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Résumé 

Pendant l’infection virale, la régulation de l’expression des gènes est au cœur des 

interactions complexes entre l'hôte et le pathogène. Les virus exploitent la machinerie 

cellulaire de l'hôte pour assurer la synthèse de leurs protéines nécessaires pour la 

réplication et la propagation de l'infection. C'est notamment le cas lors de l'infection 

par le SARS-CoV-2, qui induit rapidement une inhibition globale de la traduction 

cellulaire grâce à l'action de facteurs viraux tels que la protéine Nsp1. Pour produire 

efficacement ses protéines, le virus doit alors mettre en place des stratégies pour 

contourner cette inhibition. Le génome du SARS-CoV-2 s'exprime à partir de 10 ARN, 

l'ARN génomique (ARNg) et 9 ARN sous-génomiques qui possèdent une région leader 

commune mais des régions 5'UTR uniques pour chacun des transcrits. Mon travail 

s'est concentré sur les éléments structuraux qui régulent la traduction des différents 

ARN du SARS-CoV-2. 

À travers un ensemble d’expériences in vitro (lysat de réticulocytes) et en cellules, 

nous avons découvert que l’efficacité de traduction variait significativement entre les 

différents ARN viraux. En particulier, l'ARN génomique, malgré sa structure complexe, 

se distingue par une efficacité de traduction particulièrement élevée. Nous avons aussi 

déterminé que la structure tige-boucle SL1, présente dans l’ensemble des transcrits 

viraux, était un déterminant majeur pour l'expression des ARN et qu'elle jouait 

également un rôle crucial pour contrer l'inhibition induite par la protéine virale Nsp1. 

Nous avons établi que l'initiation de la traduction se déroulait par un mécanisme 

dépendant de la coiffe et nécessitait le complexe eIF4F. Enfin notre étude a également 

permis de caractériser le rôle de deux courtes phases de lecture ouvertes (uORF) 

retrouvées dans certaines régions 5'UTR des ARN du SARS-CoV-2; ces uORF ont 

des impacts variables selon leur position. 

 

Mots-clés : SARS-CoV-2, contrôle traductionnel, régulation de l’expression des 

gènes, uORF, codon d’initiation non canonique 
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Abstract 

During viral infection, the regulation of gene expression is central to the complex 

interactions between the host and the pathogen. Viruses exploit the host's cellular 

machinery to ensure the synthesis of their proteins, which are necessary for replication 

and the spread of the infection. This is particularly the case with SARS-CoV-2 infection, 

which rapidly induces a global inhibition of cellular translation through the action of viral 

factors such as the Nsp1 protein. To efficiently produce its proteins, the virus must 

implement strategies to bypass this inhibition. The SARS-CoV-2 genome is expressed 

from 10 RNAs, the genomic RNA (gRNA) and 9 subgenomic RNAs that possess a 

common leader region but unique 5'UTR regions for each of the transcripts. My work 

focused on the structural elements that regulate the translation of the different SARS-

CoV-2 RNAs. 

Through a series of in vitro (reticulocyte lysate) and in-cell experiments, we discovered 

that the translation efficiency varied significantly among the different viral RNAs. In 

particular, the genomic RNA, despite its complex structure, distinguishes itself by its 

remarkably high translation efficiency. We also determined that the SL1 stem-loop 

structure, present in all viral transcripts, was a major determinant for RNA expression 

and also played a crucial role in countering the inhibition induced by the Nsp1 viral 

protein. We established that translation initiation occurred through a cap-dependent 

mechanism and required the eIF4F complex. Finally, our study also characterized the 

role of two short upstream open reading frames (uORF) found in certain 5'UTR regions 

of SARS-CoV-2 RNAs; these uORF have variable impacts depending on their position. 

Keywords : SARS-CoV-2, translation control, gene regulation, uORF, non-canonical 

initiation codon. 
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Introduction 

Chapitre 1– La traduction chez les eucaryotes 

1 Aperçu général 

La traduction est un processus extrêmement régulé qui permet le décodage de 

l'information génétique portée par les ARNm. Au cœur de ce mécanisme complexe se 

trouvent les ribosomes formant un assemblage ribonucléoprotéique responsable de la 

synthèse protéique. Les ribosomes opèrent en synergie avec une multitude de facteurs 

cellulaires, notamment les facteurs d'initiation (eIF, eukaryotic initiation factor), 

essentiels pour garantir l'efficacité de la traduction d'un ARNm donné (tableau 1). 

D’autres protéines tels que les facteurs d’élongation et de terminaison sont également 

impliquées. L'efficacité avec laquelle l'ARNm est traduit détermine la quantité de 

protéine finale produite et ce processus se déroule en quatre étapes clés (Figure 1): 

(i) l'initiation, au cours de laquelle le ribosome va se fixer sur l’ARNm et rejoindre le 

codon d’initiation; (ii) l'élongation, caractérisée par la synthèse de la chaîne 

polypeptidique; (iii) la terminaison, marquée par l'arrêt de la synthèse protéique 

lorsque le ribosome rencontre le codon stop; et (iv) le recyclage des composants de la 

machinerie traductionnelle pour préparer un nouveau cycle de traduction. L’étape 

d’initiation est particulièrement régulée grâce à la nature et à la structure de la région 

5’ non traduite de l'ARNm (5’UTR, untranslated region) et par le jeu d'interactions avec 

de nombreuses protéines qui assurent la fixation du ribosome.  

La synthèse des protéines débute par le recrutement de la machinerie traductionnelle 

constituée de la petite sous-unité du ribosome (40S) et sa migration jusqu'au codon 

d’initiation. L'attachement du ribosome sur l'ARNm est un processus qui est catalysé 

par de nombreuses protéines cellulaires dont les facteurs d'initiation. Dans le cadre 

d’une initiation classique, la machinerie traductionnelle est recrutée à l’extrémité 5’ des 

ARNm par une interaction avec la coiffe et elle migre de façon linéaire en balayant la 

séquence d'ARN jusqu'à la rencontre du codon d’initiation AUG. Lorsque celui-ci est 

identifié, la sous-unité ribosomique 40S s’arrête et la sous-unité 60S est recrutée pour 
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Tableau 1. –  Présentation des facteurs d’initiation de la traduction 

 

 

2 L'ARNm 

2.1 Généralités 

L'ARNm est transcrit dans le noyau à partir de l'ADN (Cramer 2019) sous forme d'un 

pré-ARNm qui est épissé puis exporté vers le cytoplasme où il est traduit (Hocine et 

al. 2010; Hershey et al. 2012). L'ARNm est constitué d’une séquence linéaire d'acides 

ribonucléiques simple brin contenant une région codante, flanquée de deux régions 

non traduites (5' et 3' UTR) qui interviennent à différents niveaux de sa régulation.  

 

2.2 La coiffe 

Chez les eucaryotes, le premier nucléotide de l'extrémité 5' de l'ARNm s'appelle la 

coiffe et c'est une guanosine méthylée en position 7 qui établit un pont phospho-diester 

5'-5' avec le second nucléotide. La coiffe est ajoutée par l’action séquentielle de 

plusieurs enzymes. L’extrémité de l’ARN est d’abord hydrolysée par une 

triphosphatase pour passer d’une configuration triphosphate à une configuration 
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diphosphate. Parallèlement, une molécule de GTP est liée de façon covalente à une 

guanylyltransférase, qui transfère le GMP sur l'ARNm. Finalement, la position N7 de 

la guanosine 5’ est méthylée par une méthyltransférase, formant ainsi la coiffe dite 

cap0 (Decroly et al. 2012). La coiffe est une structure nécessaire et joue un rôle dans 

l'épissage, l'export, la stabilité et, surtout, la traduction des ARNm en permettant le 

recrutement de la petite sous unité du ribosome.  

 

2.3 La région 5'UTR de l'ARNm  

Au cours de l’évolution, les régions 5' et 3' UTR se sont complexifiées et elles sont au 

centre des mécanismes de la traduction (Hernández et al. 2010; Chen et al. 2012). La 

5’UTR est principalement impliquée dans le contrôle de la traduction alors que la 

région 3’UTR a un rôle dans le contrôle de la stabilité des ARNm bien que cette 

dernière puisse également, dans une certaine mesure, moduler la traduction 

(Hinnebusch et al. 2016; Mayr 2019). La 5’UTR peut renfermer différents éléments qui 

régulent la traduction tels que de courts cadres ouverts de lecture (uORF : upstream 

open reading frame), des motifs de liaison à des protéines ou des ARN non codants, 

ou encore des structures secondaires et tertiaires de l’ARN (Pesole et al. 2001). De 

fait, la longueur, la composition et la structure de la 5'UTR modulent l'efficacité de 

l’étape d’initiation et donc la quantité de protéines produites (Castello et al. 2016).  

 

a) Longueur de la 5’UTR  

Chez les mammifères la longueur moyenne de la 5’UTR est de 150 à 200 nucléotides 

(nt) et on observe de grandes variations d’un gène à l’autre (Mignone et al. 2002). 

Chez les humains, la 5’UTR est légèrement plus longue que chez les autres 

mammifères (Leppek et al. 2018). Une région trop longue et peu structurée peut 

recruter des ribosomes de manière efficace, à l’opposé une 5’UTR trop courte, en 

dessous de 12 nucléotides, peut entrainer une non-reconnaissance du codon 

d’initiation (Pestova and Kolupaeva 2002). Cela s'explique par le fait que le ribosome 

couvre une région de 28 nucléotides sur l'ARNm avec le site de ‘reconnaissance’ du 

codon AUG (site A) positionné à partir du 14e nt ce qui explique pourquoi le codon 



29 

AUG peut ne pas être reconnu dans des 5’UTR très courtes. De fait, la taille de la 

5'UTR est un déterminant important de l'efficacité traductionnelle. 

 

b) Structure de la région 5’UTR 

La présence de structures secondaires et tertiaires au sein de la région 5'UTR joue un 

rôle prépondérant dans le contrôle de l'expression de l'ARNm. En règle générale, la 

présence de structures secondaires dans la région 5’UTR réduit l’efficacité de 

traduction en interférant avec le déplacement du ribosome (Pelletier and Sonenberg 

1985a). Cela est d’autant plus vrai pour des structures secondaires stables telles que 

les G-quadruplexes (Halder et al. 2009; Beaudoin and Perreault 2010). Cependant, la 

position de ces structures sur l'ARNm est également un facteur déterminant; ainsi, une 

structure secondaire, même de faible énergie, aura un effet d'autant plus important 

qu’elle se trouve à une position proche de la coiffe (autour de 10 nt) car elle empêche 

la formation du complexe qui la reconnait (le complexe eIF4F) et donc le recrutement 

de la petite sous-unité du ribosome (Pelletier and Sonenberg 1985b).   

Dans certains cas des protéines spécifiques peuvent s’associer aux structures 

secondaires pour les stabiliser. C’est par exemple le cas de l’ARNm codant pour la 

ferritine qui possède une structure secondaire appelée IRE (Iron Responsive Element) 

au tout début de sa région non traduite. En l’absence de fer, la protéine IRP (Iron 

Reponsive Protein) se lie sur cette structure ce qui inhibe fortement la synthèse de 

ferritine. À l’inverse lorsque le niveau de fer augmente, la protéine IRP se retire et 

l’ARNm est traduit (Hentze et al. 1987; Gray and Hentze 1994).  

Mais il existe aussi des exemples dans lesquels la présence d'une structure 

secondaire de faible énergie immédiatement en aval du codon AUG favorise l’initiation 

en diminuant le phénomène de leaky-scanning (voir le chapitre 2 section 1.3), (Wolin 

and Walter 1988; Kozak 1990). En effet, la structure d'ARN ralentit le ribosome ce qui 

augmente le temps de contact entre le codon AUG et le Met-tRNAi dans le site du 

ribosome permettant une meilleure reconnaissance de ce dernier.  

Nous verrons plus tard que les structures secondaires sont déroulées par le facteur 

eIF4A au sein du complexe eIF4F. Cela permet de faciliter le balayage de la petite 

sous-unité du ribosome et de traduire des ARNm contenant des 5’UTR longues et 

structurées (Dmitriev et al. 2007). La présence de structures secondaires complexes 
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telles que des G-quadruplexes dans certains ARNm entraine aussi une augmentation 

du recrutement de eIF4A (Kozak 1990; Wolfe et al. 2014). Des protéines cellulaires 

comme la protéine DDX3, qui est une hélicase à ARN, assistent aussi le déroulement 

des structures proches de la coiffe pour faciliter l'attachement du ribosome (Soto-Rifo 

et al. 2012).   

Enfin, les structures secondaires des ARN peuvent réguler l’efficacité de traduction de 

façon indirecte. Par exemple, la 5’UTR de l’interféron gamma contiennent une région 

d’ARN très structurée sur laquelle se lie la kinase PKR ce qui induit la phosphorylation 

de eIF2ɑ et l'arrêt de la traduction cellulaire (Ben-Asouli et al. 2002; Cohen-Chalamish 

et al. 2009).  

 

c) Les uORF  

Les uORF sont de courtes phases de lecture contenues dans la 5’UTR des ARNm et 

qui peuvent réguler la traduction de l’ORF principale en contrôlant le flux de ribosomes 

(Figure 2). Des études à large échelle ont montré que les ARNm qui possèdent des 

uORF sont moins traduits avec une baisse de 30 à 60% de leur expression (Calvo et 

al. 2009; Johnstone et al. 2016). Cela s'explique par le fait que le ribosome reconnait 

et initie sur l'uORF ce qui l'empêche d'atteindre la cadre de lecture principal. Les uORF 

sont très abondantes (Ingolia et al. 2011; McGillivray et al. 2018; Dever et al. 2020) et 

il est estimé qu'entre 30 et 50 % des ARNm humains contiendraient au moins une 

uORF dans leur 5’UTR (Ji et al. 2015; Mackowiak et al. 2015; Chen et al. 2017; Cheng 

et al. 2018; Zhang et al. 2018). On les retrouve également dans des ARN viraux (Dever 

et al. 2020).  

 

 





32 

Enfin, il est à noter que l’initiation des uORF peut se faire sur un codon non-AUG 

comme c’est le cas de ceux retrouvés au sein des ARNm codant pour AZIN1 et BIP 

qui débutent toutes deux par le codon d'initiation non canonique AUU (Ivanov et al. 

2008; Starck et al. 2016). 

Le mécanisme de traduction des uORF sera décrit en détail à la fin de ce chapitre.  

 

3 Les facteurs d'initiation de la traduction  

Dans le modèle de la traduction dépendante de la coiffe, la première étape est 

l'association du complexe hétérotrimérique eIF4F au niveau de la coiffe sur la partie 5' 

terminale de l'ARNm. Celui-ci est composé de trois facteurs d’initiation : eIF4E, qui est 

la protéine de liaison à la coiffe ; eIF4G, qui est une protéine d’échafaudage ; et eIF4A, 

qui grâce à son activité hélicase déroule les structures secondaires présentes dans la 

région 5’UTR. Le recrutement du complexe eIF4F sur l’ARNm est accompagné de 

protéines annexes telle que eIF4B et eIF4H qui renforcent l’activité de eIF4A. La 

formation du complexe eIF4F s'accompagne également de la pseudo-circularisation 

du transcrit grâce à la protéine PABP fixée au niveau de la queue poly (A) et qui va 

interagir avec la 5'UTR. Nous allons brièvement décrire les caractéristiques de chacun 

de ces facteurs d'initiation dans la partie ci-dessous. 

 

3.1 eIF4E 

C'est le premier acteur de l’initiation de la traduction qui s'attache sur l’extrémité 5’ 

coiffée de l'ARNm (Sonenberg et al. 1978). Au niveau moléculaire, eIF4E possède une 

poche formée par les chaînes latérales de deux tryptophanes (W56 and W102) dans 

laquelle vient se loger la guanosine méthylée de la coiffe (Figure 3) (Marcotrigiano et 

al. 1997; Matsuo et al. 1997). Les résidus impliqués dans l’interaction sont très 

conservés au cours de l’évolution depuis la levure jusqu'à l’humain (Altmann et al. 

