inflammation

en atténuant les réponses pro-inflammatoires de l'hôte, favorisant une polarisation de ces

cellules vers un phénotype de �� M2. Cette phagocytose diminuée a également été attribuée

à la présence d’une MEC empêchant la pénétration des phagocytes au sein du biofilm. De plus,

le taux de mortalité des �� est plus élevé dans les régions profondes du biofilm qu’en surface

(Thurlow et al., 2011). En cohérence avec ces résultats, la délétion du système agr chez S.

aureus USA300 LAC est à l’origine d’une augmentation de l’épaisseur et du biovolume du

biofilm, avec une diminution de la capacité des PNN à pénétrer au sein des biofilms. De plus,

les PNN mis en contact avec ces biofilms de bactéries mutantes présentent des prolongements

cytoplasmiques évocateurs de pseudopodes, un phénotype qui n’a pas été observé pour les
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biofilms sauvages (He et al., 2019). Cette altération dans la capacité des cellules phagocytaires 

à émettre des pseudopodes en présence d’un biofilm a déjà été décrite par Jesaitis et al. Dans 

ce travail, les PNN en contact avec des biofilms de P. aeruginosa conservent une morphologie 

ronde et symétrique, sans émission de pseudopodes (Jesaitis et al., 2003). 

Dans un modèle d'infection à biofilm sur prothèse articulaire, une augmentation du 

nombre de �� M2 est observée (Peng et al., 2017). Dans ces modèles d’infection, l’implication 

des MDSC (Myeloid-Derived Suppressor Cells) est aussi bien décrite (Heim et al., 2014). Il 

s’agit d’une population hétérogène de MO (CD11b+Ly6GnegLy6Chigh) et de granulocytes 

(CD11b+Ly6G+Ly6C+) immatures qui sont de puissants inhibiteurs de l'activation des 

lymphocytes T. Ces cellules contribuent à la diminution de la réponse pro-inflammatoire, 

évidente par l'analyse par RTq-PCR de MDSC purifiés à partir du tissu infecté environnant la 

prothèse, 14 jours après l’infection par S. aureus USA300 LAC. Ces analyses ont révélé une 

expression augmentée de certaines molécules associées au phénotype M2 des ��, avec 

notamment l’Arginase-1 (Arg-1) et l’IL-10 (Heim et al., 2014, 2015a). L’expansion de la 

population du MDSC et l’induction de l’environnement anti-inflammatoire dans ces infections 

semble ainsi une étape crucial dans la physiopathologie des biofilms. En effet, la déplétion de 

ces cellules ainsi que l’administration de �� préalablement activés par l]^}�<���� �
�{�}* 

directement au site d’infection conduit à une meilleure clairance des biofilms chez la souris 

(Hanke et al., 2013; Heim et al., 2014; Yamada et al., 2020). 

IV. Les différents modèles d’étude d’infections cutanées à 

Staphylococcus aureus in vivo  
Une meilleure compréhension de l’immunobiologie de S. aureus apparait essentielle dans 

le contexte épidémiologique actuel, afin de contribuer à développer de nouvelles approches 

pour prévenir et/ou traiter les infections cutanées. Pour étudier ces réponses immunitaires, des 

modèles animaux qui miment au mieux les différentes infections cutanées chez l’Homme ont 

été développé, et ont joué un rôle déterminant dans l'identification de nouvelles cibles 

thérapeutiques. Cette section se concentrera sur les modèles d’infection de rongeurs existants, 

avec leurs modalités de mise en place et les différentes méthodes d’analyses applicables à ces 

modèles. 

1. Les modèles d’infection épicutanée  

Les modèles d’infection épicutanée consistent en l’application topique de la bactérie à la 

surface de la peau préalablement épilée pour favoriser la colonisation bactérienne. Ces modèles 
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permettent d’étudier les effets d’une colonisation de l’épiderme par S. aureus dans un contexte 

de maladie inflammatoire cutanée tel que l’impétigo ou la dermatite atopique (AD). Cette 

dernière associe une inflammation chronique de la peau, une dysbiose de la flore cutanée, un 

fonctionnement anormal de la barrière cutanée, et des anomalies du système immunitaire 

comme celles observées chez les patients atteints du syndrome d'hyper IgE ou du 

VIH(Prabhakara et al., 2013)(Prabhakara et al., 2013)(Prabhakara et al., 2013)(Prabhakara et 

al., 2013). Chez les patients atteints d’AD, la colonisation de la peau lésionnelle par S. aureus 

aggrave la maladie (Iwamoto et al., 2019). Pour mimer au mieux les conditions observées dans 

une peau atteinte d’AD, une abrasion de la couche superficielle de la peau est parfois réalisée 

avant l'infection épicutanée par application d’une bande adhésive (Prabhakara et al., 2013; 

Williams et al., 2019). La sévérité de l’inflammation peut ensuite être évaluée de différentes 

manières, en établissant un score histologique, en mesurant l’épaisseur du derme et en dosant 

les IgE circulantes. L’intégrité de la barrière épithéliale peut également être mesurée en évaluant 

la perte d'eau transépidermique. Cette technique permet d’évaluer la fonction barrière de la peau 

en mesurant la quantité d'eau qui diffuse à travers une zone fixe de la couche cornée jusqu'à la 

surface de la peau (Akdeniz et al., 2018). Néanmoins, l’épilation de la peau par un rasoir ou des 

crèmes dépilatoires peut entrainer une inflammation non spécifique de la peau et influencer les 

résultats observés. Un modèle reproductible d’inoculation épicutanée de pavillon d’oreille de 

souris par S. aureus est proposé pour pallier à cette difficulté (Prabhakara et al., 2013). Le 

recours à des animaux génétiquement modifiés permet aussi d’étudier la contribution de 

différentes populations de cellules et de différentes cytokines à l'inflammation cutanée de type 

AD. Par exemple, Liu et al ont analysé l’effet de l’inactivation de MyD88 et de l’ inhibition de 

la synthèse d’IL-17 par différentes populations cellulaires lors d’une infection épicutanée par 

S. aureus (Liu et al., 2017).  

2. Les modèles d’infection par voie intradermique 

Les modèles d’infection par voie intradermique permettent d’évaluer la contribution de 

plusieurs populations cellulaires résidentes de l’épiderme et du derme, et aussi de celles 

recrutées au site d’infection via la circulation sanguine telles que les PNN ou les MO/��. Des 

souches bactériennes bioluminescentes et des systèmes d'imagerie optique peuvent être utilisés 

pour suivre in vivo de manière non-invasive l’évolution de la charge bactérienne, ainsi que sa 

dispersion au sein d’un même organisme en fonction du temps. Ces mêmes systèmes d’imagerie 

peuvent être utilisés pour analyser les différents composants cellulaires de l’hôte, en ayant 

recours à des animaux transgéniques possédant des cellules immunitaires fluorescentes (Cho et 
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al., 2011). D’autres lignées de souris transgéniques exprimant les protéines rapportrices IL-

17A-tdTomato et/ou IL-17F-GFP permettent d’étudier la cinétique d'expression de ces 

cytokines en réponse à S. aureus. Les analyses par immunofluorescence peuvent ensuite être 

complétées par des analyses histologiques, des analyses par cytométrie en flux ou encore des 

analyses transcriptomiques et protéomiques (Marchitto et al., 2019). Enfin, le modèle 

d’infection par voie intradermique a également été utilisé pour étudier les mécanismes de la 

mémoire immunitaire en réinfectant des souris sur un site cutané différent de celui de la primo-

infection (Montgomery et al., 2014). 

3. Les modèles d’infection sous-cutanée 

L’inoculation des bactéries dans la couche sous-cutanée permet de mimer les infections 

plus invasives telles que les abcès, la cellulite ou même celles acquises au cours d’une 

intervention chirurgicale (Youn et al., 2020). Dans ces modèles, l'utilisation d'implants sous 

forme de cathéters ou de prothèses est courante, et s’applique parfaitement à l’étude des 

infections à biofilm de S. aureus. En effet, les modèles in vivo d’infection par biofilm 

impliquent une colonisation plus invasive du tissu cutané. Les biofilms sont inoculés soit 

directement dans les tissus (Yee et al., 2019), soit indirectement en insérant des supports 

abiotiques tels que des cages tissulaires, des cathéters ou des sutures médicales, à travers des 

incisions ou des poches d'air préformées (Chauhan et al., 2012; Markel et al., 2019; Le et al., 

2021). Ces supports peuvent être stériles au moment de l'insertion, et ensuite ensemencés avec 

des bactéries planctoniques pour former un biofilm, ou sont déjà pré-colonisés par le biofilm. 

Enfin, tout comme pour les modèles d’infection par voie intradermique, ces modèles ont 

également été utilisés pour étudier les effecteurs de la mémoire immunitaire innée médiée 

notamment par les �� et les DC CD207+ (Chan et al., 2017, 2018).  

4. Les modèles d’infection de plaies cutanées 

Chez l’Homme, S. aureus va infecter une plaie cutanée caractérisée par la présence de 

pus et de nécrose. Cette peau lésée représente le point d’entrée le plus commun pour cette espèce 

bactérienne. Ces infections peuvent être modélisées chez la souris en induisant une rupture de 

la barrière cutanée via des incisions, des plaies externes ou des brûlures suivies de l’inoculation 

bactérienne  (Anderson et al., 2019; Hoffmann et al., 2020; Li et al., 2020; Wang et al., 2021). 

Ainsi, l’impact de la présence des bactéries sur le processus de réparation tissulaire peut être 

évalué par des analyses histologiques, par la mesure de la taille des abcès et par la détection de 

certaines populations cellulaires (Nguyen and Soulika, 2019). Du fait de la présence du 

microbiote cutané chez l’Homme, ces infections sont souvent polymicrobiennes, comme dans 
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le cas des infections d’ulcères chez le sujet diabétique, ou lors des infections post-opératoires. 

L’utilisation de souches bactériennes exprimant différents molécules bioluminescentes permet 

le suivi de la charge bactérienne au site d’infection dans le contexte d’une infection 

polymicrobienne (Miller et al., 2019). Cependant, la composition cellulaire différente de la peau 

chez la souris et chez l’Homme peut entraîner des difficultés d’interprétation des résultats 

observés dans les différents modèles in vivo, et remettre en cause leur relevance par rapport aux 

infections chez l’Homme. Par exemple, contrairement à la peau humaine, l’épiderme de la 

souris est dense en DETC. Ces dernières reconnaissent les antigènes, exprimés à la surface des 

kératinocytes endommagés, « stressés » ou transformés lors de l’infection, via leur TCR, pour 

ensuite favoriser la cicatrisation des plaies et renforcer la fonction de barrière cutanée en 

produisant de l’IL-17 (MacLeod et al., 2013). 

5. Les modèles humanisés 

Afin de mettre au point des modèles palliant à la différence de physiologie entre l’espèce 

humaine et animale, le développement de modèles animaux humanisés semble essentiel pour 

étudier chez l’animal les interactions entre les cellules humaines et l’espèce bactérienne S. 

aureus. In vitro, un équivalent de la peau humaine reconstruite en 3D et contenant des 

kératinocytes et des fibroblastes a été développé. L’insertion d’implants dans ce modèle 3D 

permet de tester l’interaction de nouveaux matériaux à utiliser pour des dispositifs médicaux 

invasifs, avec une barrière cutanée artificielle. De plus, l’introduction d’un agent infectieux via 

l’implant permet de mimer les infections nosocomiales dans un contexte in vitro. Cependant, 

ce modèle est dépourvu de cellules immunitaires (Bolle et al., 2020). Schulz et al., ont utilisé 

un modèle de xénogreffe de peau humaine chez la souris pour étudier le recrutement des PNN 

au niveau du greffon suite à une infection par S. aureus (Schulz et al., 2019). Certains auteurs 

ont également utilisé des lignées de souris exprimant des récepteurs humains tels que la 

langérine pour étudier la spécificité de certains toxines ou de certains composants immunogènes 

pour leurs récepteurs, ainsi que leurs rôles biologiques in vivo (van Dalen et al., 2019). 
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 PARTIE 2 – TRAVAIL PERSONNEL 

  





80 
 

I. Objectifs du travail  

La revue de la littérature présentée en première partie de ce manuscrit montre que les 

bactéries ont une physiologie particulière au sein du biofilm, avec des mécanismes spécifiques 

mis en place pour résister aux attaques de l’hôte et y persister. Ces bactéries résistent aux agents 

antimicrobiens et sont plus difficilement accessibles aux phagocytes de par la barrière physique 

que constitue le biofilm. Par ailleurs, le biofilm module activement la réponse immunitaire de 

l’hôte, à l’origine de la notion « d’immuno-échappement », par des mécanismes qui restent 

encore mal connus. Dans ce contexte, il nous est apparu essentiel de mettre en évidence des 

caractéristiques immunitaires propres au biofilm. Pour cela, nous avons voulu comparer les 

réponses immunitaires induites par la forme planctonique et la forme biofilm. Toutes les études 

réalisées in vitro ont montré une réponse spécifique des cellules eucaryotes suite au traitement 

par des surnageants de cultures de S. aureus sous forme planctonique ou de biofilm (Secor et 

al., 2011; Kirker et al., 2012; Olender et al., 2019). Cette différence s’étend également aux 

biofilms d’autres espèces bactériennes comme E. faecalis, P. aeruginosa, C. amycolatum et S. 

epidermidis (Daw et al., 2012; Spiliopoulou et al., 2012; Kaya et al., 2021). Cependant, ces 

résultats ne sont pas nécessairement le reflet des interactions complexes qui se produisent in 

vivo dans un tissu infecté. Ces interactions peuvent ainsi être étudiées chez l’animal, et en 

particulier chez le rongeur, dans des modèles d’infections cutanées.  

Au cours de notre travail, nous nous sommes intéressés à la première étape de la réponse 

immunitaire induite par une infection cutanée à S. aureus, et représentée par la réponse 

inflammatoire. Nous avons comparé in vivo la réponse induite par les deux formes bactériennes, 

la forme planctonique et la forme biofilm, afin de mieux comprendre comment les bactéries du 

biofilm résistent aux attaques du système immunitaire, et de mettre en évidence une éventuelle 

signature immunitaire propre au biofilm. Pour cela, nous avons voulu dans un premier temps 

mettre en place un modèle d’infection cutanée in vivo permettant l’analyse de la dynamique de 

la réponse inflammatoire dirigée contre S. aureus. En utilisant une approche de microscopie 

confocale par imagerie intravitale, le modèle d’étude mis en place nous a ensuite permis 

d’étudier le recrutement et les interactions des phagocytes, des cellules de l’immunité innée, 

avec la bactérie inoculée sous sa forme planctonique ou biofilm. Des caractéristiques propres à 

la réponse inflammatoire précoce induite par la forme biofilm ont ainsi pu être mis en évidence. 

Enfin, nous avons étudié in vitro les interactions entre les cellules dendritiques, des cellules clés 

du système immunitaire à la frontière entre la réponse immunitaire innée et adaptative, et S. 

aureus sous sa forme biofilm ou planctonique. Ces expériences ont été réalisées in vitro à partir 
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de cellules dendritiques dérivées de la moelle osseuse de souris (BMDC). Elles ont eu pour 

objectif de mettre en évidence des réponses spécifiques induites par la forme biofilm, à l’origine 

de réponses immunitaires adaptatives modifiées favorisant la persistance de la bactérie, et 

l’évolution de l’infection vers la chronicité. 
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II. Mise en place d’un modèle d’infection cutanée pour étudier la 

dynamique de la réponse immunitaire innée dirigée contre le 

biofilm de Staphylococcus aureus  

A mouse ear skin model to study the dynamics of innate immune responses against 

Staphylococcus aureus biofilms. 

Aizat Iman Abdul Hamid, Laurence Nakusi, Mickael Givskov, Young-Tae Chang, Claire 

Marquès, Pascale Gueirard 

BMC Microbiol. 2020 Jan 29;20(1):22. 

 Le phénomène de « phagocytose frustré » décrit initialement lors d’une infection par un 

biofilm est le reflet d’un défaut d’interactions entre les principaux effecteurs cellulaires de 

l’immunité innée, les phagocytes, et les bactéries du biofilm (Høiby et al., 2001; Leid et al., 

2002). Depuis, certaines études réalisées dans des modèles d’infection in vivo ont démontré 

l’incapacité du système immunitaire de l’hôte à éliminer les bactéries du biofilm colonisant un 

cathéter sous-cutané (Thurlow et al., 2011; He et al., 2019). Deux mécanismes ont été proposés 

pour expliquer ce phénomène : une difficulté des phagocytes à pénétrer au sein du biofilm, mais 

aussi à lyser les bactéries si elles parviennent à infiltrer le biofilm. Cependant, aucune étude 

comparative du devenir des deux formes bactériennes n’a été réalisée dans ces différents 

modèles d’étude. Par exemple, dans l’étude menée par Thurlow et al., la charge bactérienne a 

été quantifiée dans un modèle de cathéter sous-cutané colonisé par S. aureus, en comparaison 

d’une infection sous-cutanée en l’absence d’implant. Il est difficile de comparer les résultats 

obtenus dans les deux conditions du fait de la capacité de l’espèce bactérienne à former 

spontanément des biofilms, notamment pour les temps d’infection tardifs (Thurlow et al., 2011).  

Les différents modèles cutanés d’étude de la réponse inflammatoire anti-biofilm 

analysent cette réponse à des temps de cinétique donnés et dans des tissus donnés. La réponse 

immunitaire anti-infectieuse est cependant un processus hautement dynamique, impliquant, 

comme nous l’avons vu dans la partie bibliographique de ce travail, l’infiltration tissulaire de 

différents sous-types cellulaires tels que des phagocytes. Elle se déroule sur plusieurs niveaux 

interconnectés, à l’échelle tissulaire (population de cellules résidentes ou recrutées), cellulaire, 

et intracellulaire. Aussi, pour rendre compte de cette complexité, il nous est apparu nécessaire 

d’étudier cette réponse immunitaire sous un angle dynamique, dans un modèle d’étude 

permettant de l’appréhender dans sa globalité. Dans ce contexte, nous avons mis en place un 
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modèle d’étude permettant non seulement de comparer la réponse immunitaire induite par la 

forme planctonique et la forme biofilm de S. aureus, mais aussi d’observer en temps réel les 

interactions entre les composants cellulaires de cette réponse et la bactérie dans la peau.  

Dans les modèles cutanés d’étude de la réponse inflammatoire anti-biofilm couramment 

utilisés chez le rongeur, les sites d’inoculation sont le flanc ou la partie postérieure de l’animal, 

deux sites inadaptés pour étudier les réponses immunitaires innées en temps réel par 

microscopie confocale. Nous nous sommes alors intéressés au modèle d’infection du pavillon 

de l’oreille de la souris pour mimer une infection cutanée par S. aureus (Forestier et al., 2017). 

Le tissu de l’oreille présente plusieurs avantages techniques : il est fin, facilement accessible, 

et il permet la réalisation de protocoles simples à mettre en œuvre pour la réalisation 

d’expériences d’imagerie reproductibles, sur des périodes de temps prolongées. 

 Dans cette étude, nous proposons un modèle d’inoculation du pavillon de l’oreille de 

souris transgéniques possédant des cellules phagocytaires fluorescentes combiné à une 

approche d’imagerie intravitale par microscopie confocale pour étudier la dynamique de la 

réponse inflammatoire de l'hôte dirigée contre la forme planctonique ou le biofilm de la souche 

clinique S. aureus LYO-S2 rendue fluorescente. Le protocole d'acquisition et d'analyse 

d'images mis en place a permis d’étudier le recrutement des cellules immunitaires innées dans 

la peau de souris transgéniques LysM-EGFP. Nous avons pu quantifier cette réponse 

inflammatoire au fil du temps, et comparer la dynamique des cellules immunitaires innées 

recrutées après inoculation des deux formes bactériennes. 





METHODOLOGY ARTICLE Open Access

A mouse ear skin model to study the
dynamics of innate immune responses
against Staphylococcus aureus biofilms
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Pascale Gueirard1*

Abstract

Background: Staphylococcus aureus is a human pathogen that is a common cause of nosocomial infections and
infections on indwelling medical devices, mainly due to its ability to shift between the planktonic and the biofilm/
sessile lifestyle. Biofilm infections present a serious problem in human medicine as they often lead to bacterial
persistence and thus to chronic infections. The immune responses elicited by biofilms have been described as
specific and ineffective. In the few experiments performed in vivo, the importance of neutrophils and macrophages
as a first line of defence against biofilm infections was clearly established. However, the bilateral interactions
between biofilms and myeloid cells remain poorly studied and analysis of the dynamic processes at the cellular
level in tissues inoculated with biofilm bacteria is still an unexplored field. It is urgent, therefore, to develop
biologically sound experimental approaches in vivo designed to extract specific immune signatures from the
planktonic and biofilm forms of bacteria.

Results: We propose an in vivo transgenic mouse model, used in conjunction with intravital confocal microscopy
to study the dynamics of host inflammatory responses to bacteria. Culture conditions were created to prepare
calibrated inocula of fluorescent planktonic and biofilm forms of bacteria. A confocal imaging acquisition and
analysis protocol was then drawn up to study the recruitment of innate immune cells in the skin of LysM-EGFP
transgenic mice. Using the mouse ear pinna model, we showed that inflammatory responses to S. aureus can be
quantified over time and that the dynamics of innate immune cells after injection of either the planktonic or
biofilm form can be characterized. First results showed that the ability of phagocytic cells to infiltrate the injection
site and their motility is not the same in planktonic and biofilm forms of bacteria despite the cells being
considerably recruited in both cases.

Conclusion: We developed a mouse model of infection to compare the dynamics of the inflammatory responses
to planktonic and biofilm bacteria at the tissue and cellular levels. The mouse ear pinna model is a powerful
imaging system to analyse the mechanisms of biofilm tolerance to immune attacks.

Keywords: Staphylococcus aureus, Biofilm, Planktonic form, Inflammation, Mouse, Intravital imaging
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Background
Staphylococcus aureus (S. aureus) is a common com-
mensal Gram-positive bacterium that colonizes the skin
and mucous membranes of humans. It can also shift be-
tween planktonic and biofilm lifestyles and colonize abi-
otic surfaces such as indwelling medical devices and
prosthetic implants [1]. Inside biofilms, bacteria are em-
bedded in an extracellular matrix and are more tolerant
to antibiotics and to host immune attacks [2]. The
resulting impact on human health is enormous since
biofilm infections account for more than 80% of micro-
bial infections in otherwise sterile tissue(s) and often be-
come chronic [3].
The immune responses elicited by biofilms have been

described as specific and ineffective thus promoting bac-
terial persistence and the establishment of chronic infec-
tions [4]. Different immune evasion mechanisms have
been proposed to be involved, including phagocyte direct
killing (macrophages, neutrophils), specific recruitment
of myeloid-derived suppressor cells (MDSCs) and
macrophage polarization towards an anti-inflammatory
phenotype [4, 5]. These results were mostly obtained
during experiments performed in vitro in which biofilms
were exposed to monocytes or neutrophils, or both [6].
In the few experiments performed in vivo with different
rodent models, several parameters vary, such as the pres-
ence of a biomedical device, the tissue(s) that were inoc-
ulated or implanted with a bacteria-free or loaded
device, the bacteria delivery mode and the inoculum
dose [7]. These studies illustrate the importance of both
neutrophils and monocytes/macrophages as a first line
of defence against biofilm infections. However, the bilat-
eral interactions between biofilms and myeloid cells re-
main poorly studied and analysis of the dynamic
processes at the cellular level in tissues inoculated with
biofilms is still an unexplored field. The mouse ear pinna
is currently one of the most frequently used tissues to
perform intravital confocal live imaging. In particular, it
allows the analysis of cellular behaviour in an inflamed
tissue [8]. We previously developed a concept that was
potentially able to extract the biologically relevant fea-
tures of the host and invasive bacteria after injection
of either the planktonic or biofilm form of bacteria in
the ear pinna [7]. In the present study, it was decided
to use the transgenic fluorescent reporter laboratory
mice line LysM-EGFP. Owing to the relative thinness
of the ear pinna, the model enabled us to perform
live imaging on recruited enhanced green fluorescent
protein (EGFP) fluorescent leukocytes, in particular
neutrophils and monocytes/macrophages. When the
LysM-EGFP mouse ear pinna dermis was loaded with
either planktonic or biofilm bacteria, the first results
showed that the inflammatory response to S. aureus
can be quantified in the skin.

Both bacterial forms induced a considerable inflammatory
response at the injection site. However, real-time analysis
showed different cellular dynamics with a limited access of
recruited phagocytes to bacteria inside biofilms, resulting in
less efficient phagocytosis. We also investigated the motility
of resident or recruited phagocytes and observed that cells
arrest at the injection site to interact with planktonic or bio-
film bacteria. At early time points, biofilms slowed down
phagocytes and modified their trajectory. Finally, the nature
of the inoculum (planktonic or biofilm) influenced speed
and straightness parameters differently, independently of
cell-bacteria interactions at the injection site.
We therefore developed a mouse model of infection to

compare the inflammatory response to planktonic and
biofilm bacteria at the tissue and cellular levels. Our novel
findings show that the dynamics of the inflammatory re-
sponses against the two bacterial forms are different.

Results
Preparation and characterization of calibrated inocula of
Staphylococcus aureus biofilm and planktonic cultures
A reproducible protocol of biofilm preparation was cre-
ated to obtain a calibrated bacterial inoculum of 107

colony-forming units (CFUs) in 3.8 μL of biofilm suspen-
sion (injection volume). As shown in Additional file 1:
Figure S1A, titres of different aliquots of 24 h-old bio-
films collected in the same well or in different wells for
three independent experiments were comparable (Add-
itional file 2: Table S1). To compare host immune re-
sponses to planktonic and biofilm forms of S. aureus
LYO-S2 bacteria, calibrated inocula of planktonic bac-
teria were also prepared. The titres of the inocula were
comparable for both bacterial forms and contained the
expected quantity of bacteria (Additional file 1: Figure
S1B and Additional file 2: Table S1). However, the mor-
phological characteristics of the two inocula were differ-
ent, even after passing through the 34-gauge (34G)
needle used for micro-injection into the mouse ear tis-
sue. Scanning electron microscopy (SEM) ultrastructural
analysis showed that planktonic bacteria were either dis-
persed or organized in small clusters (Fig. 1a and Add-
itional file 1: Figure S1C). In contrast, biofilms were
organized in aggregates of 29.43 ± 7.06 μm across (Add-
itional file 1: Figure S1D). When zoomed in, the extra-
cellular matrix is clearly observed inside these aggregates
(Fig. 1b, red arrows and Additional file 1: Figures S1E-
H). However, the homogenization technique used to
prepare biofilm inocula results in an inoculum contain-
ing mainly biofilm aggregates but also detached bacteria
and planktonic bacteria. Future use of the term “biofilm
inoculum” or “biofilm” will be in reference to this type
of inoculum. Using the fluorescent probe CDy11, which
targets amyloid fibrils, we observed that this biofilm
matrix component was detected more abundantly in our
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biofilm preparations than in the samples of planktonic
bacteria (Fig. 1c-d) [9].

Micro-injection of calibrated inocula of planktonic or
biofilm forms of Staphylococcus aureus in the mouse ear
pinna induces a strong inflammatory response
LysM-EGFP transgenic mice were inoculated intradermally
into the ear pinna with 107 CFUs of either planktonic or
biofilm mCherry-LYO-S2 fluorescent bacteria, or Trypti-
case Soja (TS) culture medium, which was used as a con-
trol. Inflammatory responses were followed at early (4–7 h
post-injection [hpi]) and late time points (after 24 hpi) by
measuring the intensity of the EGFP signal for each group

(Fig. 2a-c). The image of the ear pinna enabled us to ana-
lyse overall inflammation in the entire tissue (mosaic acqui-
sition). To quantify this signal, we created the following
protocol. A region of interest (ROI) was drawn on late time
point images, where the EGFP signal was more easily de-
tectable, and applied to early time point images. The ratio
of the sum of EGFP fluorescence intensities to ROI areas
was calculated with this protocol and the inflammatory re-
sponse was compared at early and late time points in the
two groups of infected mice (Fig. 2d and Additional file 3:
Table S2). We used the same protocol for the control
group and observed a non-specific recruitment of EGFP+
innate immune cells due to the physical trauma from

Fig. 1 Characterization of calibrated inocula of Staphylococcus aureus biofilm and planktonic cultures. a and b SEM micrographs of S. aureus LYO-
S2 planktonic (a) and 24 h biofilm (b) inocula after passing through the 34G needle used for micro-injections. Red arrows in panel B indicate the
biofilm extracellular matrix. Scale bar: 5 μm. c and d Fluorescence microscopy images of S. aureus biofilm (c) and planktonic (d) cultures stained
with the green live cell fluorescent label SYTO9 and incubated with CDy11 red fluorescent probe. Scale bar: 50 μm
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Fig. 2 Micro-injection of calibrated inocula of Staphylococcus aureus in the mouse ear pinna. a–c Reconstituted confocal images of the mouse ear
pinna tissue showing the maximal projection intensities of the EGFP signal. LyM-EGFP transgenic mice were micro-injected with TS culture medium (a)
or S. aureus mCherry-LYO-S2 in its planktonic (b) or biofilm (c) form at early (4–7 hpi) and late time points (after 24 hpi). The EGFP fluorescence (green)
signal corresponds to phagocytic cells (neutrophils and macrophages). The yellow line indicates the ROI where the “Sum of EGFP fluorescence
intensities” was measured. Scale bar: 2 mm. One representative experiment is shown for each group of mice from four independent experiments. d
Ratio of the sum of EGFP fluorescence intensities to ROI area. Data are expressed as median and interquartile ranges for four mice per group
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injection and the introduction of TS culture medium
(Additional file 4: Movie S1). At early time points, both
bacterial forms induced an inflammatory response, with a

statistically significant increase only in the group of mice
inoculated with planktonic bacteria. Thus, planktonic bac-
teria induced a greater response than biofilms after 4 hpi.

Fig. 3 Dynamics of recruited EGFP+ cells in the mouse ear pinna after inoculation of Staphylococcus aureus. a and b Live confocal imaging after
micro-injection of S. aureus mCherry-LYO-S2 in its planktonic (a) or biofilm (b) form in the ear pinna of LysM-EGFP transgenic mice at early time
points. Innate immune cell recruitment towards planktonic bacteria and biofilms was observed between 3.20 to 3.50 hpi and 4.20 to 4.40 hpi,
respectively. A progressive recruitment of EGFP+ innate immune cells was observed at the injection site with cell-bacteria contact areas (filled
white arrowheads). White empty circles show cell accumulation over time for the planktonic or biofilm inoculum at early time points. *:
autofluorescent hair (also in magenta). Scale bar: 100 μm. (c and d) Live confocal imaging at late time points after micro-injection of planktonic
(c) or biofilm (d) bacteria, at 24.20 hpi and 26.20 hpi, respectively. Empty white arrowhead indicates the presence of remaining planktonic form
after 24 h (low magenta signal) whereas biofilms were still easily detectable. Scale bar: 100 μm. a–d Images show average intensity projections of
green (innate immune cells) and magenta (bacteria) fluorescence. One representative experiment is shown for each group of mice from three
independent experiments
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Between the early and late time points, the inflammatory
response was significantly greater for both bacterial forms.
At late time points, the response was considerable in both
groups of challenged mice compared to control mice, with
no significant difference between mice inoculated with
planktonic or biofilm bacteria (Fig. 2d).

Dynamics of immune cell recruitment after the micro-
injection of either planktonic or biofilm forms of
Staphylococcus aureus in the mouse ear pinna are
different
LysM-EGFP transgenic mice were inoculated intrader-
mally into the ear pinna with 107 CFUs of either plank-
tonic or biofilm mCherry-LYO-S2 fluorescent bacteria,
or with TS culture medium. We created a confocal ac-
quisition protocol to analyse the dynamics of recruited
EGFP+ cells at the inoculation sites by real-time im-
aging. A red autofluorescence signal is emitted by mice
hairs and could not be prevented by shaving the ear
pinna. Indeed, this operation would have induced a non-
specific inflammatory response. In control mice, recruit-
ment was low owing to injection trauma (Additional file
4: Movie S1). In mice inoculated with bacteria, an influx
of phagocytic cells was observed at early (3 to 6 hpi)
(Fig. 3a-b, white circles) and late time points (after 24
hpi) (Fig. 3c-d) for both bacterial forms. At early time
points, immune cells were present over the entire sur-
face of planktonic bacteria injection sites and multiple
contact points between cells and bacteria were observed.
In addition, numerous immune cells infiltrated the injec-
tion sites (Fig. 3a and Additional file 5: Figures S2A-B,
white arrowheads; see also Additional file 6: Movie S2).
In biofilms, the contact points were less numerous and
were mainly located at the periphery of the injection site.
In contrast to planktonic inocula, a small number of
cells succeeded in infiltrating the biofilm (Fig. 3b and
Additional file 5: Figures S2C-D, white arrowheads; see
also Additional file 7: Movie S3). The fluorescent signal
was less detectable for planktonic bacteria after 24 h,
suggesting that bacterial lysis after phagocytosis had oc-
curred (Fig. 3c, white empty arrowhead). For biofilms,
phagocytosis seemed to be less effective, since a fluores-
cent signal was still clearly visible after 24 h (Fig. 3d).
Overall, this real-time analysis using an intravital im-
aging approach shows that the dynamics of the inflam-
matory responses against planktonic and biofilm bacteria
are different.

Motility of recruited innate immune cells is different after
injection of planktonic or biofilm forms of Staphylococcus
aureus in the mouse ear pinna
Using Imaris software, we created an analysis protocol to
track the motility properties (average speed and
straightness) of EGFP+ cells recruited at the injection zone

from the previously acquired time-lapse videos (Fig. 4).
Using the “Spots” tool we attributed a sphere to a number
of immune cells observed in the acquisition field (Fig. 4a-b,
white spheres). This enabled us to establish a trajectory
(Fig. 4a-b, multicoloured lines) for each sphere correspond-
ing to the path taken by each cell over time in the ear tis-
sue. We then compared the average speed and straightness
of the trajectories of phagocytic cells in response to the two
bacterial forms. In different zones of the injection site, cells
interacted with bacteria (Fig. 4a) or not (Fig. 4b). We first
analysed the motility of all cells in response to bacteria
(planktonic or biofilm) or to TS culture medium without
distinction between cells that interacted with bacteria and
cells that did not. At early time points, only biofilms in-
duced a significant decrease in cell speed, compared to con-
trol mice and mice inoculated with planktonic bacteria.
Thus, biofilms slowed down recruited cells, an effect that
was maintained 24 hpi. In contrast, planktonic bacteria sig-
nificantly increased cell speed compared to the control
group (Fig. 4c and Additional file 8: Table S3). This differ-
ential response induced by the two bacterial forms was also
seen for cell trajectory straightness, which was significantly
decreased at early time points only by biofilms (less straight
trajectory of EGFP+ recruited cells) compared to the con-
trol group. At late time points, we observed an opposite ef-
fect, as both bacterial forms significantly increased
straightness compared to the control group, with a more
pronounced effect for planktonic bacteria (Fig. 4d and Add-
itional file 9: Table S4). We further analysed the motility of
cells interacting with bacteria (bacteria contact) or not (no
bacteria contact) in different zones of the cutaneous injec-
tion site for the same time point (Fig. 4e-h). Cell motility
was compared after inoculation of biofilm or planktonic
bacteria. At early time points, the presence of the two forms
of bacteria (bacteria contact) induced a significant decrease
in both speed and straightness (Fig. 4e-f, Additional file 10:
Table S5 and Additional file 11: Table S6). This indicates
that cells arrest at the injection site to interact with inocu-
lated bacteria. At early and late time points, cell speed was
reduced in biofilms compared to planktonic cells, inde-
pendently of the presence of bacteria (Fig. 4e and g, Add-
itional file 12: Table S7). Finally, at late time points,
straightness was reduced for cells interacting with biofilms,
compared to planktonic inocula (Fig. 4h and Add-
itional file 13: Table S8). Taken together, these results dem-
onstrate that the cell dynamics of the inflammatory
response are different after inoculation of biofilm or plank-
tonic bacteria. The mouse ear pinna model evidences an in-
flammatory response specific to biofilms that is probably
one mechanism of its tolerance to immune attacks.