1987; Matsuo et al. 1997), soulignant la fonction importante de cette interaction et son 

caractère essentiel pour la viabilité cellulaire puisque son KO est létal (Truitt et al. 

2015). L’interaction coiffe-eIF4E est fortement réduite par la présence de structures 

secondaires d'ARNm localisées immédiatement en aval de la coiffe (entre 1 et 10 

nucléotides) (Pelletier and Sonenberg 1985b; Parkin et al. 1988).  
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faciliter sa progression vers le codon AUG. eIF4A est une enzyme qui reste faiblement 

processive seule (García-García et al. 2015) mais dont l’activité est fortement 

augmentée lors de son association avec les facteurs d’initiation de la traduction 

eIF4B/eIF4H et eIF4G (Rogers et al. 2001; Marintchev et al. 2009). 

 

Chez les mammifères, il existe deux isoformes principales d'eIF4A : eIF4AI et eIF4AII, 

qui partageant environ 90% d'identité de séquence chez l'humain. Elles présentent 

une activité similaire in vitro et sont interchangeables au sein du complexe eIF4F 

(Yoder-Hill et al. 1993). Cependant, il a été montré que eIF4AI est indispensable pour 

la survie alors que le KO de eIF4AII n'est pas létal (Galicia-Vázquez et al. 2012). De 

plus, la déplétion de eIF4AI s'accompagne d'une augmentation du niveau d'expression 

de eIF4AII, mais sans que cela ne compense totalement la perte de eIF4AI au niveau 

fonctionnel (Galicia-Vázquez et al. 2012). Enfin, eIF4AI est davantage exprimé dans 

les cellules en croissance alors qu'on retrouve eIF4AII principalement dans les cellules 

quiescentes (Marintchev et al. 2009). Ces différents éléments suggèrent que chacune 

des isoformes pourrait avoir des fonctions uniques et non redondantes bien qu’elles 

n’aient pas encore été clairement identifiées.  

 

Le facteur eIF4A est le plus abondant de tous les facteurs d'initiation en termes de 

quantité et disponibilité cellulaire (Duncan and Hershey 1983; Kulak et al. 2014). Cela 

s'explique par le fait que eIF4A s'associe et se dissocie constamment du complexe 

eIF4F à chaque fois qu'il déroule les structures secondaires en consommant une 

molécule d'ATP. De fait, plus un ARNm est structuré, plus il aura besoin du facteur 

eIF4A pour être bien traduit. (Marintchev et al. 2009). Ainsi, la traduction d’ARNm avec 

de courtes séquences 5’UTR non structurées comme les TISU (Translation Initiation 

of Short 5'UTR) est indépendante d’eIF4A (Elfakess et al. 2011). À l’opposé l’insertion 

de motifs ARN stables dans la région 5’UTR augmente la dépendance à eIF4A 

(Pestova and Kolupaeva 2002).  

Enfin, il est à noter qu'une troisième isoforme eIF4AIII a été décrite (65% d’homologie 

de séquence avec eIF4AI); celle-ci n'a pas de rôle au niveau de l'initiation de la 

traduction mais elle exerce une fonction essentielle dans la voie du Non Sense 

Mediated Decay (NMD) (Li et al. 1999; Shibuya et al. 2004).  
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3.4 eIF3 

Le facteur d’initiation eIF3 joue un rôle très important tout au long du processus 

d’initiation de la traduction (Trachsel and Staehelin 1979; Hinnebusch 2006). Il est de 

loin le facteur d’initiation le plus complexe avec une organisation multimérique 

composée de 13 sous-unités différentes (Figure 5), atteignant un poids moléculaire 

total de plus de 800 kDa. Sa structure moléculaire repose sur un cœur protéique très 

structuré formé par l’assemblage des sous-unités eIF3a, eIF3c, eIF3e, eIF3k, eIF3l, 

eIF3m, eIF3f, eIF3h (Querol-Audi et al. 2013; des Georges et al. 2015; Smith et al. 

2016). Les autres sous-unités (eIF3b, eIF3d, eig3g, eIF3i, eIF3j) se situent à la 

périphérie de ce cœur et présentent une organisation plus dynamique et versatile (des 

Georges et al. 2015). Chez la levure, on ne retrouve que 6 sous-unités au total mais 

qui sont toutes essentielles (Asano et al. 1998; Phan et al. 1998). Plusieurs sous-unités 

d’eIF3 interagissent avec le ribosome ainsi qu’avec les facteurs d’initiation de la 

traduction. Les sous-unités eIF3a, eIF3c et eIF3h se lient directement sur la sous-unité 

ribosomique 40S (Valásek et al. 2003; Erzberger et al. 2014; des Georges et al. 2015; 

Brito Querido et al. 2024a). La cohésion du complexe est renforcée par une interaction 

entre les sous-unités eIF3a-d et l’ARN ribosomal 18S (Nygård and Nika 1982; Valásek 

et al. 2003). En outre, eIF3 interagit avec le facteur eIF4G par l’intermédiaire des sous-

unités eIF3e, eIF3g, eIF3d, et eIF3e (Korneeva et al. 2000; LeFebvre et al. 2006; Villa 

et al. 2013). Enfin, les sous-unités eIF3a, eIF3b et eIF3c interagissent avec le 

complexe ternaire par association avec eIF2 (Phan et al. 2001; Valásek et al. 2002). 

Nous verrons dans la suite de ce chapitre qu'eIF3 intervient aussi au cours de l’étape 

de balayage de la région 5’UTR (Pestova and Kolupaeva 2002; Valásek et al. 2004; 

Damoc et al. 2007). 
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Figure 5. –  Structure du facteur d’initiation de la traduction eIF3 

eIF3 facilite la liaison de la petite sous-unité ribosomique 40S à l'ARNm et régule l'assemblage du 
complexe d'initiation, jouant un rôle critique dans la sélection du site d'initiation de la traduction. (A) 
Structure du cœur protéique de eIF3 libre. Structure Cryo-EM du facteur eIF3 associé à la sous unité 
ribosomique 40S.   
 

3.5 eIF2  

Le facteur eIF2 a une structure relativement flexible (Stolboushkina et al. 2008) et tient 

une place centrale dans la formation du complexe ternaire. Dans son ensemble, il 

promeut l’interaction entre l’ARNt initiateur et la petite sous-unité ribosomique 

(Hashem and Frank 2018). L’interaction entre eIF2 et l’ARNt initiateur est contrôlée 

par la liaison à une molécule de GTP qui augmente considérablement l'interaction 

entre les deux (Kapp and Lorsch 2004). D’un point de vue structural, eIF2 est composé 

de trois sous-unités eIF2α, eIF2β, et eIF2γ, c'est cette dernière qui est responsable 

de la liaison entre le GTP et l’ARNt initiateur et elle possède une activité GTPase 

(Erickson and Hannig 1996). Cependant, des données plus récentes indiquent que la 

sous-unité ɑ interagit également avec l’ARNt initiateur (Schmitt et al. 2012) et avec la 

sous-unité 40S une fois le complexe de préinitiation formé (Hashem et al. 2013a). En 

outre, sous sa forme phosphorylée, eIF2α participe à la régulation du recyclage 

d’eIF2γ-GDP, en modulant son association avec le facteur d'échange nucléotidique 

eIF2B (Rowlands et al. 1988; Pavitt et al. 1998). La sous-unité eIF2β est moins 
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caractérisée et semble surtout avoir un rôle de cohésion au sein du complexe ternaire 

notamment en facilitant l'interaction entre eIF2α et eIF2γ. Plusieurs études rapportent 

que eIF2β interagit avec eIF5 et eIF1 pendant le processus de balayage de la région 

5’UTR et participe à la reconnaissance et la sélection du codon d’initiation (Asano et 

al. 1999; Jennings et al. 2016; Thakur et al. 2019).   

 

3.6 eIF4B/eIF4H 

Les facteurs d'initiation eIF4B et eIF4H interagissent fonctionnellement avec le 

complexe eIF4F pour stimuler les activités ATPase et hélicase portées par eIF4A 

(Rozen et al. 1990; Altmann et al. 1993; Rozovsky et al. 2008). C'est également le cas 

avec eIF4G, ce qui permet aussi d’augmenter l’activité enzymatique de eIF4A de plus 

de 100 fois (Rogers et al. 2001; Özeş et al. 2011).  

Le facteur d'initiation eIF4B n'est pas essentiel à l'initiation de la traduction et n'est pas 

fortement conservé chez les eucaryotes. Il joue cependant un rôle important lors de la 

traduction d’ARNm spécifiques qui présentent des régions 5'UTR longues et 

structurées chez les mammifères (Sen et al. 2016). Il possède un site de liaison à eIF3 

(Methot et al. 1996) ainsi que deux sites de liaison à l’ARN 18S (Méthot et al. 1994; 

Naranda et al. 1994). Ces différents sites lui permettent de favoriser le recrutement du 

complexe de préinitiation 43S (Pestova et al. 1996a). eIF4B possède un homologue 

fonctionnel appelé eIF4H avec lequel il partage environ 40% d'homologie de 

séquence. Cependant, eIF4H ne possède qu’un des deux domaines de liaison à l’ARN 

suggérant qu’il ne remplit que partiellement les fonctions de eIF4B. Néanmoins, tout 

comme eIF4B, eIF4H se lie à eIF4AI et stimule son activité enzymatique (Richter-Cook 

et al. 1998).  

 

3.7 PAPB 

Les poly-A-binding-proteins (PABP) (Figure 6) sont une famille de protéines qui se 

lient sur la queue poly(A) des ARNm eucaryotes. Elles interviennent dans la régulation 

post-transcriptionnelle de l’expression des ARNm, notamment au cours du 

développement embryonnaire (Bernstein et al. 1989). Chez les mammifères, on 

retrouve six isoformes de PABP (Mangus et al. 2003), certaines ayant une localisation 
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existe actuellement deux hypothèses principales qui peuvent être complémentaires. 

La première suggère que la circularisation stabilise la machinerie de traduction sur 

l’ARNm augmentant ainsi son efficacité. La seconde hypothèse propose que le 

rapprochement entre la partie terminale de l’ARNm et la coiffe pourraient faciliter le 

recyclage des ribosomes pour les rendre disponibles lors du prochain cycle de 

traduction (Mangus et al. 2003). Il a également été évoqué que la forme circulaire de 

l’ARN le rendait moins vulnérable aux exo-ribonucléases 5’ et 3’ (Imataka et al. 1998). 

Ces hypothèses sont supportées par des expériences qui mettent en avant une 

synergie fonctionnelle entre la coiffe 5’ et la queue poly(A), mécanisme qui avait été 

mis en évidence initialement chez les plantes (Munroe and Jacobson 1990; Gallie 

1991). Il faut toutefois noter que, chez les mammifères, la circularisation des ARNm 

est difficilement observable par fluorescence in situ à l’exception de certains contextes 

particuliers tels que la localisation des ARNm dans des granules de stress (Adivarahan 

et al. 2018; Khong and Parker 2018). Cela montre qu'il reste des zones d'ombre sur 

ce mécanisme et que l'activité de PABP pourrait être multifactorielle comme le 

démontre l’ajout de séquences poly(A) libres, en trans, qui favorise l’association de 

eIF4E avec la coiffe in vitro sans pour autant induire la circularisation de l'ARNm 

(Borman et al. 2002). Néanmoins, il ne fait pas de doute que PABP est une protéine 

indispensable pour assurer une traduction efficace et qu'elle est, à ce titre, considérée 

comme un facteur d’initiation à part entière (Kahvejian et al. 2005). 

 

4 Le mécanisme canonique de traduction 

Chez les eucaryotes, la sous-unité 40 S seule ne peut pas spontanément se fixer sur 

l'ARNm pour initier la traduction de manière autonome. Elle doit au préalable, 

s’associer avec différentes facteurs eIF et le complexe ternaire incluant l’ARNt 

initiateur pour former le complexe de préinitiation 43S. C’est celui-ci qui s’attache sur 

l’extrémité 5’ de l’ARNm pour former le complexe 48S qui balaye ensuite la région 

5’UTR à la recherche du codon initiateur. Lors de la formation du complexe 43S, la 

petite sous-unité du ribosome va adopter une conformation ouverte propice pour 

accepter l’ARNt initiateur et permettre le déplacement du ribosome sur la 5’UTR de 

l’ARNm (un schéma bilan est proposé à la figure 7). 
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de l’ARNm. En revanche, cela est compatible avec l’idée d’un processus de balayage 

débutant dès le tout premier nucléotide en aval de la coiffe (Brito Querido et al. 2024a).  

Le modèle du threading est séduisant puisqu’il permet d’expliquer la traduction des 

ARNm médiée par des 5’UTR très courtes telles que les séquences TISU (Translation 

Initiator of Short 5′ UTR) dont la taille peut être de 5 nt seulement (Elfakess and 

Dikstein 2008) (Elfakess et al. 2011). Cela suppose un balayage très court de la 5’UTR 

et la reconnaissance d’un codon d’initiation se trouvant à proximité de la coiffe ce qui 

parait peu compatible avec le modèle du « slotting ». (Elfakess and Dikstein 2008; 

Elfakess et al. 2011). Les données structurales récentes du complexe 48S, par Cryo-

EM avec une résolution de ~3Å, suggèrent un positionnement du facteur eIF4F en 

amont du complexe de préinitiation 48S (Brito Querido et al. 2020; Brito Querido et al. 

2024a) . Cependant, les travaux précurseurs du Dr Marilyn Kozak sur l’étape de 

balayage des 5’UTR, suggéraient déjà que les codons AUG proximaux étaient peu 

reconnus s'ils étaient trop proches de la coiffe (Kozak 1989b), renforçant l’hypothèse 

du modèle de « slotting » où les premiers nucléotides ne seraient pas inspectés par le 

complexe de préinitiation 43S. Le modèle du « slotting » est également compatible 

avec le mécanisme d’initiation de la traduction dépendant des sites d’entrée interne du 

ribosome, où le recrutement du ribosome se fait à distance de l’extrémité 5’ des ARN 

(voir chapitre 2 section 1.4). 

 

4.4 Le balayage de la région 5’UTR 

Marilyn Kozak a défini le modèle du balayage comme un déplacement linéaire le long 

de l’ARNm dans la direction 5'-3'. Cela reposait sur le fait que l'insertion d'un codon 

AUG dans un bon contexte nucléotidique en amont du codon AUG principal induisait 

une diminution de l’initiation de la traduction de l'ORF principale tout comme l'insertion 

de structures secondaires stables au sein de la 5'UTR qui réduisait considérablement 

l'efficacité de traduction (Kozak 1986; Kozak 1987).  

40 ans après, ce mécanisme est toujours valide mais des données récentes 

permettent d'apporter de nouvelles perspectives quant aux rôles précis des facteurs 

d'initiation et de suggérer des alternatives à ce modèle.  

Les facteurs d'initiation requis pour l’étape de balayage et de reconnaissance du codon 

AUG sont maintenant bien identifiés et leurs fonctions caractérisées; il s’agit des 
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facteurs d’initiation eIF1, eIF1A, eIF3, eIF4F, eIF4B/eIF4H et eIF2 (Pestova and 

Kolupaeva 2002). Après attachement du ribosome au niveau de la coiffe, celui-ci va 

migrer en direction 5'-3' et il reste associé à eIF4G et eIF4A qui vont assurer, avec 

eIF4B/eIF4H le déroulement processif des structures secondaires rencontrées dans la 

5'UTR. Le binôme eIF1-eIF1A est requis à la fois pour le balayage et pour la 

reconnaissance du codon AUG (Pestova and Kolupaeva 2002). In vitro, la déplétion 

d’eIF1 ou d’eIF1A provoque le blocage du complexe 48S à l’extrémité 5’ de l’ARNm 

(Pestova et al. 1998a) et, chez la levure, l’introduction d’une mutation ponctuelle à la 

position G107 de eIF1 réduit son affinité pour le complexe 48S et inhibe le processus 

de balayage (Nanda et al. 2009). À l’inverse, une surexpression de eIF1 renforce 

l'interaction de ce dernier avec le complexe 48S, stimule l’étape de balayage et 

augmente la fidélité d'initiation au codon AUG (Martin-Marcos et al. 2014). De manière 

fonctionnelle, le rôle de eIF1 serait d'empêcher la reconnaissance d'un codon AUG 

cryptique en inhibant l’hydrolyse du GTP d’eIF2 en GDP, étape qui marque la fin du 

processus d'initiation et le recrutement de la sous unité 60S (Algire et al. 2005; Martin-

Marcos et al. 2014; Llácer et al. 2018). Ainsi, eIF1 agirait comme un facteur de contrôle 

pour reconnaître le site d'initiation; ce rôle est co-catalysé par le facteur eIF1A qui agit 

de concert dans cette fonction.  