Discussion
The dynamics of the implementation of immune re-
sponses during S. aureus infections in vivo is a key
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event. It is a determinant factor especially during
planktonic-to-biofilm transition, as the bacterial persist-
ence associated with the “chronicization” process of bio-
film infection often depends on it. However, it is difficult
to follow these events in mammals over time and this

hinders the clear understanding of the immune evasion
mechanisms of S. aureus biofilms and therefore the de-
sign of preventive strategies against biofilm infections.
In the present study, we compared for the first time

the dynamics of early innate immune responses to

Fig. 4 Motility of recruited EGFP+ cells in the mouse ear pinna after micro-injection of Staphylococcus aureus. a and b Illustration of immune cell
tracking with Imaris software using the “Spots” tool to analyse the motility of recruited immune cells. The analysis was carried out in different
zones of the injection site where cells were either in contact with visible bacteria (a) or not (b). Each cell is represented by a white sphere and its
trajectory in the thickness of the tissue by a multicoloured line. Images shown were taken at 4.45 hpi (a) and 26 hpi (b). *: base of hair follicles.
Scale bar: 50 μm. c–h Average speed and straightness of EGFP+ cells recruited to injection sites at early and late time points after inoculation of
TS culture medium (control), planktonic bacteria (planktonic form) or biofilms (biofilm form). Data are expressed as median and interquartile
ranges pooled from three different mice in three independent experiments for each group. Average speed (c) and straightness (d) of all cells (in
contact with visible bacteria or not) in infected and control mice. Number of cells (N) analysed for each group at early and late time points,
respectively: Control: N = 90 and 94 cells; Planktonic form: N = 315 and 433 cells; Biofilm form: N = 254 and 518 cells. Average speed (e and g) and
straightness (f and h) of cells either in contact (bacteria contact) or not (no bacteria contact) with planktonic or biofilm bacteria at early (e and f)
and late (g and h) time points. Number of cells (N) analysed at early time points that were in contact or not in contact with bacteria, respectively:
Planktonic form: N = 157 and 158 cells; Biofilm form: N = 142 and 112 cells. Number of cells (N) analysed at late time points that were in contact
or not in contact with bacteria, respectively: Planktonic form: N = 298 and 135 cells; Biofilm form: N = 98 and 420 cells
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planktonic and biofilm S. aureus in the skin. The skin is
a common target tissue for S. aureus infections and the
mouse ear pinna is frequently used as a cutaneous im-
aging site. This accessible tissue can be rapidly and easily
prepared for imaging over long periods of time. Cali-
brated inocula were injected intradermally in a very
small volume with a 34G needle to limit inflammation
resulting from injection trauma. The maturation state of
the biofilm culture and the bacterial inocula were two
major criteria in the finalization of the protocol. We pre-
pared “young” biofilms (24 h-old) as previous studies re-
ported that immature biofilms are more susceptible to
neutrophil attack than mature biofilms [10]. We inocu-
lated a high number of bacteria (107 CFUs) into the ear
tissue of LysM-EGFP transgenic mice, as in previously
published mouse models of S. aureus skin infections
such as the chronic diabetic wound model and the air
pouch model [11, 12]. Once drawn up, our protocol en-
abled us to compare qualitatively and quantitatively the
innate immune responses induced by a comparable dose
of planktonic or biofilm bacteria. As described above,
our biofilm inoculum contained bacterial aggregates and
also planktonic and detached bacteria. The phenotype of
the latter is similar to that of biofilm bacteria. Indeed,
previous studies have described differential gene expres-
sion profiles for S. aureus in its planktonic or biofilm
form [13, 14]. One major difference between the two in-
ocula was the presence of the extracellular matrix in the
biofilm aggregates. Among the components of the LYO-
S2 S. aureus biofilm matrix inoculated into mice, we de-
tected amyloid fibrils. Small peptides called phenol-
soluble modulins (PSMs) produce amyloids in S. aureus
biofilms and notably contribute to S. aureus biofilm sta-
bility. They are also described as key virulence factors
capable of stimulating inflammatory responses or affect-
ing leukocyte viability or functions [15, 16], and could
contribute to the specific innate immune responses ob-
served with biofilm bacteria.
After inoculation, we used the mouse ear pinna model

to follow the inflammatory response to S. aureus over
time at the tissue level. Imaging analysis showed that bac-
terial inocula induced an early inflammatory response at
the cutaneous injection site in LysM-EGFP transgenic
mice, consisting of recruited EGFP+ phagocytes, in par-
ticular neutrophils and monocytes/macrophages. We
quantified this response for the first time and showed that
it is significantly increased with the planktonic form after
4 h, compared to that in control mice. The absence of sig-
nificant differences between the control and biofilm con-
ditions could have been due to early phagocyte killing, as
previously reported [4, 5, 17]. After 24 h, the inflammatory
response was considerable and comparable for the two
bacterial forms. In rodent models, neutrophils are usually
the most rapidly recruited, and therefore most abundant,

cells in the proximity of biofilms [7]. In a catheter-related
model, however, monocytes were the first cells to be re-
cruited [18]. Although overall responses are comparable at
late time points, we postulate that the phenotype of re-
cruited cells in our model differs according to whether
planktonic or biofilm bacteria are injected with, for ex-
ample, the specific recruitment of myeloid-derived sup-
pressor cells (MDSCs) for the biofilm, as described
previously [19].
The mouse ear pinna model then enabled us to follow

the inflammatory responses to planktonic or biofilm S.
aureus over time at the cellular level. Analysis of the dy-
namics of recruited EGFP+ cells at the inoculation sites
by real-time imaging showed that the dynamics differed
between planktonic and biofilm bacteria. Our results
show that biofilm acts as a physical barrier [20]. Few
cells infiltrate the biofilm, with most recruited cells be-
ing present at the periphery of the inoculum. After 24 h,
when innate immune responses have been considered as
set up, phagocytosis seemed to be limited. Indeed, the
bacterial signal was still intense, compared to the low
signal observed with planktonic bacteria at the same
time point. This impairment of phagocytosis observed
with biofilms is commonly known as “frustrated phago-
cytosis” [20]. Complementary experiments are required
to quantify the bacterial load in the ear tissue over time.
The mouse ear pinna model further enabled us to ob-

tain reproducible quantitative measurements of the
speed and straightness of recruited innate immune cells.
To obtain the most accurate representation of these mo-
tility parameters, stringent algorithm settings were used.
Then, manual corrections were applied to cell tracks.
For example, only tracks lasting three or more frames
were considered during the time that cells were visible
in the observation field. Tracks that converged into one
were eliminated to avoid any uncertainty about the
resulting cell trajectory. Likewise, cells near or exiting
the border of the image volume were carefully
checked to ensure that the same cell was not counted
twice with two different tracks. Analysis of innate im-
mune cell migration showed that cells behaved differ-
ently in presence of planktonic and biofilm bacteria.
Study of the entire population of cells in the tissue
(cells interacting or not with bacteria) showed that
biofilms generally decreased cell speed and
straightness. In addition, when immune cells inter-
acted with bacteria at the injection site, biofilms gen-
erally decreased cell speed more significantly than did
planktonic bacteria. A possible correlation could be
made with previous observations describing immobi-
lized neutrophils on Pseudomonas aeruginosa biofilms
in vitro after loss of their pseudopodia [21]. Interest-
ingly, biofilms also induced a remote effect on cell
speed, as cells with no visible contact with bacteria
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moved more slowly when the inoculum was in the
biofilm form. This result suggests the potential diffu-
sion of small molecules from the biofilm capable of
influencing the behaviour of proximal recruited cells
[5]. We thus provide evidence that cell motility is af-
fected differently by planktonic and biofilm bacteria.
Notably, the latter has a greater effect on speed and
straightness. Further work is needed on the fine inter-
actions between cells and bacteria in order to study
phagocytic cell arrest and subsequent phagocytosis (or
lack of).

Conclusions
The mouse ear skin model proposed here detects and
measures the inflammatory responses induced by biofilm
and planktonic bacterial challenge over time. It has great
potential to elucidate the specific mechanisms used by
biofilms to circumvent host innate immune responses
and therefore to develop new preventive strategies spe-
cifically targeting host immune responses during biofilm
infections.

Material and methods
Mice and ethical statement
LysM-EGFP transgenic mice (6- to 8-week-old males
and females) were obtained from the bacteria-cell inter-
actions unit, Pasteur Institute (Paris, France), and bred
in the animal care facility at Université Clermont Au-
vergne (Clermont-Ferrand, France). All experiments
were approved by the Ethics Committee on Animal Ex-
perimentation of Auvergne C2E2A, Clermont-Ferrand,
France (agreement number: 1725) and were carried out
in accordance with the applicable guidelines and
regulations.

mCherry-tagged strain construction
The S. aureus LYO-S2 mCherry-tagged strain was con-
structed after insertion of pAH9 plasmid [22] into the
LYO-S2 clinical strain [23] by electroporation, as de-
scribed previously [24]. The S. aureus LYO-S2 mCherry-
tagged fluorescent strain, named S. aureus mCherry-
LYO-S2, was selected onto Luria-Bertani (LB) agar con-
taining erythromycin (10 μg/mL). The plasmid was
maintained by growing the strain in TS culture medium
containing erythromycin (10 μg/mL). Fluorescence was
detected in bacterial suspensions by fluorescence
microscopy.

Bacterial growth conditions
S. aureus LYO-S2 or the mCherry-LYO-S2 fluorescent
strain were grown in TS culture medium at 37 °C with
shaking and stored at − 80 °C in the same medium con-
taining 15% glycerol. Planktonic bacteria were cultured
at 37 °C in TS culture medium under aerobic conditions

and harvested after overnight growth (stationary phase).
For biofilm preparations, overnight cultures were ad-
justed to 2.107 CFUs/mL of TS culture medium and
added to 24-well cell culture plates (1 mL per well).
Twenty-four-hour-old biofilms were obtained after incu-
bation of plates at 37 °C without shaking.

Preparation of bacterial inocula
Before injection, S. aureus mCherry-LYO-S2 planktonic
inocula were prepared from the overnight growth, which
was first homogenized. Bacterial concentration was then
deduced by measuring the OD600 and using the known
bacterial titre of the strain at 6.5.108 CFU/OD unit. A
specific volume of the overnight growth containing 107

CFUs was then withdrawn and centrifuged at 3000 x g
for 5 min. The supernatant was eliminated and bacteria
were resuspended in TS culture medium to obtain a
final concentration of 107 CFUs per 3.8 μL of culture
medium. For S. aureus mCherry-LYO-S2 biofilms, inoc-
ula were obtained by carefully eliminating 700 μL of the
supernatant from each well in the cell culture plate. The
remaining biofilm volume was then delicately homoge-
nized and 3.8 μL, corresponding to 107 CFUs, was col-
lected for further inoculation to mice. Serial dilutions of
both planktonic and biofilm inocula were plated on LB
agar plates for titration. Biofilm inocula were sonicated
three times for 5 min each before dilution (Fisher Scien-
tific, 80W, 37 kHz). CFUs were counted after 24 h at
37 °C.

Inoculation of bacteria into mice
Mice were anesthetized by intraperitoneal injection of a
mixture of ketamine (50 mg/kg) and xylazine (5 mg/kg).
A small volume (3.8 μL) of planktonic or biofilm inocula
or TS culture medium were injected into the dorsal ear
dermis of anesthetized mice with a 34G needle fitted to
a NanoFil syringe (World Precision Instruments) [25]. A
characteristic papule was observable at the injection site,
evidence of an intradermal injection.

Scanning electron microscopy observation of bacterial
preparations
For electron microscopy observations, biofilms and
planktonic inocula were prepared as described above
and deposited on SEM Pore (Jeol filters) with a 34G nee-
dle fitted to a NanoFil syringe. After absorption, bacteria
were fixed overnight at 4 °C with glutaraldehyde 1.6% in
0.2M cacodylate buffer at pH 7.4, supplemented with ru-
thenium red at 0.15%. They were then rinsed in the
same buffer. After post-fixation for 1 h with 1% osmium
tetroxide in cacodylate buffer at room temperature, sam-
ples were washed for 20 min in distilled water and dehy-
drated by graded ethanol from 25° to 100° (10 min each)
to finish in hexamethyldisilazane (HMDS) evaporated
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overnight. After drying, samples were sputter-coated
with gold-palladium (JFC-1300, JEOL, Japan). Morph-
ology analyses were made with a scanning electron
microscope JSM-6060LV (Jeol, Japan) at 5 kV in high-
vacuum mode.

Detection of amyloid fibrils in biofilm preparations
Planktonic suspensions and biofilms of S. aureus LYO-
S2 were prepared as described previously. For planktonic
bacteria, 5.6.108 CFU were withdrawn from the over-
night culture. The suspension was then centrifuged as
before and bacteria were resuspended in 200 μL of TS
culture medium. For 24 h-old biofilm cultures, 700 μL of
supernatant were carefully withdrawn from the cell cul-
ture plates before homogenization of the remaining sus-
pension. A 10 μM stock solution of the fluorescent
probe CDy11 [9] was prepared in dimethyl sulfoxide
(DMSO). The solution was diluted in phosphate-
buffered saline solution (PBS) to prepare a 100 μM solu-
tion. Ten μL of the diluted probe was then added to
each bacterial preparation and incubated for 45 min in
the dark at room temperature. TS culture medium
(800 μL) and 2 μL of the live cell fluorescent label
SYTO9 from the LIVE/DEAD BackLight Bacterial Via-
bility Kit (Molecular probes) were then added to each
preparation and left to incubate for 15 min in the dark
at room temperature. Ten μL of planktonic and biofilm
preparation samples were deposited on glass slides for
further observation by fluorescence microscopy. Image
acquisition was carried out on a ZEISS Cell Observer
Spinning Disk Confocal Microscope (Carl Zeiss Micros-
copy, Germany), with two different lasers to observe
fluorescence emitted from SYTO9 and CDy11 (excita-
tion at 488 and 590 nm, emission at 509 and 612, re-
spectively, with exposure times set at 100 ms for both
channels). Acquisition was performed with 20X (dry) ob-
jectives. Each image corresponds to the Z-projected
average intensity signal for each channel.

In vivo confocal imaging: acquisition
Time-lapse video acquisition
Three to 6 hpi, mice were anesthetized by intraperito-
neal injection of a mixture of ketamine (50 mg/kg) and
xylazine (5 mg/kg). Infected ears were prepared as de-
scribed previously [26] and imaged on a ZEISS Cell Ob-
server Spinning Disk Confocal Microscope (Carl Zeiss
Microscopy, Germany). Video acquisition was carried
out with two different lasers to observe EGFP and
mCherry fluorescence (excitation at 488 and 590 nm,
emission at 509 and 612, with exposure times set at 100
and 300 ms, respectively). Acquisition was performed
with 10X (dry) and 20X (dry) objectives for periods of
20 to 30 min. With the 10X objective, multiple fields of
observation were required as the entire injection site was

imaged. Z-stacks and intervals between images were ad-
justed according to the thickness of the ear tissue. Ac-
quisition was repeated 24 hpi. Ear tissues of control
mice were inoculated with TS culture medium and im-
aged at the same time points.

Mosaic acquisition
Infected ears were also imaged on a ZEISS LSM 800
(Carl Zeiss Microscopy, Germany) confocal microscope
with a 10X objective (dry). Multiple fields of observation
covering the entirety of the tissue surface were imaged
to get a reconstructed image of the ear. To set up acqui-
sition parameters, multiple focal points distributed
homogenously over the acquisition zone were chosen.
EGFP fluorescence signal was detected in six Z-stacks
spanning 75 μm of tissue, with an exposure time of 9.5
ms. The bright-field signal was also detected on a central
stack, with an exposure time of 10 ms. Acquisition was
repeated after 24 h, with imaging sessions typically last-
ing 30 to 45min. Ear tissues of control mice injected
with TS culture medium were also imaged with the
same protocol.

In vivo confocal imaging: analysis
Time-lapse video analysis
Videos acquired with the 10X objective were first
stitched together using ZEN software. Each image ex-
tracted from time-lapse videos corresponds to the Z-
projected average intensity signal for each channel at the
corresponding time point. Time- lapse videos at 20X
and 10X were then analysed with Imaris software using
the “Spots” tool. For each cell, a track was generated by
the software and manually corrected according to spe-
cific criteria: number of frames superior to three and
elimination of converging tracks between two different
cells. Two different parameters (average speed and
straightness) of immune cell dynamics were then ex-
tracted. For each time point, both parameters were ana-
lysed in different zones of the cutaneous injection site,
where cells were in contact or not with the bacterial
inoculum.

Mosaic analysis
Images acquired on the ZEISS LSM 800 confocal were
stitched together using ZEN software to reconstitute an
entire image of the ear tissue at early and late time
points. A maximum intensity projection image was cre-
ated from image Z-stacks. A ROI was then drawn manu-
ally around the EGFP fluorescent zone of the 24 h image
to obtain the sum of EGFP fluorescence intensities of
each pixel in the ROI. The shape of the ROI was con-
served and applied to the early time point image. The ra-
tio of the sum of intensities of EGFP fluorescence to the
area of the ROI was then calculated for both time points.
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The images shown represent the Z-projected maximal
intensity signal of a reconstituted image of the ear tissue
for the EGFP channel.

Statistical analysis
Prism 5 software (GraphPad Software, Inc.) was used to
analyse the statistical significance of data sets by the
Mann-Whitney two-tailed test. p ≤ 0.05 was considered
statistically significant (symbols: ****p ≤ 0.0001; ***p ≤
0.001; **p ≤ 0.01; * ≤ 0.05; ns = non-significant).

Supplementary information
Supplementary information accompanies this paper at https://doi.org/10.
1186/s12866-019-1635-z.

Additional file 1: Figure S1. Preparation and characterization of
calibrated inocula of Staphylococcus aureus biofilm and planktonic
cultures. (A) Titration of 3.8 μL aliquots of 24 h-old biofilms of S. aureus
LYO-S2. Data represent mean ± SD of three samples per well collected
from three different wells and prepared in three independent experi-
ments. (B) Titration of S. aureus LYO-S2 planktonic and 24 h biofilm inoc-
ula on agar plates. Results are expressed as CFU numbers × 107 in 3.8 μL
(injection volume). Data represent mean ± SD from 17 experiments for
the planktonic form and from 27 experiments for biofilms. (C) Planktonic
inocula after passing through a 34G needle. Scale bar: 10 μm. (D to H)
Biofilm inocula after passing through a 34G needle. Red arrows indicate
the biofilm extracellular matrix. Scale bar: 10 μm (D), 5 μm (E and F),
2 μm (G and H).

Additional file 2: Table S1. Tables presenting raw data used for the
preparation of calibrated Staphylococcus aureus biofilm and planktonic
inocula.

Additional file 3: Table S2. Table presenting raw data used to measure
the ratio of the sum of EGFP fluorescence intensities to ROI areas.

Additional file 4: Movie S1. Immune cells are recruited to injection
sites even in the absence of bacterial challenge. In vivo confocal time-
lapse imaging of immune cell migration in LysM-EGFP transgenic mice
ear tissue injected with TS culture medium from 4 hpi to 4.20 hpi. Aver-
age projections of time-lapse images. Z-stacks collected 41.76 s apart.
Scale bar: 100 μm.

Additional file 5: Figure S2. Dynamics of recruited EGFP+ cells in the
mouse ear pinna after micro-injection of Staphylococcus aureus. (A and
B) Confocal images of injection sites after micro-injection of S. aureus
mCherry-LYO-S2 in its planktonic form in the ear pinna of LysM-EGFP
transgenic mice at early time points for two independent experiments.
Images of innate immune cell recruitment towards planktonic bacteria
were acquired at 5.15 hpi (A) and 3.05 hpi (B). (C and D) Confocal im-
ages of injection sites after micro-injection of S. aureus mCherry-LYO-S2
in its biofilm form in the ear pinna of LysM-EGFP transgenic mice at early
time points for two independent experiments. Images of innate immune
cell recruitment towards biofilms were acquired at 4.20 hpi (C) and 3.30
hpi (D). Images show average intensity projections of green (innate im-
mune cells) and magenta (bacteria) fluorescence. Filled white arrowheads
indicate cell-bacteria contact areas. *: autofluorescent hair (also in ma-
genta). Scale bar: 100 μm.

Additional file 6: Movie S2. Numerous immune cells penetrate the
injection site and interact with planktonic bacteria. In vivo confocal time-
lapse imaging of immune cell migration in LysM-EGFP transgenic mice
ear tissue injected with planktonic bacteria from 3.20 hpi to 3.50 hpi.
Average projections of time-lapse images. Z-stacks collected 41.73 s apart.
Scale bar: 100 μm.

Additional file 7: Movie S3. Most immune cells arrest at the periphery
of injected biofilms. In vivo confocal time-lapse imaging of immune cell
migration in LysM-EGFP transgenic mice ear tissue injected with

planktonic bacteria from 4.20 hpi to 4.40 hpi. Average projections of
time-lapse images. Z-stacks collected 45.15 s apart. Scale bar: 100 μm.

Additional file 8: Table S3. Table presenting the average speed of all
cells in infected and control mice at early and late time points. Raw data
extracted from Imaris software.

Additional file 9: Table S4. Table presenting the straightness of all
cells in infected and control mice at early and late time points. Raw data
extracted from Imaris software.

Additional file 10: Table S5. Table presenting the average speed of
cells in contact with bacteria or not in infected mice at early time points.
Raw data extracted from Imaris software.

Additional file 11: Table S6. Table presenting the straightness of cells
in contact with bacteria or not in infected mice at early time points. Raw
data extracted from Imaris software.

Additional file 12: Table S7. Table presenting the average speed of
cells in contact with bacteria or not in infected mice at late time points.
Raw data extracted from Imaris software.

Additional file 13: Table S8. Table presenting the straightness of cells
in contact with bacteria or not in infected mice at late time points. Raw
data extracted from Imaris software.

Abbreviations
CFU: Colony Forming Unit; DMSO: Dimethyl sulfoxide; EGFP: Enhanced Green
Fluorescent Protein; EGFP+: Enhanced Green Fluorescent Protein-positive;
hpi: Hours post-injection; LB: Luria-Bertani; PBS: Phosphate Buffered Saline;
PSM: Phenol Soluble Modulins; ROI: Region Of Interest; SEM: Scanning
Electron Microscopy; TS: Trypticase Soja

Acknowledgements
We wish to thank Alexander R. Horswill (Department of Immunology and
Microbiology, University of Colorado, Denver, USA) for pAH9 plasmid, Ivo
Boneca (Bacteria-Cell interactions Unit, Pasteur Institute, Paris, France) for the
LysM-EGFP transgenic mouse line, Michael Givskov and Youg-Tae Chang for
the CDy11b probe, Caroline Vachias and Pierre Pouchin (Confocal Micros-
copy Facility ICCF, University Clermont Auvergne) for their help with setting
up image acquisition settings and image analysis and processing, Christelle
Blavignac for treating SEM samples and images (Centre d’Imagerie Cellulaire
Santé Facility CICS, University Clermont Auvergne), Elisabeth Billard, Alan Diot,
Jérome Josse and Geneviève Milon for critical reading of the manuscript and
helpful discussions, and Karim Alloui for its care of the animal housing
facility.

Authors’ contributions
AIAH, CM, LN and PG performed technical experiments and statistical
analysis. MG and YTC participated in the design of the amyloid fibrils’
labelling method. AIAH and PG participated in the design of the study and
data analysis. PG conceived the study and coordinated it. AIAH and PG
wrote the initial draft of the manuscript. All authors read and approved the
final manuscript.

Funding
This work was supported by funding from Auvergne-Rhône-Alpes (AURA) re-
gion (Pack Ambition Recherche 2017-IMMUNOFILM-Staph project). The
funder was not implicated in the design of the study and collection, in ana-
lysis and interpretation of data, and in writing the manuscript.

Availability of data and materials
All data generated or analysed during this study are included in this
published article and its supplementary information files.

Ethics approval and consent to participate
LysM-EGFP transgenic mice (6–8 weeks-old male and female) were obtained
from the bacteria-cell interactions Unit, Pasteur Institute, Paris, France, and
bred in the SPF animal care facility at University Clermont Auvergne (Cler-
mont-Ferrand, France). All experiments were approved by the local Ethics
Committee on Animal Experimentation of Auvergne C2E2A, Clermont-
Ferrand, France (agreement number: 1725) and were carried out in agree-
ment with the applicable guidelines and regulations.

Abdul Hamid et al. BMC Microbiology           (2020) 20:22 Page 11 of 12

94





Consent for publication
Not applicable for that section.

Competing interests
The authors declare that they have no competing interests.

Author details
1Laboratoire Microorganismes : Génome et Environnement, UMR CNRS 6023,
Université Clermont-Auvergne, Clermont Ferrand, France. 2Costerton Biofilm
Center, department of Immunology and Microbiology, Faculty of Health
Sciences, University of Copenhagen, Copenhagen, Denmark. 3Center for
Self-assembly and Complexity, IBS and Department of Chemistry, POSTECH,
Pohang, Republic of Korea.

Received: 15 May 2019 Accepted: 7 November 2019

References
1. Moormeier DE, Bayles KW. Staphylococcus aureus biofilm: a complex

developmental organism. Mol Microbiol. 2017;104(3):365–76.
2. Ricciardi BF, Muthukrishnan G, Masters E, Ninomiya M, Lee CC, Schwarz EM.

Staphylococcus aureus evasion of host immunity in the setting of prosthetic
joint infection: biofilm and beyond. Curr Rev Musculoskelet Med. 2018;11(3):
389–400.

3. Jamal M, Ahmad W, Andleeb S, Jalil F, Imran M, Nawaz MA, et al. Bacterial
biofilm and associated infections. J Chin Med Assoc. 2018;81(1):7–11.

4. Yamada KJ, Kielian T. Biofilm-leukocyte cross-talk: impact on immune
polarization and Immunometabolism. J Innate Immun. 2018;22:1–9.

5. Gries CM, Kielian T. Staphylococcal biofilms and immune polarization during
prosthetic joint infection. J Am Acad Orthop Surg. 2017;25(Suppl 1):S20–4.

6. Watters C, Fleming D, Bishop D, Rumbaugh KP. Host responses to biofilm.
Prog Mol Biol Transl Sci. 2016;142:193–239.

7. Forestier C, Billard E, Milon G, Gueirard P. Unveiling and characterizing early
bilateral interactions between biofilm and the mouse innate immune
system. Front Microbiol. 2017;8:2309.

8. Peters NC, Egen JG, Secundino N, Debrabant A, Kimblin N, Kamhawi S, et al.
In vivo imaging reveals an essential role for neutrophils in Leishmaniasis
transmitted by sand flies. Science. 2008;321(5891):970–4.

9. Kim J-Y, Sahu S, Yau Y-H, Wang X, Shochat SG, Nielsen PH, et al. Detection
of pathogenic biofilms with bacterial amyloid targeting fluorescent probe,
CDy11. J Am Chem Soc. 2016;138(1):402–7.

10. Günther F, Wabnitz GH, Stroh P, Prior B, Obst U, Samstag Y, et al. Host
defence against Staphylococcus aureus biofilms infection: phagocytosis of
biofilms by polymorphonuclear neutrophils (PMN). Mol Immunol. 2009;
46(8–9):1805–13.

11. Guo Y, Ramos RI, Cho JS, Donegan NP, Cheung AL, Miller LS. In vivo
bioluminescence imaging to evaluate systemic and topical antibiotics
against community-acquired methicillin-resistant Staphylococcus aureus-
infected skin wounds in mice. Antimicrob Agents Chemother. 2013;57(2):
855–63.

12. Torre A, Bacconi M, Sammicheli C, Galletti B, Laera D, Fontana MR, et al.
Four-component Staphylococcus aureus vaccine 4C-staph enhances Fcγ
receptor expression in neutrophils and monocytes and mitigates S. aureus
infection in neutropenic mice. Infect Immun. 2015;83(8):3157–63.

13. Resch A, Rosenstein R, Nerz C, Götz F. Differential gene expression profiling
of Staphylococcus aureus cultivated under biofilm and planktonic conditions.
Appl Environ Microbiol. 2005;71(5):2663–76.

14. Scherr TD, Roux CM, Hanke ML, Angle A, Dunman PM, Kielian T. Global
Transcriptome analysis of Staphylococcus aureus biofilms in response to
innate immune cells. Infect Immun. 2013;81(12):4363–76.

15. Peschel A, Otto M. Phenol-soluble modulins and staphylococcal infection.
Nat Rev Microbiol. 2013;11(10):667–73.

16. Zheng Y, Joo H-S, Nair V, Le KY, Otto M. Do amyloid structures formed by
Staphylococcus aureus phenol-soluble modulins have a biological function?
Int J Med Microbiol. 2018;308(6):675–82.

17. Hirschfeld J. Dynamic interactions of neutrophils and biofilms. J Oral
Microbiol. 2014;6:26102.

18. Thurlow LR, Hanke ML, Fritz T, Angle A, Aldrich A, Williams SH, et al.
Staphylococcus aureus biofilms prevent macrophage phagocytosis and
attenuate inflammation in vivo. J Immunol. 2011;186(11):6585–96.

19. Heim CE, Vidlak D, Scherr TD, Kozel JA, Holzapfel M, Muirhead DE, et al.
Myeloid-derived suppressor cells contribute to Staphylococcus aureus
orthopedic biofilm infection. J Immunol. 2014;192(8):3778–92.

20. Costerton JW, Stewart PS, Greenberg EP. Bacterial biofilms: a common cause
of persistent infections. Science. 1999;284(5418):1318–22.

21. Jesaitis AJ, Franklin MJ, Berglund D, Sasaki M, Lord CI, Bleazard JB, et al.
Compromised host defense on Pseudomonas aeruginosa biofilms:
characterization of neutrophil and biofilm interactions. J Immunol. 2003;
171(8):4329–39.

22. Malone CL, Boles BR, Lauderdale KJ, Thoendel M, Kavanaugh JS, Horswill AR.
Fluorescent reporters for Staphylococcus aureus. J Microbiol Methods. 2009;
77(3):251–60.

23. Marquès C, Tasse J, Pracros A, Collin V, Franceschi C, Laurent F, et al. Effects
of antibiotics on biofilm and unattached cells of a clinical Staphylococcus
aureus isolate from bone and joint infection. J Med Microbiol. 2015;64(9):
1021–6.

24. Schenk S, Laddaga RA. Improved method for electroporation of
Staphylococcus aureus. FEMS Microbiol Lett. 1992;94(1–2):133–8.

25. Mac-Daniel L, Buckwalter MR, Gueirard P, Ménard R. Myeloid Cell Isolation
from Mouse Skin and Draining Lymph Node Following Intradermal
Immunization with Live Attenuated Plasmodium sporozoites. J Vis Exp. 2016;
18(111):e53796.

26. Amino R, Thiberge S, Blazquez S, Baldacci P, Renaud O, Shorte S, et al.
Imaging malaria sporozoites in the dermis of the mammalian host. Nat
Protoc. 2007;2(7):1705–12.

Publisher’s Note
Springer Nature remains neutral with regard to jurisdictional claims in
published maps and institutional affiliations.

Abdul Hamid et al. BMC Microbiology           (2020) 20:22 Page 12 of 12

95





96 
 

III. Mise en place d’un modèle d’infection sur support abiotique par 

le biofilm de Staphylococcus aureus pour mimer les infections sur 

matériel médical in vivo 

Biofilm-coated microbeads and the mouse ear skin : An innovative model for analysing anti-

biofilm immune response in vivo. 

Léo Sauvat, Aizat Iman Abdul Hamid, Christelle Blavignac, Jérôme Josse, Olivier Lesens, 

Pascale Gueirard 

PLoS One. 2020 Dec 4;15(12):e0243500. 

Les infections à biofilm de S. aureus sur matériel invasif représentent l'une des 

complications les plus fréquentes et les plus graves associées à l'utilisation des biomatériaux en 

médecine humaine. Ces infections représentent 25,6 % de toutes les infections associées aux 

soins aux États-Unis. Elles nécessitent une prise en charge lourde, couteuse et pouvant être 

handicapante (lavage du matériel de prothèse au bloc opératoire, antibiothérapie prolongée, 

changement progressif de matériel en plusieurs étapes chirurgicales, etc.). Les staphylocoques, 

et en particulier les espèces S. aureus et S. epidermidis, sont les bactéries les plus souvent isolées 

lors des infections sur implants orthopédiques (Arciola et al., 2018). La formation du biofilm à 

la surface de l'implant est étroitement associée au caractère récurrent des infections à S. aureus 

et à leur chronicisation. De plus, la résistance naturelle de S. aureus aux antibiotiques sous sa 

forme biofilm et le détournement de la réponse immunitaire de l’hôte par celui-ci rendent le 

traitement de ces infections très difficile (Seebach and Kubatzky, 2019).  

 L’objectif de ce travail a été d’adapter le modèle d’étude préalablement mis en place en 

inoculant dans le pavillon de l’oreille de la souris un biofilm de S. aureus adhérant à une surface 

abiotique. L’objectif était de mimer les infections à biofilm sur matériel invasif chez l’Homme. 

Nous avons utilisé un support abiotique miniaturisé en recourant à des microbilles de silice. Ce 

matériau se rapproche des structures de type céramique souvent retrouvées au niveau des 

prothèses de hanches. Le fait de recourir à des billes recouvertes de biofilm de très petite taille 

est de plus compatible avec la micro-injection par voie intradermique de la bactérie sur support 

dans le pavillon de l'oreille de la souris LysM-EGFP. Dans un premier temps, nous avons 

optimisé la préparation de microbilles recouvertes de biofilm, puis analysé les propriétés du 

biofilm présent à la surface des microbilles. Nous avons ensuite étudié la dynamique de la 
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réponse inflammatoire dirigée contre le biofilm adhérent. Des résultats très comparables à ceux 

obtenus lors de notre première étude ont été obtenus.
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Abstract

Owing to its ability to form biofilms, Staphylococcus aureus is responsible for an increasing

number of infections on implantable medical devices. The aim of this study was to develop a

mouse model using microbeads coated with S. aureus biofilm to simulate such infections

and to analyse the dynamics of anti-biofilm inflammatory responses by intravital imaging.

Scanning electron microscopy and flow cytometry were used in vitro to study the ability of an

mCherry fluorescent strain of S. aureus to coat silica microbeads. Biofilm-coated microbe-

ads were then inoculated intradermally into the ear tissue of LysM-EGFP transgenic mice

(EGFP fluorescent immune cells). General and specific real-time inflammatory responses

were studied in ear tissue by confocal microscopy at early (4-6h) and late time points (after

24h) after injection. The displacement properties of immune cells were analysed. The

responses were compared with those obtained in control mice injected with only microbe-

ads. In vitro, our protocol was capable of generating reproducible inocula of biofilm-coated

microbeads verified by labelling matrix components, observing biofilm ultrastructure and

confirmed in vivo and in situ with a matrix specific fluorescent probe. In vivo, a major inflam-

matory response was observed in the mouse ear pinna at both time points. Real-time obser-

vations of cell recruitment at injection sites showed that immune cells had difficulty in

accessing biofilm bacteria and highlighted areas of direct interaction. The average speed of

cells was lower in infected mice compared to control mice and in tissue areas where direct

contact between immune cells and bacteria was observed, the average cell velocity and lin-

earity were decreased in comparison to cells in areas where no bacteria were visible. This

model provides an innovative way to analyse specific immune responses against biofilm

infections on medical devices. It paves the way for live evaluation of the effectiveness of

immunomodulatory therapies combined with antibiotics.
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Introduction
The implantation of invasive medical devices occurs routinely in almost all fields of medicine.

However, these medical procedures considerably increase the risk of microbial infections for

patients. In hospitals, the prevalence of nosocomial infections is therefore high (about 5%),

with 32% of clinical cases being caused by foreign body-related infections (FBRIs) [1]. Staphy-
lococcus aureus (S. aureus) is the second most incriminated microorganism in nosocomial

infections and the most incriminated pathogen in surgical site infections (SSIs) after prosthetic

joint implantations [2]. These infections require heavy, costly and sometimes functionally del-

eterious surgery, associated with long-term antibiotic treatments [3]. A prosthetic joint infec-

tion, for example, will multiply by three the initial cost of surgery [4].

Like many other bacterial species, S. aureus is able to adhere to different types of biotic/abi-
otic surfaces, promoting the formation of microbial communities called biofilms. This prop-

erty is one of the most important features of its pathogenicity [5]. Biofilms represent one of the

two radically different lifestyles that bacteria can adopt, as opposed to the isolated and free-

floating form in liquid medium called planktonic bacteria. Biofilms are the most common

form of bacteria and are responsible for 80% of human chronic bacterial infections in devel-

oped countries [6]. Thus, understanding the pathophysiology of S. aureus FBRIs and develop-
ing preventive strategies for SSIs are currently active fields of research [7].

One key element of S. aureus pathophysiology is the ability of biofilms to circumvent

host immune attacks [8]. During S. aureus cutaneous infections, tissue-resident mast cells

recruit neutrophils and monocytes/macrophages from the bloodstream [9] along with

monocytic myeloid-derived suppressor cells (M-MDSCs) in interaction with natural killer

(NK) cells to promote the first level of inflammatory responses [10]. S. aureus is able to
decrease these innate immune responses by acting on complement activation and phagocyte

recruitment, and by secreting immune-evasion proteins [8]. The planktonic to biofilm

developmental transition also represents one of the primary immune-evasion mechanisms

that allow neutralization of neutrophil effector functions [11]. Finally, the complexity of

biofilm structure contributes to the increased resistance of biofilm bacteria to host immune

defences and to appropriate antibiotic treatments, giving rise to the concept of "biofilm-

related disease" [12, 13].

The few studies performed in vivo to analyse the inflammatory response to S. aureus biofilm
bacteria are still in the development phase and the dynamic aspects of the responses are almost

unexplored [14]. A better understanding of the different biofilm immune evasion mechanisms

is therefore required to develop suitable therapeutic strategies [15].

A mouse ear skin model was previously designed to analyse the dynamics of innate immune

responses against S. aureus biofilms. In this model, biofilms were micro-injected into the

mouse ear pinna, a cutaneous tissue widely used to analyse dynamic interactions between

microorganisms and resident or recruited myeloid cells by intravital imaging [16]. This mouse

model evidenced inflammatory responses specific to biofilms. The aim of our work was to

improve the model by introducing a support made from a comparable material to that used

for orthopedic prostheses, so as to mimic biofilm infections on medical devices in humans.

We chose silica microbeads as miniaturized inert supports because they have a ceramic-like

structure and are compatible with the intradermal micro-injection of biofilms into the ear

pinna of LysM-EGFP transgenic mice. In a first step, we optimized the preparation of biofilm-

coated microbeads and then analysed biofilm properties on the surface of microbeads. We fur-

ther compared the dynamics of inflammatory responses against biofilm-coated microbeads or

against a mixture of uncoated microbeads and planktonic bacteria injected into the mouse ear

pinna.

PLOS ONE Dynamics of innate immune responses to biofilms in vivo
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Materials andmethods

Materials

Mice and ethical statement. C57BL/6 WTmice (6–8 week-old males and females) were

purchased from Charles River Laboratories. LysM-EGFP transgenic mice (6–8 week-old males

and females) were obtained from the bacteria-cell interactions unit of the Pasteur Institute

(Paris, France). Mice were bred in the animal care facility at Clermont Auvergne University

(Clermont-Ferrand, France). All experiments were approved by the local Ethics Committee on

Animal Experimentation (Auvergne C2E2A, Clermont-Ferrand, France, agreement number:

1725) and were carried out in accordance with the applicable guidelines and regulations. All

mice were provided an appropriate environment including shelter in cages, a comfortable rest-

ing area, sufficient space (not more than 5 animals per cage) and ready access to fresh water

and food to maintain full health and vigour. Animal welfare was observed on a daily basis to

ensure optimal conditions and treatment which avoid suffering. Littermates destined to be

inoculated were housed in separate cages with access to the same facilities previously stated.

The anaesthetic used during experiments was chosen in order to promote deep anaesthesia.

During and after imaging sessions, mice were kept warm in order to prevent any risks related

to hypothermia. Euthanasia by cervical dislocation on the anesthetized animal was performed

at the end of the infection period.

mCherry and GFP-tagged strain construction. The S. aureus SH1000 mCherry-tagged

strain (named mCherry-SH1000) was constructed after insertion of the pCtuf-mCherry

plasmid [17] by electroporation into the SH1000 strain isolated from a corneal ulcer [18],

as described previously [19]. The mCherry-SH1000 strain was then selected onto Luria-

Bertani (LB) agar containing chloramphenicol (10 μg/mL). Clones were grown overnight

with shaking in Trypticase Soja (TS) culture medium containing chloramphenicol

(10 μg/mL) and stored at −80˚C in the same medium with 15% glycerol. Fluorescence

was detected in bacterial suspensions by fluorescence microscopy. The S. aureus SH1000

GFP-tagged fluorescent strain (named GFP-SH1000) was constructed in the same way

with the pCN47-GFP plasmid [20] but using erythromycin (10 μg/mL) in place of

chloramphenicol.

Microbeads. As an abiotic support for the preparation of biofilms (Monodisperse Silica

Microspheres, Cospheric), we chose silica microspheres (microbeads) with the following char-

acteristics: 2.0g/cc, d50 = 4.3μm, CV = 2.7%,<1% doubles. The absence of local or systemic

toxicity of the silica microbeads was ascertained after intravenous injection in mice [21]. The

stock sample consisted of a mixture of 50 mg of microbead powder from the commercial sam-

ple in 2 mL of PBS.

Biofilm preparation and analysis

Inoculum preparation. GFP and mCherry fluorescent SH1000 strains were used in all

the experiments performed. Planktonic bacterial cultures were prepared from an aliquot of

frozen bacteria in Trypticase Soy (TS) culture medium supplemented with chloramphenicol

or erythromycin for mCherry-SH1000 and GFP-SH1000 strains, respectively. The bacterial

culture was placed overnight at 37˚C with agitation under aerobic conditions.

Planktonic mCherry-SH1000 were prepared from overnight cultures. After homogeniza-

tion, the bacterial concentration (Colony Forming Unit/mL or CFU/mL) of overnight cultures

was estimated by measuring the Optical Density at a wavelength of 600 nm (OD600nm) and

multiplying it by the known titre of the strain (1.35x108 CFU/OD600nm units). The correspond-

ing volume of overnight culture containing 5x106 CFUs was withdrawn and centrifuged at
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3000 g for 5 minutes. The pellet was resuspended in 3.8 μL of Phosphate-Buffered Saline (PBS)

containing 105 microbeads.

Biofilm inocula (mCherry and GFP-SH1000) were prepared after adjusting an overnight

culture to OD600nm = 1 ± 0.05 in TS culture medium. The suspension was then diluted 100x

and placed in at least two flat-bottomed-wells in a 24-well cell culture plate (1 mL per well).

Microbeads were added to each well (4x106), which were then placed at 37˚C in a humidity

chamber for 24 hours at 20 rpm of horizontal agitation. The biofilm formed on the surface of

the microbeads was then steam-washed for 40 minutes as described previously [22]. Biofilms

were recovered by flushing and scraping the bottom of the well in 200 μL of PBS. This suspen-

sion was then transferred to a second steam-washed biofilm well using the same biofilm recov-

ery technique. The resulting suspension was washed twice by centrifuging at 100 g and then

resuspending the pellet in 1 mL of PBS at room temperature. After the final wash, the inocu-

lum was resuspended in 50 μL of PBS, of which 3.8 μL (corresponding to 105 microbeads)

were used as the inoculum.

Consequently, at this stage of preparation, 3 kinds of inocula were microinjected: “plank-

tonic bacteria and microbeads”, “biofilm-coated microbeads” and the control group consisting

of 105 microbeads suspended in 3,8 μL of PBS.

In order to quantify planktonic or biofilm inocula by titration, the samples were first diluted

10x in PBS. The diluted biofilm was vortexed for 30 seconds, sonicated for 10 minutes and

then vortexed again for a further 30 seconds (Fisher Scientific, 80W, 37kHz). Inocula titrations

were determined by serial dilutions and plating on LB agar medium containing chlorampheni-

col or erythromycin. CFUs were counted after 24 hours of incubation at 37˚C.

Control inocula consisting of microbeads resuspended in PBS were obtained by diluting

the stock sample to a concentration of 2.6x104 microbeads/μL of PBS, verified by KOVA1 cell

counts, of which 3.8 μL were used as the inoculum.

Observation of bacterial inocula by fluorescence microscopy, flow cytometry and Scan-

ning Electron Microscopy (SEM). The coating efficiency of biofilms on microbeads was first

studied by fluorescence microscopy (LEICAMMAF microscope, objective X63). Biofilms

formed on microbeads by the mCherry-SH1000 strain were observed before and after passing

through the 34G injection needle.

For flow cytometry analysis, samples of each type of inocula were studied with a FACSAria

Fusion SORP (BD BioSciences) equipped with FACSDIVA 8 software (BD Sciences). A

100 μm nozzle and a 1.5 neutral density filter were used. Excitation sources were 488 and 561

nm lasers. Emission of mCherry fluorescence was collected with a set of 600nm Long Pass and

610/20 nm Band Pass filters. All signals were collected and analysed on logarithmic scales. The

threshold was set at 200 on the Forward Scatter (FSC) parameter. The gating strategy first

excluded cell debris. Beads were then gated on Forward/ Side Scatter (FSC/SSC) parameters

and bacteria were gated as a “non-bead” population. Data were acquired for one minute at

flow rate 4 (30μL/minute).

For SEM analysis, mCherry-SH1000 biofilms were prepared during the process described

above with 3 different samples. Two kinds of inoculum of “biofilm-coated microbeads”, were

prepared as described above. The first kind of sample was analysed before inoculum passing

through the 34-gauge (34G) needle used for micro-injection into the mouse ear tissue and the

second after passing through the needle. The comparison between these 2 samples was neces-

sary in order to confirm that the morphological characteristics of the inoculum are maintained

after micro-injection. The last kind of sample was studied after sonication in order to confirm

that biofilm aggregates were absent from the inoculum. Microdroplets of this sample were

deposited on SEM Pore filters (DTM9305, Jeol) either with a 34G needle fitted to a NanoFil

syringe (World Precision Instruments) (after micro-injection) [23] or a pipette (before micro-
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injection) and passively diffused (slowly/gently) through it. After absorption on the filters, the

bacteria were fixed for 12 hours at 4˚C in 0.2 mol/L sodium cacodylate buffer, pH 7.4, that con-

tained 1.6% glutaraldehyde. They were then washed 30 minutes in sodium cacodylate buffer

(0.2 mol/L, pH 7.4) and post-fixed 1 hour with 1% osmium tetroxide in the same buffer. After

rinsing for 20 minutes in distilled water, dehydration by graded ethanol was performed from

25˚ to 100˚ in progressive steps of 10 minutes to finish in hexamethyldisilazane (HMDS) for

10 minutes. Samples were then sputter-coated with gold-palladium (JFC-1300, JEOL, Japan).

Observations were made with a JSM-6060LV scanning electron microscope (Jeol, Japan) at

5kV in high-vacuum mode.

Matrix labelling with WGA-Alexa 488 and the CDy11 fluorescent probe. Biofilms of

mCherry-SH1000 were prepared according to the protocol described. Just after the steam

wash, 200 μL of Wheat Germ Agglutinin (WGA)-Alexa 488 (5 μg/mL in PBS) were added to

the wells and incubated for 10 minutes at 37˚C. The wells were then gently rinsed with water

and scraped according to the usual inoculum preparation protocol. After diluting and spread-

ing of 10 μL of the solution on a glass slide, the samples were analysed on the Leica MMAF

Imaging SystemMicroscope at X20.

Labelling with the CDy11 fluorescent probe [16] was carried out on GFP-SH1000 biofilms.

Samples were prepared as previously described. A 10 mM stock solution of the fluorescent probe

was prepared in dimethyl sulfoxide (DMSO). The solution was then diluted in PBS to prepare a

100 μM solution. In vitro labelling was carried out by adding 10 μL of the diluted probe to biofilm
samples, which were gently vortexed and incubated for 45 minutes in the dark at room tempera-

ture. Marked samples were then micro-injected into the ear pinna of mice. After 30 minutes, the

inner side of the ear was flattened on a glass slide as previously described [24] and observed on

the ZEISS Spinning Disk Cell Observer (SD) (Carl Zeiss Microscopy, Germany) confocal micro-

scope. Video acquisition was carried out with two different lasers to observe GFP and CDy11

fluorescence (excitation at 488 and 590 nm, emission at 509 and 612 nm, with exposure times set

at 100 and 300 ms, respectively). Images were acquired with the 10X objective lens. Multiple fields

of observation were imaged to observe the entire injection site. In vivo labelling was carried out
by the same method except for the 45-minute incubation period.

Intravital imaging by confocal microscopy

Time-lapse video and mosaic acquisition. Mice were anaesthetized by intraperitoneal

injection of a ketamine and xylazine mixture. Planktonic or biofilm inocula or PBS were

injected intradermally as previously described, into the ear tissue of LysM-Enhanced Green

Fluorescent Protein or LysM-EGFP transgenic mice [23]. Three to five hours after injection of

the inocula, the animals were again anaesthetized. Mosaic and video time-lapse acquisition

was carried out on the ZEISS LSM 800 (LSM 800) (Carl Zeiss Microscopy, Germany) and SD

confocal microscopes, respectively, as previously described [25].

Analysis of in vivo confocal imaging. Images acquired on the LSM 800 were stitched

together with ZEN software to reconstruct an entire image of the ear tissue at early and late

time points. The images shown represent the Z-projected maximal intensity signal of a recon-

stituted image of the ear tissue for the EGFP channel. Images were then analysed, as previously

described [25].

Images and videos acquired on the SD with the 10X objective lens were first stitched using

ZEN software. Images shown correspond to the Z-projected maximum intensity signal for

each channel. Time-lapse videos at 20X and 10X were analysed with Imaris software as previ-

ously described, to analyse two different parameters (average speed and straightness) of

immune cell dynamics [25].
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Statistical analysis. Data generated were analysed with Prism 5 software (GraphPad Soft-

ware, Inc.) and a non-parametric Mann-Whitney two-tailed statistical test. p�0.05 was consid-

ered statistically significant (symbols: ����p�0.0001; ���p�0.001; ��p�0.01; ��0.05; ns = non-

significant).

Results

Preparation and characterization of Staphylococcus aureus biofilm-coated
microbeads

The first set of experiments enabled us to obtain calibrated inocula of mCherry-SH1000 bio-

films coated on an abiotic surface. The selected inert surfaces were 4.3 μm2 microbeads, com-

patible with the micro-injection of very small volumes of bacterial inocula into the mouse ear

pinna, as previously described [25]. A number of crucial steps were optimized to obtain stan-

dardized preparations of biofilm-coated silica microbeads. First, as microbeads moved around

in their wells, horizontal agitation was slowed down to allow the planktonic bacteria to adhere

and form persistent biofilms on the surface of microbeads. Biofilm-covered microbeads were

gently steamed to eliminate free-floating planktonic bacteria and also to prevent biofilms cov-

ering the microbeads from becoming detached. Different sets of uncoated (Fig 1A and 1B) or

coated microbeads were imaged by confocal microscopy and by SEM to analyse biofilm cover-

age. After washing and homogenization, the suspension of potentially biofilm-coated microbe-

ads was analysed at the ultrastructural level by SEM. It mainly contained microbeads trapped

inside biofilm aggregates (Fig 1C and S1A Fig), and also some small clusters of detached or

planktonic bacteria. Adherent viable fluorescent bacteria were also clearly visible at the surface

of the microbeads by confocal microscopy (Fig 2A). At high magnification by SEM, the extra-

cellular matrix was clearly visible at the microbead surface (Fig 1D and S1B–S1D Fig). In par-

ticular, glucidic matrix components were detected at the surface of the microbeads after

labelling with WGA and observation by confocal microscopy (Fig 2A).

In parallel to the qualitative analysis carried out by SEM, we also wanted to quantitatively

characterize our biofilm inoculum. To do this, a flow cytometry protocol was designed to

quantify the proportion of biofilm-coated microbeads in the suspension. The number of

mCherry fluorescent bacteria associated with microbeads was compared in three different

samples: uncoated microbeads, a freshly prepared mix of uncoated microbeads and planktonic

bacteria, and biofilm-coated microbeads. The acquisition of a great number of events (3.7x106)

showed a high percentage (82.5%) of biofilm–coated microbeads in our inocula compared to

that of control samples (Fig 2B–2D).

Thus, our biofilm inoculum, presenting the characteristics previously described, was hereaf-

ter referred to as “biofilm-coated microbeads”. Fig 1E and 1F show that the morphological

characteristics of the inoculum are maintained after passing through the 34-gauge (34G) nee-

dle used for micro-injection into the mouse ear tissue. We also set up a sonication protocol to

titrate our inoculum. When used on biofilm-coated microbeads, bacterial aggregates were

absent from the surface of microbeads, reflecting biofilm dispersion, with only a few adherent

bacteria attached to microbeads (Fig 1G and 1H), a result that therefore validates our inoculum

titration protocol.

In a second set of experiments, the biofilm-coated microbead inoculum was characterized

in vivo. A 3.8 μl calibrated inoculum containing 105 biofilm-coated microbeads was microin-

jected into the ear pinna of LysM-EGFP transgenic mice. In parallel, control groups of mice

received 105 uncoated microbeads mixed with planktonic bacteria just before micro-injection,

hereafter designated “Planktonic bacteria & microbead” inoculum. Titration of both types of

inocula revealed comparable titres, equal to 2.04 x107 ± 1.49 x107 and 1.97x107 ± 3.07x107,
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respectively, for biofilm-coated microbeads and planktonic bacteria & microbeads. Fluores-

cent bacteria coated on microbeads were visualized at the injection site by confocal microscopy

as previously described [25]. Matrix components (amyloid fibrils) were also detected in vivo
on biofilm-coated microbeads pre-incubated/pre-labelled with the fluorescent probe CDy11 in
vitro (Fig 3B). Co-localization was sometimes observed between the green signal (bacteria)

and the red signal (matrix components). In the next step, amyloid fibrils were labelled in situ
by co-injecting biofilm-coated microbeads and the CDy11 fluorescent probe into the ear

pinna. As illustrated in Fig 3B (in vitro labelling) and 3c (in vivo labelling), comparable images

were observed at the injection site, in terms both of intensity of the fluorescent red signal and

of fluorescence co-localization (as compared to the control in Fig 3A). This novel finding

means that, using our model, it is possible for the first time to follow biofilm development in
vivo by injecting the CDy11 fluorescent probe into the cutaneous tissue and in situ by labelling
matrix components inside biofilm-coated microbeads.

Characterization of inflammatory responses after the microinjection of
Staphylococcus aureus biofilm-coated microbeads in the mouse ear pinna

The mouse ear skin model previously developed to analyse immune responses against S.
aureus biofilms was redesigned to make it better adapted to the context of biofilm infections

on medical devices. After the addition of microbeads to the biofilm cultures, imaging protocols

were applied to the new model to compare inflammatory responses at the tissue and cellular

levels [25]. LysM-EGFP transgenic mice were inoculated intradermally with 105 biofilm-

coated microbeads, with a mix of 105 uncoated microbeads and a theoretical preparation of

107 CFU of planktonic bacteria, or with PBS containing 105 uncoated microbeads as a control.

The inflammatory response was explored in the entire tissue at early (6h) and late (26h)

time points by analysing the EGFP signal corresponding to the recruitment of innate immune

cells at the injection site, as previously described [25]. At both time points, EGFP+ cells were

recruited in infected mice (Fig 4A–4C), with a highly significant increase between early and

late time points, and no significant difference between the “Planktonic bacteria & microbead”

group and the “Biofilm-coated microbead” group at late time points. At early time-points, the

EGFP signal wads statistically significant only for the biofilm group (Fig 4D).

The inflammatory response was further analysed at the cellular level at early time points (4

to 6h post-infection) using the intravital imaging approach and the previously devised confocal

acquisition protocol. The aim of this second set of experiments was to study the impact of the

presence of microbeads on the dynamics of innate immune responses against S. aureus bio-
films by comparing the results with our previous data [25]. In control mice inoculated with

PBS, low recruitment was observed at the injection sites, owing to microinjection trauma (S1

Movie). An influx of EGFP+ phagocytic cells was observed in the two infected groups, “Plank-

tonic bacteria & microbeads” and “Biofilm-coated microbeads” (Fig 5A and 5B, white circles,

S2 and S3 Movies), and the phenotype of our previous observations without microbeads was

reproduced. The recruited cells covered most of the injection area when planktonic bacteria

were inoculated, with multiple contact points between cells and bacteria (Fig 5A, white arrow-

heads, Fig 5C and 5D) while behaving differently for the biofilm-coated microbead inoculum.

Fig 1. SEMmicrographs of uncoated and biofilm-coated microbeads before and after microinjection, and after sonication. SEMmicrographs of
uncoated microbeads at X800 (A) and X5000 (B)magnification, biofilm-coated microbeads before passing through the 34G needle used for
microinjections at X2000 (C) and X4000 (D)magnification, biofilm-coated microbeads after passing through the 34G needle used for microinjections
at X2000 (E) and X3700 (F)magnification, and sonicated biofilm-coated microbeads at X2000 (G) and X8000 (H)magnification. Filled red
arrowheads in C and E indicate microbeads and red arrows in C and E indicate biofilm extracellular matrix. Scale bar: 20 μm (A), 10 μm (C, E, G),
5 μm (B, D, F), 2 μm (H).

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0243500.g001
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Fig 2. Confocal images of a biofilm-coated microbead and representative flow cytometry plots verifying coating of microbeads. Confocal images
(A) of biofilm-coated microbeads, after passing through the micro-injection needle, treated with Alexa Fluor 488 WGA at X63 magnification. Images
show microbeads and maximum intensity projections of mCherry (magenta) and Alexa Fluor 488WGA (green) fluorescence. The merged image shows
maximum intensity projections for both fluorescence channels. Scale bar: 5 μm. Representative FACS plots showing the gates used to determine uncoated
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The cells clearly remained at the periphery of the inoculum, and the contact points were less

numerous (Fig 5B, white arrowheads). Thus, use of biofilm-coated microbeads and of the

intravital imaging approach identified a specific phenotype for the dynamics of innate immune

responses against biofilms.

microbeads (B), planktonic bacteria and microbeads (C) and biofilm-coated microbead (D) populations. The subsequent counts for each population are
also presented according to their fluorescence intensities.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0243500.g002

Fig 3. Intravital confocal imaging of CDy11 labelled biofilm-coated microbeads. Intravital confocal imaging after microinjection of only the CDy11
fluorescent probe (A), of biofilm-coated microbeads after in vitro CDy11 labelling (B) or of biofilm-coated microbeads after in vivo CDy11 labelling (C) in
the ear pinna of WT C57BL/6 mice. (A to C) Images show maximum intensity projections of GFP (green) and CDy11 (red) fluorescence. The merged
image shows maximum intensity projections for both fluorescence channels. Scale bar: 100 μm.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0243500.g003
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Analysis of the dynamic properties of immune cell recruitment after
microinjection of Staphylococcus aureus biofilm-coated microbeads into
the mouse ear pinna

In the last set of experiments, the previously designed tracking protocol was used to analyse

the motility properties of recruited EGFP+ cells [25]. The average speed and straightness of the

trajectory of phagocytic cells were analysed for the three groups of mice at early time points (4

to 6h post-infection). Average speed was significantly lower for the two bacterial forms than in

control mice (Fig 6A), indicating that phagocytic cells were arrested at the injection site to

interact with bacteria, irrespective of the bacterial form. However, the straightness of their tra-

jectories was significantly decreased only for the biofilm-coated microbead group (Fig 6B). A

separate analysis of the motility properties of cells interacting (bacteria contact) or not (no bac-

teria contact) with bacteria showed that for both bacterial forms the cells significantly slowed

down when in contact with bacteria. Interestingly, cells not in contact with bacteria had signif-

icantly lower speed values in the biofilm group than in the planktonic group (Fig 6C). When

there was no interaction with bacteria, the trajectory straightness of the recruited cells was sig-

nificantly greater for both bacterial forms (Fig 6D). Taken together, these findings enabled us

to identify the specific cell dynamics of the inflammatory response against the biofilm-coated

microbead inoculum and show that our model is a powerful tool to analyse the way in which

biofilms can circumvent host immune attacks.

Discussion
In this work, we devised a new ear skin model using microbeads coated by S. aureus biofilm to

mimic biofilm infections on medical devices in humans. The model allowed us to analyse the

dynamics of the inflammatory responses against S. aureus biofilms. Rodent laboratory models

previously designed to analyse these responses used devices such as silicone implants and cath-

eters that were pre-colonized or not [14]. To mimic S. aureus SSI of prosthetic joints in mice,

implants [26] or steel pins colonized before insertion in the tibial region have also been used

[27]. We chose microbeads as a support because their micrometric size is compatible with the

mouse ear skin model. Previous studies described the specific adhesion of S. aureus biofilms

on glass beads [28] or of P. aeruginosa biofilms on ceramic beads [29]. In vitro, 5mm diameter

glass beads were also used to evaluate the efficacy of different antiseptic solutions against P.
aeruginosa biofilm [30]. We adapted this protocol to standardize the different steps of biofilm

preparation according to the microbead support (biofilm culture, analysis of biofilm forma-

tion, use of sonication). To have neutral material such as the ceramides used in orthopedic

prostheses, we selected 4.3 μm diameter silica dioxide microbeads. This choice allowed us to

inoculate very small volumes of biofilm-coated microbeads into the ear tissue of mice [25].

Other groups of mice received the same volume of a mix containing an equivalent CFU num-

ber of planktonic bacteria and of uncoated microbeads, as in the biofilm-coated microbead

inoculum. The major difference between the two inocula was the presence of matrix

Fig 4. Global inflammatory response after microinjection of different inocula into the transgenic mice ear.
Reconstituted confocal images of LyM-EGFP transgenic mice ear pinna tissue after microinjection of either PBS
(control) (A), planktonic bacteria and microbeads (B) or biofilm-coated microbeads (C) at early (6 hours post-infection
or 6 hpi) and late time points (after 26 hpi). Images showmaximum intensity projections of EGFP (green) fluorescence
that correspond to phagocytic cells (neutrophils and macrophages). The yellow line indicates the Region of Interest
(ROI) where the “Sum of EGFP fluorescence intensities” was measured. One representative experiment is shown for
each group of mice from four independent experiments. Scale bar: 2 mm. (D) Ratio of the sum of EGFP fluorescence
intensities to ROI area. Data are expressed as median and interquartile ranges for four mice per group. p�0.05 was
considered statistically significant (symbols: ����p�0.0001; ���p�0.001; ��p�0.01; ��0.05; ns = non-significant).

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0243500.g004
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components detectable at the surface of biofilm-coated microbeads by both SEM and the

CDy11 probe. The latter is a particularly valuable tool to detect matrix components such as

amyloid fibrils in vivo. The model we developed enabled us to compare immune responses in

the skin specific to S. aureus planktonic form and to biofilm coated on an abiotic support.

Using the CDY11 probe, we were also able to detect biofilms at the surface of microbeads in
situ and in the cutaneous tissue, and to follow its development in vivo.

After inoculation, the inflammatory response to S. aureus was analysed at the tissue and cel-
lular levels over time. At the tissue level, our new model showed that both bacterial forms

induced a measurable inflammatory response at cutaneous injection sites in LysM-EGFP

transgenic mice, as compared to control mice. EGFP+ phagocytic cells, namely neutrophils

and monocyte/macrophages, were recruited and detected after 6h, and the inflammatory

Fig 5. Live confocal imaging of innate immune responses after microinjection of the different inocula. Live confocal imaging after
microinjection of planktonic bacteria and microbeads (A, B) in the ear pinna of LysM-EGFP transgenic mice at early time points (4–6 hpi).
Innate immune cell recruitment towards injection sites was observed between 4.35 (A) to 5.05 hpi (B). Live confocal imaging after
microinjection of biofilm-coated microbeads (C, D, E, F) in the ear pinna of LysM-EGFP transgenic mice at early time points (4–6 hpi).
Innate immune cell recruitment towards injection sites was observed between 4.15 (C) to 4.45 hpi (D). Images showmaximum intensity
projections of EGFP (green) and mCherry (magenta) fluorescence. A progressive recruitment of EGFP+ innate immune cells was observed
(white empty circles) at the injection sites with cell-bacteria contact areas (filled white arrowheads). �: autofluorescent hair (also in
magenta). Filled white arrowheads indicate cell-bacteria contact. Live confocal imaging of two additional experiments at early time points
after microinjection of biofilm-coated microbeads, at 4.15 hpi (E) and 4.00 hpi (F). Scale bar: 100 μm.

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0243500.g005

Fig 6. Analysis of average speed and straightness of innate immune cells in the mouse ear pinna. Average speed (A and C) and straightness (B and D)
of EGFP+ cells recruited to injection sites at early time points after microinjection of PBS (control), planktonic bacteria and microbeads, or biofilm-coated
microbeads. Data are expressed as median and interquartile ranges pooled from three different mice in three independent experiments for each group.
Average speed (A) and straightness (B) of all cells (in contact with visible bacteria or not) in infected and control mice. Number of cells (N) analysed for
each group at early time points: Control: N = 190 cells; Planktonic form: N = 721 cells; Biofilm form: N = 771. Average speed (C) and straightness (D) of
cells either in contact (bacteria contact) or not (no bacteria contact) with planktonic or biofilm bacteria at early time points. Number of cells (N) analysed
at early time points that were in contact or not in contact with bacteria, respectively: Planktonic form: N = 238 and 386 cells; Biofilm form: N = 433 and 276
cells. p�0.05 was considered statistically significant (symbols: ����p�0.0001; ���p�0.001; ��p�0.01; ��0.05; ns = non-significant).

https://doi.org/10.1371/journal.pone.0243500.g006
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response was marked and comparable for both inocula after 26h. These results are consistent

with those of previous in vivo studies analysing qualitatively and quantitatively the inflamma-

tory responses against S. aureus biofilm in rodents, and sometimes the associated cytokine and

chemokine profile [14, 31–35]. In most models, an implanted infected support was used (K-

wire, catheter, pin) and large numbers of neutrophils and monocytes/macrophages were

observed to migrate.

At the cellular level, using the intravital imaging approach, we confirmed our previous

observations regarding the dynamics of recruitment of EGFP+ cells. A specific phenotype was

clearly identified for the biofilm-coated microbead group of mice. Recruited cells had difficulty

in accessing biofilm bacteria and the contact areas between phagocytes and bacteria were less

numerous than in the planktonic group. These results illustrate two major characteristics of

biofilm physiology: the notion that biofilms represent a physical barrier for phagocytes [31]

and that consequently phagocytosis is ineffective [36].

Our new ear skin model finally enabled us to quantify the motility parameters (speed, straight-

ness) of EGFP+ recruited phagocytes at the injection site through a maximum thickness of

around 150 μm. The analysis was performed at the tissue injection site taking into account techni-

cal parameters such as fluorescence intensity of cells, cell location and cell number [25]. For each

cell, the trajectory calculated by the Imaris software was checked manually point by point. Contin-

uous movements of each cell were also followed throughout the acquisition time to ensure that

there were no automatic assignment errors by the software. The exact trajectory of immune cells

was difficult to analyse when the cells were too numerous, as previously reported [37]. Analysis of

the entire population of cells at the injection site (cells interacting with bacteria or not) showed

that both inocula modified cell motility parameters by decreasing cell speed, as compared to the

control group. However, decreased straightness of trajectory was observed only in the biofilm-

coated microbead group, which indicates that the biofilm inoculum had a greater effect on cell

motility than planktonic bacteria, even when the latter were co-injected with uncoated beads,

because it modified both cell speed and straightness. When cells interacted with bacteria, both

inocula decreased cell speed and straightness, so that engulfment and phagocytosis of bacteria

(adherent or not to microbeads) occurred in all cases. This observation is consistent with previous

results obtained with uncoated biofilms [25]. In the absence of visible cell-bacteria contact, the

decrease in cell speed was greater in the biofilm-coated microbead group, suggestive of a biofilm

effect at a distance from the recruited phagocytes. Recent reviews have reported both a direct

effect of biofilm by physical interactions and an indirect effect (small molecules) on recruited

immune cells [8]. The staphylococcal complement inhibitor is one example of a soluble factor

that can diffuse at the early stage of biofilm formation and act as an immunomodulator [38].