Enfin, il est à noter qu'au-delà des facteurs canoniques décrits ci-dessus, certains 

ARNm spécifiques très structurés (viraux et cellulaires) requièrent l'intervention de 

protéines à activité hélicase, notamment DHX29 et DDX3, pour assurer le trajet du 

ribosome (Pisareva et al. 2008; Soto-Rifo and Ohlmann 2013; Calviello et al. 2021).  

 

a) Mécanisme moléculaire du balayage de la région 5’UTR par le complexe 

48S 

Il persiste deux questions essentielles concernant le mécanisme de balayage: sa 

dépendance en une source d’énergie (ATP) et sa directionnalité dans le sens 5'-3'.   

En utilisant un ARNm rapporteur dépourvu de structure secondaire et uniquement 

composé d’une succession de triplets CAA, il a été montré que l’initiation de la 

traduction pouvait avoir lieu de façon totalement indépendante d’eIF4F et sans 

consommation d'ATP (Pestova and Kolupaeva 2002). Une expérience 

complémentaire utilisant un ARNm rapporteur dont la 5'UTR ne contient que des 
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Adénines a montré des résultats similaires (Shirokikh and Spirin 2008) avec le 

complexe 48S qui se déplace par diffusion passive et qui peut localiser le codon AUG 

en absence de eIF4F et eIF3. A l’inverse, un ARNm très structuré nécessite une 

concentration plus forte d'ATP et donc une forte dépendance dans l'activité d'eIF4A 

(Svitkin et al. 2001).  

L'ensemble de ces données a permis d'établir le modèle du cliquet brownien (Brownian 

ratchet) dans lequel le complexe 48S peut se déplacer de façon passive le long de 

l’ARNm mais ce déplacement est bi-directionnel (5'-3' et 3'-5'). Dans ce modèle, c'est 

le complexe eIF4F qui assure la direction du mouvement en empêchant le complexe 

48S de reculer et progresser de 5' vers 3' jusqu'au codon AUG (Spirin 2009; 

Vassilenko et al. 2011; Li et al. 2022). Cependant, des mouvements de recul du 

complexe 48S (3'-5') persistent malgré la présence du complexe eIF4F (Spirin 2009; 

Gu et al. 2021; Wang et al. 2022) ce qui provoque des phénomènes d’oscillation qui 

pourraient jouer un rôle important au niveau de la reconnaissance de codons non 

canoniques (Wang et al. 2022). 

 

b) Dynamique d'association du complexe eIF4F au cours du balayage 

Du fait de la difficulté technique à suivre son déplacement, il n'existe que peu de 

données factuelles pour établir un modèle précis de la dynamique 

d'association/dissociation du complexe eIF4F et deux hypothèses s'opposent (Figure 

13). Dans le premier cas de figure, le complexe 48S reste lié à la coiffe par 

l'intermédiaire de la protéine eIF4E et ce serait l'ARNm qui s'engagerait dans le 

ribosome par un mécanisme de 'threading'. Cette hypothèse n'est pas supportée par 

les données récentes de ribosome profiling ni par des expériences de cinétique en 

molécule unique (Wang et al. 2022) qui montrent la présence simultanée de plusieurs 

complexes 48S sur l'ARNm (Archer et al. 2016).  
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La résolution du complexe 48S par Cryo-EM nous éclaire aussi sur le fonctionnement 

de eIF4A au sein du complexe (Figure 14). En effet, deux molécules d'eIF4A sont 

associées au complexe 48 S, la première se trouve au sein de eIF4F au niveau de 

l’extrémité 5’ de l’ARNm (le modèle du « slotting »). La seconde molécule d'eIF4A 

serait libre et à proximité du site d’entrée de l’ARNm du ribosome en fonctionnant 

indépendamment du complexe eIF4F (Brito Querido et al. 2024a). C'est totalement en 

accord avec des données plus anciennes qui montraient qu'eIF4A s'associait et se 

dissociait du complexe au cours du balayage en consommant de l'ATP (Pause et al. 

1994b). Cependant, comme nous l'avons déjà évoqué, l'activité processive d'eIF4A 

est modeste et il reste à déterminer si le facteur eIF4B pourrait intervenir dans ce 

mécanisme (Brito Querido et al. 2024b).  

 

Figure 14. –  Structure d’eIF4A en complexe avec la sous unité 40S 

Structure reconstruite par Cryo-EM du complexe 48S montrant simultanément eIF4F et une seconde 
molécule de eIF4A au niveau de la face opposée de la sous unité. Adapté de (Brito Querido et al. 2024b) 
 
 

4.5 Reconnaissance du codon AUG et assemblage du ribosome 

80S 

L’étape de balayage prend fin lorsque le complexe 48S identifie le site d’initiation ce 

qui induit un changement de conformation du ribosome permettant l’insertion complète 

de l’ARNt initiateur dans le site P du ribosome, favorisant un appariement complet 

entre la boucle anticodon de l’ARNt avec le triplet AUG (Hinnebusch 2017). Ces 

réorganisations conformationnelles (structure + eIF) favorisent le recrutement de la 

grande sous unité ribosomique 60 S pour constituer le ribosome 80 S et le début de 

l'élongation.  
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La reconnaissance du codon d’initiation de la traduction est influencée par les 

séquences nucléotidiques qui l’entourent. L’importance de cette séquence a été 

démontrée par Marilyn Kozak il y a plus de 40 ans (Kozak 1981) grâce à une étude 

comparative sur les séquences de 699 5’UTR qui a révélé une séquence consensus, 

appelée séquence Kozak (Kozak 1987). Cette séquence est GCCRCCAUGG avec 

une adénosine ou guanosine en position -3 et une guanosine en position +4 qui sont 

déterminants (l’adénosine du triplet AUG marque le +1) (Kozak 1987). Toutes 

variations par rapport à cette séquence ont souvent des conséquences sur l'efficacité 

traductionnelle et un mauvais contexte Kozak s'accompagne de leaky scanning dans 

lequel le ribosome balaye le codon sans le reconnaitre et continue sa progression 

jusqu'au prochain codon AUG (Smith et al. 2005).  

Différents eIF sont impliqués dans la reconnaissance du codon AUG et c'est 

majoritairement eIF1 en association avec eIF1A qui maintiennent le ribosome dans 

une conformation empêchant l’insertion totale de l’ARNt initiateur dans le site P du 

ribosome pendant le processus de balayage (Hinnebusch 2017). Lorsque le codon 

d’initiation est reconnu, l’ARNt se positionne alors favorablement dans le site P ce qui 

provoque un changement de conformation qui précipite le départ de eIF1 accompagné 

du phosphate inorganique issu de l'hydrolyse du GTP en GDP portée par eIF2. Le 

domaine N-terminal du facteur d’initiation eIF5B se positionne à la place laissée 

vacante par eIF1 ce qui change la configuration du 48S qui passe à une conformation 

fermée  (Hussain et al. 2014; Hinnebusch 2017; Llácer et al. 2018; Yi et al. 2022; Brito 

Querido et al. 2024b). eIF5B interagit avec eIF1A pour changer l'orientation de l’ARNt 

initiateur (Lapointe et al. 2022) ce qui permet l'association de la sous unité 60S en 

éjectant eIF1A et eIF5B, avec l’hydrolyse de GTP portée par eIF5B, et la formation du 

ribosome 80S sur l'AUG. 

 

5 Mécanismes alternatifs de traduction: quelques 

exemples 

Il existe de très nombreux mécanismes qui divergent de l'initiation coiffe-dépendante 

décrite ci-dessus. Parmi ceux-ci, on peut citer la traduction des uORF, l'initiation sur 

des codons non-AUG, l'initiation à partir de bases modifiées (m6A) et l'initiation à partir 
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de séquences IRES (Internal ribosome entry segment) qui sera décrite dans le chapitre 

consacré à la traduction virale.  

 

5.1 La traduction des uORF 

La traduction des uORF implique la mise en place de plusieurs mécanismes tels que 

les processus de réinitiation et de leaky-scanning. La réinitiation de la traduction est 

un processus complexe au cours duquel une sous-unité ribosomique 40S, après avoir 

traduit une première courte phase de lecture, débute immédiatement la traduction 

d’une seconde ORF. Le mécanisme précis permettant la réinitiation contient encore 

de nombreuses zones d'ombre mais il nécessite le maintien d’eIF3 à proximité de la 

sous-unité 40S lors de la traduction de la première ORF (Pause et al. 1994b; Hronová 

et al. 2017). Dans le cas de la traduction des ARNm cellulaires qui sont 

monocistroniques (à l’opposé de certains ARN viraux), la réinitiation survient 

généralement après la traduction d’une uORF présente dans la région 5’UTR de 

l’ARNm considéré. Pour que la réinitiation soit efficace, l'uORF doit être courte et son 

positionnement par rapport à la phase de lecture principale est également 

déterminante (Russell et al. 2023).  

Le mécanisme de traduction/réinitiation des uORF peut se résumer comme décrit sur 

la Figure 15 et selon trois principaux scenarios (Figure 15).  

- Dans le premier cas, il y a traduction de l’uORF puis dissociation sur le codon stop 

des deux sous-unités du ribosome. De fait, le complexe ne pourra pas atteindre le 

codon AUG de la phase de lecture principale et on observe une baisse de taux de 

synthèse protéique. 

- Dans le deuxième cas, notamment lorsque les uORF sont très courtes, le complexe 

43S se dissocie, probablement de manière partielle, et démarre un nouveau cycle 

d'initiation en recrutant les facteurs d'initiation qui restent à proximité. C'est un 

mécanisme de réinitiation qui permet au ribosome d'atteindre l’AUG de la phase de 

lecture principale (Luukkonen et al. 1995; Kozak 2001). Dans ce cas, l’uORF n’a 

généralement pas, ou peu, d’effet inhibiteur sur la production de la protéine complète. 

Ce phénomène de réinitiation est d'autant plus efficace que l'uORF est courte et qu'elle 

se situe à une distance relativement importante de la phase de lecture principale (au 
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Enfin, les uORF peuvent aussi avoir des répercussions importantes sur la stabilité de 

l'ARNm en induisant la voie du NMD (Non Sense Mediated Decay) qui est un contrôle 

qualité des ARNm (Rehwinkel et al. 2005; Russell et al. 2023). Dans ce cas, le codon 

stop de l'uORF est reconnu par la machinerie du NMD comme un codon stop 

prématuré ce qui déclenche la dégradation de l'ARNm et l'arrêt de la production 

protéique (Uchiyama-Kadokura et al. 2014).  

L’impact des uORF sur la traduction est modulé en fonction du contexte physiologique 

de la cellule. Par exemple, lors d'un stress cellulaire (Young and Wek 2016) qui conduit 

à la phosphorylation du facteur eIF2ɑ, la formation du complexe ternaire va être 

affectée et cela a des conséquences directes sur les ARNm contenant des uORF. 

C’est par exemple le cas des gènes codant pour ATF4 (Young and Wek 2016), CHOP 

(Palam et al. 2011) ou encore GADD34 (Lee et al. 2009; Young et al. 2015). En 

conditions normales, les uORF présentes dans leurs 5’UTR sont traduites ce qui inhibe 

la production protéique à partir de l’ORF principale; en conditions de stress, la 

phosphorylation de eIF2ɑ réduit la formation des complexes ternaires actifs qui 

mettent plus de temps pour être chargés sur le ribosome qui va donc ignorer les 

premiers codons AUG rencontrés pour initier sur le codon AUG de la phase de lecture 

principale.  

 

Dans d’autres cas, l’efficacité d’initiation au niveau des uORF peut être modulée en 

réponse à la disponibilité de certaines protéines en établissant un rétrocontrôle. Par 

exemple, l’ARNm codant pour la polyamine contient une uORF qui est régulée par la 

liaison de la polyamine sur l’ARNm. L’attachement de la protéine stimule le 

recrutement du ribosome ce qui augmente l’initiation à partir de l’uORF. À faible 

concentration de polyamine, l’uORF est moins reconnue par le ribosome, ce qui lève 

l’effet inhibiteur sur l’ORF principale et permet de nouveau la synthèse active de la 

polyamine; le processus s'inverse à nouveau lorsque la concentration en polyamine 

devient importante (Law et al. 2001) (Ivanov et al. 2008).  
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5.2 Initiation dépendante des codons non AUG 

a) Présentation générale  

La traduction peut débuter sur des codons non-AUG aussi bien chez la levure (Zitomer 

et al. 1984; Clements et al. 1988) que chez les mammifères (Peabody 1987; Peabody 

1989). Dans la majorité des cas, ces codons diffèrent du codon AUG par un nucléotide 

et le mécanisme moléculaire reste le même avec la liaison de l'ARNt méthionine 

initiateur sur sa cible malgré une complémentarité imparfaite (Kearse and Wilusz 

2017). Des études à large échelle ont mis en évidence que l'utilisation de codons non-

AUG était un phénomène courant (Ingolia et al. 2009; Ingolia et al. 2011; Kearse et al. 

2019; Chen et al. 2020) ce qui a été confirmé par des analyses protéomiques et 

peptidomiques par spectrométrie de masse (Slavoff et al. 2013; Vanderperre et al. 

2013). Le nombre de protéines initiées à partir de codons non canoniques est toutefois 

sujet à débat en raison de l’absence fréquente de caractérisation moléculaire 

associée, à certains biais technologiques ou encore au manque d’évidences de 

sélection évolutive (Guttman et al. 2013; Gerashchenko and Gladyshev 2014; Kearse 

et al. 2019; Fedorova et al. 2022). Il n’en demeure pas moins que différentes protéines 

bien caractérisées sont exprimées à partir de codons non canoniques. À titre 

d’exemple, nous pouvons citer la protéine eIF4G2 qui est synthétisée exclusivement 

à partir d’un codon GUG (Takahashi et al. 2005; Liberman et al. 2015).  

Un codon d’initiation non canonique peut aussi se trouver en amont du site d’initiation 

principal ce qui mène à la synthèse d’isoformes comportant une extension N-terminale. 

C’est par exemple le cas de l’oncogène Myc ou du suppresseur de tumeur PTEN qui 

possèdent, tous deux, un codon CUG dans leur région 5’UTR en phase avec le codon 

AUG de départ (Hann et al. 1988; Hopkins et al. 2013). Les isoformes synthétisées à 

partir de ces triplets CUG ont des fonctions et/ou des localisations cellulaires 

différentes (Hann et al. 1994; Hopkins et al. 2013). Notons que ces extensions N-

terminales peuvent être relativement longues (171 acides aminés dans le cas de 

pTEN) (Hopkins et al. 2013) et conservées ce qui suggère qu’elles confèrent une 

fonction particulière aux protéines produites (Ivanov et al. 2011). 
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b) Mécanisme d’initiation de la traduction à partir des codons non 

canoniques 

L'initiation à partir de codons non canoniques est, en règle générale, moins efficace 

qu'à partir d'un codon AUG et il a été observé que les CUG et GUG étaient les codons 

non canoniques les plus utilisés ce qui suggère que les positions U et G sont très 

importantes (Kozak 1989a; Kearse and Wilusz 2017). Le contexte Kozak est tout aussi 

important pour leur reconnaissance par le complexe 43S (Diaz de Arce et al. 2018).  

Il a été montré qu'une hausse du niveau d’expression d’eIF5, qui est impliqué dans 

l’hydrolyse du GTP associée à eIF2, favorisait l’initiation sur des codons non 

canoniques (Loughran et al. 2012). A l'inverse, la présence d'eIF1 réprime l'initiation 

sur les codons non-AUG (Nanda et al. 2009; Ivanov et al. 2010) ce qui est cohérent 

avec son rôle lors du balayage du complexe 43S (Pestova et al. 1998a; Valásek et al. 

2004). Ainsi l'équilibre entre eIF1 et eIF5 contribue probablement à la régulation de la 

sélection des codons non canoniques.  

Bien qu'en règle générale le complexe ternaire soit impliqué à la fois dans la 

reconnaissance des codons d’initiation canoniques et non canoniques (Peabody 

1989), les facteurs alternatifs eIF2A et eIF2D peuvent se substituer à eIF2 ce qui 

favorise l'initiation à partir des codons non canoniques (Dmitriev et al. 2010; Kim et al. 

2011; Starck et al. 2012) et ils peuvent utiliser un ARNt leucine et de façon 

indépendante du GTP (Starck et al. 2012). Cela crée un avantage sélectif en 

conditions de stress dans lesquelles le facteur eIF2 est fréquemment inactif à cause 

de l’absence du recyclage du GDP en GTP. De façon intéressante, le niveau 

d’expression d’eIF2A augmente pendant le stress cellulaire (Starck et al. 2016) ce qui 

renforce l’importance du mécanisme de régulation des uORF dans cet état 

physiologique. D'ailleurs, la protéine BIP, effecteur central de la voie de réponse au 

stress du réticulum (Preissler and Ron 2019), contient 2 uORF qui utilisent des codons 

non AUG.  

 

5.3 Initiation à partir de bases modifiées  

Enfin nous terminerons ce chapitre en évoquant brièvement un dernier grand 

mécanisme de régulation de la traduction qui met en jeu la modification chimique de 

certaines bases. Elles sont retrouvées dans toutes les régions des ARNm, y compris 
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De façon parallèle, d’autres travaux ont montré que la présence de modifications m6A 

dans la partie codante des ARNm favorisait aussi la traduction en réduisant la 

formation de structures secondaires (Mao et al. 2019). Des expériences similaires 

chez les bactéries ont montré que la présence de modification m6A dans la partie 

codante perturbait l’élongation et changeait la dynamique de traduction (Choi et al. 

2016; Ieong et al. 2021; Jain et al. 2023).  

Ces modifications chimiques de l'ARNm peuvent aussi avoir des conséquences 

négatives comme la modification 5-Méthylcytosine (m5C) qui réduit considérablement 

l’efficacité traductionnelle (Schumann et al. 2020).  

L'ensemble de ces données suggère que des mécanismes alternatifs d'initiation 

pourraient être mis en place pour contourner le recrutement sur la coiffe en cas de 

conditions physiologiques défavorables. Cela est en adéquation avec l’observation 

que le niveau de méthylation augmente en condition de stress cellulaire (Zhou et al. 

2015). Enfin, il a récemment été suggéré que les ARN circulaires pouvaient être 

traduits (Legnini et al. 2017; Pamudurti et al. 2017). Cela pose donc la question du 

mécanisme de recrutement de la machinerie traditionnelle, puisqu’ils ne possèdent 

pas d’extrémité 5’ libre, une des hypothèses émises postule le recours à un 

mécanisme dépendant des bases modifiées  (Yang et al. 2017; Di Timoteo et al. 2020).   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



60 

 



 61 

Chapitre 2 – La traduction virale 

La diversité des virus est remarquable et reflète la multitude et la complexité de leurs 

capacités d'adaptation à l'hôte. Certains virus possèdent des génomes à ARN, tandis 

que d'autres sont dotés de génomes à ADN, ils peuvent être enveloppés ou non, cibler 

différentes voies d'entrée et de sortie, induire des infections rapides ou latentes et 

provoquer des pathologies diverses ou rester asymptomatiques. (Sharp 2002; Jones 

et al. 2021). Cependant, la caractéristique commune à tous les virus est leur relation 

de dépendance vis-à-vis de l'hôte. C'est particulièrement vrai si on considère cela par 

rapport à la machinerie traductionnelle de leur hôte. Lors d'une infection virale, les 

ARN viraux rivalisent avec les ARNm cellulaires pour cette machinerie traductionnelle, 

et au fil de l'évolution, chaque type de virus a développé des mécanismes distincts 

pour moduler cette compétition à son avantage. De plus, les génomes viraux, sont 

contraints en termes de taille de génome et ils contiennent souvent des 

caractéristiques structurales qui leur permettent d'optimiser l'intégration de multiples 

fonctions (Ho et al. 2021). 

 

L'infection virale s'accompagne souvent d'une baisse du taux de synthèse des 

protéines cellulaires (appelé ‘shutoff cellulaire’) au profit des protéines virales (Stern-

Ginossar et al. 2019). Cela suggère un mécanisme adaptif mis en place par les virus 

pour traduire dans des conditions défavorables aux ARNm cellulaires et cela peut être 

dû à la structure même de l'ARN viral et/ou à la manipulation des facteurs d'initiation.  

Dans ce chapitre, nous décrirons les caractéristiques structurales de certains virus qui 

leur permettent de traduire efficacement leurs protéines. Nous aborderons notamment 

les séquences IRES (Internal Ribosomal Entry Site) puis nous citerons des exemples 

de stratégies virales utilisées pour manipuler la machinerie de traduction de l’hôte et 

contourner les premières lignes de défense immunitaire. 
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1 CARACTERISTIQUE STRUCTURALES 

La compaction des génomes viraux a pour conséquence une utilisation optimale de 

l'information génétique dans un minimum d'espace. Ainsi, tous les virus doivent au 

cours de leur cycle de réplication concilier la production d'un stock de protéines virales, 

l'encapsidation et la propagation de leur matériel génétique. Dans le cas des virus à 

ARN positif, c'est souvent la même molécule qui est utilisée pour ces différentes 

fonctions. Dans ce cas, les structures/motifs indispensables pour la réplication peuvent 

s'avérer délétères pour l'attachement et le balayage du ribosome.  

Contrairement aux ARNm cellulaires qui sont monocistroniques, les ARNm viraux 

codent souvent pour plusieurs protéines virales à partir du même ARNm ce qui est 

incompatible avec le mécanisme de balayage canonique du ribosome.  

De fait, les virus ont adapté des mécanismes traductionnels qui leur permettent 

d'accommoder ces contraintes structurales sans que cela soit au détriment de leur 

production protéique. Nous allons brièvement citer plusieurs exemples qui permettront 

de mieux comprendre les caractéristiques adaptatives des virus et nous décrirons en 

détail le mécanisme d'entrée interne du ribosome qui a été un véritable paradigme au 

cours des 40 dernières années pour mieux comprendre les mécanismes moléculaires 

du contrôle traductionnel.  

 

1.1 L’expression de polyprotéines 

Les ARNm cellulaires eucaryotes sont presque exclusivement monocistroniques c’est-

à-dire qu’un ARNm code pour une protéine. En revanche ; il est possible que de 

nombreux ARNm viraux codent pour des polyprotéines à partir d’un seul ARNm, qui 

sont ensuite clivées à des sites spécifiques par des protéases, généralement virales, 

afin de libérer les différentes protéines matures avec des fonctions propres. Ce clivage 

peut être co-traductionnel ce qui signifie que le clivage des polyprotéines se produit 

simultanément à la traduction de la chaîne peptidique. Un tel processus est retrouvé 

chez le poliovirus, le virus de l’hépatite C ou encore le SARS-CoV-2 (Yao et al. 1999; 

Lee et al. 2022). En revanche, le précurseur Gag-Pol du virus de l’immunodéficience 

humaine est clivé de façon post-traductionnelle par sa protéase virale (Pettit et al. 
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2004). L'expression d'une polyprotéine permet ainsi aux virus de minimiser et 

d’optimiser l’espace occupé par les séquences régulatrices de l’expression des gènes.  

 

1.2 Le ribosomal Frameshifting 

Le "frameshift" est un mécanisme décrit comme un décalage de cadre de lecture du 

ribosome en cours d’élongation  (Plant and Dinman 2006). Ce processus s’effectue au 

niveau d’une séquence appelée séquence glissante (« slippery sequence ») 

généralement composée de nucléotides répétés. Ce décalage du cadre de lecture 

peut être d’un ou de deux nucléotides et se produire dans les deux sens, bien que les 

décalages -1 soient plus souvent rencontrés (Caliskan et al. 2015). Il est souvent 

régulé par la présence de structures secondaires situées en aval de la séquence 

glissante qui permet de ralentir le ribosome et le faire changer de cadre. Les ARN 

génomiques du SARS-CoV-2 et du VIH-1 présentent chacun un mécanisme de 

frameshift qui a été bien étudié. Dans le cas du SARS-CoV-2, une structure de type 

pseudonœud est située à environ 8 nt en aval de la séquence de décalage et provoque 

un décalage (-1nt) du cadre de lecture du ribosome et permet la production d’autres 

protéines Nsp (Nsp12, Nsp13, Nsp14, Nsp15 et Nsp16) qui font partie de pp1ab 

(Ishimaru et al. 2013; Bhatt et al. 2021).  Une structure de type tige boucle stable a été 

mise en évidence dans le cas de l’ARN génomique du VIH-1, où elle régule également 

un décalage de -1 du cadre de lecture ce qui permet l’expression de GAG-POL (Hung 

et al. 1998; Gaudin et al. 2005). 

En plus de ces deux exemples, d’autres virus utilisent le frameshifting, tels que le virus 

du Nil occidental (WNV) (Melian et al. 2010), le virus de l’influenza (IAV) (Jagger et al. 

2012), les picornavirus (Loughran et al. 2011), ou encore les gamma herpes virus 

(GHV) (Kwun et al. 2014). La fréquence du décalage de cadre peut être modulée par 

divers facteurs agissant comme transactivateurs. Ces transactivateurs peuvent être 

des protéines virales; on peut citer le frameshifting -1 du virus de 

l’encéphalomyocardite (EMCV) qui est catalysé par la protéine virale 2A (Loughran et 

al. 2011; Napthine et al. 2017). Dans d’autres cas, ces transactivateurs sont des 

protéines cellulaires comme pour le frameshifting du virus du syndrome dysgénésique 

et respiratoire du porc (PRRSV) qui est modulé par un complexe formé par la protéine 
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1.4 Les IRES 

Les sites d’entrée interne du ribosome (IRES pour Internal Ribosome Entry Site) sont 

des structures secondaires et tertiaires formées par l'ARN qui permettent de recruter 

directement, ou indirectement, le complexe 43S de manière indépendante de la coiffe 

du messager (Jackson et al. 1990; Chen and Sarnow 1995; Lee et al. 2017). Les IRES 

ont dans un premier temps été identifiées au niveau des ARNm viraux (Jang et al. 

1988; Pelletier and Sonenberg 1988; Jackson et al. 1990; Kühn et al. 1990; 

Bandyopadhyay et al. 1992), mais ils ont ensuite été découverts au sein de plusieurs 

ARNm cellulaires (Macejak and Sarnow 1991; Yang and Sarnow 1997). De récentes 

études à large échelle suggèrent qu'ils seraient même présents dans 10% des ARNm 

cellulaires chez les mammifères (Weingarten-Gabbay et al. 2016). Cependant, nous 

ne décrirons ici que les caractéristiques des IRES viraux.  

La taille des IRES viraux est souvent assez importante, de l’ordre de plusieurs 

centaines de nucléotides et il n'existe pas de motif consensus qui permet de les 

identifier par simple lecture de la séquence (Chappell et al. 2000; Bonnal et al. 2003; 

Zhao et al. 2020). Les IRES sont très variables en termes de structure, mais on peut 

retrouver des parties communes notamment au sein des IRES appartenant à des 

familles virales proches. Lorsque c'est le cas, ces séquences ont des caractéristiques 

fonctionnelles conservées notamment au niveau de l'utilisation, ou non, des facteurs 

d'initiation. Alors que certains IRES n’ont besoin d’aucun facteur d’initiation pour 

recruter et localiser le ribosome sur le codon d’initiation, d’autres sont dépendants de 

plusieurs d’entre eux (Ali et al. 2001; Hellen and Sarnow 2001; Wek 2018). Par ailleurs, 

les IRES sont souvent accompagnés dans leurs fonctions par des protéines de support 

couramment appelées ITAF (pour IRES Trans-Acting Factors).  

 

a) Classification des IRES  

Malgré une composition très variable en termes de taille et de structure, il a été 

possible de classer de nombreux IRES en 4 grandes familles en se basant 

principalement sur leur dépendance dans les facteurs d’initiation (Lee et al. 2017). 

Notons que certain IRES viraux ne sont pas classifiés dans ces catégories, c’est par 

exemple le cas de l’IRES du génome viral du VIH-1 (Brasey et al. 2003; Gendron et 
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al. 2011; Deforges et al. 2017) ainsi que l’IRES de l’ARN codant pour la protéine vFLIP 

de l’herpès de type 8 (Othman et al. 2014). 

 

b) Les IRES de classe I et II 

Les séquences IRES ont été originellement découvertes chez les ARNm des 

picornavirus (Jang et al. 1988; Pelletier and Sonenberg 1988) parce que les 5’UTR de 

ces ARNm présentaient des caractéristiques incompatibles avec l’initiation canonique 

qui sont : (i) l'absence de coiffe remplacée par une structure spécifique reconnue par 

la protéine VPg (viral protein genome-linked) (Lee et al. 1977), (ii) la présence de 

nombreuses structures ARN complexes et énergétiquement stables, (iii) la présence 

de nombreux codons AUG silencieux. En revanche ces régions ont la capacité 

d’interagir directement avec le complexe d’initiation. Les IRES des picornavirus ont été 

essentiellement classés en deux catégories. Les IRES de classe I, tels que ceux du 

poliovirus (PV) (Pelletier and Sonenberg 1988; Haller et al. 1993), et du coxsackievirus 

(Yang et al. 1997) se caractérisent par le balayage des séquences en aval du site 

d'attachement du ribosome. Les IRES de type II, tels que ceux du virus de la fièvre 

aphteuse (Foot and mouth disease virus ,FMDV) (Belsham and Brangwyn 1990) et du 

virus de l’encéphalomyocardite (EMCV) (Jang et al. 1988), initient la traduction sur un 

triplet AUG localisé à la bordure 3’ de l’IRES sans balayage. 
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Figure 18. –  Les IRES de type I et de type II 

Les IRES de type I (haut) recrutent le ribosome 40S de 100 à 150 nucléotides en amont du codon 
d’initiation AUG. Un processus de balayage permet ensuite au ribosome de rejoindre le codon 
d’initiation. Dans le cas des IRES de type II (bas), le recrutement du ribosome 40S est directement 
effectué au niveau du codon AUG. Adaptée à partir de (Jaafar and Kieft 2019). 
 
 

Ces IRES, localisés dans la 5’UTR, ont une taille d’environ 450 nt de long, (Jang et al. 

1990; Lee et al. 2017; Zhao et al. 2020), et présentent des structures secondaires 

complexes de type tige-boucle qui constituent des domaines fonctionnels à la fois pour 

la réplication virale et la traduction des ARNm (Jang et al. 1990; Gao et al. 2016; Lee 

et al. 2017). Les IRES de type I et II sont caractérisés par un motif conservé (Yn-Xm-
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AUG) riche en pyrimidine et localisé à leur extrémité 3’. Cette séquence, en 

complément des structures secondaires, contribue au recrutement de la machinerie 

traductionnelle.  

Le recrutement du ribosome sur les IRES de type I et II requière généralement 

l’ensemble des eIF à l’exception d’eIF4E. Le couple formé par eIF4G et eIF4A est 

capable d’interagir avec la structure ARN située juste en amont du motif Yn-Xm-AUG 

(Kolupaeva et al. 1998; de Breyne et al. 2009) ce qui induit des changements 

conformationnels des structures de l’ARN et facilite l’attachement de la sous-unité 40S.  