In conclusion, we devised a new ear skin model of S. aureus biofilm infection using

microbeads as a support for bacterial development. Using the intravital imaging approach, we

provide evidence that the biofilm-coated microbead inoculum induces a different qualitative

and quantitative inflammatory response, respectively, at the tissue and cellular levels, than the

planktonic inoculum. This novel in vivomodel of S. aureus biofilm infection on a material sup-

port in combination with an analysis of the dynamics of innate immune responses opens up

various development perspectives. In particular, it paves the way to a better understanding of

the immunobiology of biofilms and will make it possible to test in real time the efficacy of new

anti- S. aureus biofilm therapies [39, 40].

Supporting information
S1 Fig. SEMmicrographs of biofilm-coated microbeads. SEMmicrographs of biofilm-

coated microbeads at X2000 (A), X4000 (B), X7000 (C) and X8000 (D)magnification. Filled
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red arrowheads in (A) indicate microbeads and red arrows in (B), (C) and (D) indicate biofilm

extracellular matrix. Scale bar: 10 μm (A), 5 μm (B), 2 μm (C), 2 μm (D).

(TIF)

S1 Movie. Imaging of immune cell migration after microbead injection. In vivo confocal
time-lapse imaging of immune cell migration in LysM-EGFP transgenic mice ear tissue

injected with microbeads in PBS from 5.30 hpi to 5.55 hpi. Maximum projections of time-

lapse images. Z-stacks collected 77.73 seconds apart. Scale bar: 100 μm.

(MP4)

S2 Movie. Imaging of immune cell migration after planktonic and microbeads injection. In
vivo confocal time-lapse imaging of immune cell migration in LysM-EGFP transgenic mice

ear tissue injected with planktonic bacteria and microbeads from 4.35 hpi to 5.05 hpi. Maxi-

mum projections of time-lapse images. Z-stacks collected 77.11 seconds apart. Scale bar:

100 μm.

(MP4)

S3 Movie. Imaging of immune cell migration after biofilm-coated microbeads injection. In
vivo confocal time-lapse imaging of immune cell migration in LysM-EGFP transgenic mice

ear tissue injected with biofilm-coated microbeads from 4.15 hpi to 4.44 hpi. Maximum pro-

jections of time-lapse images. Z-stacks collected 51.92 seconds apart. Scale bar: 100 μm.

(MP4)

S1 Table. Raw data of inocula titrations. Table presenting raw data used for the preparation

of calibrated Staphylococcus aureus biofilm-coated microbeads and planktonic inocula.

(XLSX)

S2 Table. Raw data used for Fig 4D. Table presenting raw data used to measure the ratio of

the sum of EGFP fluorescence intensities to ROI areas.

(XLSX)

S3 Table. Raw data used for Fig 6A. Table presenting the average speed of all cells in infected

and control mice at early time points. Raw data extracted from Imaris software.

(XLSX)

S4 Table. Raw data used for Fig 6B. Table presenting the straightness of all cells in infected

and control mice at early time points. Raw data extracted from Imaris software.

(XLSX)

S5 Table. Raw data used for Fig 6C. Table presenting the average speed of cells in contact

with bacteria or not in infected mice at early time points. Raw data extracted from Imaris soft-

ware.

(XLSX)

S6 Table. Raw data used for Fig 6D. Table presenting the straightness of cells in contact with

bacteria or not in infected mice at early time points. Raw data extracted from Imaris software.

(XLSX)
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17. Mauthe M, YuW, Krut O, Krönke M, Götz F, Robenek H, et al. WIPI-1 Positive Autophagosome-Like
Vesicles Entrap Pathogenic Staphylococcus aureus for Lysosomal Degradation. Int J Cell Biol. 2012;
2012: 179207. https://doi.org/10.1155/2012/179207 PMID: 22829830

18. O’Neill AJ. Staphylococcus aureus SH1000 and 8325–4: comparative genome sequences of key labo-
ratory strains in staphylococcal research. Lett Appl Microbiol. 2010; 51(3): 358–61. https://doi.org/10.
1111/j.1472-765X.2010.02885.x PMID: 20618890

19. Schenk S, Laddaga RA. Improvedmethod for electroporation of Staphylococcus aureus. FEMSMicro-
biol Lett. 1992; 73(1–2): 133–8. https://doi.org/10.1016/0378-1097(92)90596-g PMID: 1521761

20. Charpentier E, Anton AI, Barry P, Alfonso B, Fang Y, Novick RP. Novel cassette-based shuttle vector
system for gram-positive bacteria. Appl Environ Microbiol. 2004; 70(10): 6076–85. https://doi.org/10.
1128/AEM.70.10.6076-6085.2004 PMID: 15466553

21. ChanW-T, Liu C-C, Chiang Chiau J-S, Tsai S-T, Liang C-K, ChengM-L, et al. In vivo toxicologic study
of larger silica nanoparticles in mice. Int J Nanomedicine. 2017; 12: 3421–32. https://doi.org/10.2147/
IJN.S126823 PMID: 28496319

22. Tasse J, Cara A, Saglio M, Villet R, Laurent F. A steam-based method to investigate biofilm. Sci Rep.
2018; 8(1): 13040. https://doi.org/10.1038/s41598-018-31437-y PMID: 30158585

23. Mac-Daniel L, Buckwalter MR, Gueirard P, Ménard R. Myeloid Cell Isolation fromMouse Skin and
Draining Lymph Node Following Intradermal Immunization with Live Attenuated Plasmodium Sporozo-
ites. J Vis Exp. 2016;(111): 53796. https://doi.org/10.3791/53796 PMID: 27286053

24. Amino R, Thiberge S, Blazquez S, Baldacci P, Renaud O, Shorte S, et al. Imaging malaria sporozoites
in the dermis of the mammalian host. Nat Protoc. 2007; 2(7): 1705–12. https://doi.org/10.1038/nprot.
2007.120 PMID: 17641635

25. Abdul Hamid AI, Nakusi L, Givskov M, Chang Y-T, Marqu
s C, Gueirard P. A mouse ear skin model to
study the dynamics of innate immune responses against Staphylococcus aureus biofilms. BMCMicro-
biol. 2020; 20(1): 22. https://doi.org/10.1186/s12866-019-1635-z PMID: 31996131

26. Nishitani K, Sutipornpalangkul W, de Mesy Bentley KL, Varrone JJ, Bello-Irizarry SN, Ito H, et al. Quan-
tifying the natural history of biofilm formation in vivo during the establishment of chronic implant-associ-
ated Staphylococcus aureus osteomyelitis in mice to identify critical pathogen and host factors. J
Orthop Res Off Publ Orthop Res Soc. 2015; 33(9): 1311–9. https://doi.org/10.1002/jor.22907 PMID:
25820925

27. Prabhakara R, Harro JM, Leid JG, Harris M, Shirtliff ME. Murine immune response to a chronic Staphy-
lococcus aureus biofilm infection. Infect Immun. 2011; 79(4): 1789–96. https://doi.org/10.1128/IAI.
01386-10 PMID: 21282411

28. Dakheel KH, Abdul Rahim R, Neela VK, Al-Obaidi JR, Hun TG, Yusoff K. Methicillin-Resistant Staphylo-
coccus aureus Biofilms and Their Influence on Bacterial Adhesion and Cohesion. BioMed Res Int.
2016; 2016: 4708425. https://doi.org/10.1155/2016/4708425 PMID: 28078291
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IV. Caractérisation in vivo de la dynamique de la réponse 

inflammatoire précoce dirigée contre le biofilm de 

Staphylococcus aureus : étude des propriétés fonctionnelles des 

polynucléaires neutrophiles  

Differential early in vivo dynamics and functionality of recruited polymorphonuclear 

neutrophils after infection by planktonic or biofilm staphylococcus aureus 

Aizat Iman Abdul Hamid, Andréa Cara, Alan Diot, Frédéric Laurent, Jérôme Josse, Pascale 

Gueirard  

Front Microbiol. 2021 Aug 30;12:728429.  

 Lors de la mise au point du modèle du pavillon de l’oreille de la souris, nous avons pu 

observer un recrutement important de cellules phagocytaires au site d’infection, ainsi que des 

interactions entre ces cellules et le biofilm de S. aureus. L’analyse des propriétés de 

déplacement des cellules recrutées par des bactéries sous forme planctonique ou biofilm a 

ensuite été comparée. Ces analyses ont montré que le biofilm module différemment les 

propriétés de déplacement des cellules rentrant en contact avec les bactéries au site d’injection. 

Nous avons poursuivi nos analyses en utilisant une souche de laboratoire clinique capable de 

produire plus de biofilm, la souche SH1000. L’objectif de cette seconde partie du travail a été 

de mieux caractériser la réponse inflammatoire précoce induite par le biofilm de S. aureus, à 

l’échelle tissulaire, cellulaire et moléculaire. Nous avons complété nos premières analyses de 

la dynamique de la réponse inflammatoire réalisées par imagerie intravitale en étudiant le 

phénotype des cellules recrutées (approche de cytométrie en flux), ainsi que leurs propriétés 

fonctionnelles. Le profil de cytokines sécrétées a été étudiée dans les deux tissus cibles : le tissu 

cutané de l’oreille et le ganglion lymphatique drainant, à savoir le ganglion auriculaire. Enfin, 

les propriétés fonctionnelles des PNN recrutés ont été comparées après inoculation des deux 

formes bactériennes (niveau d’expression du marqueur CD11b, production de ROS). 
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Staphylococcus aureus is a human pathogen known for its capacity to shift

between the planktonic and biofilm lifestyles. In vivo, the antimicrobial immune

response is characterized by the recruitment of inflammatory phagocytes, namely

polymorphonuclear neutrophils (PMNs) and monocytes/macrophages. Immune

responses to planktonic bacteria have been extensively studied, but many questions

remain about how biofilms can modulate inflammatory responses and cause recurrent

infections in live vertebrates. Thus, the use of biologically sound experimental models is

essential to study the specific immune signatures elicited by biofilms. Here, a mouse

ear pinna model of infection was used to compare early innate immune responses

toward S. aureus planktonic or biofilm bacteria. Flow cytometry and cytokine assays

were carried out to study the inflammatory responses in infected tissues. These data

were complemented with intravital confocal imaging analyses, allowing the real-time

observation of the dynamic interactions between EGFP + phagocytes and bacteria in

the ear pinna tissue of LysM-EGFP transgenic mice. Both bacterial forms induced an

early and considerable recruitment of phagocytes in the ear tissue, associated with a

predominantly pro-inflammatory cytokine profile. The inflammatory response was mostly

composed of PMNs in the skin and the auricular lymph node. However, the kinetics of

PMN recruitment were different between the 2 forms in the first 2 days post-infection

(pi). Two hours pi, biofilm inocula recruited more PMNs than planktonic bacteria, but

with decreased motility parameters and capacity to emit pseudopods. Inversely, biofilm

inocula recruited less PMNs 2 days pi, but with an “over-activated” status, illustrated

by an increased phagocytic activity, CD11b level of expression and ROS production.

Thus, the mouse ear pinna model allowed us to reveal specific differences in the

dynamics of recruitment and functional properties of phagocytes against biofilms. These

differences would influence the specific adaptive immune responses to biofilms elicited

in the lymphoid tissues.

Keywords: Staphylococcus aureus, biofilm, innate immunity, polymorphonuclear neutrophils, macrophages,

murine model, intravital imaging

Frontiers in Microbiology | www.frontiersin.org 1 August 2021 | Volume 12 | Article 728429

118





Abdul Hamid et al. In vivo S. aureus Biofilm Innate Immunity

INTRODUCTION

Staphylococcus aureus (S. aureus) is a Gram-positive commensal
bacterium that is also a leading cause of various invasive
infections from soft skin tissue colonization to infections on
implanted medical devices such as prosthetic joints. The wide
range of staphylococcal virulence factors coupled with the
apparition of community and hospital associated methicillin-
resistant S. aureus (MRSA) strains have made infections by
this bacterial species a particularly difficult therapeutic challenge
(Turner et al., 2019; de Vor et al., 2020; Pidwill et al., 2021).
Furthermore, the intrinsic capacity of S. aureus to adapt to its
environment contributes toward its survival inside host tissues.
An example of this type of adaptation is the capacity to form
biofilms which are, contrary to the free-floating planktonic form
of growth, microbial communities encased in a self-produced
matrix composed of extracellular DNA (eDNA), proteins and
polysaccharides (Moormeier and Bayles, 2017). According to
the US Center for Disease Control, approximately 65% of
human infections involve biofilms, with S. aureus accounting
for up to 50% of pathogens isolated from prosthetic joint
infections (Costerton, 2001; Ricciardi et al., 2018). Moreover,
biofilms are often implicated in recurrent infections due to their
increased tolerance toward antimicrobial treatments and even
host immune attacks (Bjarnsholt, 2013).

Typically, polymorphonuclear neutrophils (PMNs) and
monocytes/macrophages (MOs/M�s) are rapidly recruited
to infected tissue by microbe derived signals like formylated
peptides or chemokines such as chemokine ligand 1 (CXCL1)
and monocyte chemotactic protein-1 (MCP-1) (Capucetti
et al., 2020; de Vor et al., 2020; Pidwill et al., 2021). These
innate immune cells subsequently realize phagocytosis and
efficiently kill planktonic bacteria through various effector
mechanisms, including acidification of phagolysosomes and
release of neutrophil extracellular traps (NETs) (de Vor et al.,
2020; Pidwill et al., 2021). However, the transition to the biofilm
lifestyle not only modifies the spatial distribution of S. aureus
in colonized tissues, but is also accompanied by a shift in
virulence mechanisms, both factors contributing toward the
immunosuppressive nature of biofilms and thus to a recalcitrance
toward elimination by innate immune phagocytes (Horn and
Kielian, 2020; de Vor et al., 2020; Pidwill et al., 2021). In vitro,
M�s at the surface of S. aureus biofilms were mostly viable and
retained a round morphology. However, the majority of cells
that successfully penetrated biofilms were not viable, illustrating
the protective barrier role that biofilms play in immune evasion
(Thurlow et al., 2011; Gries et al., 2020a). Recently, most of
the insights into the immune evasion mechanisms elicited by
staphylococcal biofilms have been gained from in vivo models of
skin/abscess infection or from biofilm infections on implanted
medical devices (Horn and Kielian, 2020; Pidwill et al., 2021).
These models have highlighted anti-inflammatory responses
elicited by S. aureus biofilms due in part to the polarization of
recruited M�s toward an M2 anti-inflammatory phenotype, and
also to the recruitment of an immature population of myeloid
cells known as myeloid-derived suppressor cells (MDSCs)
which were present as early as day 3 in infected knee joint

tissue (Thurlow et al., 2011; Heim et al., 2018). Inversely,
adoptive transfer of M1 M�s, preactivated by IFN-γ or TNF-α
and S. aureus–derived peptidoglycan, to the infectious tissue
surrounding a biofilm inoculated catheter ameliorated immune
responses and biofilm clearance (Hanke et al., 2013).

Even though PMNs are key cells in the S. aureus innate
immune responses, little is known about the specific in vivo
interactions between PMNs and biofilms. Indeed, while many
in vitro studies have analyzed the effects of the various virulence
factors of S. aureus biofilms, from the expression of PMN-
killing toxins to NET degradation (de Vor et al., 2020), most
in vivo knowledge has been restricted to FACS analyses of PMN
recruitment toward infected tissue. Furthermore, most models
studying innate immune responses toward S. aureus biofilms do
not include comparisons with planktonic bacteria.

Thus, the early inflammatory responses toward both forms
of S. aureus were characterized in a previously developed
mouse soft skin tissue infection model. In these works, either
S. aureus planktonic or biofilm bacteria were intradermally
inoculated into the mouse ear pinna, which allowed the study of
their effects on immune cell dynamics using intravital confocal
microscopy (Forestier et al., 2017; Abdul Hamid et al., 2020;
Sauvat et al., 2020). The use of this type of imaging in the
context of biofilm infections has rarely been done but has
allowed new insights into the study of immune responses from
a cellular dynamic perspective (Gries et al., 2020b). Here, classic
immunology techniques were coupled with intravital confocal
imaging to rigorously compare inflammatory responses and
phagocyte behavior in response to either the planktonic or
biofilm form of S. aureus. Results show that early immune
responses were globally similar at the tissue and cytokine levels
but were significantly changed when analyzing cellular dynamics
and specific interactions with bacteria. These data were coherent
with modifications in the functional properties of phagocytes
recruited toward the cutaneous infection site.

MATERIALS AND METHODS

Mice and Ethics Statement
C57BL/6J WT mice (6–16-week-old males and females) were
purchased from Charles River Laboratories. LysM-EGFP
transgenic mice (6–16-week-old males and females) were
obtained from the bacteria-cell interactions unit of the Pasteur
Institute (Paris, France). Mice were bred in the animal care
facility at Clermont Auvergne University (Clermont-Ferrand,
France). All experiments were approved by the local Ethics
Committee on Animal Experimentation (Auvergne C2E2A,
Clermont-Ferrand, France, agreement number: 1,725) and were
carried out in accordance with the applicable guidelines and
regulations. All mice were provided an appropriate environment
including shelter in cages, a comfortable resting area, sufficient
space (not more than 5 animals per cage) and ready access to
fresh water and food to maintain full health and vigor. Animal
welfare was observed daily to ensure optimal conditions and
treatment which avoid suffering. Littermates destined to be
inoculated were housed in separate cages with access to the
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same facilities previously stated. The anesthetic used during
experiments was chosen to promote deep anesthesia. During
and after anesthesia, mice were kept warm in order to prevent
any risks related to hypothermia. Euthanasia was performed by
cervical dislocation on the anesthetized animal at the end of the
infection period.

SH1000 mCherry and GFP-Tagged

Staphylococcus aureus Strain

Construction
The S. aureus SH1000 strain was chosen for its capacity to
produce high quantities of biofilm in vitro (Tasse et al., 2018),
and used in all the experiments presented in this work. As
described previously, the SH1000 strain possess a functional
agr system (Herbert et al., 2010). The S. aureus SH1000 GFP-
tagged fluorescent strain (named GFP-SH1000) was constructed
after insertion of the pCN47-GFP plasmid (Charpentier et al.,
2004) by electroporation into the SH1000 strain (O’Neill,
2010), as described previously (Schenk and Laddaga, 1992).
The GFP-SH1000 strain was then selected onto Luria-Bertani
(LB) agar containing erythromycin (10 μg/mL). Clones were
grown overnight with shaking in Trypticase Soy broth (TSB)
containing erythromycin (10 μg/mL) and stored at –80◦C in the
same medium with 15% glycerol. Fluorescence was detected in
bacterial suspensions by fluorescence microscopy. The S. aureus
SH1000 mCherry-tagged fluorescent strain (named mCherry-
SH1000) was constructed in the same way with the pCN47-
mCherry plasmid.

Reagents and Monoclonal Antibodies
The reagents used in this study were as follows: collagenase, Type
IV (Gibco), Deoxyribonuclease I from bovine pancreas (Sigma-
Aldrich), EDTA (Invitrogen), Erythromycin (Sigma-Aldrich),
Gentamicin (Sigma-Aldrich), LB agar (Condalab), LiberaseTM
Research Grade (Roche), Pierce protease inhibitor (Thermo
Fisher Scientific), PBS (Dutscher), RPMI 1640 w/stable glutamine
(Dutscher), and TSB (BD Bacto). Antibodies and dyes from
Miltenyi Biotec include: anti-mouse CD3ε (clone 17A2), CD335
(clone REA815), CD19 (clone REA749), CD45 (clone REA737),
CD11b (clone REA592), Ly6G (clone REA526), Ly6C (clone
REA796), Viobility 405/452 fixable dye, REAControl-APC (clone
REA 293), REA Control-FITC (clone REA 293), REA Control-
PE-Vio 770 (clone REA 293), REA Control- APC-Vio 770 (clone
REA 293), REA Control- APC-VioBlue (clone REA 293), and
REA Control- APC-VioGreen (clone REA 293).

Bacterial Growth Conditions and Inocula

Preparation
WT (non-fluorescent), GFP and mCherry-SH1000 strains were
used in all the experiments performed. WT planktonic bacterial
cultures were prepared from an aliquot of frozen bacteria in
5 mL of TSB and placed overnight at 37◦C with agitation under
aerobic conditions. Culture media of fluorescent strains were
supplemented with erythromycin (10 μg/mL).

Planktonic inocula were prepared by first homogenizing
overnight cultures and then determining bacterial concentration

(CFU/mL), deduced by measuring the optical density at 600 nm
(OD600 nm) and multiplying it by the known titer (CFU/OD600
nm) of the strain. The corresponding volume of overnight culture
containing 5 × 106 CFUs was withdrawn and centrifuged at
3,000 × g for 5 min. The pellet was resuspended in 3.8 μL of PBS
(Phosphate-Buffered Saline) which was used as inocula.

Biofilm inocula were prepared by adjusting an overnight
culture to OD600 nm = 1 ± 0.05 in TSB. The suspension was
then diluted 1:100 and deposited in at least two flat-bottomed-
wells in a 24-well cell culture plate (1 mL per well) before being
placed in a humidity chamber at 37◦C for 24 h without agitation.
After the incubation period, the cell culture plate was overturned
to eliminate excess media. Biofilms formed at the bottom of the
wells were then steam-washed for 40 min as described previously
(Tasse et al., 2018) and recovered by flushing and scraping the
bottom of the well in 200 μL of PBS. This suspension was
transferred to the second steam-washed well to recover biofilms,
using the same recovery technique to obtain a final concentration
of 5 × 106 CFUs/3.8 μL of PBS. A small aliquot of the resulting
suspension, 3.8 μL, was destined as inocula.

Bacterial CFUs in the injected inocula were confirmed by serial
10-fold dilutions on LB agar plates, containing erythromycin
(10 μg/mL) for fluorescent strains, incubated overnight at 37◦C.
Before plating, biofilm inocula were first vortexed for 30 s,
sonicated for 10 min (Thermo Fisher Scientific, 80 W, 37 kHz)
and then vortexed again for a further 30 s. Average titrations of
planktonic and biofilm inocula were 3.55 × 106 ± 1.58 × 106
CFUs/3.8 μL and 4.81 × 106 ± 4.58 × 105 CFUs/3.8 μL,
respectively, with no significant difference between the values
(results not shown).

Control inocula corresponded to a small volume of
PBS, 3.8 μL.

Micro-Injection of Biofilm and Planktonic

Inocula Into Mice
Mice were anesthetized by intraperitoneal injection of a ketamine
(100 mg/kg) and xylazine (5 mg/kg) mixture. Planktonic or
biofilm inocula or PBS were micro-injected intradermally into
the mouse ear pinna, as previously described (Mac-Daniel et al.,
2016). Briefly, the ventral side of the mouse ear pinna was
affixed under a stereomicroscope using clear tape. A 10 μL
NanoFil syringe (World Precision Instruments) fitted to a 34-
gauge beveled needle was then loaded with either 3.8 μL of
planktonic or biofilm bacteria (containing 5× 106 CFUs) or PBS.
Inocula were delivered into the ear tissue by inserting the needle
beneath the epidermis on the dorsal side of the ear, and injecting
the loaded suspension. A characteristic papule was observable at
the injection site, evidence of an intradermal injection.

Bacterial Burden in Ear Skin Tissue and

Draining Lymph Nodes
The SH1000 WT strain was used for bacterial burden analysis.
At 2 h pi, mice were euthanized, and the ear pinna tissue and
auricular dLNs of infected and control mice were harvested using
sterile scissors and weighed. Samples were kept on ice whenever
possible throughout the duration of the experiment. Ear tissue
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and dLNs were first placed in 500 μL of sterile physiological
water per ear or dLN, in individual tubes. Ear tissue were then
washed in a bath of ethanol and then rinsed in two consecutive
baths of distilled water before being dissected into small pieces
and placed in a hemolysis tube containing 500 μL of sterile PBS.
Draining lymph nodes were washed in two baths of distilled
water and directly placed in a hemolysis tube containing 500 μL
of sterile PBS. Ears and dLNs were homogenized using a PRO
200 handheld tissue homogenizer (PRO Scientific). Serial 10-fold
dilutions were performed on tissue homogenates and plated on
LB agar plates to enumerate viable S. aureus per milligram of
tissue. Ear tissues and dLNs from mice inoculated with biofilm
bacteria were vortexed and sonicated as described above before
serial dilution and plating. Experiments were repeated from day
1 to day 7 pi and at 10 days pi.

Evaluation of Ear Swelling
Ear swelling measurements were carried out on mice inoculated
with SH1000 WT strain. Mice destined to be euthanized were
first anesthetized by intraperitoneal injection of a ketamine
and xylazine mixture. Ear thickness measurements were carried
out in triplicate by the same experimenter using an engineer’s
micrometer (Powerfix Profi Digital Caliper). Care was taken
to measure only the outer two-thirds of the ear pinna
and to not overly compress the swollen ear tissue between
measurements. Due to the development of tissue necrosis at the
later stages of infection, this parameter was only measured during
the first 48 h pi.

Inflammation Scoring
Upon mice euthanasia, photos were taken of the ear pinna
tissue and then examined in a blinded fashion. Inflammation
was scored on the basis of erythema (redness due to capillary
swelling) ranging between 0 and 2. Ear tissue not presenting any
signs of erythema were assigned a score of 0, while ears with
any observable redness were scored between 1 and 2. The former
corresponded to the presence of mild erythema over a small
area of the ear tissue, while the latter referred to intense redness
occupying a larger surface area on the skin.

Multiplex Cytokine Assay
An aliquot from ear pinnae tissue and dLN homogenates
generated during bacterial load experiments were centrifuged for
10 min at 10,000 × g at 4◦C. Supernatants were stored with 1X
Pierce protease inhibitor (Thermo Fisher Scientific) at −80◦C
until ready for analysis. Samples destined to a multiplex cytokine
assay were first thawed on ice and centrifuged a second time for
10 min at 10,000 × g at 4◦C. Right and left ear pinna tissue
and dLNs from the same mouse were pooled before analysis.
The cytokines tested in supernatants included murine IFN-γ, IL-
12 p70, TNF-α, IL-17A, IL-6, IL-10, IL-1β, CXCL1, and CXCL9,
and were analyzed using multiplex fluorescent bead arrays from
Biorad on a BioPlex 200 Luminex system (BioRad), according
to manufacturer’s directions. Concentrations were expressed per
mg of total protein previously established by Bradford assay (Bio-
Rad).

Intravital Imaging Acquisition by

Confocal Microscopy
Time-Lapse Video Acquisition
Two to five hours after inoculation of either planktonic or
biofilm mCherry-SH1000 bacteria into the ear tissue of LysM-
EGFP transgenic mice, mice were anesthetized to observe the
recruitment of EGFP + fluorescent immune cells at the injection
sites (intra vital imaging). Video time-lapse acquisition was
carried out as previously described (Abdul Hamid et al., 2020).
Briefly, the inner side of the ear pinna was flattened on a glass
slide and imaged on the ZEISS Spinning Disk Cell Observer (SD)
(Carl Zeiss Microscopy) confocal microscope. Acquisition was
performed with 10X (dry), 20X (dry), and 40X (oil) objectives for
periods of 20–30 min. Ear tissues of control mice were inoculated
with PBS and imaged at the same time points.

Mosaic Acquisition
Infected ears were also imaged on the ZEISS LSM 800 (LSM 800)
(Carl Zeiss Microscopy), 3–5 h after inoculation, as previously
described (Abdul Hamid et al., 2020). Briefly, multiple fields
of observation covering the entirety of the ear tissue surface
were imaged with a 10X (dry) objective in order to reconstruct
an image of the ear. EGFP fluorescence signal was detected
in six Z-stacks while the bright-field signal was only detected
on a central stack. Acquisition was repeated 24 and 48 h pi,
with imaging sessions typically lasting 30–40 min. Ear tissues
of control mice injected with PBS were also imaged with
the same protocol.

In vivo Confocal Image Analysis
SD Image and Video Analysis
Time-lapse videos at 20X and 40X were analyzed with Imaris
software, as previously described (Abdul Hamid et al., 2020).
Briefly, tracks were generated and attributed to each immune cell
in the observation field using the “Spots” tool. Three different
parameters of immune cell dynamics were then extracted:
average speed, straightness and displacement. All cells in time-
lapse videos where bacteria were visible were analyzed. For
cell perimeter analysis, EGFP + immune cells destined to be
measured were first selected from 40X time-lapse videos where
bacteria were visible using the ZEN 3D image viewer. Only cells
with clearly delimited borders present between the first and last
stacks were chosen. ROIs were then drawn on Z-projected images
prior to perimeter measurements using ImageJ software.

Mosaic Analysis
Images acquired on the ZEISS LSM 800 confocal were stitched
together using ZEN software to reconstruct an entire image of
the ear tissue at each time point. The images shown represent the
Z-projected maximal intensity signal of a reconstituted image of
the ear tissue for the EGFP channel. Images were then analyzed
as previously described (Abdul Hamid et al., 2020). Briefly, a
Region Of Interest (ROI) was drawn manually around the EGFP
fluorescent zone of the 48-h image to obtain the sum of EGFP
fluorescence intensities of each pixel in the ROI. The same ROI
was applied to the other images of the same time point image and
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the ratio of the sum of intensities of EGFP fluorescence to the area
of the ROI was then calculated for both time points.

Lymph Node and Ear Cell Preparation for

Flow Cytometry Analysis
The GFP-SH1000 fluorescent strain was used for flow cytometry
analyses. At 2, 24, and 48 h pi, mice were euthanized, and
the ear tissue and dLNs of infected and control mice were
harvested using sterile scissors and weighed. Samples were
kept on ice whenever possible throughout the duration of
the experiment. Left and right ear pinna leaflets were first
dissociated before being completely submerged in 5 mL of
RPMI 1640 medium containing 1 mM HEPES, 400 U/mL
collagenase IV and 50 μg/mL DNase I from bovine pancreas
and placed at 37◦C for 1 h. Left and right LNs were digested
in the same type of medium but only for 15 min. After
15 min of incubation, ear pinna tissue was dissected into small
pieces to facilitate digestion. Tissues were then ground on a
70-μm cell strainer to obtain single-cell suspensions before
being centrifuged at 300 × g for 10 min at 4◦C. Cell pellets
were suspended in 500 μL of PBS containing 1% SVF and
1 mM Ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA). Cells were then
counted and labeled according to manufacturer’s directions,
using the following markers: Viobility Fixable Dye, CD3ε,
CD19, CD335, CD45, CD11b, Ly6G, and Ly6C. To define
inflammatory cell populations recruited to these tissues, live
single cells were gated to exclude any debris, dead cells or
doublets. T lymphocytes, B lymphocytes, NK cells, and dead
cells (DUMP channel) were excluded from live single cells,
respectively, on the basis of the CD3ε, CD19, CD335, and
Viobility 405/452 fixable dye specific markers. Live myeloid
populations (CD45+CD11b+) were subdivided into PMNs
(Ly6G+Ly6C+) and MO/M� (Ly6G−Ly6Chi). Samples were run
on a BD LSR II (BD Biosciences), and data were analyzed with
FlowLogic version 7.2.

Ex vivo Intracellular Bacteria Analysis
The mCherry-SH1000 fluorescent strain was used for ex vivo
intracellular bacteria analyses. At 2, 24 and 48 h pi, infected mice
were euthanized, and the ear pinna tissue were harvested using
sterile scissors and weighed. Samples were kept on ice whenever
possible throughout the duration of the experiment. Left and
right ear pinnae leaflets were first dissociated before being
completely submerged in 700 μL of PBS containing LiberaseTM
Research Grade (Roche), diluted 2:7, and placed at 37◦C for
1 h with agitation. Fifteen mL of cold PBS were added to each
tube and tissues were then ground on a 40-μm cell strainer
to obtain single-cell suspensions that were then centrifuged at
1200 × g for 5 min at 4◦C. Cell pellets were suspended in
1 mL of PBS containing 5% SVF. Cell suspensions resulting
from 2 infected mice per bacterial form were pooled for 24-
and 48-h time points. CD11b+ cells were isolated using CD11b
microbeads mouse/human magnetic cell separation (Miltenyi
Biotec) according to manufacturer’s directions.

To assess the quantity of intracellular bacteria, a portion of
sorted skin cells were centrifuged at 300 × g for 10 min at

4◦C, and resuspended in 1 mL of room temperature RPMI
1640 medium containing 100 μg/mL gentamycin. Cells were
incubated for 1 h at 37◦C, CO2 5% before being centrifuged
again at 300 × g for 10 min at 4◦C. Cells were then lysed by
resuspending pellets in 500 μL of cold ultrapure water, followed
by vigorous shaking for 1 min. Serial 10-fold dilutions were
performed on the resulting suspension and plated on LB agar
plates to enumerate viable S. aureus per 106 CD11b + cells.

To characterize the distribution of intracellular bacteria,
another portion of sorted skin cells were adhered to glass slides
by centrifugation (800 rpm for 5 min, Thermo Shandon Cytospin
3 Centrifuge) and were fixed with 4% PFA prior toMGG staining.
Glass slides were then examined by bright field microscopy (Axio
Imager 2, Zeiss) and intracellular bacteria were counted in at least
100 CD11b+ cells per condition, per time point.

Neutrophil NADPH Oxidase Assay
The SH1000 WT strain was used for Neutrophil NADPH
oxidase analysis. Single cell suspensions were obtained 48 h
pi from mouse ear pinna tissue, as described in the flow
cytometry analysis section. NADPH oxidase quantity was
assessed, as described previously (Borbón et al., 2019). Briefly,
cells were labeled using the following markers: CD45, CD11b,
and Ly6G and then incubated for 15 min at 37◦C, 5%
CO2 in PBS containing 10 μM of dihydrorhodamine 123
(DHR) (Sigma-Aldrich) with or without 100 ng/mL of phorbol
myristate acetate (PMA) (Sigma-Aldrich). Samples were run on
a BD LSR II (BD Biosciences), and data were analyzed with
FlowLogic version 7.2.

Statistical Analysis
Data generated were analyzed with Prism 5 software (GraphPad
Software, Inc.) and a non-parametric Mann-Whitney one-tailed
or two-tailed statistical test. p ≤ 0.05 was considered statistically
significant (symbols: ∗ ≤ 0.05).