La sélection du codon initiateur de la traduction diffère selon la catégorie d’IRES. En 

effet, chez les IRES de type II (EMCV), l’initiation s’effectue directement sur le codon 

AUG situé à proximité immédiate du site de recrutement du ribosome (Kaminski et al. 

1994; Pestova et al. 1996b) et ne requiert pas de balayage de l’ARN. En revanche, 

l’initiation à partir d’un IRES de type I (PV) demande un processus de balayage 

additionnel afin de trouver le bon codon AUG situé à environ 150 nt du site d’entrée 

du ribosome. L’initiation à partir des IRES de classe II est facilitée par la présence du 

eIF1 ce qui est cohérent avec le rôle de ce dernier (Andreev et al. 2007; Sweeney et 

al. 2014). 

 

c) Les IRES de type III 

Les IRES de type III sont retrouvés chez les hepacivirus (ex. : virus de l’hépatite C 

(HCV) – (Otto et al. 2002)), les pestivirus (ex. : le virus de la peste porcine classique 

(CSFV) – (Fletcher and Jackson 2002)) et chez certains picornavirus (Pisarev et al. 

2004; Bakhshesh et al. 2008; de Breyne et al. 2008b). La présence des IRES de type 

III dans des familles virales distinctes suggère qu’ils ont été transférés par des 

évènements de recombinaison au cours de l’évolution (Hellen and de Breyne 2007).  
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nécessaire pour induire une réorganisation et déplacer eIF3 du ribosome 40S afin de 

libérer le site de liaison de l’IRES (Hashem et al. 2013b; Sun et al. 2013).  

Lors de son recrutement, la petite sous-unité ribosomique est directement positionnée 

quelques nucléotides en amont du codon AUG, la reconnaissance du codon AUG est 

assurée par la présence additionnelle du complexe ternaire eIF2.GTP.Met-tRNAi et 

eIF1A (Khawaja et al. 2015; Quade et al. 2015; Jaafar et al. 2016). Contrairement aux 

IRES de type I et II, l’initiation de la traduction conduite par les IRES de type III est 

indépendante des facteurs du complexe eIF4F et ne nécessite pas un mécanisme de 

balayage (Otto and Puglisi 2004).  

 

d) Les IRES de type IV 

Les IRES de classe IV ont été caractérisés au sein de la famille des Dicistroviridae au 

niveau de la séquence intergénique de l’ARN du virus de la paralysie du cricket (CrPV) 

qui constitue l’exemple le mieux documenté (Pestova et al. 2004; Spahn et al. 2004; 

Deniz et al. 2009; Bonning and Miller 2010). Ces IRES sont relativement courts (150-

200 nt) et adoptent une structure extrêmement compacte formée autour de trois 

pseudonœuds (PKI, PKII, PKIII) (Schüler et al. 2006; Murray et al. 2016). Certaines 

structures tige-boucle participent à l’interaction avec la sous-unité 40S (Pestova et al. 

2004) ou à l'assemblage avec la sous-unité 60S (Fernández et al. 2014; Murray et al. 

2016).  
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viral TAV et par la présence d’une tige-boucle rapprochant deux cadres de lecture 

(Park et al. 2001).  Le shunt des ARNm tardifs d’adénovirus est actif dans des 

conditions défavorables pour l'initiation classique. Le shunt s’opère via une région 

structurée qui serait contournée par le complexe 43S grâce à des interactions entre la 

région structurée, l’ARNr 18S et p100k un facteur viral liant eIF4G (Yueh and 

Schneider 2000; Xi et al. 2004). Enfin, un mécanisme de shunt s’effectue pour 

exprimer les protéines Y du virus Sendai au cours duquel les ribosomes seraient 

directement transloqués à partir de la coiffe (Latorre et al. 1998) vers le site accepteur 

localisé à proximité des codons d’initiation. La séquence nucléotidique primaire ne 

semble pas être importante dans ce mécanisme (de Breyne et al. 2003) suggérant que 

c'est la structure de l'ARN qui favoriserait le shunt ribosomal. 

 

2 Le contrôle de la traduction par les virus 

2.1 Aperçu général 

Durant l'infection, les virus déploient une variété très importante de tactiques 

sophistiquées pour manipuler les mécanismes de régulation de l'expression des gènes 

et induire une inhibition globale de la synthèse protéique. Deux approches principales 

se distinguent : la première s'attaque directement aux ARNm de la cellule hôte, 

cherchant à altérer leur structure, leur localisation ou leur synthèse, afin d’entraver leur 

reconnaissance et leur traduction par la machinerie cellulaire. La seconde interfère 

directement avec la machinerie de traduction, la rendant inopérante. Cette seconde 

stratégie sera explorée en détail dans la suite de ce chapitre, à travers l'analyse de 

trois exemples particuliers qui retiennent notre attention : (i) le contrôle des facteurs 

d'initiation de la traduction, (ii) le contrôle de la voie de régulation de eIF4E/4E-BP et 

(iii) le contrôle de la voie eIF2/PKR-PERK. Avant de plonger dans l'examen approfondi 

de ces régulations spécifiques, nous aborderons brièvement dans le paragraphe 

suivant les mécanismes de régulation pré-traductionnel afin de mieux saisir leur 

diversité.  

Le contrôle de l'expression des gènes cellulaires par les virus commence dans le cas 

de certaines infections virales dès leur synthèse. En effet, plusieurs protéines virales 

entravent l’étape de transcription des ARNm en perturbant l'activité de l'ARN 
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polymérase II (Akhrymuk et al. 2012; Rutkowski et al. 2015; Wang et al. 2020) ou en 

ciblant spécifiquement les facteurs de transcription (Clark et al. 1993; Le May et al. 

2004). D'autres virus synthétisent des endoribonucléases qui fragmentent les ARN 

cellulaires. C'est le cas, entre autres, de la protéine VHS de l'herpès simplex (Fenwick 

and McMenamin 1984; Elgadi et al. 1999), de la protéine SOX des gamma-herpèsvirus 

(Covarrubias et al. 2009) et de la protéine PA-X du virus de l'influenza (Hayashi et al. 

2016). Les poxvirus, expriment quant à eux deux protéines capables de cliver la coiffe 

des ARN, accélérant leur dégradation (Parrish and Moss 2007; Peters et al. 2022). De 

façon unique, les coronavirus, via la protéine Nsp1, provoquent un clivage des ARNm 

sans posséder d'activité ribonucléase propre (Shehata and Parker 2023; Tardivat et 

al. 2023) ; ce point sera discuté en détail dans le chapitre 3 section 3.1 de cette thèse. 

Ces différents exemples sont très bien caractérisés et sont détaillés dans la revue 

suivante (Abernathy and Glaunsinger 2015).  

De façon intéressante, diverses stratégies de contournement sont mises en place par 

les virus pour maintenir l’expression de leurs protéines dans ces conditions dégradées. 

À titre d’exemple nous pouvons citer la protéine PA-X du virus de l’influenza qui ne 

clive que les ARNm produits par l’ARN polymérase II, ce qui n’est pas le cas des ARN 

viraux, les protégeant ainsi de la dégradation (Khaperskyy et al. 2016; Gaucherand et 

al. 2019; Krischuns et al. 2021). 

En outre plusieurs virus perturbent les voies d’export des ARNm vers le cytoplasme 

entrainant une accumulation nucléaire à distance de la machinerie de traduction. Cela 

implique généralement le ciblage des protéines du pore nucléaire ou des facteurs 

d’export des ARNm. (Qiu and Krug 1994; Castelló et al. 2009a; Zhang et al. 2019; 

Addetia et al. 2021). 

 

2.2  Le contrôle des facteurs d'initiation 

Plusieurs familles de virus ont développé des mécanismes qui leur permettent de cibler 

certains facteurs d'initiation en les clivant grâce à des protéases, ou en interférant avec 

leur compartimentalisation subcellulaire ou encore en modifiant leur expression.  
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a) Clivage protéolytique des facteurs d’initiation  

Deux facteurs d’initiation sont généralement ciblés par les virus : eIF4G et PABP. 

La protéase 2A du poliovirus est l'une des premières protéines produites lors de 

l’infection et induit le clivage d’eIF4G en deux fragments distincts (Etchison et al. 1982; 

Gradi et al. 1998b). Le fragment N-terminal contient le site de liaison à eIF4E et PABP 

alors que le fragment C-terminal (également appelé P100) arbore le domaine de 

liaison à eIF3 et à eIF4A. Une fois clivé, eIF4G n’est plus en mesure de jouer sa 

fonction d’intermédiaire entre la sous-unité 40S et l’ARNm via les interactions 

respectives à eIF3 et à eIF4E. Cela se traduit par une rapide et forte inhibition de la 

traduction cellulaire dès le début de l’infection (Gradi et al. 1998b). Les ARN viraux ne 

sont pas affectés par cette répression parce que l’initiation de la traduction s’effectue 

par l’intermédiaire d’un IRES. La partie C-terminale d’eIF4G est suffisante, en synergie 

avec eIF4A, pour interagir avec l'IRES (Kolupaeva et al. 1998; de Breyne et al. 2009) 

et assurer le recrutement du ribosome pour la synthèse des protéines virales 

(Ohlmann et al. 1996). Ce mode d’action est conservé chez différents picornavirus tels 

que EMCV, le rhinovirus ou encore le virus de la fièvre aphteuse (FMDV) (Medina et 

al. 1993; Haghighat et al. 1996). Le clivage de eIF4G a également été observé chez 

d'autres familles virales comme les calicivirus félins (Avanzino et al. 2017) et les 

rétrovirus, notamment les virus de l’immunodéficience humaine, (Ventoso et al. 2001; 

Alvarez et al. 2003).  

 

La protéine PABP, qui lie la queue poly(A), est également ciblée par les protéases 2A 

et 3C des picornavirus (PV, EMCV, CBV3) (Bonderoff et al. 2008; Smith and Gray 

2010). Il a été montré que le clivage de PABP par la protéase 3C du poliovirus 

provoque la diminution de la traduction virale ce qui permet de stopper la production 

protéique pour mobiliser le transcrit et former de nouvelles particules virales (Ichihashi 

et al. 2008; Boersma et al. 2020). Ce clivage de PABP a également été observé lors 

d’infections par les lentivirus et les calicivirus ou encore par le virus de l’hépatite A 

(Kuyumcu-Martinez et al. 2004; Zhang et al. 2007). 

Quelques études ont mis en évidence un clivage d'eIF5B par la protéase 3C de 

certains entérovirus (de Breyne et al. 2008a). Ce clivage pourrait participer également 

dans le « shutoff » cellulaire des ARNm. La sous-unité du facteur eIF3 est ciblée par 
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la protéase du VIH-1 (Jäger et al. 2011). Le facteur eIF3 jouerait un rôle dans les 

premières étapes de l'infection potentiellement en inhibant la transcription inverse 

(Valente et al. 2009), un effet qui pourrait être contrecarré par le clivage d’eIF3d par la 

protéase virale. 

 

b) Relocalisation des facteurs d’initiation 

L'infection virale peut s'accompagner d'une perturbation de la localisation cellulaire 

des eIF avec des conséquences sur la traduction des ARN cellulaires et viraux. Voici 

quelques exemples employés par les virus. Il a été montré qu’eIF4E pouvait être 

relocalisé au noyau suite au clivage d’eIF4G par la protéase virale 2A du poliovirus ce 

qui inhibe encore davantage la traduction des ARNm cellulaires (Sukarieh et al. 2010). 

Lors de l’infection par le virus de Bunyamwera, la protéine PABP est adressée au 

noyau lors des phases tardives par un mécanisme impliquant la nucléocapside virale 

ce qui provoque la baisse de l'expression des ARNm cellulaires. De manière 

intéressante, la traduction des ARNm viraux, qui sont coiffés mais n’ont pas de queue 

poly(A), n’est pas affectée par la relocalisation de PABP (Blakqori et al. 2009). La 

localisation de PABP est également modulée pendant la phase lytique de l’infection 

par le virus Epstein-Barr. L'expression des protéines virales BGLF5 et ZEBRA, 

provoque sa relocalisation au noyau ce qui entraine l'inhibition globale de la traduction 

(Park et al. 2014).  

Certaines infections, telles que celles induites pas les poxvirus ou bien le virus de la 

peste porcine africaine, présentent une relocalisation des facteurs eIF4E et eIF4G à 

proximité de compartiments cytoplasmiques qui concentrent à la fois les ARNm viraux 

et une population dense en ribosomes pour traduire activement et sélectivement les 

protéines virales (Katsafanas and Moss 2007; Walsh et al. 2008; Castelló et al. 2009b; 

Zaborowska et al. 2012). 

 

c) Contrôle de l'expression des facteurs d’initiation 

L'infection virale peut également agir directement sur le transcriptome de la cellule en 

régulant, entre autres, le niveau d'expression de certains facteurs d’initiation. Ce type 

de régulation est fréquent chez les virus à ADN qui transitent par le noyau de la cellule 
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hôte. Ainsi, dès 24 heures après infection par le cytomégalovirus, le niveau 

d'expression des composants du complexe eIF4F (eIF4E, eIF4A et eIF4G) et PABP 

est augmenté ce qui favorise la disponibilité du complexe eIF4F pour la traduction des 

ARN viraux (Walsh et al. 2005; McKinney et al. 2014). La protéine LMP1 du virus 

Epstein-Barr est un facteur de transcription qui stimule l’expression d’eIF4E et pourrait 

participer à l’activité oncogène induite par le virus Epstein-Barr (Zhao et al. 2014). La 

régulation de l'expression des facteurs d’initiation peut également s'exercer au niveau 

post-transcriptionnel par l’action de miRNAs. Par exemple, l'entérovirus 71 induit une 

hausse de l’expression du miR-141 qui est dirigé contre l’ARNm codant pour eIF4E. Il 

en résulte une diminution de eIF4E au cours de l’infection qui participe à l’inhibition 

globale de la traduction des ARNm sans affecter la production virale qui est sous le 

contrôle d'une séquence IRES (Ho et al. 2011). 

 

2.3 Le contrôle de l'interaction 4E-BP/4E 

4E-binding protein (4E-BP) est un acteur important de la régulation traductionnelle car 

elle séquestre eIF4E en interagissant avec ce dernier. Ainsi, eIF4E ne fait plus partie 

du complexe eIF4F ce qui induit une diminution de la traduction coiffe-dépendante 

(Pause et al. 1994a) (Figure 22). Il existe trois isoformes de 4E-BP chez les 

mammifères qui partagent 40 à 50% d’homologie de séquences (Poulin et al. 1998). 

4E-BP1 est l’isoforme la mieux caractérisée et possède deux domaines de liaison à 

eIF4E. Le premier est similaire au site d’interaction de eIF4G sur eIF4E, permettant 

ainsi aux deux protéines (4E-BP et eIF4G) d’entrer en compétition pour la liaison à 

eIF4E (Mader et al. 1995). Le second domaine renforce l’affinité de 4E-BP pour eIF4E 

(Peter et al. 2015).  

L’interaction de 4E-BP avec eIF4E est dépendante de l’état de phosphorylation de 4E-

BP, qui possède 7 sites de phosphorylation identifiés. La forme hypo-phosphorylée a 

une affinité importante pour eIF4E et séquestre ce dernier (Khaleghpour et al. 1999; 

Peter et al. 2015) alors que la forme hyper-phosphorylée n’est plus en mesure de lier 

eIF4E (Pause et al. 1994a; Gingras et al. 2001). La liaison de 4E-BP n’induit pas de 

changement de conformation de eIF4E et n’entrave pas sa capacité à fixer la coiffe 

des ARNm mais, en revanche, cela l’empêche d’interagir avec eIF4G (Haghighat et 
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Ce n’est pas surprenant que toutes les infections virales affectent cette voie de 

signalisation afin de moduler l’expression des ARNm (Le Sage et al. 2016). Par 

exemple, les infections par EMCV et PV (picornavirus) sont associées à une 

hypophosphorylation de 4E-BP conduisant à une baisse de la traduction cellulaire. 