RESULTS

Comparable Bacterial Load and

Inflammatory Responses in the Mouse

Ear Pinna After the Micro-Injection of

Either the Planktonic or Biofilm Form of

Staphylococcus aureus
Calibrated S. aureus inocula were prepared and microinjected
into the mouse ear pinna tissue. Bacterial load was first measured
in the cutaneous ear tissue and the auricular draining lymph
node (auricular dLN) following inoculation of WT C57BL/6J
mice with 5 × 106 CFUs of non-fluorescent planktonic or
biofilm S. aureus. CFUs were enumerated, starting from 2 h
post-infection (h pi) until day 7 pi, and then after 10 days.
Bacterial load quantification showed that viable planktonic and
biofilm bacteria were detected in both cutaneous ear tissue
and dLNs at 2 h pi (Figures 1A,B), and were continuously
present throughout the infection period. In the ear pinna tissue,
bacterial loads were mostly similar and stable throughout the
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FIGURE 1 | Bacterial load and inflammatory responses in S. aureus infected tissue. (A,B) Bacterial load quantification, expressed in CFUs/mg of tissue, from 2 h pi

to day 7 pi, and at day 10 pi in the ear pinnae (A) and dLNs (B) of WT C57BL/6J mice following micro-injection of PBS (C) or WT SH1000 planktonic (P) or biofilm (B)

bacteria. Dotted line represents the limit of detection (median ± IQR, number of ear pinnae: NC = 8–10 ear pinnae, NP = 10–12 ear pinnae, NBF = 11–12 ear pinnae,

from 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05). (C) Evaluation of ear pinnae inflammation from 2 h pi to day 7 pi, and at day 10 pi for the 3

groups of mice, by scoring based on erythema. Results expressed as percentage of each score (Number of mice: NC = 6–10 mice, NP = 4–17 mice, NBF = 5–13

mice, from 3 different experiments). (D) Ear pinna thickness measurements from 2 h pi to day 2 pi for the 3 groups of mice (median ± IQR, number of ear pinnae:

NC = 4–7 ear pinnae, NP = 6–8 ear pinnae, NBF = 6–7 ear pinnae, from 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05). (E) dLN weight

measurements from 2 h pi to day 7 pi, and at day 10 pi for the 3 groups of mice (median ± IQR, number of dLNs: NC = 8–10 dLNs, NP = 10–12 dLNs, NBF = 11–

12 dLNs, from 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05). (F) Reconstituted confocal images of LysM-EGFP transgenic mouse ear pinna tissue

(Continued)
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FIGURE 1 | Continued

following micro-injection of mCherry-SH1000 biofilm bacteria. Images correspond to the maximal projection intensities of the EGFP signal, and the yellow line

indicates the ROI where the “Sum of EGFP fluorescence intensities” was measured. Scale bar: 2 mm. One representative image is shown from at least 3

independent experiments. (G) Ratio of the sum of EGFP fluorescence intensities to ROI areas (median ± IQR, number of ear pinnae tissues: NC = 4, NP = 5–8,

NBF = 4–9, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05).

first 6 days of infection for both forms of bacteria, with the
first signs of bacterial clearance appearing at day 7. Although
this sharp decrease seemed more pronounced in mice inoculated
with planktonic bacteria, no significant difference was observed
between the two forms. At day 10 pi, a lower bacterial load
was detected in both groups of infected mice, as compared
to day 7 pi, but was once again comparable between the two
forms. In the dLNs, bacteria were present throughout all the
infection period, with similar infection kinetics. This was in
line with the maintenance of bacteria in the cutaneous tissue
previously observed. Indeed, CFUs were detected even at day
10 pi in the dLN in 3/10 and 3/12 samples for planktonic and
biofilm bacteria, respectively. At this time point, the bacterial
load was low in most of the samples and often below the
detection threshold.

Certain macroscopic parameters of inflammation related to
the presence of bacteria in the target tissues (ear pinnae, dLNs)
were then analyzed, including redness and swelling (thickness)
of ear pinna tissue and dLN weight. In control mice, no redness
was observed throughout the experimental period (Figure 1C).
The first signs of redness (Supplementary Figure 1) appeared
24 h pi within the infected group of mice (Figure 1C), where
most samples had a score of 1. Redness then peaked at day 3 pi
within both infected groups, and then slowly decreased to give
way to tissue necrosis from day 2 pi, with a peak at day 10 pi.
Interestingly, the presence of redness in the cutaneous ear tissue
lasted longer in the biofilm group of mice than in the planktonic
group. The ear tissue swelling was further analyzed in the first
2 days of infection. Ear thickness was significantly increased as
early as 2 h pi, as compared to control mice. Values continued
to increase until the second day of infection with no observable
difference between the two infected groups of mice (Figure 1D).
Lastly, the weight of dLNs significantly and constantly increased
after infection, as compared to control mice, starting from day
1 pi until the end of the infection period. Again, no observable
difference was observed between the two infected groups of
mice (Figure 1E).

To follow the evolution of early inflammatory responses in the
skin, a semi-quantitative measure of EGFP positive (EGFP +)
phagocyte recruitment in the ear pinna tissue was realized as
previously described (Abdul Hamid et al., 2020; Figure 1F
and Supplementary Figure 2). The ratio of the sum of EGFP
fluorescence intensities to ROI area (Figure 1G), measured
from 2 to 48 h pi, showed that both bacterial forms did not
induce a significant increase in EGFP + cell recruitment at early
time points (4–6 h pi), as compared to control mice. However,
after 25 and 49 h pi, a significant increase of the ratio was
observed in both groups of challenged mice, as compared to
control mice. In infected mice, a significant increase of cell
recruitment was observed between 4–6 and 25–27 h pi, but not

between 25–27 and 49–51 h pi, meaning that the peak of cell
recruitment was on day 1.

Taken together, these data show that global inflammatory
responses are comparable in the target tissues after micro-
injection of both bacterial forms.

Comparable Early Cytokine and

Chemokine Profiles in the Mouse Ear

Pinna and the Auricular Draining Lymph

Node After the Micro-Injection of Either

the Planktonic or Biofilm Form of

Staphylococcus aureus
In a second set of experiments, cytokine and chemokine profiles
were analyzed in ear tissue and dLN homogenates during the first
few days of infection (24–72 h pi).

The chemokines analyzed were CXCL1/KC (Figures 2A,B)
and CXCL9/MIG (Figures 2C,D), both responsible for the
recruitment of phagocytes, namely PMNs and MOs/M�s.
Significantly higher levels of these chemokines were detected
from 24 to 72 h pi in both target tissues, with higher
concentrations measured in the skin than in the dLNs of infected
mice. Globally, no difference was observed between the two
bacterial forms, except after 72 h in the dLN where CXCL9 were
comparable to those in controls.

The chemokine response was associated with a pro-
inflammatory cytokine production by recruited innate immune
cells. Pro-inflammatory cytokines IL-1β (Figures 2E,F) and IL-
6 (Supplementary Figures 3A,B) were significantly increased in
both target tissues, again with higher concentrations measured
in the skin than in the dLNs of infected mice, and at all-
time points analyzed. A larger quantity of TNF-α was also
detected in the ear pinnae of infected mice, as compared
to controls at 24 and 72 h pi (Supplementary Figure 3C).
However, this increase was only observed at 24 h pi in the dLNs
(Supplementary Figure 3D). Interestingly, IFNγ concentrations
were comparable in control and infected mice in cutaneous ear
tissue at 24 and 72 h pi (Supplementary Figure 3E), but were
significantly increased at both time points in dLNs of infected
mice, as compared to those of control mice (Supplementary
Figure 3F). The last pro-inflammatory cytokine analyzed was IL-
17 (Supplementary Figures 3G,H), largely produced by Th17
cells and capable of upregulating the expression of certain
proinflammatory mediators such as IL-1β and IL-6 in M�s. As
seen previously for IL-6, significantly higher levels of IL-17 were
detected in both target tissues of infected mice, as compared to
controls at 24 and 72 h pi.

Finally, concentrations of the anti-inflammatory cytokine IL-
10 (Figures 2G,H) were significantly increased in the ear pinnae
tissue of infected mice, as compared to control mice at 24 and
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FIGURE 2 | Chemokine and cytokine production in S. aureus infected tissue. (A–H) Chemokine (A–D) and cytokine (E–H) levels, expressed in pg/mg of total

protein, analyzed by Bioplex in the supernatants of ear pinna tissues (A,C,E,G) and dLNs (B,D,F,H) homogenates at 24, 48, and 72 h pi (median ± IQR, number of

mice: NC = 5–8, NP = 6–10, NBF = 6–9, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05).
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72 h pi, while only being significantly increased after inoculation
of planktonic bacteria at 48 h pi.

Altogether, these results reveal early pro-inflammatory and
anti-inflammatory responses in both target tissues at the
molecular level, with IL-1β, IL-10, and CXCL1 being majorly
produced in the cutaneous ear tissue, and CXCL9 largely detected
in the dLN. These responses were globally comparable for both
bacterial forms.

Differential Early Dynamics of Recruited

Phagocytes in the Mouse Ear Pinna After

the Microinjection of Either the

Planktonic or Biofilm Form of

Staphylococcus aureus
The very early dynamics of inflammatory responses observed in
the skin were further analyzed by using an intravital confocal
imaging approach, as previously described (Abdul Hamid et al.,
2020). The first goal was to reproduce our previous results
described for the S. aureus LYO-S2 clinical strain with the SH1000
laboratory strain in terms of cell recruitment and behavior of
recruited cells after biofilm infection. Briefly, 5 × 106 CFUs
of planktonic or biofilm mCherry-SH1000 were intradermally
inoculated in the ear pinna tissue of LysM-EGFP transgenic mice.
Time-lapse videos of cutaneous injection sites were then acquired
during the first few hours following infection (from 2 to 5 h pi).

Using this laboratory strain, we observed a considerable
influx of EGFP + phagocytes at injection sites, as early as
2 h pi for both bacterial forms. Cells recruited in response
to the planktonic form were capable of invading the injection
sites and creating bacteria cell interaction zones (Figure 3A,
Supplementary Figures 4A,B, and Supplementary Movie 1).
In contrast, cells that were recruited toward biofilm injection
sites behaved differently, as previously described (Abdul Hamid
et al., 2020). Indeed, EGFP + innate immune cells were arrested
at the periphery of biofilm injection sites, with only few cells
capable of penetrating the biofilm (Figure 3B, Supplementary
Figures 4C,D, and Supplementary Movie 2).

The motility parameters (average speed, trajectory
straightness, displacement) of recruited EGFP + phagocytes
both in contact or not with bacteria at the injection site were also
studied using Imaris software, as previously described (Abdul
Hamid et al., 2020). SH1000 biofilms impacted cell motility
similarly to previous observations, with a significant decrease in
average speed and straightness of cells recruited toward biofilm
bacteria, as compared to the planktonic form (Figures 3C,D).
This means that cells were more heavily arrested and had a
non-linear trajectory in biofilm-inoculated sites, as compared to
planktonic-inoculated sites. The displacement of cell trajectories,
representing the straight-line distance of the cell from the
first timepoint to the last, was also analyzed in both infected
conditions (Figure 3E). A significant decrease of this parameter
was detected following biofilm inoculation, as compared to
planktonic condition. This result was coherent with the decrease
in straightness of cell trajectories observed with biofilm inocula.

Interestingly, observations made during intravital confocal
microscopy experiments revealed that cells in contact with

biofilms behaved differently from those in contact with
planktonic bacteria, with a diminished capacity to emit
pseudopods and retaining a round morphology (Figures 3F,G
and Supplementary Figures 4E–H). Quantitative data were
obtained by measuring the perimeter of EGFP + phagocytes in
contact with either bacterial form with ImageJ software. Using
this methodology, a significant decrease of cell perimeter in the
presence of the biofilm inoculum was observed, as compared
to planktonic inocula (Figure 3H). This result obtained in vivo
was coherent with observations made in vitro, where PMNs in
contact with Pseudomonas aeruginosa biofilms conserved their
round shape (Jesaitis et al., 2003).

Differential Kinetics of

Polymorphonuclear Neutrophil

Recruitment After the Micro-Injection of

Either the Planktonic or Biofilm Form of

Staphylococcus aureus
To further understand the early inflammatory responses to
the biofilm inocula, imaging data were complemented by flow
cytometry analysis of the phenotype of recruited inflammatory
cells in the cutaneous ear tissue and the dLNs. Here, ear pinna
tissue of WT C57BL/6J mice were inoculated with either PBS or
5 × 106 CFUs of GFP fluorescent S. aureus planktonic or biofilm
bacteria. After 2, 24, and 48 h, organs were harvested, digested
to obtain a single cell suspension, labeled for specific membrane
markers of innate inflammatory cells, and then analyzed by
flow cytometry. Myeloid populations (CD45+CD11b+) were
identified among live single cells and further subdivided into
PMNs (Ly6G+Ly6C+) and MO/M� (Ly6G−Ly6Chi) (Figure 4A
and Supplementary Figure 5).

Total cell counts prior to labeling showed a significant
recruitment of cells to the cutaneous ear tissue as soon as
2 h pi in infected mice, as compared to control mice, which
continued until 48 h pi (Supplementary Figure 6A). However,
absolute values of myeloid cells in the ear pinna tissue of infected
mice were only significantly increased after 24 and 48 h, as
compared to control mice (Figure 4B). These data correlate with
the previous measures of overall tissue inflammation in LysM-
EGFP transgenic mice (Figure 1G). Interestingly, a decrease in
the number of myeloid cells recruited in the ear tissue was
observed 48 h following biofilm inoculation, as compared to the
planktonic condition.

When looking further at the phenotype of recruited myeloid
cells, a significantly higher percentage of PMNs was present in
infected cutaneous ear tissue compared to controls, from 2 to 48 h
pi (Figure 4C). However, PMN cell numbers revealed that this
increase was significant only after 24 h in the planktonic group
of mice, and from 2 h pi in biofilm infected mice (Figure 4D).
Indeed, biofilms recruited more PMNs than controls at 2 h
pi, with only a trend to increase when compared to mice
infected with planktonic bacteria (p = 0.0673). Similar to their
parent population (CD45+CD11b+ cells), biofilms recruited a
significantly lower number of PMNs at 48 h pi, as compared to
planktonic inoculated sites.
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FIGURE 3 | Early dynamics of recruited EGFP + cells in the skin of S. aureus infected tissue. (A,B) Live confocal imaging, using X10 objectives, in the ear pinna

tissue of LysM-EGFP transgenic mice following micro-injection of mCherry-SH1000 planktonic (A) or biofilm (B) bacteria. Average projections of green

(EGFP + innate immune cells) and magenta (mCherry-SH1000) fluorescence, acquired at 2.50 h pi (A) and 2.55 h pi (B), show immune cells recruited toward the

injection site. Asterisk: autofluorescent hair (also in magenta). Scale bar: 100 μm. One representative experiment is shown for each group of mice from at least 9

independent experiments. (C–E) Quantification of EGFP + innate immune cell average speed (C), straightness (D), and displacement (E), from X20 time-lapse

acquisitions of infected mice (median ± minimum and maximum values, number of cells: NP = 209, NBF = 126, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney

two-tailed test, ∗p < 0.05). (F,G) Live confocal imaging, using X40 objectives, in the ear pinna tissue of LysM-EGFP transgenic mice following micro-injection of

mCherry-SH1000 planktonic (F) or biofilm (G) bacteria. Maximum projections of green (EGFP + innate immune cells) and magenta (mCherry bacteria) fluorescence,

acquired at 3.35 h pi (F) and 3.45 h pi (G), show immune cells interacting with bacteria. The yellow line indicates the ROI where cell perimeter was measured. Scale

bar: 15 μm. One representative experiment is shown for each group of mice from at least 9 independent experiments. (H) Measure of EGFP + innate immune cell

perimeter, from maximum projection time-lapse acquisitions of infected mice (median ± minimum and maximum values, number of cells: NP = 19, NBF = 25, from 4

different experiments, Mann-Whitney one-tailed test, ∗p < 0.05).
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FIGURE 4 | Myeloid cell recruitment in the skin of S. aureus infected tissue. (A) Flow cytometric analysis showing the gating strategy of myeloid cells

(CD45+CD11b+, left plot—upper right region), PMNs (Ly6G+Ly6C+, right plot—right most region), MOs/M�s (Ly6G-Ly6Chi , right plot—upper left). Representative

dot plots and percentages of cells gated are shown from planktonic infected WT C57BL/6J mice at 48 h pi. (B) Total number of myeloid cells among live cells in ear

pinna tissue of control and planktonic or biofilm infected mice from 2 h pi to day 2 pi (median ± IQR, number of mice: NC = 12–15, NP = 9–12, NBF = 9–15, from at

least 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05). (C–E) Percentages (C) and total numbers (D,E) of PMNs (C,D) and MOs/M�s (E) among

myeloid cells in ear pinnae of control and planktonic or biofilm infected mice, from 2 h pi to day 2 pi (median ± IQR, number of mice: NC = 12–15, NP = 9–12,

NBF = 9–15, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05).

Altogether, Figures 4C,D illustrate that the majority of
myeloid cells, and thus EGFP + phagocytes recruited to the
cutaneous ear tissue after biofilm injection were PMNs. Their
recruitment kinetics were different at 2 and 48 h pi, when
compared to planktonic bacteria.

For MO/M�, a significant recruitment was detected in ear
pinna tissue for both bacterial forms only after 48 h, as compared
to control mice, but in a much lower proportion compared to
PMNs (Figure 4E).

In dLNs, total cell counts were significantly increased only
after 48 h with planktonic bacteria, as compared to controls, while
only a trend to increase was detected in the biofilm group of mice
(p = 0.069) (Supplementary Figure 6B). As shown previously in
the cutaneous ear tissue, a significant increase in the percentage
of PMNs was observed at 2 and 24 h pi in biofilm infected
mice, as compared to control mice (Figure 5A). Additionally,
a decrease in the percentage of these cells among their parent
population was observed after 48 h, as compared to the
planktonic condition. Thus, recruitment kinetics of PMNs in the
dLNwere similar to those in the cutaneous ear tissue (Figure 5B).

Interestingly, bacteria inoculation induced a significant increase
in both percentage and MO/M� cell numbers in the dLN
at 24 and 48 h pi, a result which was not observed in the
cutaneous ear tissue (Figures 4E, 5B,C). In contrast to PMNs, the
percentage ofMO/M� in the dLNwas higher after 48 h following
biofilm inoculation, as compared to the planktonic condition
(Figures 5A,C).

Taken globally, these results show that PMNs comprise the
majority of cells recruited during the early stages of anti-biofilm
inflammatory responses. However, their recruitment seemed to
be specifically impacted by biofilms.

Staphylococcus aureus Biofilm Bacteria

Inoculated Into the Mouse Ear Pinna

Mostly Interact With Polymorphonuclear

Neutrophils
Imaging data presented in Figure 3 illustrate qualitative
differences in the interaction between EGFP + innate immune
cells and either planktonic or biofilm bacteria at cutaneous
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FIGURE 5 | Myeloid cell recruitment in the auricular draining lymph nodes of S. aureus infected mice. (A–D) Percentages (A,C) and total numbers (B,D) of PMNs

(A,B) and MOs/M�s (C,D) among myeloid cells in dLNs of control and planktonic or biofilm infected mice, from 2 h pi to day 2 pi (median ± IQR, number of mice:

NC = 12–15, NP = 8–12, NBF = 9–15, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05).

injection sites. Thus, in complementary experiments, bacterial
association with recruited inflammatory cells, and more
specifically PMNs, was quantified in the cutaneous ear tissue by
flow cytometry. To do this, ear pinnae of WT C57BL/6J mice
were inoculated with either PBS or 5 × 106 CFUs of planktonic
or biofilm GFP-SH1000, and the proportion of recruited
inflammatory cells associated to bacteria was quantified at 2, 24,
and 48 h pi (Figure 6A). To verify the specificity of bacterial
association, we measured the median fluorescence intensity
(MFI) of the GFP signal in PMN and MO/M� subpopulations
and compared them to the MFIs of controls (Supplementary
Figures 6C,D). Supplementary Figures 6E,F show that although
GFP autofluorescent cells were detected in ear tissues of control
mice, a significant GFP specific signal was associated to recruited
phagocytes in the ear tissues of infected mice (Supplementary
Figures 6C–F).

Bacterial association was observed in myeloid cell populations
(CD45+CD11b+) as early as 2 h pi (Figure 6B), which
corroborates observations made by intravital imaging (Figure 3).

The proportion of bacteria associated cells increased significantly
for both bacterial forms at 24 and 48 h pi, as compared to
PBS inoculated control mice. Interestingly, a decrease in biofilm
association was observed at 48 h pi, as compared to planktonic
bacteria. Recruited PMNs followed the same kinetics of bacterial
association as myeloid cells (Figure 6C and Supplementary
Figure 6E), with the same significant decrease observed after
48 h for the biofilm inoculum. These data were coherent with
the decrease of myeloid cells and PMN numbers observed at
this time point (Figures 4B,D). Bacteria associated to MOs/M�s
were detected in a significantly increased proportion at 24 and
48 h pi (Figure 6D and Supplementary Figure 6F), but in a
much smaller proportion, as compared to PMNs. Furthermore,
the percentage of PMNs associated to bacteria was continuously
higher than those observed in MO/M� at all three time
points analyzed.

Taken together, these data suggest that PMNs represent
key cells in the interactions with biofilm bacteria at the
cutaneous injection site.
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FIGURE 6 | Biofilm bacteria associated myeloid cells in the skin of S. aureus infected mice. (A) Flow cytometric analysis showing the gating strategy to analyze

GFP-SH1000 associated cells among myeloid cells (CD45+CD11b+GFP+), PMNs (Ly6G+Ly6C+GFP+), and MOs/M�s (Ly6G-Ly6ChiGFP+). Representative

histogram is shown from planktonic infected WT C57BL/6J mice at 48 h pi. (B–D) Total number of bacteria associated myeloid cells (B), PMNs (C), and MOs/M�s

(D) in ear pinna tissue of control and planktonic or biofilm infected mice, from 2 h pi to day 2 pi (median ± IQR, number of mice: NC = 12–15, NP = 9–12,

NBF = 9–15, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05).

Differential Functional Properties of

Recruited Polymorphonuclear Neutrophil

in the Mouse Ear Pinna After the

Micro-Injection of Either the Planktonic

or Biofilm Form of Staphylococcus
aureus
Figures 4–6 illustrated that PMNs consist of the majority of
inflammatory cells recruited to both the cutaneous ear tissue and
the dLN, and are greatly associated to biofilms at the cutaneous
injection site. In complementary experiments, their functional
properties were studied in the ear pinna tissue of WT C57BL/6J
mice, after inoculation of either PBS or S. aureus planktonic or
biofilm bacteria.

In the first set of experiments, activation of myeloid cells and
PMNs was assessed at 2, 24, and 48 h pi, based on their expression
of the activationmarker integrin receptor CD11b (Figures 7A,B).
For both populations studied, an increased expression of CD11b
was observed at 24 and 48 h pi, as compared to control mice,
with a significant increase following biofilm inoculation at 48 h
pi, as compared to the planktonic group. Interestingly, an initial
significant increase in CD11b expression was shown 2 h pi in
PMN populations only after planktonic bacteria inoculation.

In a second set of experiments, phagocytic activity
of PMNs and MO/M� was analyzed 24 and 48 h pi.
Intracellular bacteria were counted inside CD11b+ cells

purified from cutaneous infected tissues and subsequently
stained using the May Grünwald-Giemsa (MGG) staining
(Figure 7C and Supplementary Figures 7A,B). This
analysis revealed that the proportion of PMNs harboring
intracellular bacteria was significantly increased at 48 h pi
when biofilms were inoculated, as compared to planktonic
bacteria (Figure 7D). Further analyses showed that the
proportion of PMNs harboring 5 or more intracellular
bacteria was significantly increased in biofilm infected mice
compared to the planktonic condition after 24 h. This
seemed to continue at 48 h pi where a trend to increase
was observed in the same group of cells. Conversely,
the proportion of PMNs not harboring any intracellular
bacteria was significantly increased 48 h pi after planktonic
bacteria inoculation (Figure 7E), illustrating differential
phagocytosis capacities of PMNs in response to the planktonic
or biofilm inocula.

For MO/M�, the proportion of intracellular bacteria was
comparable for both bacterial forms at both 24 and 48 h
pi (Supplementary Figure 7C). However, as seen previously
for PMNs, the proportion of these cells harboring 5 or more
intracellular bacteria was also significantly increased after 24 h
for biofilm inocula (Supplementary Figure 7D).

The viability of intracellular bacteria counted onMGG stained
slides was also verified (Supplementary Figure 7E). To do this,
CD11b + cells were purified from ear skin tissue of infected
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FIGURE 7 | Functional properties of neutrophils recruited in the ear pinna tissue of S. aureus infected mice. (A,B) APC-Cy7 conjugated CD11b antibody MFI of

myeloid cells (CD45+CD11b+) (A) and PMNs (Ly6G+Ly6C+) (B) in ear pinna tissue of control and planktonic or biofilm infected mice, from 2 h pi to day 2 pi

(median ± IQR, number of mice: NC = 8–11, NP = 6–9, NBF = 6–12, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05). (C) Transmitted

light images of CD11b+ cells, following isolation from ear pinna tissue onto glass slides and MGG staining, show neutrophils harboring intracellular bacteria.

Representative images are shown from planktonic infected WT C57BL/6J mice at 24 h pi. (D) Percentage of PMNs containing intracellular bacteria assessed at 24

and 48 h pi (mean ± SEM, number of cells: NP = 223–238, NBF = 232–338, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney one-tailed test, ∗p < 0.05).

(E) Percentage of PMNs containing 0, 1–2, 3–4, or 5 or more intracellular bacteria assessed at 24 and 48 h pi (mean ± SEM, number of cells: NP = 223–238,

NBF = 232–338, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney one-tailed test, ∗p < 0.05). (F) DHR MFI of PMNs, in the ear pinna tissue of control and

planktonic or biofilm infected mice at day 2 pi, stimulated or not with PMA ex vivo in the presence of DHR, to assess NADPH oxidase activity (median ± IQR, number

of mice: NC = 4, NP/BF = 8, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney one-tailed test, ∗p < 0.05).

mice and treated with gentamycin. Cells were then lysed, and
bacteria were enumerated following plating on agar plates.
Results indicate the presence of viable intracellular planktonic
and biofilm bacteria inside these cells (mainly PMNs and
MOs/M�s) at 24 and 48 h pi, in similar proportions.

Figures 4C,D illustrate that PMN recruitment was
significantly decreased in response to biofilms after 48 h,
as compared to planktonic inocula. However, the increased
expression of the CD11b surface marker and of phagocytosis
capacity of PMNs observed at this time-point supposed that
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they were more activated in this context. To test this hypothesis,
flow cytometry analysis was performed to assess DHR oxidation
by Reactive Oxygen Species (ROS), reflective of NADPH
oxidase activity generated in recruited PMNs in response to
PMA (Figure 7F). When not in the presence of this soluble
agent, DHR MFI was comparable between the two bacterial
forms, despite being significantly increased compared to
controls. PMA-stimulated PMNs from infected ear pinnae also
presented a higher DHR MFI than controls, with an increased
production of ROS after biofilm inoculation, as compared to
planktonic bacteria.

Taken together, these results illustrated differential
functional properties in recruited PMNs at 48 h pi following
biofilm inoculation.

DISCUSSION

PMNs and M� have been largely described as key effector
cells in the inflammatory responses during S. aureus infections
(de Vor et al., 2020; Pidwill et al., 2021). Certain in vivo
models have also shown that biofilms induce anti-inflammatory
responses as early as day 3 or day 5 pi (Heim et al., 2015,
2018). As the infection outcome is conditioned in the first
few days following host-bacteria contact, we sought out to
highlight the very early impacts of S. aureus biofilms on the
main cellular components of innate immune responses, meaning
phagocytes. To do this, we compared inflammatory responses
elicited by either planktonic or biofilm bacteria at different levels
of the organism, in a mouse ear pinna model of infection.
In this report, we demonstrated globally similar responses
at the tissue and cytokine level, but found different cellular
responses, including cell behavior, recruitment, and certain
functional properties.

At the tissue level, we first observed a globally similar
evolution of bacterial load between the two forms of S. aureus,
contradicting a previous study that compared the fate of non-
biofilm and biofilm inocula in mice. Thurlow and collaborators
showed a better bacterial clearance of non-biofilm bacteria in skin
abscess as early as day 3 compared to catheter grown biofilms
implanted sub-cutaneously (Thurlow et al., 2011). They assigned
this to the presence of the catheter, which could impede access
of leukocytes toward the site of infection. In contrast, in the ear
pinna model used in this work, biofilm inocula were accessible
to host innate immune cells as no abiotic support was used. One
possible reason for the comparable bacterial load observed in the
ear pinna tissue could be the in vivo transition of planktonic
bacteria to the biofilm lifestyle, representing a possible limit of
the model. Several days are nevertheless probably necessary for
this transition, even if the precise timing of this event to occur
in vivo is currently unknown. In the clinical setting, S. aureus is
prevalent in early prosthetic infections, which become manifest
within 1 month following surgery (Arciola et al., 2018). To
identify a possible planktonic to biofilm transition in the ear
pinna, biofilm matrix components could be labeled in vivo by
using specific fluorescent probes several days pi (Sauvat et al.,
2020). Genes upregulated during biofilm formation could also

be identified by transcriptomic analysis from planktonic-infected
ear tissues, as previously carried out in vitro by Resch et al.
(2005).

An observable inflammatory response was characterized by
the apparition of redness and tissue swelling of the ear pinna
tissue of infected mice, which was coherent with the presence
of a high dose of bacteria in the first few days of infection.
These results were further corroborated by the semi-quantitative
measure of EGFP + phagocyte recruitment in the ear pinna
tissue, and observations of bacterial injection sites showing a
considerable recruitment of leukocytes for both bacterial forms.
S. aureus is known to produce toxins and enzymes, such as
leukocidins and coagulase, that are able to induce cell death by
apoptosis, necroptosis, and also pyroptosis (Soe et al., 2021). This
was coherent with ear pinna tissue necrosis observed as early as
day 3. However, the exact proportion of each cell death pathway
is yet to be studied.

We further determined the chemokine and cytokine profile
in both cutaneous ear tissue and dLNs after S. aureus infection.
In the ear tissue, we found large proportions of the PMN
chemoattractant CXCL1 which has been shown previously to be
notably secreted by keratinocytes in response to S. aureus (Olaru
and Jensen, 2010). This would partially explain the significant
increase in EGFP + immune cells observed at 24 h pi. High
amounts of CXCL9/MIG, a Th1 cell-recruiting chemokine, were
also found in infected mice. Globally, we found a robust pro-
inflammatory cytokine response comparable between bacterial
forms in both infected tissues, due to the presence of IL-1β, IL-
6, and TNF-α. In line with these data, the presence of IL-17
may indicate that infected mice also mount a Th17 response,
which is coherent with a previous study implicating IL-17 in
establishing an effective antimicrobial response by γδ T cells
(Cho et al., 2010). At early time points, IL-17 could also be
produced by innate lymphoid cells in the skin and the dLNs (Cua
and Tato, 2010). The absence of IFNγ production in infected
mice could be explained by the early time points and/or by
the presence of IL-10 in the infectious milieu, as the two are
negatively correlated (Saraiva and O’Garra, 2010). Biofilms have
indeed been shown to skew host immune responses toward
an anti-inflammatory phenotype, in part via IL-10 secretion
by M2 polarized M�s and recruited MDSCs (Thurlow et al.,
2011; Heim et al., 2018). In this study, the presence of IL-
10 was comparable in both planktonic and biofilm infected
ear tissues. In a previous study (Heim et al., 2020), S. aureus
bacteria derived lactate was shown to inhibit HDAC11 in M�s
and MDSCs, which led to an increase in histone 3 acetylation
at the IL-10 promoter, thus enhancing its expression. This
discovery was, however, demonstrated in a biofilm prosthetic
joint infection model, without comparison with planktonic
bacteria. This anti-inflammatory response may be dependent
on bacterial concentration, as IL-10 was not significantly
increased in auricular dLNs of infected mice. Depending on the
strain used, the inocula doses and the target tissues analyzed,
some discrepancies may be observed between the inflammatory
and anti-inflammatory chemokines and cytokines measured in
different in vivo models. In all cases, host immune responses to
S. aureus biofilm infection may be modulated by quorum sensing

Frontiers in Microbiology | www.frontiersin.org 15 August 2021 | Volume 12 | Article 728429

132





Abdul Hamid et al. In vivo S. aureus Biofilm Innate Immunity

or metabolically dampened bacteria induced by host immune
responses (Yamada and Kielian, 2018).

The use of intravital confocal imaging to further decorticate
very early inflammatory responses allowed us to highlight
differences in cellular behavior. First, we validated the previously
observed “biofilm” phenotype that leukocytes present at the
injection site, with cells arrested at the periphery of the biofilm
and modified motility parameters of recruited cells (Abdul
Hamid et al., 2020; Sauvat et al., 2020). This means that
the protective barrier role that biofilms exert are common
between these two S. aureus strains, and probably among
all biofilm-producing strains. The two strains used in our
previous works were both MSSAs, but a “biofilm” phenotype
has also been described for the MRSA strain USA300 (Thurlow
et al., 2011; Gries et al., 2020b). The use of biofilms
grown over longer periods (3 or 4 days) in the latter
experiments compared to those used in this report further
suggest a common immune evasion mechanism conserved
throughout biofilm maturation. Furthermore, the fate of
phagocytes capable of penetrating S. aureus biofilms have been
explored in vitro. For example, Bhattacharya et al. (2020)
showed that biofilms provoked NET formation in penetrating
PMNs via the activity of Panton-Valentine Leukocidins and
γ-hemolysin AB. Otherwise, Thurlow et al. (2011) showed
that M�s closer to the base of biofilms were not viable,
while those on the surface were intact. In the ear pinna
model, the “biofilm” phenotype also extended to a difference
in migration properties, namely average speed, displacement,
and trajectory straightness between the two bacterial forms.
Indeed, EGFP + phagocytes possessed decreased values for
all three motility parameters stated previously in the presence
of biofilms, meaning that cells moved at a slower rate,
were more restrained and were not recruited directly toward
biofilms. This could be partly explained by the inability of
phagocytes to bind to bacterial components embedded in the
extracellular matrix or by the expression of chemotaxis inhibitory
protein of Staphylococcus (CHIPS) (de Vor et al., 2020).
Observing bacteria-cell interactions using higher magnification
objectives allowed us to show for the first time in vivo that
phagocytes interacting with biofilms were less capable of emitting
pseudopods (illustrated by the decrease in cell perimeter) in
the first hours after bacteria inoculation. Previously, Jesaitis
et al. (2003) have shown a comparable phenomenon in vitro
with PMNs and Pseudomonas aeruginosa biofilms. In these
experiments, PMNs were immobilized on the surface of biofilms,
while conserving a rounded morphology, a characteristic
of unstimulated phagocytes. Unfortunately, the dynamics of
EGFP+ cells could not be further analyzed by intravital imaging
due to ear tissue swelling and necrosis starting at 24 h pi.
In line with these results, we found that the expression of
the activation marker CD11b in PMNs (Kinhult et al., 2003)
of biofilm-infected mice was similar to that of controls at
2 h pi, while it was upregulated in cells in the presence of
planktonic bacteria.