(Gingras et al. 1996). (Dunn and Connor 2011); le mécanisme précis reste à 

caractériser. D’autres infections, telles que celles du virus du papillome humain ou du 

virus de l’hépatite C, ciblent la voie mTOR afin d’induire une hyperphosphorylation de 

4E-BP favorisant l’initiation de la traduction coiffe dépendante (Spangle and Münger 

2010). 

 

Enfin, l’activité d’eIF4E peut être directement modulée par la phosphorylation au 

niveau de la Sérine 209 par la kinase Mnk1 (Waskiewicz et al. 1999). Mnk1, de par 

son interaction avec eIF4G (Figure 4), a une localisation proche d’eIF4E et cette 

interaction est requise pour sa fonction. Cette kinase est stimulée de deux manières : 

par la voie des MAPK, stimulée par des stress cellulaires, et par la voie Ras/Raf 

répondant aux hormones de croissance, aux cytokines et aux mitogènes (Waskiewicz 

et al. 1997). La phosphorylation de eIF4E a des conséquences significatives sur la 

régulation de la traduction des ARNm. Cette modification post-traductionnelle peut 

favoriser la traduction de certains ARN, souvent associés à des gènes régulant la 

croissance cellulaire, la survie et le stress (Bramham et al. 2016). Les conséquences 

exactes de cette phosphorylation ne sont pas totalement élucidées.  

Les adénovirus interfèrent dans cette régulation par l’intermédiaire de la protéine virale 

p100K qui interagit avec eIF4G et empêche son interaction avec Mnk1 (Cuesta et al. 

2004). Cela induit une diminution de la phosphorylation d’eIF4E et la baisse de la 

traduction pendant la phase tardive de l’infection. À l’inverse, d’autres virus activent la 

phosphorylation d’eIF4E afin de réguler positivement la traduction de certains groupes 

d’ARN. C’est notamment le cas lors de l’infection par le norovirus murin (Royall et al. 

2015), l’herpès simplex (Walsh and Mohr 2004), ou encore de l’herpès humain de type 

8 (Arias et al. 2009).  
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2.4 Le contrôle de eIF2ɑ et PKR 

a) Présentation générale  

eIF2, composé de 3 sous unités α, β et γ, est impliqué dans la reconnaissance du 

codon AUG. Lors d'un stress cellulaire, la sous unité α est la cible de différentes 

kinases qui phosphorylent la sérine située en position 51 (Price et al., 1991; Ernst et 

al., 1980) ce qui empêche le recyclage du complexe eIF2-GDP en eIF2-GTP par 

eIF5B. Cela se traduit par une baisse globale de la traduction cellulaire et 

l’accumulation des ARNm dans des granules de stress (Ivanov et al. 2019).  

Chez les humains, quatre kinases sont en mesure de phosphoryler eIF2α: la kinase 

GCN2 (General Control Nonderepressible 2) activée par la privation en acides aminés 

(Harding et al. 2000; Sood et al. 2000); la kinase HRI (Heme Regulated inhibitor) 

induite par la baisse de  la quantité d’hème disponible (Grayzel et al. 1966); la kinase 

PKR (Proteine Kinase R) en réponse à la détection d’ARN double brin, souvent signe 

d’une infection virale (Harding et al. 2000); et la kinase PERK (Protein Kinase RNA-

Like Kinase) qui est activée suite à l'accumulation de protéines mal repliées au niveau 

du réticulum endoplasmique (Shi et al. 1998). 

L'infection virale induit généralement l'expression des kinases PKR et PERK par la 

présence en grande quantité d’ARN double brin lors de la réplication virale et/ou de 

protéines incorrectement repliées. En conséquence, eIF2α est phosphorylé et la 

traduction s'arrête (García et al. 2006); c'est pour contourner cette première ligne de 

défense que de nombreux virus ont mis en place des stratégies de contournement ou 

d'interférence.  

 

b) Resistance à l’inactivation d’eIF2  

Certains ARNm viraux ont la capacité d’initier la traduction en absence d’eIF2 ou bien 

dans des conditions où la sous-unité alpha d’eIF2 se retrouve phosphorylée. Nous 

pouvons citer l’IRES du CrPv dont l’initiation de la traduction ne requiert aucun eIF 

(Chapitre 2 section 1.4) et elle est donc peu sensible à la variation de l’activité d’eIF2 

(Welnowska et al. 2011). Il a été montré que les IRES de HCV et de CSFV (IRES de 

type III) ont la capacité d’initier la traduction quand le facteur eIF2 est inactif (Pestova 

et al. 2008; Terenin et al. 2008). Des facteurs d'initiation alternatifs, tel que eIF2A ou 
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eIF2D, pourraient alors se substituer à eIF2 pour charger le tRNAi sur le ribosome 

(Robert et al. 2006; Kim et al. 2011). Les ARNm du virus Sindbis peuvent également 

être traduits efficacement lorsqu’eIF2 est inactif grâce à la présence d’une structure 

ARN de type tige-boucle localisée 24nt en aval du codon d’initiation. Cette structure 

ralentirait le ribosome 43S au niveau du codon AUG pour permettre l'appariement 

codon/anticodon (Ventoso et al. 2006; Toribio et al. 2016; Sanz et al. 2017). 

Enfin, certains virus (virus de la peste porcine africaine et virus de l’herpès simplex) 

ont la capacité de contrebalancer la phosphorylation d’eIF2ɑ en recrutant 

spécifiquement la phosphatase cellulaire PP1 qui peut déphosphoryler eIF2alpha et 

lui rendre son activité (Mulvey et al. 2003; Rojas et al. 2015).  

 

c) Stratégie d’échappement à PKR 

La kinase PKR est souvent ciblée par l'expression de protéines virales comme la 

protéine E3 du virus de la vaccine (White and Jacobs 2012) ou bien de la protéine 

ORF57 du virus de l’herpès qui l'empêche de se lier à sa protéine activatrice PACT 

(Sharma et al. 2017). Certains virus neutralisent PKR en exprimant des 

pseudosubstrats qui interfèrent avec son site de liaison à eIF2, comme la protéine PK2 

des baculovirus (Li et al. 2015) ou la protéine K3L des poxvirus (Seo et al. 2008). Dans 

le cas du cytomégalovirus humain, l'expression de la protéine virale TRSI induit la 

relocalisation de PKR au niveau du noyau (Hakki et al. 2006) tandis que la protéine 

NSs du virus de la fièvre de la vallée du Rift l’adresse au protéasome pour qu'elle soit 

dégradée (Mudhasani et al. 2016).  

Une autre stratégie virale consiste à produire des ARN non codants qui interfèrent 

avec PKR. À titre d'exemple, on peut citer les ARN EBER synthétisés par le virus 

d'Epstein-Barr (Iwakiri et al. 2009), ou encore les ARN VA, exprimés par les adénovirus 

(Launer-Felty et al. 2015; Vachon and Conn 2016). Ces ARN produits par l’ARN 

polymérase III interagissent fortement avec PKR sans l'activer mais ils saturent le site 

de reconnaissance de la kinase qui ne reconnait plus les ARN viraux (Howe and Shu 

1989; Vuyisich et al. 2002; Iwakiri et al. 2009; Launer-Felty et al. 2015; Zerbe and Cole 

2020). 

Enfin, le virus hépatite murin (appartenant à la famille des coronavirus) adopte une 

stratégie alternative dans laquelle l’activité endoribonucléase, portée par Nsp15, 
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dégrade les ARN doubles brin produits avant qu'ils n’activent PKR (Kindler et al. 2017; 

Deng and Baker 2018). Un mécanisme similaire a été décrit pour l’endonucléase VHS 

du virus de l'herpès (Sciortino et al. 2013; Dauber et al. 2019).  

d) Formation des granules de stress et stratégies virales d’échappement 

Les granules de stress, sont des agrégats cytoplasmiques qui se forment en réponse 

au stress cellulaire et qui contiennent divers composants, dont des ARNm, des 

protéines de liaison à l'ARN et des composants de la machinerie traductionnelle 

(Ivanov et al. 2019) (Protter and Parker 2016). Cela s'accompagne souvent de la 

phosphorylation d'eIF2 alpha.  

Les infections virales induisent très souvent la formation de granules de stress et 

beaucoup de virus ont mis en place des mécanismes de contournement en agissant 

sur l'activation de la voie PKR/eIF2 ɑ (Finnen et al. 2014; Dauber et al. 2016; Rabouw 

et al. 2016; Amorim et al. 2017; Sharma et al. 2017) ou en ciblant directement des 

constituants clés des granules de stress. C’est le cas du virus Ébola et le SARS-CoV-

2 dont les protéines respectives VP35 et Nsp5 interférent avec les protéines 

structurantes G3BP1 et G3BP2 des granules de stress (Le Sage et al. 2017) (Zheng 

et al. 2022). Enfin, certaines protéases picornavirales, telles que la protéase 3C du 

EMCV (Ng et al. 2013) et du PV  (White et al. 2007) dégradent directement des 

composants des granules de stress incluant G3BP1 
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Chapitre 3 – Le contrôle traductionnel du SARS-

CoV-2 

Au début de ma thèse, j'ai activement contribué, avec le reste de notre équipe, à la 

rédaction d'une revue abordant le contrôle traductionnel exercé par les différents 

coronavirus (de Breyne et al. 2020). Celle-ci est présentée en annexe. Dans ce 

chapitre, je vais donc me concentrer plus spécifiquement sur les mécanismes liés au 

SARS-CoV-2. 

1 Le virus du SARS-CoV-2 

1.1 Présentation générale du SARS-CoV-2 

Le SARS-CoV-2, qui appartient à la famille des Coronaviridae et a été identifié pour la 

première fois en décembre 2019. Il est rapidement devenu une préoccupation 

mondiale en raison de la pandémie dévastatrice qu'il a provoqué. À ce jour, presque 

800 millions de personnes ont été infectées et 7 millions de personnes en sont 

décédées d’après les données de l’Organisation Mondiale de Santé (avril 2024).  

Il est l’agent causal de la maladie COVID-19, caractérisée par une gamme étendue de 

symptômes allant de légers à graves. La maladie peut notamment se manifester par 

des symptômes respiratoires aigus mettant en péril la vie des personnes présentant 

ces tableaux cliniques sérieux. Il a été montré que le risque de développer une forme 

sévère de la maladie augmente avec l'âge et la présence de comorbidités. 

Les coronavirus sont classés en quatre genres : alpha, bêta, gamma, et delta (Figure 

23). Parmi eux, on retrouve sept coronavirus infectant les humains : deux 

alphacoronavirus (HCoV-229E et HCoV-NL63) et cinq bêta-coronavirus (HCoV-OC43, 

HCoV-HKU1, MERS-CoV, SARS-CoV-1, et SARS-CoV-2), responsables de maladies 

respiratoires à gravité variable. Le SARS-CoV-2 partage une importante homologie de 

séquence avec le SARS-CoV-1 (80%) et le MERS-CoV (50%) (Kim et al. 2020a; Kim 

et al. 2020b). 
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Figure 23. –  Arbre phylogénétique  

Arbre phylogénétique des séquences génomiques complètes du SARS-CoV-2, des SARS-CoV et 
d'autres β-coronavirus Adapté à partir de (Hu et al. 2021). La construction a été réalisée par la méthode 
de jonction de voisinage à l'aide du programme MEGA6, avec des valeurs de bootstrap calculées à 
partir de 1 000 arbres. 
 

Le SARS-CoV-2 est un virus enveloppé possédant un génome à ARN simple brin 

positif d'environ 30 kilobases. Les deux tiers de la partie 5’ de l’ARNg codent pour les 

polyprotéines ORF1a et ORF1ab qui sont ensuite clivées en protéines non structurales 

(Nsp1 à Nsp16) (Figure 24). L’ORF1b est produite par un événement de frameshifting 

à la fin de la synthèse de l’ORF1a. L’ARN génomique, qui est coiffé et polyadénylé, 

sert directement de support à la traduction des ORF1a et 1ab dès le début de 

l’infection. Les protéines structurales, Spike (S), Enveloppe (E), Membrane (M), et 

Nucléocapside (N) et les protéines accessoires, sont codées dans la partie 3’ du 

génome viral et leur expression nécessite le passage par l’intermédiaire d’ARN sous-

génomique. Au fil du temps, le SARS-CoV-2 a révélé un fort potentiel de mutation, 

aboutissant à l'apparition de multiples variants. Cette situation a complexifié 

l'élaboration de vaccins et de traitements antiviraux. Malgré cela, des vaccins 

innovants basés sur l'ARN messager ont été développés, marquant une avancée 

significative dans la lutte contre la pandémie en adaptant rapidement les réponses 

immunitaires aux nouvelles souches virales. 
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La réplication du génome viral et la transcription des ARN sous-génomiques sont 

orchestrées par un complexe de réplication-transcription (RTC) formé par les protéines 

Nsp néosynthétisées et ont lieu dans des compartiments spécifiques dérivés de 

l’appareil de Golgi et du réticulum endoplasmique. Ces structures membranaires 

créent un environnement propice à la réplication virale, tout en protégeant le génome 

des défenses immunitaires de l'hôte (Klein et al. 2020). Au sein du complexe RTC, il 

va y avoir la synthèse d’anti-génomes ou ARN complémentaires de brin négatif à partir 

de l'ARN génomique qui seront utilisés comme matrice pour la synthèse de nouveaux 

brins d'ARN génomique (ARNg) (réplication) et sous-génomiques (ARNsg) 

(transcription). Les différents ARNsg codent pour les protéines de structure S, E, M et 

N ainsi que pour les protéines accessoires ou régulatrices 3a, 6, 7a, 7b, 8, 9b et 10. 

Nous n’aborderons pas le rôle individuel de chaque protéine virale mais uniquement 

celles qui influencent la traduction cellulaire et virale; les autres sont présentées à titre 

d’information dans les tableaux 2, 3 et 4 (voir plus bas). 

 

Pour finir, l’assemblage des nouveaux virions se produit à l’intérieur d’un compartiment 

dérivé du réticulum endoplasmique (appelé ERGIC) où la protéine de nucléocapside 

N s'associe à l'ARNg pour le diriger au sein des particules virales en formation grâce 

aux autres protéines de structure. Les particules virales formées sont ensuite 

transportées à la surface cellulaire et libérées par exocytose pour entamer un nouveau 

cycle d'infection (Scherer et al. 2022). 

 

 

Tableau 2. –  Tableau récapitulatif des protéines structurales du SARS-CoV-2 
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Tableau 3. –  Tableau récapitulatif des protéines Nsp du SARS-CoV-2 

 

 

Tableau 4. –  Tableau récapitulatif des protéines accessoires du SARS-CoV-2 

 

 

2 Organisation du génome viral 

2.1 Les caractéristiques des transcrits du SARS-CoV-2 

L’ensemble des transcrits viraux produits lors de l’infection sont coiffés et polyadénylés 

grâce à l’action enzymatique de plusieurs protéines Nsp (Park et al. 2022). Ils ont tous 

en commun une région appelée leader longue de 75 nt à l’extrémité 5’ du messager 

formant le début de la 5’UTR et une séquence à l’extrémité 3’ longue de 229 nt qui 

constitue la région 3’UTR. Cette caractéristique résulte de l’étape de 
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séquence leader de 75nt et d’une région variable propre à chaque ARNsg. La taille de 

ces 5’UTR est résumée dans le tableau 1 de l’introduction de l’article Conde et al 2021 

(section résultat 1). En ce qui concerne la longueur de la 5’UTR de l’ARNg, elle est de 

265 nt en incluant les 75 nt de la séquence leader. 

 

 

Figure 30. –  Organisation des ARN génomiques et sous génomiques du 

SARS-CoV-2 

L'ARN génomique et les ARN sous-génomiques du SARS-CoV-2 présentent une organisation 
spécifique de leur région 5'UTR. Cette dernière comprend une séquence leader commune de 75 
nucléotides. Cette séquence leader est couplée à une séquence variable, qui diffère entre les différents 
ARN, tant en longueur qu'en composition. (Cette séquence est appelée « spacer » sur ce schéma). 
 
 

La traduction des ARNm peut être fortement influencée par la région 5’UTR dont les 

caractéristiques varient entre chaque ARN viral ce qui peut conduire à des 

mécanismes de contrôle traductionnel spécifiques. Au cours de ma thèse, nous avons 

porté une attention particulière à l'étude de ces différences et à leur impact sur la 

traduction des ARNm viraux. En outre, la région 3’UTR des ARN viraux du SARS-CoV-

2 est conservée et elle peut également moduler leur traduction ainsi que leur stabilité 

Cet aspect n'a toutefois pas été exploré en détail au cours de ma thèse.  

 

2.2 Les éléments fonctionnels des régions 5 ‘UTR 

Comme nous l’avons décrit dans le chapitre 1, la région 5’UTR d’un ARNm peut 

renfermer des structures de type tige-boucle et/ou pseudonœud, des uORF, ou encore 

des motifs ARN reconnus par des protéines spécifiques qui régulent la traduction. La 

structure de la 5’UTR du SARS-CoV-2 a été déterminée initialement par des études in 
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silico (Rangan et al. 2020) puis confirmée par des techniques classiques d’empreinte 

chimique et enzymatique (Miao et al. 2021) et également à partir d’ARN isolé de virions 

(Cao et al. 2021) et de cellules infectées (Lan et al. 2022b). La 5’UTR de l’ARNg (figure 

31) est constituée de 5 structures en forme de tige-boucle et nommées SL1, SL2, SL3, 

SL4 et SL5. La séquence leader, commune à tous les ARN viraux, comporte 

uniquement les structures SL1, SL2 et SL3. SL1 est positionnée à 6 nucléotides de 

l’extrémité 5’ du messager et a une taille de 27nt incluant une boucle de 4nt et un bulge 

au milieu de la tige. Cette structure est nécessaire pour que les ARN viraux soit 

exprimés (Bujanic et al. 2022) dans les conditions d'inhibition globale de la traduction 

imposées par l'expression de la protéine virale Nsp1 (ceci est discuté dans la suite de 

ce chapitre).  

Les structures SL2 et SL3 sont plus petites et participent à la réplication/transcription 

du génome (Chen and Olsthoorn 2010; Wacker et al. 2020a). SL3 renferme le motif 

TRS-L qui assure la présence de la séquence leader sur les transcrits viraux.  

SL4 est formée par une longue tige qui est relativement stable d'un point de vue 

thermodynamique avec un sous-structure (une petite tige boucle SL4.5) qui reste 

controversée car elle n'a pas été observée dans toutes les publications (Wacker et al. 

2020b; Miao et al. 2021; Lan et al. 2022a).  

Enfin, SL5 est la plus complexe et appelée ‘‘four-way junction’’ (jonction à quatre voies) 

formée par SL5a, SL5b et SL5c. Il a été suggéré que les boucles de SL5 pourraient 

être impliquées dans l’empaquetage du génome dans le virion (Bosch et al. 2003; 

Masters 2019). Le codon d’initiation des deux polyprotéines est localisé en position 

266 et il est imbriqué dans la longue tige formant l’élément SL5 ce qui ne semble pas 

affecter son utilisation.  Le fait que l’ARNg soit coiffé et polyadénylé, suggère 

l’utilisation d’un mécanisme d’initiation de la traduction dépendant de la coiffe qui 

permet de dérouler l’ensemble des SL avec une bonne efficacité. Cependant la 

présence d’une structure ARN de type ‘‘jonction à quatre voies’’ à proximité du codon 

d’initiation ressemble aux structures d'ARN décrites au niveau de certains IRES dont 

HCV, EMCV et PV (voir chapitre 2 section 1.4) 
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Figure 31. –  Structure de la région 5’UTR du SARS-CoV-2 

Modélisation de la structure de la région 5'UTR de l'ARNg du SARS-CoV-2. Les différentes structures 
en tige-boucle (SL1 à SL5) de la région 5’UTR sont illustrées. La position des codons AUG de l'uORF 
et de l'ORF principal est identifiée en rouge, la région codante en orange et le TRS-L en vert. Cette 
région 5’UTR contient un codon d’initiation non canonique (CUG-59) entre les structures en tige-boucle 
SL1 et SL2. Adapté de (Miao et al. 2021) 

 

 

De manière intéressante, la boucle de SL4 renferme un triplet AUG en position 107 ce 

qui crée une uORF longue de 27nt. Des expériences de ribosome profiling sur des 

cellules infectées indiquent que ce codon AUG107 est reconnu par la machinerie 

traductionnelle (Finkel et al. 2021a; Kim et al. 2022) et il est conservé chez plusieurs 

coronavirus incluant le SARS-CoV, le MERS-CoV et le MHV (Wu et al. 2014). Ces 

mêmes études de ribosome profiling ont montré que des complexes de préinitiation 

marquent un arrêt sur le triplet CUG localisé à la position 59 et qu'il pourrait donc être 

utilisé comme codon d’initiation non canonique (Finkel et al. 2021b; Andreev et al. 

2022). Ce dernier est en phase avec le codon AUG107 et ces deux sites potentiels 

d’initiation pourraient réguler la traduction de pp1 et pp1a ajoutant un degré de 

complexité dans les mécanismes traductionnels s’opérant sur la 5’UTR de l’ARNg. 

De par sa localisation dans la région leader, ce codon d’initiation non canonique est 

présent sur l’ensemble des transcrits viraux. Étant donné que chaque ARNsg possède 

une séquence variable qui lui est propre, ce codon CUG ne se trouve pas toujours 

dans le même cadre de lecture par rapport à l’ORF principale (Figure 32). Une étude 
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récente suggère que ce codon CUG est fréquemment reconnu par les ribosomes avec 

une fréquence d'utilisation de 20% à 48 heures post infection pour certains ARN sous-

génomiques (Finkel et al. 2021b; Kim et al. 2021). Les ORF potentiels, initiés à partir 

du CUG, présentent des conformations variées. Dans le cas de plusieurs ARNsg 

(ORF3a, E, M, ORF6, ORF7a, ORF8, et N), ces ORF sont chevauchants. Concernant 

l'ORF7b, l'uORF créée par le codon CUG est entièrement intégré dans la région 

5’UTR. En revanche, pour l'ARNsg qui code pour la protéine Spike, l'uORF est en 

phase avec l'ORF principale (Bujanic et al. 2022). 

 

 

Figure 32. –  Position du codon non canonique CUG-59 dans les 

différentes 5’UTR du SARS-CoV-2 

Vue d'ensemble de la position du codon non canonique CUG-59 inclus dans la séquence leader 
commune par rapport au codon AUG des différents ARN sous-génomiques du SARS-CoV-2. Pour 
chacun des ARN, le cadre de lecture hypothétique résultant d’une initiation à partir du codon CUG-59 
est représenté par une ligne pointillée. Les lignes vertes correspondent à un codon CUG en phase, et 
celles en rouge, à un codon hors phase, en comparaison avec le cadre de lecture de l'ORF annoté. 
Adaptée de (Kim et al. 2021) 
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3 Contrôle de la traduction pendant l’infection par le 

SARS-CoV-2 

Avant de discuter plus en détail du mécanisme de traduction des ARN du SARS-CoV-

2 pendant l’infection je vais dans un premier temps aborder l'effet global de l'infection 

sur le processus de traduction cellulaire. 

3.1 Nsp1 : protéine centrale de l’inhibition traductionnelle 

Le SARS-CoV-2 a développé des stratégies pour inhiber la traduction des ARNm 

cellulaires (Schubert et al. 2023) qui permettent à la fois de détourner la machinerie 

traductionnelle pour la production des protéines virales et de contrer la synthèse des 

protéines antivirales cellulaires telles que les interférons et celles induites par les 

interférons (Thoms et al. 2020; Fisher et al. 2022).  

Nsp1 est la première protéine virale exprimée lors de l’infection par le SARS-CoV-2, 

elle est impliquée non seulement dans l’inhibition globale de la traduction des ARNm 

cellulaires (Schubert et al. 2020b; Thoms et al. 2020) mais également dans leur 

dégradation (Finkel et al. 2021a) et le blocage de l’export nucléaire des ARNm 

(Banerjee et al. 2020). Il n’est guère surprenant que sa surexpression en cellules 

humaines soit toxique (Yuan et al. 2020). 

 

Nsp1 est une protéine de 180 acides aminés (20 kDa) relativement conservée chez 

les β-coronavirus et partage 84% d’identité avec son homologue du SARS-CoV 

(Gordon et al. 2020). Nsp1 est constituée de trois domaines distincts : sa partie N-

terminale (aa 1-128) présentant une structure globulaire (Clark et al. 2021), suivie d’un 

linker de 20 aa et son domaine C-terminal plutôt désordonné en solution (Agback et 

al. 2021; Zhao et al. 2021a; Wang et al. 2023) (Figure 33). Le fragment C-terminal (aa 

153 à 179) adopte une conformation structurelle sous la forme de deux hélices α qui 

interagissent avec la sous unité 40S au niveau du site d’entrée des ARNm ce qui 

bloque son accessibilité pour les ARNm cellulaires et provoque l'inhibition de la 

traduction  (Schubert et al. 2020b; Thoms et al. 2020; Lapointe et al. 2021). Des études 

de cryo-EM du complexe 40S-Nsp1 ont montré que les deux hélices étaient 

connectées par une petite boucle avec un motif KH (Lysine/Histidine) qui interagit 

spécifiquement avec l’hélice h18 de l’ARNr 18S (Schubert et al. 2020b; Thoms et al. 
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2020). Les résidus des deux hélices interagissent également avec ceux des protéines 

ribosomiques uS5 et uS3 (Schubert et al. 2020a; Thoms et al. 2020). La mutation du 

motif KH en alanine (K164A et H164A) empêche l’association de Nsp1 avec la sous 

unité ribosomique 40S et abroge l'effet inhibiteur sur la traduction (Schubert et al. 

2020b; Thoms et al. 2020; Shen et al. 2021). De plus, les données de la structure du 

complexe 40S/Nsp1 indiquent que le ribosome 40S adopte une conformation fermée 

qui rend impossible le recrutement d’un ARNm (Yuan et al. 2020) (Figure 34).  

 

 

Figure 33. –  Structure de la protéine virale Nsp1 

Représentation schématique de la structure de la protéine Nsp1 du SARS-CoV-2. La région C-terminale 
impliquée dans le blocage du canal d’entrée du ribosome est colorée en rouge. Adaptée de (Semper et 
al. 2021). Référence PDB: 7K3N 
 
 

De manière intéressante, un variant du SARS-CoV-2 contient une délétion dans la 

région C-terminale de Nsp1 qui est associée à une faible activation de la voie de 

l’interféron Ɣ et des formes moins graves de la maladie (Benedetti et al. 2020). Par 

ailleurs d’autres études suggèrent que des mutations spécifiques du domaine N-

terminal de Nsp1 réduiraient l’activité répressive de la traduction de Nsp1 (Mendez 

2021)(Schubert et al. 2023; Shehata and Parker 2023). Bien que ce domaine ne soit 

pas inséré dans le canal d’entrée de l’ARNm du ribosome, il pourrait stabiliser 

l’interaction de Nsp1 avec la sous-unité 40S (Shehata and Parker 2023). De manière 

intéressante, une étude cryo-EM a montré que la partie N-terminale de la protéine 

Nsp1 du coronavirus Bat-Hp-CoV (chauve-souris) est localisée au niveau du site A du 

centre de décodage du ribosome 40S et perturberait la liaison d’eIF1A (Schubert 2023) 

ce qui suggère une capacité d’évolution et d’adaptation de Nsp1 entre les différentes 

espèces (Schubert et al. 2023).  
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ARNm cellulaires (Nakagawa and Makino 2021) suggérant la participation 

additionnelle d’au moins une protéine cellulaire avec une activité nucléase. Il est 

possible d’induire la dégradation des ARNm par Nsp1 dans des systèmes d’étude in 

vitro de la traduction tels que le lysat de réticulocytes de lapin (Tidu et al. 2020) et 

surtout dans le système reconstitué de la traduction à partir de facteurs purifiés 

(Abaeva et al. 2023) suggérant qu’un facteur d’initiation est impliqué dans ces clivages. 

L’équipe des Dr Pestova et Hellen a ainsi exploité les caractéristiques de l’IRES du 

CrPV afin d’identifier le facteur incriminé. L’addition de Nsp1 au complexe CrPV 

IRES/40S provoque des clivages de l’ARN CrPV uniquement en présence d’eIF3 et 

en particulier de la sous-unité eIF3g (Abaeva et al. 2023). Des expériences de 

mutagénèse dirigées ont confirmé l’importance du domaine N-terminal de Nsp1 et du 

domaine RRM (RNA recognition motif) de eIF3g dans le clivage des ARNm (Abaeva 

et al. 2023).  

Enfin, bien que Nsp1 ait une localisation cytoplasmique, on le retrouve aussi au niveau 

du complexe du pore nucléaire où elle interagit avec le facteur NXF1 et inhibe l’export 

des ARNm cellulaires (Zhang et al. 2021). 

 

3.2 Comment les ARN viraux échappent à l'inhibition induite par 

Nsp1 

Les ARN viraux sont très bien exprimés pendant l’infection malgré l'expression de 

Nsp1 (Banerjee et al. 2020; Tidu et al. 2020; Kim et al. 2021; Bujanic et al. 2022; Vora 

et al. 2022; Schubert et al. 2023), ce qui indique qu'ils échappent à la restriction 

imposée par cette dernière. Cet échappement repose sur l’interaction de la tige-boucle 

SL1 avec des résidus spécifiques de la protéine Nsp1, en particulier dans sa région 

N-terminale aux positions G98, R99, R124 et K125 (Bujanic et al. 2022; Schubert et 

al. 2023). La tige boucle SL1 est nécessaire pour contourner le blocage du ribosome 

et les cytosines situées aux positions 15, 19 et 20 sont requis dans ce mécanisme 

d’échappement (Bujanic et al. 2022). De plus, la structure de la SL1 doit également 

être à minima conservée pour que le mécanisme d’échappement soit observé (Tidu et 

al. 2020; Bujanic et al. 2022).  
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Les ARN viraux échappent également au clivage des ARN induit par Nsp1 même si 

ce point est sujet à controverse. Il a été montré in vitro qu’en présence d’une faible 

concentration de Nsp1 seuls les ARNm cellulaires sont clivés alors qu’en présence 

d’une forte concentration de Nsp1 les ARNm viraux le sont également. Cependant, le 

patron de clivage n’est pas le même avec une coupure qui intervient dans les 18 

premiers nucléotides pour les ARN cellulaires (Abaeva et al. 2023; Tardivat et al. 2023) 

alors que les ARN viraux sont clivés à des positions plus lointaines et bien précises 

(45, 46, 49) (Tardivat et al. 2023).  

 

3.3 Implication des autres protéines virales 

L'activité méthyltransférase de Nsp14 joue un rôle dans le blocage des ARNm 

cellulaires au niveau des étapes d'épissage et d'export (Zaffagni et al. 2022; Katahira 

et al. 2023). Cela serait dû à une production de m7GTP (un analogue de la coiffe) au 

cours de l’infection ce qui détournerait le complexe de liaison de la coiffe 

(CBP20/CBP80) de sa fonction initiale (Katahira et al. 2023). Enfin, la protéase virale 

Nsp5 du SARS-CoV-2 cible eIF4G, un facteur clé dans la traduction canonique, afin 

d’inhiber la réponse immunitaire (Koudelka et al. 2021; Liang et al. 2023) sans que 

l’impact sur la traduction cellulaire et virale ne fût réellement étudié. 

Certaines protéines virales favorisent l’expression des ARN viraux comme c’est le cas 

du domaine SUD de la protéine Nsp3 qui stimule leur traduction. Bien que le 

mécanisme précis n’ait pas été caractérisé, il a été montré que ce domaine 

interagissait par l’intermédiaire de sa région N-terminale avec la région centrale de la 

protéine stimulatrice de la traduction Paip1. Cette interaction entraine une 

augmentation de l’association des protéines Paip1 et PABPC et la stimulation de la 

traduction des ARN viraux (Lavigne et al. 2021).  