Complementing these findings with FACS analysis allowed
us to quantify the proportion of phagocytic cells recruited to
both ear and dLN tissue over the first few days, and also to

evaluate phagocytosis efficacy of recruited cells. Our results show
that the majority of EGFP + cells that were observed in the
cutaneous injection sites as early as 2 h pi were PMNs. After
24 h and onward, PMNs comprised the main bulk of the myeloid
cell response, suggesting an important role played by these cells
in the S. aureus early immune responses. Interestingly, at 2 h
pi, increased PMN numbers were only observed in response
to biofilms alluding to biofilm specific properties that favor
PMN recruitment. In the Gram-negative bacterium Pseudomonas
aeruginosa, the quorum sensing molecule N-acylhomoserine
lactone acted as a strong PMN chemoattractant (Holm and
Vikström, 2014). Recruitment continued at 24 and 48 h pi,
coherent with the high levels of CXCL1 found in ear skin tissue at
these time points.

In the dLN, kinetics of PMN recruitment were mostly similar
to those observed in the ear tissue, except for a significant
difference between both infected conditions in PMN percentage
after 48 h. The recruitment of PMNs over the course of time
was coherent with the large quantity of CXCL1 found in the
skin and the dLN. As almost the same number of cells could be
observed in both tissues despite the gap in CXCL1 concentration
observed in the dLN, this suggests the implication of other
homing mechanisms toward dLN. Moreover, the decrease in
PMN numbers in the dLN of biofilm infected mice at 48 h pi, as
compared to the planktonic condition, seemedmore pronounced
than in the ear tissue.

MO/M� arrived at the injection site after PMNs, but only after
48 h, and always in a smaller proportion compared to PMNs.
Indeed, an initial increase in MO/M� numbers in biofilm mice
compared to planktonic mice was observed at 2 h pi, but the two
were however comparable to controls. Moreover, MO/M� were
also recruited in control mice between 2 and 24 h pi, which could
be reflective of their non-specific recruitment after skin trauma
due to intradermal injection of PBS.

The numbers of recruited MO/M� were almost comparable
to those of PMNs in the dLN, which coincides with the large
quantity of CXCL9 predominant at 24 h pi. This chemokine
has been previously shown to induce M� migration and
activation in a apical periodontitis mouse model (Hasegawa
et al., 2021). Resch et al. (2005) described the upregulation of
polysaccharide intercellular adhesins, staphylococcal secretory
antigen and staphyloxanthin during biofilm formation, as
compared to planktonic growth. The recruited MOs/M�s are
antigen presenting cells that will migrate to the cutaneous dLN.
Their mobilization from the skin and probably also from the
blood circulation is clearly detected in the auricular dLN from
24 h pi. They will present antigens to naïve T cells, therefore
playing a key role in inducing specific adaptive immune responses
to biofilms. These responses need to be further explored.

In further experiments, the functional properties of PMNs
recruited at the cutaneous injection sites were analyzed, as
they were the major player in inflammatory responses mounted
against S. aureus in this model.

CD11b is a β2 integrin that is found on the cell surface and also
PMNgranules. Following activation, intracellular pools of CD11b
are translocated to the cell surface where they form heterodimers
with CD18 capable of interacting with fibrinogen and inactivated
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complement component 3 (iC3b) (Solovjov et al., 2005). The
latter is implicated in opsonization, thus increasing phagocytosis
effectiveness in PMNs with higher levels of CD11b. PMNs in
contact with biofilms did not overexpress the CD11b surface
marker at the beginning of the infection period. This could be
due to the physical barrier represented by biofilms which could
limit PMN access to bacteria. However, higher levels of CD11b
were detected 48 h pi despite the PMNs decreased numbers
observed at this later time point. This difference between the
two inocula after 48 h could be due to the presence of matrix
components in the biofilm inoculum, representing a multiplicity
of additional antigens that are absent in the planktonic inoculum.
Furthermore, a proportion of biofilm bacteria could be lysed
after phagocytosis and matrix components could be released at
the cutaneous injection sites. Namely, Phenol Soluble Modulins
are biofilm matrix proteins well known as immunomodulators
(Richardson et al., 2018). They also have been shown to fix
to PMN formyl peptide receptors inducing their recruitment.
The activation of this PMN receptor has been shown to
induce chemotaxis, ROS production, degranulation, cytokine
expression, and phagocytosis (Cheung et al., 2014; Dorward et al.,
2015).

Analysis of bacterial association to immune cells showed
that PMNs were the predominant immune cell interacting
with inoculated S. aureus throughout the first few days of
infection. Inversely, MO/M� were less likely to interact with
bacteria, as they were detected in lesser proportions (number
and percentage) compared to PMNs at each time-point. In
just 2 h, PMNs present at the injection site were able to
interact with planktonic and biofilm bacteria, corroborating
intravital imaging observations. In response to large aggregates of
bacteria and phagocytosis failure, PMNs release NETs composed
of chromatin and antimicrobial peptides which subsequently
trap and degrade bacteria (Branzk et al., 2014). Furthermore,
this process causes cell membrane rupture and thus cell death
although certain studies have shown that some PMNs conserve
membrane integrity after NET release (non-lytic NETosis) and
continue to phagocytose bacteria (Bhattacharya et al., 2020). The
proportion of cells undergoing this type of NETosis in the ear
pinna model is yet to be examined.

Phagocytic capacity of recruited PMNs was further studied.
Phagocytosis of biofilm bacteria was increased at 48 h pi, as
compared to planktonic bacteria, while it was comparable for
both bacterial forms 24 h pi. In line with these results, a
higher proportion of PMNs containing bacterial aggregates of
5 or more at 24 h pi was also observed in MO/M�. This
could be explained by the spatial distribution of bacteria that
are more compact in biofilms, allowing greater entry into
cells during phagocytosis. Planktonic and biofilm bacteria that
were observed intracellularly (in PMNs and MO/M�) were
shown to be viable, and at comparable levels between the two
forms. This proves the in vivo ability of S. aureus to maintain
intracellularly inside phagocytes. Indeed, to combat degradation,
S. aureus produce a variety of enzymes ranging from extracellular
adherence protein that inhibit PMN serine protease (Stapels et al.,
2014) to catalase and superoxide dismutase that prevent the
oxidation effects of ROS (Painter et al., 2015). However, the exact

in vivo contribution of persisting bacteria or of new phagocytosed
bacteria to the proportion of detected intracellular bacteria in the
ear tissue is not known.

A previous study suggested that PMN accumulation in
S. aureus infected skin tissue was attributed to blood stream
recruitment of mature PMNs, prolonged survival of recruited
PMNs and local proliferation/maturation of c-kit+ progenitor
cells into mature PMNs (Kim et al., 2011). These progenitor cells
were also capable of differentiating into MDSCs. The latter were
initially described as having an important role in cancer where
they promote an immunosuppressive microenvironment via the
secretion of IL-10 and TGFβ or high levels of ROS, which have
been associated with T-cell deactivation. They also have been
identified in S. aureus biofilm prosthetic joint infections where
they contribute toward anti-inflammatory responses (Heim et al.,
2014). In the described mouse models, MDSCs were identified
based on the co-expression of surface markers CD11b, Ly6G,
and Ly6C. The selection of our PMN population was based on
the same markers. In this report, even if PMN numbers were
decreased after 48 h of biofilm infection as compared to the
planktonic condition, these cells globally expressed higher levels
of CD11b, had an increased production of ROS, and an increased
phagocytic capacity. These results illustrate a potential PMN
“over-activated” status in response to biofilms after 48 h. Further
experiments are required to identify the specific phenotype of the
different PMN subsets induced by S. aureus biofilms at this time
point and their possible MDSC nature.

Taken globally, at early time points (2 h), we observed an initial
increase in PMN numbers associated with CD11b expression
levels comparable to controls, and a decreased capacity to
penetrate biofilms and to emit pseudopods. At later time points
(48 h), we observed a decrease in PMN numbers with a
potential “over-activated” status associated with increased CD11b
expression levels, ROS production and phagocytic capacity.
In these conditions, we could have expected a higher and
lower biofilm bacterial load after 2 and 48 h, respectively.
Surprisingly, no differences in CFU numbers were observed
with the planktonic condition in all experiments performed,
suggesting a more complex mechanism of bacterial survival at
play involving other immune or non-immune cell populations.
Namely, Natural Killer cells that are recruited to S. aureus skin
infections have been reported to secrete IL-17, subsequently
activating keratinocytes to produce pro-inflammatory cytokines,
chemokines and adhesion molecules that mediate neutrophil
recruitment (Krishna and Miller, 2012). In any case, this
comparative study where immune responses and bacterial loads
were followed over time has never been carried out, and thus
gives new insights into the understanding of innate immune
responses directed toward S. aureus biofilms.

In conclusion, the ear pinna model allowed us to obtain a
global picture of the early dynamics of immune responses against
both forms of S. aureus at different levels of the organism. By
performing a direct comparison of innate immune responses
between planktonic and biofilm bacteria in the cutaneous tissue
and dLN, we provide evidence that biofilms elicit specific
immune signatures regarding PMN kinetics of recruitment and
functional properties at very early time points.
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Supplementary Figure 1 | Representative images illustrating the different levels

of scoring used to assess ear pinna tissue inflammation. Images of C57BL/6J

mice ear pinnae showing erythema (black empty arrowheads) at different time

points following infection by S. aureus.

Supplementary Figure 2 | Mosaic acquisition of LysM-EGFP transgenic mice ear

pinna tissue. Reconstituted confocal images of LysM-EGFP transgenic mice ear

pinna tissue following micro-injection of PBS (A) or mCherry-SH1000 planktonic

bacteria (B). Images correspond to the maximal projection intensities of the EGFP

signal, and the yellow line indicates the ROI where the “Sum of EGFP fluorescence

intensities” was measured. Scale bar: 2 mm. One representative experiment is

shown for each group of mice from at least 3 independent experiments.

Supplementary Figure 3 | Cytokine production in the ear pinna tissue and dLNs

of control and planktonic or biofilm infected mice. (A–H) Cytokine levels,

expressed in pg/mg of total protein, were analyzed by Bioplex in the supernatants

of ear pinna tissue (A,C,E,G) and dLN (B,D,F,H) homogenates at 24 and 72 h pi

(median ± IQR, number of mice: NC = 5, NP/BF = 6, from at least 3 different

experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05).

Supplementary Figure 4 | Representative images of EGFP + immune cell

recruitment to either S. aureus planktonic or biofilm bacteria. (A–D) Live confocal

imaging, using X10 objectives, in the ear pinna tissue of LysM-EGFP transgenic

mice following micro-injection of mCherry-SH1000 planktonic (A,B) or biofilm

(C,D) bacteria. Representative average projections of green (EGFP + innate

immune cells) and magenta (bacteria) fluorescence, acquired at 2.10 h pi (A),

3.30 h pi (B), 2.10 h pi (C), and 3.30 h pi (D), show immune cells recruited toward

the injection site. Asterisk: autofluorescent hair (also in magenta). Scale bar:

100 μm. (E–H) Live confocal imaging, using X40 objectives, in the ear pinna tissue

of LysM-EGFP transgenic mice following micro-injection of mCherry-SH1000

planktonic (E,F) or biofilm (G,H) bacteria. Maximum projections of green (innate

immune cells) and magenta (bacteria) fluorescence, acquired at 4.20 h pi (E),

3.25 h pi (F), 3.25 h pi (G), and 2.30 h pi (H) show immune cells in the injection

area. The yellow line indicates the ROI where cell perimeter was measured.

Asterisk: autofluorescent hair (also in magenta). Scale bar: 15 μm. One

representative experiment is shown for each group of mice from at least 9

independent experiments.

Supplementary Figure 5 | Flow cytometry gating strategy for myeloid cells

populations isolated from the ear tissue and dLN. Representative dot plots

showing the gating strategy to analyze myeloid cell populations in the skin and

dLN following inoculation. Representative dot plots and percentages of cells gated

are shown from planktonic infected WT C57BL/6J mice at 24 h pi.

Supplementary Figure 6 | Immune cell counts and percentage of bacteria

associated immune cells. (A,B) Total number of live cells recruited to ear pinna

tissue (A) and dLNs (B) of control and planktonic or biofilm infected mice from 2 h

pi to day 2 pi (median ± IQR, number of mice: NC = 12–15, NP = 9–12,

NBF = 9–15, from at least 3 different experiments, Mann-Whitney two-tailed test,
∗p < 0.05). (C,D) GFP median fluorescence intensity of PMNs (C) and MOs/M�s

(D) associated to GFP-SH1000 in the ear pinna tissues of control and planktonic

or biofilm infected mice from 2 to 48 h pi (median ± IQR, number of mice:

NC = 12–15, NP = 9–12, NBF = 9–15, from at least 3 different experiments,

Mann-Whitney one-tailed test, ∗p < 0.05). (E,F) Percentage of bacteria

associated PMNs (E) and MOs/M�s (F) in ear pinna tissue of control and

planktonic or biofilm infected mice from 2 h pi to day 2 pi (median ± IQR, number

of mice: NC = 12–15, NP = 9–12, NBF = 9–15, from at least 3 different

experiments, Mann-Whitney two-tailed test, ∗p < 0.05).

Supplementary Figure 7 | Phagocytosis of S. aureus planktonic or biofilm

bacteria by CD11b+ myeloid cells in the ear pinna tissue. (A,B) Transmitted light

images of CD11b+ cells, following isolation from ear pinna tissue onto glass slides

and MGG staining, show PMNs (A,B) and MOs/M�s (B) harboring intracellular

bacteria (black arrowheads). Representative images are shown from planktonic

infected WT C57BL/6J mice at 24 h pi (A) and 48 h pi (B). (C) Percentage of

MOs/M�s containing intracellular bacteria assessed at 24 and 48 h pi

(mean ± SEM, number of cells: NP = 223–238, NBF = 232–338, from at least 3

different experiments, Mann-Whitney one-tailed test, ∗p < 0.05). (D) Percentage

of MOs/M�s containing 0, 1–2, 3–4, or 5 or more intracellular bacteria assessed

at 24 and 48 h pi (mean ± SEM, number of cells: NP = 223–238, NBF = 232–338,

from at least 3 different experiments, Mann-Whitney one-tailed test, ∗p < 0.05).
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(E) Quantification of intracellular bacteria, expressed in CFUs/106 cells, in

CD11b + cells isolated from ear pinna tissue of planktonic or biofilm infected

mice, at 24 and 48 h pi (median ± IQR, number of mice: NP = 5, NBF = 3–4, from

at least 3 different experiments, Mann-Whitney one-tailed test, ∗p < 0.05).

Supplementary Movie 1 | EGFP + innate immune cells are recruited toward a

planktonic injection site. In vivo confocal time-lapse imaging of immune cell

migration in LysM-EGFP transgenic mice ear tissue injected with planktonic

bacteria from 2.50 to 3.10 hpi. Average projections of time-lapse images.

Z-stacks collected 72.98 s apart. Scale bar: 100 μm.

Supplementary Movie 2 | EGFP + innate immune cells are recruited toward a

biofilm injection site. In vivo confocal time-lapse imaging of immune cell migration

in LysM-EGFP transgenic mice ear tissue injected with planktonic bacteria from

2.55 to 3.25 hpi. Average projections of time-lapse images. Z-stacks collected

106.55 s apart. Scale bar: 100 μm.
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V. Revue bibliographique : analyse in vivo des interactions entre les

cellules dendritiques de la peau et Staphylococcus aureus
Travail soumis pour publication : Towards a better understanding of Staphylococcus aureus 

skin infections - The interactions with dendritic cells 

Bien que les DC ne soient pas considérées comme les effecteurs principaux de la réponse 

immunitaire innée dirigée contre S. aureus, elles y participent et jouent un rôle clé dans la 

transition entre cette réponse et la réponse immunitaire adaptative. Par ailleurs, la peau renferme 

plusieurs sous-populations de DC résidentes ou recrutées lors de l’infection, avec notamment 

les LC, les dDC, les pDC et les DC inflammatoires qui participent toutes à la présentation 

antigénique et donc à l’activation lymphocytaire de façon plus ou moins importante. La 

prévalence des infections récurrentes à S. aureus suggère que la réponse adaptative de l’hôte 

n'est pas complètement efficace dans l’élimination de la bactérie, ou que la mise en place de 

cette réponse adaptative est modulée par S. aureus elle-même (Karauzum and Datta, 2017; 

Darisipudi et al., 2018).  

Une revue de la littérature traitant des différentes populations de DC présentes dans la 

peau, des interactions entre ces populations cellulaires et S. aureus, ainsi que des mécanismes 

d’échappement utilisés par la bactérie en présence de celles-ci a été réalisée. Les différents 

modèles d’étude analysant ces interactions in vivo, dans la peau, ont été recensés. Les 

principales conclusions issues des expériences réalisées aussi bien in vitro qu’in vivo ont révélé 

un manque de données expérimentales sur les interactions entre les DC et le biofilm de S. 

aureus. Ce domaine est en effet encore très peu exploré à ce jour, et les mécanismes par lesquels 

le biofilm de S. aureus peut moduler la mise en place de la réponse immunitaire adaptative sont 

encore peu documentés.
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Abstract 20 

Staphylococcus aureus (S. aureus) is the leading cause of skin and soft tissue infections in 21 
humans. Additionally, local infections further lead to dissemination and colonization of 22 
secondary infections sites including the lungs, heart valves and even medical prostheses. It is 23 
well known that this bacterial species is capable of altering host immune responses and that 24 
long-term protection against S. aureus is not completely effective. Antigen presenting cells 25 
represent key players in the implementation of these responses. Among these, dendritic cells 26 
(DCs) represent a wide variety of cell subsets that are heterogeneously distributed throughout 27 
the skin. As sentinels of the epithelial barrier, they are often the first cells in contact with 28 
pathogens and play a crucial role in the activation of specific T cell responses. In its planktonic 29 
form, the interactions between S. aureus and various DC cell subsets have been extensively 30 
studied in in vitro and ex vivo models. However, the tendency of bacteria to transition towards 31 
the biofilm lifestyle in the host suggest a necessity to study these interactions under in vivo 32 
conditions. Of note, mouse skin infection models provide a cheap and easy support to study 33 
the longitudinal responses of DCs through the use of fluorescence and intravital imaging. The 34 
development of models capable of comparing S. aureus planktonic and biofilm in vivo DC 35 
responses could prove essential in explaining the chronic nature of biofilms or the absence of 36 
an effective protective response. In this review, we highlight the different DC subsets found in 37 
the skin and their roles during S. aureus skin infections. We also address how this bacterium 38 
is capable of subverting these functions and review the known literature of existing mouse 39 
skin infection models that have and could potentially aid in the study of S. aureus planktonic 40 
or biofilm immune responses. 41 

Keywords : dendritic cells, Staphylococcus aureus, skin,  immunity, biofilm, in vivo models 42 
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Introduction  44 

In healthy individuals, Staphylococcus aureus (S. aureus) can be found commensally in 45 
sebaceous sites in the skin microbiome [1]. Dysbiosis in the skin flora, abnormal skin barrier 46 
functions and immune abnormalities, such as in patients suffering from immunodeficiency or 47 
immunosuppressive treatments, predispose to the development of staphylococcal skin 48 
infections [2–4]. Indeed, these cocci are often isolated from patients suffering from chronic 49 
inflammatory skin diseases such as atopic dermatitis (AD) and recurring furunculosis, diseases 50 
that can be further exacerbated by the presence of S. aureus biofilms [3,4]. However, little is 51 
known about how this bacterial lifestyle interacts with the immune system in favor of 52 
chronicity  [1,5]. 53 

The skin represents a specialized niche of immunity, as keratinocytes and Langerhans 54 
cells (LC) also participate in immune responses by the recognition of pathogen associated 55 
molecular patterns (PAMP), the antigen presentation and the secretion of antimicrobial 56 
peptides and cytokines [3,4]. The latter participate in the recruitment of professional 57 
phagocytes such as monocytes (MO), macrophages (MΦ) and polymorphonuclear neutrophils 58 
(PMN). These effector cells are implicated in the clearance of bacterial infections via 59 
phagocytosis and the formation of neutrophil or macrophage extracellular traps [6–8]. In 60 
addition, dendritic cells (DC) play the role of antigen presenting cells (APC) where they induce 61 
adaptive immune responses, that can be recalled in subsequent infections [9].  62 

The adaptive cellular responses to S. aureus skin infections have mainly implicated T 63 
helper (Th)17 cells. Via the secretion of interleukin (IL)-17A and IL-17F, these cells enhance 64 
the barrier function and antimicrobial properties of epithelial cells, while also increasing 65 
recruitment of PMNs [9]. In a murine immunization model, Th1/Th17 populations were 66 
upregulated in skin lesions of immunized mice, accompanied by an increase in PMN 67 
recruitment, resulting in a decrease of skin lesion area and bacterial burden in comparison to 68 
naïve mice [10]. Supporting this concept, IL-17A from γδ T cells has also been described in the 69 
control of S. aureus cutaneous infections [11,12]. Similarly, in patients with Hyper IgE 70 
Syndrome or HIV, characterized by impaired Th17 formation, an increased susceptibility to S. 71 
aureus skin infections is observed. However, the beneficial actions of these cells are not 72 
observed in the case of AD patients colonized by AD specific S. aureus strains where a Th2 73 
immune environment is induced in lesional skin [3]. Outside of AD, a protective role of Th2 74 
responses have been demonstrated in animal models [9,13].  75 

Clearly, the mechanisms regulating T cell activation in the context of S. aureus skin 76 
infections remains unclear. Further, the presence of biofilms adds a second level of complexity 77 
to the subject. Although the impact of S. aureus biofilms in relation to skin infections is not 78 
well documented, the chronic nature of both entities suggests an impaired adaptive immune 79 
response incapable of mediating bacterial clearance. At the center of T cell coordination, DCs 80 
play a critical role as APCs that could potentially contribute to these ineffective responses.  81 
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In this review, we discuss the different DC populations in the skin and their responses 82 
towards S. aureus in a cutaneous setting. We address the mechanisms employed by S. aureus 83 
to counter DC functions and lastly, we review the known literature on the specific interactions 84 
between biofilms and DCs in the skin. 85 

Dendritic cells subsets in the skin 86 

Skin is composed of two anatomical distinct layers: the epidermis and the dermis. The 87 
outer epidermis is a highly stratified-epithelium mainly composed of keratinocytes, and 88 
separated from the underlying dermis by the basement membrane. The dermis is made of 89 
various stromal cells that include fibroblasts, and houses blood and lymph vessels, sweat 90 
glands and hair follicles. Skin DCs are divided into LCs in the epidermis, and dermal DCs (dDCs) 91 
in the dermis that are closely related to conventional or classical DCs (cDCs) subsets present 92 
in lymphoid tissues. They represent heterogeneous populations of highly specialized 93 
phagocytic cells. As professional APCs, their main function is to transport cutaneous antigens 94 
to skin draining lymph nodes (dLN) and to present them to naïve CD4+ and CD8+ T cells to 95 
initiate adaptive immune responses. They also interact with skin resident and infiltrated cells 96 
at steady state or under inflammation to modulate both innate and adaptive immune 97 
responses.  98 

Dendritic cells at steady state 99 

At steady state, the only resident APCs in the epidermis are LCs, which represent 3-5% 100 
of epidermal cells, with approximately 700 LCs/mm2 [14]. They are related to MΦs and have 101 
unique properties. Indeed, they self-renew in the epidermis and originate, in mouse, from yolk 102 
sac- or fetal liver-derived hematopoietic precursors rather than bone marrow Hematopoietic 103 
Stem Cells [15]. Compared with dermal cDCs, LCs express lower major histocompatibility 104 
complex class II (MHC-II) levels, intermediate CD11c levels and very high levels of the C-type 105 
lectin Langerin (CD207) [16,17]. In humans, LCs are further subdivided into LC1 and LC2 106 
subsets that differ in abundance and also transcription profile [18]. As sentinel cells, they 107 
continuously sense the external environment and maintain tolerance to skin commensals by 108 
establishing connections with the surrounding epithelium via protruding dendrites [19,20]. 109 
When skin inflammation occurs, they take up antigen and transport it to the dLN to initiate T 110 
cell responses. Their migratory capacity to lymph nodes T cell zone is similar to that of cDCs 111 
[20,21]. 112 

Dermal DCs originate from blood-borne precursors known as pre-cDCs. In the skin, 3 113 
distinct subsets of migratory dDCs are found: XCR1+ dDCs (or cDC1), CD11b+ dDCs (or cDC2) 114 
and double negative dDCs (For reviews see Malissen, 2014; Kashem, 2017; Collin, 2018). 115 
CD11b- XCR1+ dDCs represent a minor population of DCs in human and mice that express high 116 
levels of CD207. They include CD103+ and CD103- cells. They are able to quickly migrate to the 117 
deep T cell area of the LN. CD11b+ dDCs are the most abundant sub-population of DCs in the 118 
dermis at steady state. They express the CD11b and CD1c markers respectively in mice and in 119 
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humans, and other numerous markers both in human and mice as CX3CR1+, SIRP �+, CCR2+ 120 
and CD11c+. Classically, the presence of CD14 is used to distinguish monocytes and 121 
macrophages from cDCs, although a novel CD1c+ CD14+ DC subset that remain phenotypically 122 
distinct from monocytes, has been identified in the human dermis [22]. After migration, dDCs 123 
are directed into the peripheral paracortex of the LN. Double negative dDCs represent a small 124 
population of dDCs exclusively present in the mouse dermis. Their phenotype is XCR1 - CD207 125 
- CD11b lo [15,21,23].  126 

Finally, LY6Chi monocytes migrate from the blood circulation in a CC-chemokine 127 
receptor 2 (CCR2)-dependent manner to generate dermal monocyte-derived DCs (mo-DCs) 128 
that are detected in the skin at steady state. Their transcriptional program is similar to that of 129 
CD11b+ dDCs, but their capacity to migrate and activate CD4+ and CD8+ T lymphocytes is lower.  130 

Dendritic cells during inflammation 131 

Inflammatory DCs appear transiently when inflammation occurs. Contrary to LCs and 132 
dDCs which are present at steady state and enriched in inflammatory conditions, 133 
inflammatory DCs disappear when skin returns to a steady state, once infection is cured. They 134 
represent a highly heterogeneous populations of MHC-II+ CD11c+ cells, with no unique surface 135 
markers. Their origin is currently not well established, with a predominant hypothesis as MO-136 
derived cells (For reviews see Kashem, 2017; Collin, 2018) [15,21]. During skin inflammation, 137 
they are recruited in a CCR2-dependent manner, and play a major role at the site of 138 
inflammation [24]. 139 

Plasmacytoid DCs (pDCs) are interferon alpha (IFN��-producing population of cells, 140 
with a similar origin as cDCs. They are detected in the blood circulation and in lymphoid tissues 141 
at steady state [15]. In humans, pDCs located in tonsillar crypts and oro-nasopharyngeal 142 
epithelium can be exposed to extracellular bacteria such as S. aureus [25]. During 143 
inflammation, they are also present in the skin, playing distinct roles in inflammatory skin 144 
diseases [15,26]. In mice, they express membrane markers shared with members of the B cell 145 
family, including B220 and Ly6C. In humans, pDCs are CD11clo, CD11b-, MHC-IIlow, CD123/IL-146 
3R+, CD303 (BDCA-2)+ and CD304 (BDCA-4)+ [7,15]. When activated, they secrete high 147 

concentrations of IFN�, tumor necrosis factor alpha (TNF�� and IL-6 and upregulate the CD86 148 
membrane marker [25,27]. Additionally, Chen et al. (2020) have identified a transient pDC-like 149 
subset, that infiltrate human skin wounds, expressing CD11c+, HLA-DR+, CD123+ and CD1a+ 150 
[28].  151 

DC activation after S. aureus recognition in the skin  152 

In the skin, cutaneous DCs can recognize S. aureus antigens through their toll like 153 
receptors (TLR). The most documented pattern recognition receptor (PRR) in this regard is 154 
TLR2, found on the plasma membrane, which can sense a diverse range of PAMPs, namely 155 
bacterial peptidoglycan (PGN), acetylated lipoproteins and lipoteichoic acid, the latter 156 
involving heterodimerization with TLR6 along with CD36 [29,30]. CD207 and macrophage 157 
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galactose-type lectin (CD301) expressed in LCs and dDCs respectively have also been shown 158 
to interact with specific carbohydrate motifs located on S. aureus wall teichoic acids (WTA) 159 
[31,32]. The intracellular TLRs 8 and 9 recognize ssDNA and dsDNA respectively, but have not 160 
been described in human LCs [33].  161 

The binding of PRRs to their PAMPs leads to the internalization of bacteria by 162 
phagocytosis, inducing DC maturation, characterized by the expression of MHC and 163 
costimulatory molecules, and their migration towards skin dLNs, where they present antigens 164 
to naïve T cells. The latter has also been shown to occur directly in the skin, following infection, 165 
where DC-T cell clusters were observed at the perivascular area in the dermis of various animal 166 
models [15,34]. Recently, the expression of activity-regulated cytoskeleton associated 167 
protein/activity-regulated gene 3.1 (Arc/Arg3.1) in a proportion of mice DCs and LCs was 168 
shown to enhance migratory capacity and CD4+ and CD8+ T cell activation in dLNs [35]. The 169 
differentiation of naïve T cells into the different effector T cell populations is influenced by the 170 
secretion of cytokines in addition to T cell receptor and co-stimulatory molecules activation. 171 
Indeed, activation of a particular PRR influences the downstream secretion of cytokines and 172 
chemokines, thus influencing the fate of the inflammatory environment [30]. Mouse LCs 173 
expressing human langerin secreted CXCL1 (KC), IL-6 and IL-17 in response to WTA β-GlcNAc 174 
while PGN, an agonist of TLR2, induced the secretion of IL-6, IL-10 and IL-8 but not IL-12 or IL-175 
1β in LCs isolated from human skin [32,33]. Thus, LCs have been implicated in the 176 
differentiation of Th17 cells and also the accumulation of IL-17 producing γδ T cells in the skin 177 
[36,37]. In contrast, cDC1s have been shown to drive Th1 polarization via the cytokine IL-12 178 
[15,34]. Activated EpCAM+CD59+Ly-6D+ cDC1s also mediated PMN recruitment through the 179 
secretion of vascular endothelial growth factor α following intradermal challenge with S. 180 
aureus [38].  181 

How Staphylococcus aureus planktonic bacteria manipulate the Dendritic cells  182 

S. aureus has developed numerous strategies to avoid host immune attacks and 183 
modulate the establishment of adaptive immune responses (For a review, see Darisipudi et al, 184 
2018 ; Wu et al, 2014) [7,25]. First, the bacteria produce numerous bicomponent pore-forming 185 
leukocidins as LukAB and LukED that target the CD11b and CCR5 receptors respectively, and 186 
lyse PMNs, MOs and MΦs, but also DCs, even after efficient phagocytosis [39–43].  187 

Inside phagocytes, the bacteria are also able to survive and multiply. Several virulence 188 
factors are involved, as phenol-soluble modulin α (PSM α) peptides to counteract 189 
phagolysosomal acidification, the O-Acetyltransferase (OatA) to resist to lysozyme 190 
degradation and the Catalase (KatA), the Alkyl Hydroperoxide Reductase (AhpC) and the 191 
Staphylococcal Peroxidase Inhibitor (SPIN) to resist oxidative stress [44–47]. Even if DCs lack 192 
myeloperoxidase, the target of the SPIN protein, their functional capacity to prime T cells in 193 
the lymphoid tissues is impaired by the PMN-derived protein [7]. PSM peptides have 194 
additional effects on DC activity, as PSM3 produced by community-associated methicillin-195 

144





resistant S. aureus have the capacity to induce tolerogenic DCs upon TLR2 ligand stimulation 196 
of regulatory T cells via the activation of the p38-CREB pathway [48,49]. 197 

The bacteria cell wall is another key component of DC attenuated functional 198 
properties. In the skin, WTA producing S. aureus strains induce LC activation and maturation 199 
[50]. The lipoteichoic acid thereafter downregulates DC activation and antigen presenting 200 
activity via a TLR2 dependent signal pathway [51].   201 

Another immune evasion strategy developed by S. aureus bacteria is DC modulation of 202 
cytokine production, by secreting several virulence factors as Esx factors, PSMs or alpha-toxin. 203 
In vitro, the two Esx proteins, EsxA and EsxB secreted by the type VII-like secretion system, 204 
reduce the production of Th1/Th17 pro-inflammatory cytokines by infected DCs [52]. PSMs 205 
are other key modulators of DC cytokines production [48,49,53]. In particular, they inhibit the 206 
production of IL-32, IL-6 and IL-8 by epithelial cells, and IL-32 is involved in DC maturation [53]. 207 
In AD, toxins as the alpha-toxin first contribute to the induction of a Th1 like cytokine response 208 
[54]. Bacteria further skew the immune response toward Th2, with LCs producing high 209 
amounts of IL-2 and lower amounts of IFNγ, therefore contributing to bacterial persistence in 210 
the skin, and to chronicization of the inflammatory skin disorder [3,55,56]. 211 

Finally, S. aureus induces an overstimulation of the host immune system by producing 212 
numerous pyrogenic superantigens [57]. They do not affect any parameters of DC function 213 
but lead to an overstimulation of T cell lymphocytes [58]. 214 

Dendritic cells and Staphylococcus aureus chronic skin infections – in vivo infection models  215 

A contributing factor to the pathogenicity of S. aureus is its capacity to transition 216 
towards the biofilm lifestyle. The latter are mono- or poly-species species microbial aggregates 217 
embedded in an extracellular matrix that can be found attached to a variety of surfaces, 218 
conferring protection to environmental dangers [59]. In humans, S. aureus can attach to either 219 
host proteins such as collagen and fibronectin or to inert surfaces namely, implanted medical 220 
devices in order to form biofilms [60]. In non-inflammatory conditions, S. aureus of the human 221 
microbiota have been shown to form biofilms [5]. In pathological conditions, S. aureus have 222 
been linked to the severity of certain inflammatory skin diseases namely AD [1]. Moreover, S. 223 
aureus clinical isolates from AD patients have been shown to be strong producers of biofilms 224 
[61,62]. The capacity of biofilms to survive the treatment of antimicrobials such as antibiotics 225 
and host anti-microbial peptides, while also resisting host immune attacks makes them strong 226 
contributors to the chronic nature of skin diseases [63,64]. Thus, the study of the in vivo 227 
interactions between S. aureus biofilms and specific actors of the adaptive immune system is 228 
essential in the understanding of S. aureus chronic infections. Review of the current literature 229 
has shown a lack of in vivo information on how DCs respond to biofilms and how this differs 230 
to planktonic bacteria [7,65].  231 

 Animal models, namely rodents, provide the complex interactions between host cells 232 
that are absent in in vitro conditions, while allowing the study of a variety of infections in 233 
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different contexts, such as those present at the different depths of the skin, in wounds and 234 
also in the presence of implanted materiel [65–67]. Epicutaneous colonization models have 235 
demonstrated a beneficial effect of the oral administration of Lactococcus lactis on the 236 
maturation of pDCs in the skin dLN [68]. The langerin receptor can be used in inducible 237 
ablation models when expressed with the diphtheria toxin receptor (Langerin-diphtheria toxin 238 
receptor knock-in mice) to study the functional roles of LCs and cDC1s during inflammation 239 
[38]. To selectively deplete a subset of DCs, transcription factors specific to certain subsets 240 
can also be targeted, such as Batf3 in the case of cDC1s [38]. The development of humanized 241 
rodent models has led to the use of xenografts containing tissue resident LCs and T cells, while 242 
the use of transgenic mice constitutively expressing human langerin on LCs have shown an 243 
increase in inflammatory markers following the recognition of WTA [32,69]. Models where 244 
bacteria are introduced into the subcutaneous level of skin tissue have been essential in 245 
studying the effectors of innate immune memory. Indeed, after an initial subcutaneous 246 
inoculation of S. aureus in the flanks of mice, an increase in Langerin+ DC infiltration was 247 
observed in the abscess of mice during a subsequent infection compared to mice that never 248 
received the initial dose of bacteria [70,71]. Seeing as S. aureus preferentially transition 249 
towards the multicellular lifestyle when under harmful conditions in the host, it is likely that 250 
bacteria in colonized tissue contain a mixture of planktonic or biofilm bacteria or an 251 
intermediate between the two phenotypes. However, this parameter is rarely verified in in 252 
vivo models and thus, the specificity of the observed responses to either lifestyle is not clear. 253 

 In vivo biofilm infection models involve more invasive colonization of the skin tissue at 254 
the intradermal or the subcutaneous level of the skin. Biofilms are introduced either directly 255 
by inoculation into tissues [72–74] or by inserting abiotic supports, such as tissue cages, 256 
catheters or medical sutures, through incisions or pre-formed air pouches [75–77]. Abiotic 257 
supports are either sterile upon insertion and subsequently inoculated with bacteria to allow 258 
biofilm formation or are already pre-colonized by biofilms [78–80]. The common entry of S. 259 
aureus through wounds can be mimicked by mouse wound infection models which involve 260 
disruption of the skin barrier through skin incisions, external wounds or by scalding followed 261 
by bacterial inoculation [81–84]. However, the use of less invasive techniques has facilitated 262 
the monitoring of the evolution of infections; for example, using bioluminescent S. aureus 263 
strains to follow the bacterial charge at the infection site over time and to study their 264 
dispersion towards secondary sites in the same animal [77,81,82,85–87]. Intravital imaging of 265 
transgenic reporter mice, such as the LysM-EGFP or CX3CR1-EGFP mouse lines, allows insight 266 
into the interactions of immune cell populations, namely PMNs, MOs and DCs, with in vivo 267 
biofilms [74,88,89]. To visualize cDC populations specifically, CD11c-YFP reporter mice have 268 
been used in both bacterial and non-infectious models [90–92]. The application of 269 
multiphoton imaging in in vivo models has also improved our understanding of the 270 
interactions between DCs and T cells in the lymph node and could prove useful in highlighting 271 
differential adaptive immune responses between planktonic and biofilm S. aureus [93–96]. 272 

  273 
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Conclusion 274 

The use of mouse models to study the immune responses towards S. aureus skin infections 275 
remain advantageous as they are cheap, easy to set up and permit the use of non-invasive 276 
analysis techniques such as bioluminescence measures, lesion size evaluation and intravital 277 
imaging. These analyses are not always possible in other animal models or in other tissues and 278 
permits the continued observation of host-pathogen interactions in the same animal over 279 
time. Furthermore, the availability of a variety of transgenic mouse lines has made the study 280 
of specific conditions more accessible, such as obtaining DC specific KO of MyD88 expression 281 
in mice. The inherent differences between mice and human physiology however make it 282 
difficult to translate findings between species. Thus, it is important to identify the specificity 283 
of the observed in vivo responses by correlating data to the bacterial form being analyzed. The 284 
development of models that can compare immune responses between either planktonic or 285 
biofilm S. aureus in similar conditions is therefore essential to further advance our 286 
understanding of chronic infections in humans. 287 
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Figure 26 : Le mécanisme de l'édition du génome médiée par CRISPR/Cas9 chez les 
bactéries (Chen et al., 2017). Dans ce système, la nucléase Cas9 (bleue) forme un complexe 
avec un ARN guide (sgRNA). Le complexe est guidé vers un locus génomique précis par une 
séquence de 20 nucléotides modifiables appartenant au sgRNA. Après la liaison, la Cas9 clive 
le locus cible, générant une cassure d'ADN double brin dans le génome. Pour survivre, les 
cellules bactériennes doivent subir un processus de réparation par la recombinaison homologue 
avec l'utilisation d’ADN donneurs. Seules les bactéries dont les génomes sont réparés peuvent 
survivre après l’action de la nucléase. Ces éléments (Cas9, sgRNA et l’ADN donneur) sont 
codés sur un plasmide sensible à la température qui peut par conséquent être éliminé suite à la 
recombinaison homologue. 
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VI. Analyse in vitro des interactions entre les cellules dendritiques et 

Staphylococcus aureus sous forme planctonique ou biofilm 

1. Introduction 

Afin d’améliorer nos connaissances sur les interactions entre les DC et le biofilm de S. 

aureus, nous avons mis en place un protocole utilisant des BMDC. L’objectif de notre étude a 

été de comparer l’internalisation de S. aureus sous forme planctonique ou biofilm par les 

BMDC, ainsi que le profil de cytokines synthétisées par les BMDC infectées. En parallèle, nous 

avons commencé la caractérisation d’un mutant de S. aureus SH1000 délété pour le système 

agr. L’objectif ici est de comparer les réponses des BMDC à un biofilm du mutant agr à celles 

obtenues avec la souche sauvage SH1000.  

2. Matériels et méthodes 

2.1 Souches bactériennes et conditions de culture 

La souche mutante de S. aureus SH1000 délétée pour le système de régulation agr (�agr) 

a été construite comme décrit précédemment (Figure 26) (Chen et al., 2017), à partir de la 

souche laboratoire SH1000. Les deux souches sont stockées à -80 °C et sont mises en culture à 

partir d’un aliquot de bactéries congelées dans 5 mL de milieu de culture trypticase soja (TS). 

Les cultures sont placées à 37°C sous agitation pendant la nuit (culture « overnight »). 

2.2 Réalisation des courbes de croissance  

A partir des cultures « overnight », les souches WT et �agr ont été ensemencées à une 

densité optique égale à 0,01 à 600mn (DO600nm), dans un volume final de 25 mL de milieu de 

culture TS, et incubées à 37°C, sous agitation à 130rpm. La DO600nm a été mesuré pendant 7h 

toutes les 30 min, après un premier temps d’incubation d’une heure. Le taux de croissance (μ) 

a été calculé à partir de la phase exponentielle des courbes obtenues. 

2.3 Détermination du titre bactérien  

Afin de préparer une suspension bactérienne ayant la concentration souhaitée, le titre en 

Unités Formant Colonies (UFC)/mL/DO600nm des deux souches a été établie. Pour cela, la 

DO600nm des cultures « overnight » a été lue, puis des dilutions en série ont été effectuées et 

étalées sur milieu gélosé de Bouillon Lysogénie (LB). Après une incubation pendant la nuit à 

37 °C, le nombre d’UFC a été compté puis le rapport entre la concentration bactérienne 

(UFC/mL) et la DO600nm a été établie (UFC/mL/DO600nm). 
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2.4 Evaluation de la biomasse bactérienne par cristal violet 

La DO600nm des cultures « overnight » des souches WT et �agr a été déterminée puis 

ajustée à 1 ± 0,05. Ces suspensions ont ensuite été diluées au centième avant d’être distribuées 

en triplicat dans une plaque de culture cellulaire 24 puits à fond plat (1 mL/puits). La plaque a 

été incubée en chambre humide à 37 °C, sans agitation pendant 24h. Une fois la période 

d’incubation terminée, le surnageant a été éliminé par retournement et 3 lavages en tampon 

phosphate salin (PBS) ont été effectués. Un mL d’une solution filtrée (0,45 μm) de cristal violet 

0,1 % a été rajouté dans chaque puits pendant 10min à température ambiante. Le cristal violet 

a été éliminé par retournement et de nouveau, trois lavages ont été réalisés. Après élimination 

de l’excès d’eau et séchage pendant 1 h, 1 mL d’acide acétique 33 % a été rajouté dans chaque 

puits pour solubiliser le biofilm. La DO de chaque puits a été mesurée à 620nm, après 10 min 

d’incubation à température ambiante et homogénéisation à la pipette. 

2.5 Maturation des BMDC 

Les BMDC ont été isolées en mettant en culture des précurseurs de la moelle osseuse de 

fémurs et de tibias de souris, comme décrit précédemment (Lutz et al., 1999). Elles ont été 

obtenues après 10 jours de différenciation en boites de pétri. Brièvement, les fémurs et les tibias 

d’une souris C75BL/6 ont été prélevés puis nettoyés. La moelle osseuse a ensuite été récupérée 

puis filtrée sur un tamis cellulaire 100 ��[����
�\���
�centrifugation à 400 x g pendant 5 min 

à température ambiante, les globules rouges ont été lysés puis de nouveau centrifugés pendant 

5 min à 400 x g à température ambiante. Enfin, les cellules ont été reprises dans du RPMI 1640 

supplémenté avec 10 % de sérum de veau fœtal (SVF), et un mélange de pénicilline et de 

streptomycine (milieu complet), puis comptées et la concentration a été ajustée à 4x105 

cellules/mL. Cinq mL de cette préparation a été ajouté par boîte de pétri. En parallèle, le 

surnageant des cellules J558, contenant du GM-CSF, a été dilué à 40% dans du milieu complet. 

Cinq mL de cette préparation a été ajouté dans chaque boîte de pétri contenant des cellules (20 

% final), puis les boites ont été incubées à 37°C, 5% CO2 pendant 10 jours. L’apport de nouveau 

milieu de culture contenant du GM-CSF a été réalisée tous les 3 jours. Un jour avant leur récolte, 

le pourcentage de différenciation des BMDC a été vérifié par cytométrie en flux, après 

marquage des cellules par un anticorps spécifique du marqueur de surface CD11c (REA754, 

Miltenyi Biotec). 
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2.6 Infections des BMDC par S. aureus sous forme planctonique ou de biofilm 

2.6.1 Préparation de l’inoculum planctonique  

La souche sauvage S. aureus SH1000 a été utilisée pour l’ensemble des expérimentations 

réalisées in vitro. Après obtention d’une culture « overnight », la concentration bactérienne a 

été déduite par mesure de la DO600nm rapportée au titre bactérien préalablement établi à 3,62x108 

UFC/mL/UDO. Le volume de culture « overnight » nécessaire pour obtenir 109 UFC a été 

prélevé, puis centrifugé pendant 8 min à 6000 x g à température ambiante. Ensuite, le culot a 

été resuspendu dans 20 mL de milieu RPMI 1640 10% de SVF, soit 5x107 UFC/mL 

correspondant à la condition MOI5 (rapport cellule : bactérie égal à 1:5). Pour obtenir une MOI 

égale à 1, soit 107 UFC/mL, la solution préparée de MOI égale à 5 a été diluée 5 fois. La 

concentration bactérienne de ces suspensions a été ensuite vérifiée comme décrit 

précédemment. 

2.6.2 Préparation de l’inoculum « biofilm » 

La DO600nm de la culture « overnight » a été lue puis ajustée à DO600nm = 1 ± 0,05. Ces 

suspensions ont été diluées au centième avant d’être distribuées en plaque de culture cellulaire 

24 puits à fond plat (1 mL/puits), puis placées à 37°C sans agitation pendant 24 h. Une fois la 

période d’incubation terminée, la plaque a subi un rinçage à la vapeur pendant 40 min (Tasse 

et al., 2018). Par la suite, les biofilms adhérents au fond des puits ont été récupérés par grattage 

à l’aide d’une pipette, après ajout de 200 �L de RPMI 1640 10% SVF. Des mises au point 

antérieures réalisées au laboratoire ont permis d’ajuster la concentration de cette suspension 

bactérienne à 109 UFC/mL. La préparation des deux suspensions bactériennes de MOI 5 et 1 a 

été réalisée par dilution de cette suspension. Avant de procéder au dénombrement, l’inoculum 

a été mélangé au vortex pendant 30 s, placé dans un bain à ultrasons pendant 10min, et mélangé 

au vortex de nouveau pendant 30 s. La concentration bactérienne a ensuite été déterminée 

comme décrit précédemment. 

2.6.3 Mise en contact des bactéries avec les BMDC 

Après 10 jours de différenciation, les BMDC sont récoltées et distribuées dans une flasque 

de culture cellulaire. Suite à une centrifugation de 8min à 300 x g à température ambiante, les 

cellules sont resuspendues à une concentration de 1x107 cellules/mL dans du RPMI 1640 10% 

SVF. Dans un tube eppendorf, 500 �L de cultures de bactéries planctoniques ou en biofilm sont 

mélangées avec 500 �L de suspension cellulaire (MOI5 ou 1). Dans les tubes contrôle, du LPS 

purifié d’Escherichia coli (10 ng/mL final) ou du RPMI 1640-10% SVF est rajouté. Les tubes 

sont ensuite incubés pendant 1 h à 37 °C, 5 % CO2, et homogénéisés toutes les 15 min. Après 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 27 �	+�����$��������	!�	;�����	<���	!�	S. aureus SH1000. (A) Comparaison de la 
croissance de la souche WT et du mutant ��%�[� ��� ��600nm de la culture bactérienne 
planctonique est mesurée en fonction du temps durant une période de 7 h (moyenne ± écart-
type, n = 3). (B) Détermination du titre bactérien (UFC/mL/DO600nm���
�������"$
��{�
���%�[�
La concentration bactérienne d’une culture « overnight » est déterminée et reportée à la DO600nm 

préalablement mesurée (médiane ± IQR, n = 7). (C) Observation macroscopique des biofilms 
des souches �{�
���%���#������ h d’incubation à 37 °C en milieu TS et après coloration au 
"������	���
[����� 	���������
����_������
��
��_��&������
�������"$
��{�
���%�[������620nm 
des biofilms de 24 h est mesurée après coloration au cristal violet (médiane, n = 3). 
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le temps de contact, l’adhésion et l’invasion bactérienne sont analysés, ainsi que la production 

de cytokines dans les surnageants de culture des cellules.  

2.6.4 Invasion de S. aureus dans les BMDC 

Les cellules infectées sont lavées 2 fois dans 1 mL de PBS, et centrifugées pendant 8 min 

à 300 x g à température ambiante. Après le dernier lavage, les cellules sont reprises dans 1 mL 

de RPMI 1640 10 % SVF contenant 100�g/mL ou 50�g/mL de gentamicine, puis déposées en 

plaques 24 puits et incubées à 37 °C, CO2 5 %. Après 1 h de traitement à la gentamicine 100 

�g/mL, les cellules sont transférées dans un tube eppendorf, puis 2 lavages sont réalisés. Les 

cellules sont ensuite lysées et les lysats étalés sur milieu gélosé. Les bactéries sont dénombrées 

comme précédemment. Le même traitement est réalisé pour des cellules infectées et lavées, 

puis incubées pendant 24 h avec la gentamicine 50�g/mL. Après lyse des cellules, les bactéries 

intracellulaires sont dénombrées comme décrit précédemment.  

2.6.5 Production des cytokines par les BMDC infectées par S. aureus 

D’autres puits de culture contenant des cellules infectées et lavées reprises dans du RPMI 

1640 10% SVF avec 50 �g/mL de gentamicine ont été préparés en parallèle. Après 24 h, les 

cellules ont été homogénéisées et placées dans un tube eppendorf pour être ensuite centrifugées 

à 4 °C pendant 10 min à 10000 rpm. Le surnageant de culture a été aliquoté dans des tubes 

contenant des inhibiteurs de protéases et stocké à -80 °C. 

2.7 Détermination de la concentration en cytokines par ELISA  

La concentration en IL-6, IL-12, IL-10, {�}* 
�{|}+ a été déterminée par technique 

ELISA dans les surnageants de culture des cellules infectées, en suivant les recommandations 

des kits DuoSet ELISA (R&D Systems). 

3. Résultats 

3.1 Caractérisation du mutant �agr de Staphylococcus aureus SH1000 
Les courbes de croissance de la souche WT et du mutant �agr (Figure 27A) montrent que 

l’augmentation de la DO en fonction du temps est similaire pour les deux souches, et qu’elles 

atteignent la phase stationnaire après 6 h de culture. Ainsi, la délétion du système agr n’impacte 

pas la croissance de S. aureus[��
������
�"�������"
����"���
�#������\����#
�
��
����"���_
�

durant la phase exponentielle, est également comparable pour les deux souches ¢�� (SH1000 

�{��£����¤�
�� (SH1000 �agr) = 1,11. Afin de pouvoir utiliser la souche mutante pour les 

expériences d’infection, nous avons ensuite déterminé son titre bactérien exprimé en 



 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 28 : Evaluation de la capacité des BMDC à internaliser la souche WT de S. aureus 
SH1000 sous sa forme planctonique ou biofilm. Nombre d’UFC intracellulaires après 1h de 
contact et un traitement par la gentami"��
� \� ���� �%���� ��� ��� �%���, durant 1 ou 24 h 
respectivement, à MOI 1-2 ou 5- 8 (n = 2-3 pour chaque condition, avec un nombre de réplicats 
techniques = 1-3 pour chaque expérience). 
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UFC/mL/DO (Figure 27B). La souche �agr présente un titre égal à 7,11x108 ± 2,36 x108 

UFC/mL/DO, alors que celui de la souche sauvage est égal à 6,32x108 ± 2,59x108 

UFC/mL/DO. Des expériences supplémentaires de préparation d’inoculum à sont cependant 

nécessaires pour vérifier les résultats obtenus. A l’échelle macroscopique, la souche �agr est 

également capable de produire du biofilm (Figure 27C). Ce dernier est observable dans les puits, 

et présente un aspect morphologique comparable à celui de la souche sauvage. Enfin, nous 

avons quantifié la biomasse des biofilms produits après 24 h de culture en utilisant une 

coloration au cristal violet (Figure 27D). En cohérence avec les résultats précédents, le biofilm 

de la souche mutante possède une biomasse comparable à celle de la souche WT. Ainsi, la 

délétion du système agr ne semble pas impacter la croissance de la souche SH1000 sous forme 

planctonique ou biofilm.  

3.2 Comparaison de la capacité d’internalisation des cellules dendritiques de 

Staphylococcus aureus SH1000 sous forme planctonique ou biofilm 

Nous avons ensuite comparé la capacité des BMDC à phagocyter les deux formes 

bactériennes de Staphylococcus aureus SH1000 (Figure 28). Du fait d’une variation dans la 

préparation des inocula entre chaque expérience, nous considérons deux conditions 

expérimentales : MOI comprise entre 1 et 2, ou MOI comprise entre 5 et 8. Une variation dans 

le nombre de BMDC obtenues après 10 jours de différenciation a également induit une variation 

dans le nombre de réplicats pouvant être réalisés pour chaque expérience. Après 1 h de 

traitement à la gentamicine, nous constatons la présence de bactéries intracellulaires dans 

chaque condition testée, avec une tendance à une augmentation dans la condition MOI 5-8 par 

rapport à la condition MOI 1-2 pour les deux formes bactériennes. Cette augmentation est 

également observée avec la forme biofilm, en comparaison avec la forme planctonique aux 

deux MOI testées. Après 24 h, la quantité de bactéries intracellulaires semble être comparable 

avec celle du temps 1 h pour les deux formes bactériennes, mais une hétérogénéité plus 

importante est observée entre les expériences.  

3.3 Comparaison de la réponse cytokinique des cellules dendritiques après l’infection par 

la forme planctonique ou biofilm de Staphylococcus aureus SH1000 

En parallèle, nous avons étudié la réponse cytokinique des BMDC à la présence de S. 

aureus SH1000 WT sous sa forme planctonique ou biofilm. Des cytokines pro-inflammatoires 

({�}*��^L-6 et IL-12) et anti-inflammatoires (IL-10), ainsi que le {|}+�������������������
��

surnageants de culture des cellules infectées (Figure 29). En plus de la condition contrôle 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 29 : Dosage des cytokines produites par les BMDC après contact avec la souche 
WT de S. aureus SH1000 sous sa forme planctonique ou biofilm. Suite au contact des 
BMDC avec la forme planctonique ou biofilm de la souche WT de S. aureus SH1000 et un 
traitement par la gentamycine (50 μg/mL) pendant 24 h, l��#����"�����
��"�����
������{�}*��
(B) IL-6, (C) IL-��������{|}+�
�� ��^�-10 par est évaluée par la technique ELISA (médiane ± 
IQR, n = 2-3). 
  



161 
 

exempte de bactéries, cette réponse a également été comparée à celle induite par le LPS 

bactérien d’E. coli à la concentration de 10 ng/mL. Le LPS induit la production des deux 

"�����
�� {�}*� 
� ^�-6 (Figure 29A et B). En réponse aux bactéries, un profil de réponse 

cytokinique pro-inflammatoire similaire est observé pour les deux formes bactériennes. Une 

augmentation de la concentration en cytokines est observée dans les puits infectés par rapport 

aux puits contrôle, avec une augmentation plus importante observée dans la condition MOI 5-

8. En particulier, les bactéries induisent une production d’IL-6 plus importante que celle du 

{�}*[��
��
rnier est produit en quantité comparable suite à la stimulation des BMDC par le 

LPS ou l’infection par S. aureus à MOI 1-2. 

La cytokine anti-inflammatoire IL-10 est également produite par les BMDC en réponse à 

l’infection, mais en quantité moins ��#����
�
��"��#���������
��"��"
���������
�{�}*�
�

d’IL-6 (Figure 29D). En présence de bactéries planctoniques ou de biofilm dans la condition 

MOI 1-2, nous constatons une faible production d’IL-10, comparable à la condition LPS. A 

cette MOI, une tendance à une diminution est observée lorsque les cellules sont infectées par la 

forme biofilm, en comparaison avec la forme planctonique. Plus d’expériences sont nécessaires 

pour évaluer la significativité de ces résultats. De même que pour les cytokines pro-

inflammatoires, une augmentation de MOI induit une plus forte synthèse d’IL-10 en 

comparaison avec la MOI 1-2. 

L’IL-���
� �
�{|}+����� ����#
��#���
�������������"$����������}�%��
��¥��
� �[� ��

effet, nous observons une légère augmentation de la concentration en IL-12 dans les puits 

��&
"���#�����##�������#����"���¦�
��������`�
��
�{|}+�
����
"��
��`������"��#���_�
�

dans ces deux conditions. Cependant, les valeurs de DO lues pour chaque échantillon dans 

chaque condition sont inférieures au premier point de la gamme défini par les kits ELISA pour 

ces deux cytokines. Nous ne pouvons pas donc pas émettre de conclusion sur les différences 

observées pour ces deux cytokines. 

  





162 

 DISCUSSION ET PERSPECTIVES 

L’objectif de notre travail a été de comparer la réponse immunitaire innée précoce induite 

par la forme planctonique ou biofilm de S. aureus dans un modèle in vivo d’infection cutanée. 

En comparant ces réponses, nous avons voulu identifier un profil de réponse inflammatoire qui 

serait spécifique de la forme communautaire de S. aureus. Ce profil particulier nous permettrait 

alors de mieux comprendre les mécanismes d’immuno-échappement mis en place par la 

bactérie pour persister chez l’hôte et être à l’origine d’infections chroniques chez l’Homme. 

Plusieurs résultats importants émergent de ce travail : (i) en étudiant la dynamique de la réponse 

inflammatoire dirigée contre S. aureus dans le modèle du pavillon de l’oreille de la souris, un 

profil de réponse spécifique à la forme biofilm est mis en évidence (ii) la réponse inflammatoire 

induite par la forme biofilm est majoritairement médiée par des PNN qui présentent des 

cinétiques de recrutement et des propriétés fonctionnelles distinctes au cours de l’infection , 

(iii) une potentielle différence dans la capacité des DC à internaliser les deux formes

bactériennes est observée.

I. Etude de la réponse inflammatoire anti-biofilm par imagerie

intravitale dans le modèle d’infection du pavillon de l’oreille de

la souris 

La première partie de notre travail a consisté à utiliser le modèle du pavillon de l’oreille 

de la souris pour mettre au point un protocole d’analyse par imagerie intravitale de la dynamique 

de la réponse inflammatoire dirigée contre le biofilm de S. aureus. Ce modèle a été largement 

utilisé dans d’autres modèles infectieux, notamment lors des infections par Yersinia pestis, 

Streptococcus pyogenes, Toxoplasma gondii, Leishmania major et Plasmodium berghei 

(Chtanova et al., 2008; Peters et al., 2008; Mac-Daniel et al., 2014; Marino-Marmolejo et al., 

2016; Gonzalez, 2019). La réponse immunitaire innée induite par S. aureus a été étudiée chez 

les souris transgéniques LysM-EGFP qui possèdent des cellules phagocytaires fluorescentes 

������������[��
�� ������������� ��&
"�
��#��� ��� &���
�#���"���`�
����_��&�����
��
���

souches distinctes de S. aureus : la souche clinique LYO-S2 et la souche de laboratoire SH1000. 

La souche parentale NCTC8325 à l’origine de la souche SH1000 a été isolée en 1960 à partir 

d'un patient atteint de sepsis (Sassi et al., 2014). Un inoculum calibré de biofilm a été inoculé 

par voie intradermique, soit directement dans le tissu de l’oreille, soit sous forme adhérente à 
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la surface de microbilles. En ayant recours à des microbilles de silice, l’objectif a été de mimer 

les infections sur matériel biomédical chez l’Homme. Le recours à l’imagerie intravitale par 

microscopie confocale nous a permis de suivre en temps réel le recrutement cellulaire en 

analysant le signal fluorescent émis par les cellules EGFP+ recrutées au niveau de l’oreille en 

fonction du temps, et de quantifier ce recrutement dans le tissu cutané entier. Nous avons 

constaté, en présence ou non de microbilles, un afflux massif de cellules inflammatoires ainsi 

qu’une augmentation du signal EGFP entre le temps précoce (4–7 h post-infection) et le temps 

tardif (après 24 h) chez les souris infectées par les deux formes bactériennes, par rapport aux 

souris contrôle. Dans un modèle d’infection de plaie de souris par la forme planctonique 

bioluminescente de la souche S. aureus SH1000, la coloration histologique de la peau infectée 

par l'hématoxyline et l'éosine, associée à un marquage par un anticorps anti-Gr-1 (double 

marquage Ly6C et Ly6G chez les PNN et les MO/M�) a révélé la présence d’abcès 

inflammatoires contenant des cellules Gr-1 positives. Chez les souris transgéniques LysM-

EGFP infectées, un pic de fluorescence a été observé 24h après l’infection, et correspond au pic 

de recrutement des PNN et des MO/M�à ce temps de cinétique (Cho et al., 2011). Dans le 

modèle d’infection du pavillon de l’oreille, ce pic de recrutement serait également à 24 h pour 

la forme planctonique, selon des données partielles non publiées obtenues avec la souche LYO-

S2 aux temps 24 et 48h post-infection. Pour la forme biofilm, les premières données sont 

variables, sans différence significative obtenue entre les temps 24h et 48h, et nécessitent la 

réalisation d’expériences complémentaires.  

En utilisant le modèle du pavillon de l’oreille, nous avons pu observer pour la première 

fois la dynamique de la réponse inflammatoire anti-biofilm au site d’injection cutané. Après 

quelques heures d’infection, les phagocytes sont majoritairement présents en périphérie de la 

zone d’inoculation, en raison de leur difficulté à infiltrer le biofilm. Un petit nombre de cellules 

réussissent néanmoins à l’infiltrer, et quelques zones d’interactions bactéries-cellules sont 

détectées. Ce phénomène n’est pas observé avec la forme planctonique. Ainsi, ce modèle nous 

a permis de mettre en évidence une des premières différences dans la réponse inflammatoire 

induite par les deux formes bactériennes, avec l’illustration de la fonction de barrière physique 

jouée par le biofilm, comme décrite initialement par Costerton (Costerton et al., 1999). Cet effet 

barrière a déjà été illustré dans un modèle murin d’infection par un biofilm implanté sur cathéter 

sous-cutané. Dans ce modèle, le marquage des M� par immunofluorescence a montré que la 

majorité des cellules restaient éloignées du site d'infection, avec seulement quelques M� 

recrutés à la surface du biofilm (Thurlow et al., 2011). Cette effet barrière est dépendant de la 
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densité du biofilm. En effet, les biofilms de S. aureus USA300 LAC �agr marqués par l’iodure 

de propidium et le SYTO9 sont organisés en couches compactes de cellules vivantes, avec peu 

d’ADNe. A l’inverse, les biofilms des souches parentales se présentent sous la forme de micro-

colonies dispersées, intégrées dans de l’ADNe. A la différence de la souche parentale, les 

biofilms du mutant �agr sont difficilement infiltrés par les PNN ; les bactéries du biofilm 

résistent ainsi à la lyse par les PNN (He et al., 2019).  

Dans des systèmes dynamiques de fluide in vitro (système de flow cell) étudiant les 

biofilms, cet effet barrière semble être minimisé. En effet, les cellules mononuclées isolées du 

sang périphérique de donneurs (MO et lymphocytes) sont capables de pénétrer à l’intérieur d’un 

biofilm de 7 jours de la souche clinique S. aureus Seattle 1945 (biofilm considéré comme 

mature). Dans cette étude, la capacité de pénétration des leucocytes s’explique par la présence 

de forces de cisaillement exercées sur les biofilms. En effet, ce phénomène n’est pas observé 

chez un biofilm de 2 jours de la même souche bactérienne cultivée en mode statique. 

Néanmoins, la pénétration des leucocytes à l’intérieur du biofilm n’est pas suffisante pour 

induire la phagocytose des bactéries du biofilm car aucune bactérie intracellulaire n’est détectée 

(Leid et al., 2002). En condition dynamique, les forces de cisaillement s’exercent seulement 

lorsqu'une force tangentielle agit sur la surface du biofilm, et pourraient alors mener à la 

modification des fonctions des leucocytes ou de l’architecture du biofilm. Dans notre modèle 

d’étude, les forces de cisaillement ne s’appliquent pas, ou du moins, sont probablement minimes 

en comparaison des conditions expérimentales dynamiques décrites ci-dessus (système de flow 

cell). En effet, pour la majorité des expériences de caractérisation de la réponse inflammatoire 

réalisées, le biofilm a été inoculé directement dans le derme du tissu cutané de l’oreille, sans 

support abiotique qui aurait pu générer des mouvements fluidiques plus importants. Dans ce 

contexte, notre modèle d’inoculation se rapprocherait d’un modèle statique, et l’inhibition de 

la pénétration des phagocytes au sein du biofilm inoculé dans le tissu cutané de l’oreille peut 

s’observer. 

Par la suite, le modèle mis au point nous a permis d’analyser les propriétés de 

déplacement des cellules recrutées sur le site d’infection. Nous avons retenu deux paramètres 

d’analyse qui semblaient être les plus adaptés pour illustrer l’effet barrière du biofilm observé 

précédemment : la vitesse moyenne de déplacement et la linéarité de la trajectoire des cellules. 

Une diminution de la vitesse de déplacement signifie un mouvement ralenti des cellules 

présentes dans la zone d’injection, alors qu’une linéarité de trajectoire proche de zéro indique 

que les cellules possèdent un mouvement confiné ou restreint. Lorsque les cellules sont 
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analysées dans leur ensemble (cellules à proximité ou présentes dans la zone d’inoculation), 

une diminution de la vitesse et de la linéarité de trajectoire des phagocytes recrutés par la forme 

biofilm est observée au temps précoce, en comparaison des souris contrôles inoculées avec du 

PBS. Après 24 h, cette diminution est maintenue pour le paramètre de la vitesse, mais la linéarité 

des cellules est augmentée en comparaison des souris contrôles. Ainsi, en présence du biofilm, 

les paramètres de déplacement des cellules recrutées sont modifiés ; celles-ci diminuent leur 

vitesse et modifient leur trajectoire pour pouvoir interagir avec les bactéries du biofilm. Ces 

modifications sont également observées avec la forme planctonique pour les deux paramètres 

étudiés au temps précoce, mais les effets sont plus marqués avec la forme biofilm. Par la suite, 

nous avons étudié séparément le comportement des cellules à proximité du site d’injection et 

de celles se trouvant directement en contact avec les bactéries de l’inoculum (forme 

planctonique ou biofilm). Cette analyse nous a permis d’étudier plus en détail les paramètres 

de déplacement des cellules inflammatoires recrutées. Les deux paramètres sont diminués pour 

les cellules présentes dans la zone d’injection des biofilms aux deux temps analysés, en 

comparaison avec les cellules présentes à proximité. En comparaison avec la forme 

planctonique, la vitesse de ces deux populations de cellules est diminuée de façon plus 

important au temps précoce et au temps tardif en présence du biofilm, suggérant un mécanisme 

de modulation dépendant de la présence des biofilms, et aussi un effet à distance sur ce 

paramètre. Plusieurs explications sont possibles pour expliquer cette effet plus marqué avec la 

forme biofilm. Le déplacement des phagocytes peut être empêché par la présence dense des 

bactéries englobées dans la MEC. Certains composants immunomodulateurs du biofilm tels que 

les PSM présents dans la MEC et avec lesquels les cellules interagissent (effet par contact 

direct), ou des molécules sécrétées par le biofilm comme le CHIPS ou le SCIN (effet à distance) 

pourraient aussi agir sur les paramètres de déplacement des cellules recrutées par le biofilm.  

Une étude comparable a été réalisée dans le modèle du pavillon de l’oreille de souris 

transgéniques PGRP-S-DsRed possédant exclusivement des PNN fluorescents. Un inoculum 

de 103 UFC de S. aureus LAC 13C fluorescentes a été inoculé dans le derme après incision du 

pavillon de l’oreille. Un implant de silicone a ensuite été déposé au niveau de l’incision avant 

sa fermeture, pour mimer une infection à biofilm sur matériel médical invasif. L’analyse de la 

vitesse de déplacement, de la distance en ligne droite entre la première position de la cellule et 

la dernière (« displacement ») et de la linéarité de la trajectoire des cellules a été réalisé trois 

jours post-opératoire, en utilisant une approche de microscopie multi-photonique par imagerie 

intravitale. En utilisant ce modèle, une augmentation des trois paramètres mesurés a été 
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observée chez les souris infectées, en comparaison avec les souris contrôle (absence de bactéries 

mais présence de l’implant de silicone) (Gries et al., 2020). Dans cette étude, les propriétés de 

déplacement des PNN uniquement à proximité de l’inoculum, mais pas en contact direct avec 

les bactéries du biofilm, ont été étudiées. Il est donc difficile de comparer les résultats décrits 

avec ceux obtenus dans notre modèle d’étude. Aussi, une souche bactérienne différente a été 

utilisée, et des doses d’inoculum différentes ont été inoculées. Néanmoins, l’augmentation de 

la linéarité de la trajectoire des cellules observées au temps 24 h dans notre analyse est cohérent 

avec les résultats présentés dans cette étude. A l’inverse, la diminution de la vitesse des cellules 

recrutées observée dans notre modèle d’infection cutanée est contradictoire avec les résultats 

de cette étude et nécessiterait des expériences complémentaires. En particulier, l’identification 

d’effecteurs spécifiques exprimés par les biofilms des deux souches utilisées dans ces deux 

études, et agissant à distance, pourrait aussi contribuer à expliquer les différences observées.  

L’observation de la dynamique des cellules inflammatoires sur le microscope confocal 

spinning disk peut se faire dans une limite de profondeur tissulaire égale à environ ������[ Le 

recours à la microscopie multi-photonique présente certains avantages capables de pallier à 

cette limite technique. Contrairement à la microscopie confocale et à la microscopie par 

épifluorescence où la longueur d'onde d'excitation est plus courte que la longueur d'onde 

d'émission, cette technique se base sur le principe de l'absorption simultanée de deux ou 

plusieurs photons de grande longueur d'onde, produisant un seul photon d’émission de courte 

longueur d'onde. L’utilisation de lumières de longueur d'onde plus longues permet une plus 

grande pénétration des tissus (jusqu’à 1 mm), sans les effets dommageables des sources 

lumineuses de la microscopie confocale ou par épifluorescence (Denk et al., 1990). En plus du 

modèle in vivo d’infection par S. aureus développé par Gries et al. et décrit ci-dessus, la 

microscopie multi-photonique est largement utilisée pour étudier les interactions entre l’hôte et 

les micro-organismes dans d’autres modèles d’études in vivo. Par exemple, Abtin et al. ont 

utilisé l’imagerie intravitale multi-photonique pour mettre en évid
�"
� ��� ���
� �
�� ���

périvasculaires par la toxine Hla de la forme planctonique de la souche S. aureus 8325-4 dans 

le pavillon de l’oreille de souris (Abtin et al., 2014). Dans un modèle d’infection du pavillon de 

l’oreille de la souris par Leishmania major, la dynamique de déplacement des lymphocytes T 

CD4+ spécifiques de l’antigène LACK a été analysée une et deux semaines post-infection 

(Filipe-Santos et al., 2009).  

En identifiant différents aspects de la dynamique de la réponse inflammatoire spécifiques 

à la forme biofilm de S. aureus, cette première partie de notre travail nous a permis de valider 
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un modèle original d’infection du tissu cutané de l’oreille nous permettant d’étudier la réponse 

immunitaire anti-biofilm. En utilisant l’imagerie intravitale par microscopie confocale, nous 

avons pu identifier les premières signatures d’un phénotype « biofilm » de réponse immunitaire 

innée.   

II. Caractérisation de la réponse inflammatoire précoce dirigée contre 

la forme biofilm de Staphylococcus aureus chez la souris 

La mise en place d’une réponse inflammatoire dès l’entrée d’un agent pathogène 

représente la première réponse de défense mise en place chez l’hôte pour pouvoir éliminer ce 

micro-organisme. Notre étude s’est poursuivie par la caractérisation de la réponse 

inflammatoire précoce induite par le biofilm de S. aureus à l’échelle tissulaire, cellulaire et 

moléculaire. 

Lors de la mise en place de notre modèle d’étude utilisant le pavillon de l’oreille de la 

souris, nous avons voulu établir une corrélation entre le recrutement des cellules inflammatoires 

et l’évolution de la charge bactérienne dans le tissu cutané. Nous avons observé par imagerie 

intravitale un signal de fluorescence bactérienne qui semblait être moins intense avec la forme 

planctonique qu’avec la forme biofilm après 24 h d’infection. Cela nous laisse penser que les 

cellules phagocytaires exercent plus difficilement leur fonction de phagocytose en présence du 

biofilm et par conséquent de lyse bactérienne. La quantification de ce signal n’a pas pu été 

réalisée in vivo, à la différence du signal EGFP (cellules phagocytaires), en raison de la présence 

d’un fort signal d’autofluorescence émis par les poils à la surface du tissu cutané de l’oreille de 

la souris. Nous avons aussi été limités par l’apparition de zones de nécrose au site d’injection 

après 48h d’infection à la dose d’inoculum utilisée (1x107 UFC pour la LYO-S2 et 5x106 pour 

la SH1000). D’autres travaux ont eu recours à des souches bioluminescentes de S. aureus et à 

des systèmes d'imagerie optique in vivo pour suivre l’évolution d’une infection cutanée. Par 

exemple, un modèle de plaie de dos chez la souris LysM-EGFP a été utilisé pour inoculer une 

souche bioluminescente de S. aureus SH1000 afin de quantifier et de suivre de manière non-

invasive et en parallèle le recrutement des phagocytes au site d’infection et l’évolution de la 

charge bactérienne pendant une période de 14 jours chez un même animal (Anderson et al., 

2019). Le caractère non-invasif de ce système d’analyse est ainsi adapté à l’étude des infections 

chroniques; ces infections nécessitent en effet des analyses sur des périodes de temps 

prolongées, comme c’est le cas chez l’Homme lors des infections nosocomiales à S. aureus sur 

matériel biomédical implanté. Chauhan et al. ont proposé un modèle d’infection sur cathéter 
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chez le rat permettant un suivi de la colonisation des cathéters par les biofilms de différentes 

espèces bactériennes, dont S. aureus. L’utilisation de souches bioluminescentes a permis un 

suivi non-invasif de l’infection durant de longues périodes (détection d’un signal 

bioluminescent jusqu’à 60 jours après l’infection), ainsi que la mesure de l’efficacité de 

traitements d’antibiotiques (Chauhan et al., 2012, 2016).  

Dans notre modèle d’infection du pavillon de l’oreille, nous avons comparé l’évolution 

de la charge bactérienne dans le tissu cutané après inoculation des deux formes bactériennes, 

en utilisant une approche classique de quantification des UFC sur milieu gélosé après broyage 

des tissus infectés. Nous avons observé une évolution similaire de la charge bactérienne entre 

les deux formes bactériennes en fonction du temps, notamment aux temps précoces, ce qui est 

contradictoire avec le phénomène de phagocytose « frustrée » décrit pour les biofilms. 

L’absence de différence pourrait s’expliquer par une potentielle transition in vivo des bactéries 

planctoniques vers le mode de vie biofilm dans le tissu du pavillon de l'oreille. En effet, à 

l’échelle d’une bactérie unique, S. aureus peut détecter son environnement « contraint » après 

avoir été capturée dans un espace confiné comme le cytoplasme de la cellule ou le phagosome. 

A l’intérieur de ces compartiments, le peptide signal AIP produit par S. aureus ne peut pas 

diffuser et s’accumulerait rapidement dans cet espace limité. Cet événement déclencherait une 

auto-induction du système agr de la bactérie, à l’origine du déclenchement de certains 

mécanismes de virulence et de l’activation de certaines voies métaboliques favorables au 

maintien de la survie bactérienne (Carnes et al., 2010; Du et al., 2021). Ainsi, le système agr 

permet non seulement de détecter la densité bactérienne à l’échelle d’une population, mais est 

aussi un système senseur du confinement de la bactérie (diffusion sensing). Bien que 

l’expression des effecteurs du système agr par S. aureus ait été démontrée dans l’espace 

intracellulaire des cellules épithéliales et endothéliales (Shompole et al., 2003; Grønnemose et 

al., 2021), le confinement des bactéries au site d’injection, notamment à l’intérieur des cellules 

phagocytaires, ou dans un contexte de formation d’abcès cutanés pourrait favoriser la formation 

du biofilm. Des analyses supplémentaires seront nécessaires pour déterminer le phénotype 

(planctonique ou biofilm) des bactéries présentes dans le tissu cutané en fonction du temps, 

comme par exemple le marquage des composants du biofilm in vivo en utilisant des sondes 

fluorescentes spécifiques des composants de la MEC, ou encore la mise en évidence de 

l’augmentation de l’expression de gènes spécifiques de la forme biofilm par analyse 

transcriptomique (Resch et al., 2005; Sauvat et al., 2020). Des essais préliminaires ont été 

réalisés in vivo en marquant les fibres amyloïdes de la MEC dans le tissu cutané à l’aide de la 
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sonde fluorescente CDy11 (Kim et al., 2016). Aux temps 2 h et 48 h après l’inoculation de la 

souche S. aureus SH1000 GFP+ sous forme planctonique ou biofilm en présence de la sonde, 

un plus fort signal de colocalisation partielle est observé avec la forme biofilm en comparaison 

avec la forme planctonique. Des expériences supplémentaires devront être réalisées pour 

compléter ces premiers résultats. 

A l’échelle tissulaire, nous avons analysé la production de différentes cytokines et 

chimiokines dans le tissu cutané de l’oreille après inoculation des deux formes bactériennes. En 

particulier, la chimiokine CXCL1 a été détectée en quantité importante jusqu’à 72 h post-

infection. Cette chimiokine impliquée dans le recrutement des PNN au site d’infection 

microbienne est secrétée par plusieurs populations cellulaires résidentes de la peau tels que les 
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����(Olaru and Jensen, 2010; Abtin et al., 2014; van Dalen et al., 

2019). A l’inverse, la concentration d’IL-17 est faible dans le tissu cutané. .Or, la synthèse d’IL-

17 par différen
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et T CD4+) et les cellules NK est normalement à l’origine de la production de CXCL1 (Liu et 

al., 2018). Ce résultat signifie qu’il existe un autre activateur potentiel de la production de la 

chimiokine CXCL1 comme l’IL-�+[� ����� ��� �����
� �]��&
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streptocoques du groupe B, des souris déficientes en IL-�+�#���
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en CXCL1 et en CXCL2 associé à une diminution du recrutement des PNN dans la cavité 

péritonéale (Biondo et al., 2014). La concentration importante d’IL-�+� ����� �
� ����� "�����

contribuerait ainsi à la synthèse de CXCL1 par les cellules de la peau. La présence d’IL-10, 
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vers le phénotype M2, conduisant ainsi à une réponse anti-inflammatoire et pro-fibrotique en 

faveur de la persistance bactérienne et de la transition planctonique-biofilm. Dans notre modèle 

d’étude, nous n’avons cependant pas observé de différentes de concentrations en IL-10 pour les 

deux formes bactériennes. Dans le modèle d’infection à biofilm de S. aureus sur implant 

articulaire développé par Kielian et collaborateurs, les MDSC recrutés au niveau du tissu infecté 

sont capables de produire de l’IL-10 et sont détectés dès le troisième jour post-infection L’IL-

12 a été décrite comme capable de favoriser le recrutement des MDSC dans les modèles 

d’infection à biofilm de S. aureus décrits précédemment (Heim et al., 2015b) résultats 

contradictoires ont été décrits in vitro avec S. epidermidis. En effet, ����"�_������
����$�������

dérivés de MO avec la forme planctonique ou biofilm de S. epidermidis a permis de mettre en 

évidence une diminution de la production de l’IL-12p40, de l’IL-��#¤������{�}*�
��
��]^}�-

<� par les ��� ��&
"��� #ar la forme biofilm en comparaison à la forme planctonique 
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(Spiliopoulou et al., 2012). Ainsi d’autres cytokines pourront être dosées dans les broyats 

tissulaires des tissus d’oreille infectées par les deux formes bactériennes, et en particulier IL-

12. 

 Le recours à l'imagerie intravitale par microscopie confocale pour observer la 

dynamique de la réponse inflammatoire nous a permis de valider le phénotype « biofilm » 

précédemment observé avec la souche S. aureus LYO-S2. Ce phénotype est caractérisé par une 

accumulation de phagocytes EGFP+ à la périphérie du site d’injection, une pénétration limitée 

de ces cellules au sein du biofilm, et une modulation des paramètres de déplacement des cellules 

recrutées. L'observation des interactions bactéries-cellules à l'aide d'objectifs à plus fort 

grossissement nous a permis de mettre en évidence un autre aspect de la modulation de la 

réponse inflammatoire par la forme biofilm. La diminution du périmètre des phagocytes 

recrutés au site d’injection observée in vivo montre que ces cellules ont une capacité à émettre 

des pseudopodes altérée en présence du biofilm dans les premières heures suivant l'inoculation 

des bactéries. Ce mécanisme d’« immuno-échappement » semble être commun aux biofilms 

car les mêmes observations ont été réalisées in vitro chez des PNN mis en présence de biofilms 

de P. aeruginosa PAO1 (Jesaitis et al., 2003). Dans cette étude et dans la nôtre, la présence de 

PNN ayant une morphologie arrondie lorsqu’ils sont immobilisés à la surface du biofilm est 

caractéristique d’un état « non stimulé ». Parmi les facteurs de virulence sécrétés par S. aureus, 

la leukotoxine LukAB est capable d’interagir avec le récepteur CD11b, un des récepteurs 

membranaires responsable de l’activation des PNN et des MO/M�� (Latger-Cannard et al., 

2004). Bhattacharya et al. ont démontré in vitro une diminution du biovolume et du nombre 

d’UFC chez le biofilm de la souche S . aureus USA300 LAC délétée pour LukAB mise en 

contact avec des PNN humains, en comparaison avec la souche parentale (Bhattacharya et al., 

2020). La liaison de LukAB au récepteur CD11b pourrait donc être à l’origine de l’état 

« inactivé » des PNN observé dans le modèle du pavillon de l’oreille, et serait en faveur d’un 

état de « résistance » des biofilms à la phagocytose. 

Le phénotypage des cellules recrutées au site d’injection cutané nous a permis de mettre 

en évidence que le PNN est la cellule majoritairement recrutée au cours de la réponse 

inflammatoire induite par le biofilm de S. aureus au temps précoce. Nos résultats montrent que 

la majorité des cellules EGFP+ détectées au niveau des sites d'injection cutanés dès 2 h post-

infection sont des PNN. Aux temps 24 h et 48 h, les PNN représentent presque la totalité des 

cellules myéloïdes CD45+CD11b+ présentes dans le tissu de l’oreille. En nombre de cellules, 

les PNN sont recrutés de manière significative par la forme biofilm dès 2 h post-infection, en 
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comparaison avec les souris contrôles (PBS), alors qu’un recrutement significatif des PNN est 

observé avec la forme planctonique seulement à partir de 24 h post-infection. De plus, nous 

avons constaté que le nombre de PNN recrutés est moins important au temps 48 h chez les 

souris inoculées avec la forme biofilm en comparaison avec la forme planctonique, mettant 

ainsi en évidence une cinétique de recrutement des PNN spécifique à la forme biofilm. Cette 

�_�
�	������]
��#���	���
�#�����
�������[� ��
&&
�����%���������_�
���������
�������

significativement plus important chez les souris infectées par la forme biofilm par rapport aux 

souris infectées avec la forme planctonique au temps 2 h post-infection, le nombre de cellules 

recrutées chez les souris infectées reste comparable à celui des souris contrôles. Une 
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�	�e seulement après 48 h d’infection par les deux 

formes bactériennes en comparaison des souris contrôles, sans différence significative entre la 

forme planctonique ou biofilm.  

Plusieurs hypothèses peuvent être émises pour expliquer cette cinétique de recrutement 

des phagocytes spécifique à la forme biofilm. La présence des PSM, composants majeurs de la 

MEC, pourrait être à l’origine de ce recrutement précoce des PNN par le biofilm. A la 

concentration nano-molaire, ces derniers peuvent en effet jouer le rôle de chimiokines en 

interagissant avec le récepteur FPR2 présent à la surface des PNN (Clarke, 2010). Cet effet 

chimiotactique des PSM a été décrit dans un modèle in vitro utilisant des PNN humains déposés 

dans le compartiment supérieur d’un transwell équipé d’un filtre polycarbonate de 3 μm de 

diamètre. La migration des cellules vers le compartiment inférieur a été observé seulement en 

présence des PSM déposés dans ce deuxième compartiment (Kretschmer et al., 2010). Chez la 

souris, l’interaction des PSM avec des récepteurs FPR-like induit également un effet 
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niveau de la peau du dos de la souris induit un recrutement significatif de PNN par rapport aux 

souris contrôle. L’injection au préalable de l’antagoniste du récepteur Fpr-rs2, un paralogue du 

récepteur FPR2 humain, inhibe le recrutement des PNN observé dans la poche d’air 

(Kretschmer et al., 2010).  

La diminution du recrutement des PNN observée après 48 h pourrait être expliquée par 

deux mécanismes potentiels. Premièrement, une partie des PNN recrutés pourrait être lysée par 

les leukotoxines sécrétées par la bactérie et par des PSM du biofilm. En effet, à plus forte 

concentration (micro-molaire), les PSM exercent une activité lytique sur les PNN humains, de 

façon indépendante des récepteurs FPR (Wang et al., 2007). L’accumulation des PSM dans 

l’environnement inflammatoire au cours de l’infection pourrait donc être à l’origine decet effet 
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toxique pour les PNN. Les leukotoxines sont également capables d’induire la mort cellulaire 

par « NETosis » des PNN. Bhattacharya et al. ont décrit in vitro la mort cellulaire de PNN 

humains après leur mise en contact avec un surnageant de culture d’un  biofilm  de 24 h de S. 

aureus USA300 LAC, avec des dommages membranaires et une libération d'ADN, deux 

caractéristiques évocatrices de « NETosis ». Ce mécanisme de mort cellulaire n’a pas été 

observé avec le surnageant de culture de la bactérie sous sa forme planctonique. Il dépend de 

l’expression de la PVL et de l’Hlg par le biofilm. L’induction de « NETosis » par ces 

leukotoxines a ensuite été validé après marquage des protéines histones H3 citrullinées, de la 

MPO et de l’élastase, trois composants libérés lors de la « NETosis ». Deuxièmement, la 

diminution du recrutement des PNN observée avec la forme biofilm au temps 48h pourrait être 

reliée à la présence de MDSC qui inhiberaient précocement la réponse inflammatoire.  

Comme décrit précédemment, les MDSC représentent une population hétérogène de MO 

(CD11b+ Ly6GnegLy6Chigh) et de granulocytes (CD11b+Ly6G+Ly6C+) immatures qui sont de 

puissants inhibiteurs de l'activation des lymphocytes T. Ces cellules ont été initialement décrites 

en cancérologie comme favorisant un microenvironnement « immunosuppresseur » par la 

production de l'Arg-1, de l’iNOS et de ROS. En effet, le catabolisme de la L-arginine en L-

ornithine par l'Arg-1 épuise cet acide aminé non essentiel du microenvironnement tumoral. Il a 

été démontré que l’absence de L-arginine conduit à l’inhibition de la prolifération des 

lymphocytes (Rodriguez et al., 2002; Rodríguez and Ochoa, 2008). La production de NO et des 

ROS par l’iNOS et la  NADPH oxidase modulent également les propriétés des lymphocytes T 

par divers mécanismes impliquant l'inhibition de l'expression du CMHII et l'induction de 

l'apoptose des lymphocytes T (Rivoltini et al., 2002; Harari and Liao, 2004). Dans le contexte 

des infections à biofilm sur prothèse articulaire, l’expression de l'Arg-1, de l'iNOS et de l'IL-10 

par des MDSC purifiées a été détectée au niveau du tissu infecté entourant la prothèse, 14 jours 

après l’infection. De plus, l’incubation de ces cellules avec des lymphocytes T CD4+ inhibe la 

prolifération lymphocytaire (Heim et al., 2014). Dans ce même modèle, l’IL-12 a été décrite 

comme la cytokine essentielle au recrutement des MDSC de phénotype CD11b+Ly6G+Ly6C+ 

(G-MDSC) au niveau du tissu entourant la prothèse 7 jours post-infection. L’inhibition du 

recrutement de cette sous-population granulocytaire chez des souris IL-12 KO a conduit à une 

augmentation du recrutement de MO au site d’infection, et à une amélioration de la clairance 

bactérienne dans les tissus entourant la prothèse (Heim et al., 2015b). En utilisant le même 

modèle d’infection, cette équipe a démontré le recrutement des G-MDSC au niveau du tissu 

infecté dès 3 jours post-infection, et a mieux caractérisé le phénotype de ces cellules sur la base 
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de l’expression marqueur membranaire CD11b. En effet, les G-MDSC se différencient des PNN 

« classiques » par une forte expression de CD11b membranaire. Le phénotype de ces cellules 

devient donc CD11bhiLy6G+Ly6C+ (Heim et al., 2018). Dans notre étude, la diminution du 

recrutement des PNN observée 48 h après l’inoculation de la forme biofilm est associée à une 

augmentation de l’expression du marqueur membranaire CD11b, un marqueur d’activation des 

PNN. Ce résultat serait en faveur d’un recrutement potentiel de G-MDSC au niveau du tissu 

cutané de l’oreille dès les temps précoces d’infection. L’étude des propriétés fonctionnelles des 

PNN recrutés par la forme biofilm après 48 h a également révélé une augmentation de la 

production des ROS par ces cellules, ainsi qu’une augmentation de la capacité phagocytaire des 

PNN. Ces deux dernières propriétés n’ont pas encore été décrites chez les G-MDSC en réponse 

au biofilm de S. aureus. Par ailleurs, l’absence de différence dans la production de l’IL-10 entre 

les deux formes bactériennes n’est pas en faveur de l’hypothèse de la présence des G-MDSC 

dans le tissu cutané de l’oreille au temps 48h post-infection, spécifiquement après inoculation 

de la forme biofilm. D’autres analyses seront donc nécessaires pour aboutir à un phénotypage 

complet des sous-populations de PNN recrutées, comme par exemple le dosage de l’activité de 

l’iNOS et de l’Arg-1, ainsi que le dosage de l’IL-12 dans le tissu cutané de l’oreille. Ces 

analyses supplémentaires nous permettront d’identifier les différentes sous-populations de PNN 

recrutées spécifiquement après inoculation du biofilm, ainsi que leurs rôles respectifs. 

De façon globale, l’analyse des propriétés fonctionnelles des PNN recrutés dans notre 

modèle d’étude a permis de mettre en évidence deux états d’activation distincts après 

inoculation de la forme biofilm. Au temps précoce (dès 2 h post-infection), les PNN recrutés 

sur le site d’inoculation sont décrits comme étant « inactivés » et se caractérisent par : 

- l’absence d’augmentation de l’expression du marqueur membranaire CD11b en 

comparaison avec les PNN des souris contrôle 

- le maintien d’une morphologie ronde et d’un périmètre diminué après contact avec le 

biofilm, en association avec une diminution de leur  vitesse et de la linéarité de leur 

trajectoire  

- l’augmentation de leur  nombre en comparaison avec les souris contrôle 

A l’inverse, les PNN recrutés par la forme biofilm après 48 h sont décrits comme étant 

« suractivés » et se caractérisent par : 

- l’augmentation de l’expression du marqueur membranaire CD11b en comparaison 

avec les PNN des souris contrôle et des souris inoculées par la forme planctonique 
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- la production augmentée des ROS associée à une augmentation de la capacité de 

phagocytose   

- la diminution de leur nombre en comparaison  avec les souris inoculées avec la forme 

planctonique 

Ces différences observées précocement au cours de la mise en place de la réponse 

immunitaire innée dirigée contre la forme biofilm de S. aureus pourront avoir un impact sur la 

la réponse immunitaire adaptative qui en découlera. En particulier, il a été décrit in vitro que la 

co-culture de PNN activés par la N-f-Met-Leu-Phe, une molécule entrainant la dégranulation et 

la production de ROS chez ces cellules, et de lymphocytes humains induit un état d’hypo-

réactivité chez ces derniers, caractérisé par une diminution de la capacité à proliférer 

proportionnelle à la quantité de ROS produits par les PNN. De plus, cet état hypo-réactif est 

associé à une diminution de l’expression de la chaine ��©ª����{���
�\���
������������
�

l’afflux de Ca2+ suite à son activation. Cette effet a été inhibé par l’utilisation d’inhibiteurs de 

ROS comme la catalase, démontrant l’effet modulateur de ces molécules oxydatives sur 

certaines fonctions des lymphocytes (Cemerski et al., 2002). Un effet potentiel de l’état 

« suractivé » des PNN observé dans notre étude pourrait donc être une modulation de la mise 

en place de la réponse adaptative via une inhibition de l’activation des lymphocytes T dans les 

tissus lymphoïdes. Cette hypothèse serait en accord avec la fonction inhibitrice des G-MDSC 

sur les lymphocytes T décrite précédemment. 

III. Etude des interactions entre le biofilm de Staphylococcus aureus 

et les cellules dendritiques pour la mise en place de la réponse 

adaptative 

La nature de la réponse immunitaire adaptative induite par la forme biofilm va 

conditionner le devenir de l’infection, avec soit l’élimination de la bactérie ou soit sa persistance 

chez l’hôte. Dans un modèle in vivo d’infection de souris C57BL/6 par la souche clinique de S. 

aureus MRSA-M2 isolée d’ostéomyélite, l’insertion d’un implant pré-colonisé par la bactérie 

conduit à une infection chronique caractérisée par la formation d’un biofilm persistant jusqu’à 

49 jours post-infection dans le tissu osseux. L’ induction de réponses de type Th1/Th17 jusqu’à 

28 jours post-infection a été décrite, en association avec une inhibition de la réponse Th2/T reg 

durant cette période (Prabhakara et al., 2011a). A l’inverse, l’utilisation de ce même modèle 

chez des souris BALB/c a conduit à des résultats différents.  En effet, une majorité des souris 

BALB/c ont spontanément éliminé la bactérie, sans traitement supplémentaire. Chez ces souris, 
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un taux plus élevé de cytokines de type Th2 (IL-4 et IL-10) a été détecté dans le tissu osseux, 

en comparaison avec les souris C57BL/6, avec l’absence d’infiltration de l’implant par les PNN 

au temps 7 jours post-infection. Par ailleurs, cette étude a démontré la présence en plus grand 

nombre de lymphocytes T rég dans le dLN des souris BALB/c, en comparaison avec les souris 

C57BL/6 au même jour d’infection. L’inhibition de la réponse Th1 par un anticorps anti-IL-12 

a conduit à une diminution du pourcentage de souris infectées après 28 jours, en comparaison 

avec les souris non traitées (Prabhakara et al., 2011b). Ces études illustrent un effet délétère de 

la réponse Th1/Th17 dans les infection chroniques à S. aureus, et à l’inverse, un effet protecteur 

de la réponse Th2/T reg contre les biofilms de S. aureus. Ces résultats contradictoires en 

fonction du fonds génétique des souris utilisées pourraient être reliés à une réponse 

lymphocytaire T qualitativement et quantitativement différente au site d’infection, comme 

proposé par Kielian et collaborateurs (Heim et al., 2015b).  Globalement, il ressort que les 

biofilms peuvent potentiellement moduler la mise en place de la réponse adaptative in vivo. Ce 

domaine étant encore peu exploré, nous avons décidé de poursuivre notre étude par une analyse 

in vitro des interactions entre les cellules dendritiques et S. aureus sous sa forme planctonique 

ou biofilm. En effet, et comme décrit précédemment, ces cellules sont des cellules clés de 

l’immunité innée qui jouent un rôle essentiel dans l’initiation de la réponse immunitaire 

adaptative. 

 Nos premiers résultats montent une tendance à l’augmentation de l’internalisation de la 

souche S. aureus SH1000 sous forme biofilm par les BMDC après 1 h de contact, en 

comparaison avec la forme planctonique, ainsi qu’une survie intracellulaire qui tend à 

augmenter après 24 h avec la forme biofilm. Ces résultats sont en désaccord avec la notion de 

résistance des biofilms à la phagocytose par les cellules phagocytaires professionnelles.  

Cependant, cette tendance a été retrouvée dans d’autres études réalisées in vitro.  En particulier, 

Daw et al. ont décrit une augmentation du pourcentage de DC JAWS II infectées par la forme 

biofilm de E. faecalis FA2-2 (pESPF). Après 45 min de contact avec les deux formes 

bactériennes, un nombre plus important de bactéries intracellulaires a été visualisé par 

microscopie après infection par la forme biofilm, en comparaison avec la forme planctonique 

(Daw et al., 2012). Ces résultats peuvent être expliquée par le caractère dense en bactéries des 

biofilms, permettant aux DC d’internaliser des agrégats bactériens contrairement aux bactéries 

isolées de la forme planctonique. 

 Nos analyses ont également démontré la production par les BMDC de quantités 

comparables de TNF*, d’IL-6 et d’IL-10 suite au contact avec les deux formes bactériennes. 
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Une tendance à une diminution de la production d’IL-10 a été observée suite à l’infection par 

la forme biofilm, en comparaison avec la forme planctonique. Ces résultats peuvent en partie 

être corrélés avec les observations décrites in vivo par Prabhakara et al., expériences dans 

lesquelles la mise en place d’une réponse précoce de type Th1 induit des dommages tissulaires 

qui vont favoriser la transition vers la forme biofilm et la chronicisation de l’infection 

(Prabhakara et al., 2011b, 2011a). L’absence d’IL-12 dans le surnageant de culture des BMDC 

n’est cependant pas en faveur de cette hypothèse. Une réponse de type Th1/Th17 est par contre 

observée dans les dLN des souris infectées dans notre étude réalisée in vivo, avec la présence 

de l’IL-17 et de l’I}�<[��

����"�����"
�
��
��������������_
����in vitro et in vivo pourrait 

s’expliquer par la présence d’autres types cellulaires dans le dLN des souris, comme les 
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cytokines pro-inflammatoires et réalisent leur fonction de CPA en activant les lymphocytes T 

naïfs.  

Même si les différences de profils cytokiniques observées in vitro avec les deux formes 

bactériennes semblent minimes, les bactéries du biofilm pourraient moduler la maturation des 

BMDC ainsi que leurs propriétés fonctionnelles. Dans une étude comparant la maturation des 

DC JAWS II après contact avec des bactéries planctoniques ou des biofilms désagrégés d’E. 

faecalis FA2-2 (pESPF), aucune différence significative n’a été observée dans l’expression des 

marqueurs membranaires d’activation CD40, CD80 et CD86. Aucune donnée n’existe sur la 

maturation des BMDC en réponse à la forme biofilm de S. aureus. Des expériences 

complémentaires devront ainsi être réalisées pour analyser par cytométrie en flux l’expression 

des marqueurs CD40, CD86, CD80 et du marqueur de maturation CMHII. 

 Des expériences de présentation antigénique par les BMDC activées par la forme 

planctonique ou biofilm de S. aureus pourront également être réalisées pour étudier leurs 

propriétés de CPA et leurs capacités à activer des lymphocytes T naïfs in vitro. Ainsi, une 

modulation de la prolifération et de la production cytokinique par les lymphocytes T activés 

pourrait être mise en évidence en fonction de la forme bactérienne testée. Le recours à la 

microscopie multi-photonique a permis de visualiser les interactions dynamiques entre DC et 

lymphocytes T in vivo. Ces modèles ont permis de caractériser la présentation antigénique d’un 

point de vue spatio-temporelle (Hugues et al., 2004; Celli et al., 2007; Morin-Zorman et al., 

2019). Par exemple, l’observation dans le ganglion des souris des interactions entre des DC 

GFP+ présentant le peptide Dby et des lymphocytes T CD4+ marqués par le  

Seminaphtharhodafluor (SNARF) a permis de mettre en évidence des interactions stables d’au 
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moins 6 h entre ces deux types cellulaires,  conduisant par la suite à l’activation des lymphocytes 

T (Celli et al., 2007). A l’inverse, l’induction d’un état de tolérance chez la souris a été corrélée 

à une absence d’interaction de longue durée, caractérisé par un déplacement permanent des 

lymphocytes T dans le ganglion (Hugues et al., 2004). Ces modèles seraient utiles pour étudier 

la mise en place de la réponse immunitaire adaptative dirigée contre le biofilm de S. aureus, et 

pourraient alors contribuer à l’identification de nouveaux mécanismes d’« immuno-

échappement » induits par cette forme bactérienne, comme par exemple une modification de la 

dynamique des interactions entre les lymphocytes T et les DC dans le ganglion.  
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 CONCLUSION  
 

Ce travail nous a permis d’approfondir nos connaissances sur la réponse inflammatoire 

précoce induite par la forme biofilm de S. aureus dans un contexte d’infection cutanée. Nos 

résultats montrent que la réponse inflammatoire anti-biofilm est un processus dynamique et 

complexe qui fait intervenir plusieurs types cellulaires du système immunitaire inné de l’hôte. 

Dans les premières heures suivant l’infection, nos résultats décrivent un recrutement important 

de PNN sur le site de l’infection, avec une élimination partielle de l’inoculum (phagocytose 

inefficace). Au temps 24 h post-infection, ces PNN représentent la majorité des cellules 

recrutées par la forme biofilm. Après 48 h, le recrutement des PNN diminue, mais ces cellules 

présentent un état fonctionnel qualifié de « suractivé », conduisant à une meilleure capacité de 

phagocytose et à une augmentation de la production de ROS. De manière intéressante, la 

diminution du recrutement des PNN à 48 h post-infection coïncide avec un recrutement 

significatif des MO/M�� ����� �
� ����� "����[� �]������
� ��� #$����#
� 
� �
�� #��#������

fonctionnelles de ces cellules serait donc une piste intéressante dans la suite de la caractérisation 

de la réponse inflammatoire anti-biofilm. 

Une meilleure connaissance de ces premières étapes de la réponse immunitaire innée 

nous permettra de contribuer à la mise au point de stratégies thérapeutiques alternatives à 

l’antibiothérapie pour lutter contre les infections par le biofilm de S. aureus, comme les 

thérapies immunomodulatrices. L’administration de M�� #��������� 	
��� ��� #$����#
� #��-

inflammatoire (après un pré-traitement par l’IFN-<�
�����|���
�S. aureus) dans un modèle  

d’infection cutanée a par exemple été proposé comme stratégie thérapeutique adjuvante à 

l’antibiothérapie contre les infections à biofilm de S. aureus (Hanke et al., 2013). Plus 

récemment, l’utilisation de nanoparticules pour favoriser l'expression de gènes pro-

inflammatoires des MO a également été décrite in vivo (Yamada et al., 2020). L’efficacité de 

ces différentes thérapies contre les infections à biofilm a été démontrée dans des modèles in 

vivo d’infection sur support abiotique, et peuvent être adaptées à différents sites d’infections 

tissulaires chez la souris. L’objectif in fine sera d’adapter ces différentes stratégies 

thérapeutiques au traitement des infections à biofilm chez l’Homme.  
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