Enfin, la protéine Nsp4 active la voie de stress du réticulum pendant l’infection par 

l’intermédiaire des voies ATF6 et PERK ce qui a pour effet collatéral de favoriser le 

bon repliement des protéines virales. Ce mécanisme est finement contrebalancé par 

une action antagoniste de la protéine Nsp3 afin d’éviter les effets délétères de 

l’activation de ces voies cellulaires sur le long terme (Davies et al. 2024).  
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Projet de thèse 

Pour tous les virus, la synthèse des protéines virales dépend exclusivement de 

l’appareil traductionnel de la cellule hôte. Cependant, lors de l’infection par le SARS-

CoV-2, la protéine virale Nsp1 induit une inhibition globale de la traduction des ARNm 

cellulaires. Malgré ces conditions défavorables, l'ensemble des ARNm du SARS-CoV-

2 reste efficacement exprimé par un mécanisme qui reste encore non compris.  

 

Tous les transcrits de SARS-CoV-2 commencent avec les mêmes 75 premiers 

nucléotides. Cette séquence, appelée leader, est imposée par la 

réplication/transcription de l’ARN génomique et elle forme le début de la 5’UTR. 

Cependant, cette séquence leader associée à une séquence variable est propre à 

chaque ARN viral. Les différences au sein de ces 5’UTR ouvre la possibilité à des 

contrôles traductionnels spécifiques à chacun des ARN viraux. Nous proposons que 

ces 5’UTR permettent une expression régulée des différentes protéines virales. 

 

Mon projet de thèse vise à caractériser les éléments importants présents dans la 

5’UTR de l’ARN génomique et dans les 5’UTR des ARN sous-génomiques qui régulent 

leur traduction, tout particulièrement au niveau de l’étape d’initiation. Dans un premier 

temps, j’ai déterminé la capacité, de ces différentes 5’UTR présentes sur les ARNm 

du SARS-CoV-2, à initier la traduction sur un ARNm rapporteur. Puis, je me suis 

intéressé aux mécanismes par lesquels le ribosome était recruté sur l’ARNm en 

déterminant quels sont les facteurs de l’initiation requis. Je me suis également focalisé 

sur les différents éléments cis-régulateurs qui sont communs mais aussi uniques à 

chaque 5’UTR afin de déterminer leur importance dans le contrôle traductionnel. Enfin, 

pour mieux comprendre comment les ARN viraux restent fortement exprimés pendant 

l'infection, nous avons étudié la traduction initiée à partir des différentes 5’UTR du 

SARS-CoV-2 en présence de la protéine Nsp1. 
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Résultats : partie 1 

 

Dans la première partie de mon travail de doctorat, je me suis intéressé à l'efficacité 

de traduction des différents ARNm du SARS-CoV-2 ainsi qu’à leur régulation. Cette 

étude a permis une première publication dans le journal Viruses en juillet 2022 et le 

dépôt d'un brevet sur l'utilisation de la 5'UTR du SARS-CoV-2 pour exprimer des 

protéines d'intérêt.  

Les régions 5'UTR des différents ARNm du SARS-CoV-2 possèdent toutes une région 

commune (la séquence leader) et une région variable propre à chaque ARN (Figure 

1). En construisant 9 ARNm rapporteurs correspondant à la séquence de chacune des 

5'UTR des ARNm du SARS-CoV-2 suivie d’un gène codant pour la luciférase, nous 

avons mesuré leur efficacité de traduction en lysat de réticulocytes de lapin et en 

cellules HEK293T. Nos résultats ont non seulement montré que tous les ARNm du 

SARS-CoV-2 étaient efficacement traduits, mais aussi qu'ils l'étaient à des niveaux 

variables suggérant l’existence d’un contrôle traductionnel spécifique pour chaque 

ARNm viral. De façon surprenante, la 5’UTR de l’'ARN génomique du SARS-CoV-2, 

s'est révélée être la plus efficace pour initier la traduction (Figure 3) malgré une 

séquence ARN longue, complexe et riche en structures secondaires (Figure 2). 

Cette propriété est conservée chez le SARS-CoV-1 mais pas chez le MERS-CoV 

(Figure 4) ce qui s'explique par la présence d’une uORF fortement inhibitrice présente 

dans la 5’UTR du MERS-CoV (Figure 7). 

Nous avons aussi montré que la 5’UTR de l’ARNg SARS-CoV-2 possédait également 

une uORF mais qu'elle n'inhibait que légèrement l'efficacité traductionnelle. (Figure 

7). 

Enfin, nous avons mis en évidence que l’initiation de la traduction des ARNm du 

SARS-CoV-2 se déroulait selon un mécanisme qui était dépendant de la coiffe (Figure 

5) et du complexe d’initiation de la traduction eIF4F (Figure 6).  
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Abstract: The SARS-CoV-2 infection generates up to nine different sub-genomic mRNAs (sgRNAs), in

addition to the genomic RNA (gRNA). The 50UTR of each viral mRNA shares the first 75 nucleotides

(nt.) at their 50end, called the leader, but differentiates by a variable sequence (0 to 190 nt. long)

that follows the leader. As a result, each viral mRNA has its own specific 50UTR in term of length,

RNA structure, uORF and Kozak context; each one of these characteristics could affect mRNA

expression. In this study, we have measured and compared translational efficiency of each of the ten

viral transcripts. Our data show that most of them are very efficiently translated in all translational

systems tested. Surprisingly, the gRNA 50UTR, which is the longest and the most structured, was

also the most efficient to initiate translation. This property is conserved in the 50UTR of SARS-CoV-1

but not in MERS-CoV strain, mainly due to the regulation imposed by the uORF. Interestingly, the

translation initiation mechanism on the SARS-CoV-2 gRNA 50UTR requires the cap structure and

the components of the eIF4F complex but showed no dependence in the presence of the poly(A) tail

in vitro. Our data strongly suggest that translation initiation on SARS-CoV-2 mRNAs occurs via an

unusual cap-dependent mechanism.

Keywords: translation initiation; SARS-CoV-2; eIF4F; mRNA; uORF

1. Introduction

In eukaryotes, translation is a highly regulated step of gene expression in which
mRNAs are decoded by ribosomes into proteins. This mechanism can be divided into four
steps: initiation, elongation, termination and ribosome recycling. The initiation process is
the rate-limiting step that promotes the formation of ribosomal complexes at the initiation
codon [1]. The majority of the cellular and viral mRNAs use the scanning model to engage
the ribosome on the mRNAs. This starts with the formation of a 43S complex, which is
composed of the 40S small ribosomal subunit associated with several eukaryotic initiation
factors (eIFs), notably eIF1, eIF1A, eIF3 and the ternary complex (TC) [1,2]. This TC results
in the association of eIF2 with a GTP molecule and the Met-tRNAi

Met [3]. Most eukaryotic
mRNAs are capped at their 50 extremity and polyadenylated at their 30 end in order to
ensure integrity, stability and efficient translation of the mRNA. The cap structure consists
of a 7-methylguanylate residue connected to the mRNA via an unusual 50 to 50 triphosphate
linkage [4]. The cap interacts with the eIF4F complex, which is composed of the cap-binding
protein eIF4E, the scaffold protein eIF4G and the RNA helicase eIF4A. The eIF4F complex
plays a crucial role during initiation because it establishes a physical and functional link
between the mRNA (through a cap–eIF4E interaction) and the 43S complex (through an
eIF4G–eIF3 interaction) [5–7]. Once bound to the 50end of the mRNA, the 43S complex
scans the 50 untranslated region (UTR) in a 50 to 30 direction to reach the cognate AUG start
codon. This is catalyzed by the RNA and ATP-dependent helicase activity of eIF4A, which
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unfolds the RNA structures encountered within the 50UTR. Recognition of the translation
initiation site (TIS) is ensured by a perfect base pairing between the AUG codon and the
anticodon of the tRNAi

Met, which triggers GTP hydrolysis and eIFs release, followed by
association of the 40S ribosomal subunit with the 60S ribosomal subunit to form the 80S
ribosome competent for elongation [1,2,8].

The efficiency of translation initiation is largely regulated by both eIF2 and eIF4F [9–11],
but the intrinsic characteristics of the mRNA, such as length, RNA folding and upstream
AUG codons, can also modulate the flow and quantity of ribosomes on the transcript [12].
In general, initiation on most eukaryotic mRNAs adheres to the first AUG rule, in which
the AUG triplet nearest the 50end is the beginning of the reading frame [13–16]. It is
noteworthy that the nucleotides that surround the initiation codon are critical for efficient
recognition with the following sequence—GCCA/GCCAUGG—being optimal and defined
as the Kozak context [13,14]. It has been reported that the nucleotides upstream of the
AUG codon, especially the purine at position �3 (according to the position of the AUG
codon), are important for efficient initiation [13,17–19]. UV cross-linking experiments in
the 48S pre-initiation complex (PIC) strongly suggested an interaction between eIF2α and
the �3 purine [20]. This was confirmed later by cryo-EM analyses of PIC indicating that
the arginine residues (Arg55 and Arg57) of eIF2α are located within close proximity of the
mRNA nucleotides upstream to the AUG codon, including the �3 position [21]. These data
are consistent with the role of eIF2 in AUG codon recognition [22]. However, the influence
of the nucleotide in the +4 position is rather controversial. Some experiments showed
that mutation of the guanosine reduces translation initiation efficiency [13], but it was
shown by analysis of all possible combinations using a FACS-seq approach that the +4G
was not always the optimum [23]. In addition, an alternative explanation was suggested
and it was based on the amino acid constraint on the second codon that participates in
post-translational modification, such as the N-terminus methionine excision [24,25]. Thus,
according to the robustness of this Kozak context, the AUG codon can be more or less
recognized as a translation initiation site or even completely ignored. In addition to these
features, the presence of short upstream open reading frames (uORFs) within the 50UTR
can also have an impact on translational efficiency of the main gene due to the fact that
some ribosomes will translate these uORFs and then dissociate from the mRNA before
reaching the main reading frame [26–28]. This is why the presence of these uORFs is often
associated with a reduction of production of the main protein product. Interestingly, in
some particular physiological conditions, the level of active TC is reduced and this favors
the bypass of these uORFs, resulting in efficient translation of the main ORF [29–31].

Another key feature of the mRNA that can regulate ribosome recruitment is the RNA
structure adopted by the 50UTR. It is now well known that a thermodynamically stable
hairpin structure at the 50end can completely block 43S complex attachment to the cap
structure [32–36] and it usually requires additional RNA helicases to overcome the energy
barrier imposed by these structures [37–39]. In some cases, these RNA motifs can serve
as anchors for the binding of specific proteins, creating an RNA-protein complex that can
arrest the scanning of the 43S ribosome. The best-known example remains the mRNA
coding for ferritin, in which the 50UTR contains an iron-responsive element, which is a
short and conserved stem-loop that is recognized when the endogenous iron concentration
becomes low in order to down-regulate translation of ferritin [40–43]. In RNA positive-
strand viruses, there are often many stable RNA structures that are involved in different
steps of viral replication (dimerization, packaging, export, etc.) [44–46] and can interfere
with viral translation. As such, viruses often develop strategies to council replication and
translation. The best example comes from picornaviruses, which contain uncapped mRNAs
harboring a very long and highly structured 50UTR with multiple upstream AUG codons
that are not used for translation [47,48]. Indeed, the RNA folding adopted by the 50UTR has
the capacity to create a functional structure that directly promotes ribosome recruitment
and was defined as internal ribosome entry segment (IRES) [49]. IRESes are not restricted
to picornaviruses and are present in other viral families [50,51] and cellular mRNAs [51–53].
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Viral IRESes remain the most studied and despite differences in length, sequence and
structures, they usually have the characteristics to directly interact with some components
of the 43S initiation complex to bring the ribosome close to the initiation codon [54–63].
On the other hand, eukaryotic IRESes concern ~10% of the mammalian mRNAs and they
are generally less structured than viral IRESes [51]. Overall, this mode of initiation is cap-
and eIF4E-independent and can become the predominant mode of translation initiation
mechanism during cellular stresses and viral translational escape [51,64–67].

The severe acute respiratory syndrome coronavirus 2 (SARS-CoV-2) [68] contains a
long and positive RNA genome (gRNA), which is capped and polyadenylated. Once in
the cytoplasm, the gRNA is immediately translated into two large polyproteins, ORF1a
and ORF1ab, which generate 16 non-structural proteins (nsp) after proteolytic cleavage.
Expression of these non-structural proteins is essential for replication and this starts with
the transcription of a full-length negative-sense genomic copy that serves as template for the
production of positive-sense genomic RNAs. One of the peculiarities of the coronaviruses
is that they harbor a conserved leader sequence located at the 50 end of the transcript that
serves as a cis-acting element for the transcription of all sub-genomic mRNAs (sgRNA).
This leader sequence is added to all sgRNAs through a polymerase template switching
that occurs when the viral polymerase encounters the transcriptional regulatory sequence
(TRS). The TRS precedes every single viral gene and is called the body TRS (TRS-B), with a
conserved core sequence that is thought to hybridize with the leader TRS (TRS-L) [69–71].
As a result, all 50UTRs of SARS-CoV-2 mRNAs (sgRNAs and gRNAs) share an absolutely
conserved 75-nucleotide (nt.) stretch, which is called the leader sequence. This leader
sequence is then followed by a variable RNA length (from 0 to 190 nt.) that terminates onto
an AUG start codon (Figure 1). Viral transcription generates up to nine sgRNAs coding
for the structural (S, E, M and N) and accessory (ORF-3a, ORF-6, ORF-7a, ORF-7b and
ORF-8) proteins (Figure 1) [71,72]. The 50UTRs of ORF-7a and ORF-8 gRNA are identical
and harbor only the leader sequence (Figure 1 and Table 1). The 50UTRs of ORF-S, ORF-3a,
ORF-E and ORF-N are composed of the leader sequence followed by only a few nucleotides
(from 1 to 8 nt.) (Figure 1 and Table 1). In contrast, the 50UTR of ORF-M, ORF-6 and ORF-7b
are relatively long, with respective lengths of 119, 230 and 151 nt. including the leader
sequence (Figure 1 and Table 1). Thus, every single sgRNA harbors its own 50UTR and the
nucleotide surrounding context of each AUG start codon is also unique (Table 1); these
structural features could potentially modulate translational efficiency.
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Figure 1. Scheme of the SARS-CoV-2 gRNA and sgRNAs. The cap and poly(A) tail structures are

indicated. The 50UTR of each viral mRNA is underlined and is composed of the common leader

sequence (black square) and the variable region (orange square). The other different colors correspond

to the different ORFs as indicated on the top.
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Table 1. Length, Kozak context and %GC of the SARS-CoV-2 gRNA and sgRNA 50UTRs.

50UTR Length (nt.) Kozak Context 1 %GC

ORF-1ab 265 GGU AAG AUG GAG 45
ORF-S 76 CGA ACA AUG UUU 37
ORF-3a 77 GAA CUU AUG GAU 36
ORF-E 77 GAA CUU AUG UAC 36
ORF-M 119 UUA GCC AUG GCA 31
ORF-6 230 CAA CAG AUG UUU 41
ORF-7a 75 ACG AAC AUG AAA 37
ORF-7b 151 GAC AGA AUG AUU 34
ORF-8 75 ACG AAC AUG AAA 37
ORF-N 83 ACU AAA AUG UCU 35

1 The AUG codons are represented in bold and the nucleotides at positions �3 and +4 are underlined.

The 50UTR of the gRNA is the longest (265 nt.) of all the viral mRNAs and contains
five stem-loop structures (SL1 to SL5) that have recently been modelized by chemical
probing analyses (Figure 2) [73,74]. These SL are critical for replication, RNA synthesis and
escape from nsp1-mediated translation inhibition [75–81]; however, they could potentially
represent hurdles for translation, notably at the level of ribosome recruitment and scanning.
Although the viral genome of SARS-CoV-2 is capped and polyadenylated, the translation
initiation mechanism used to locate the AUG start codon inside the SL5 remains undeter-
mined. In particular, one can predict that the high level of RNA secondary structures within
the 50UTR could be a serious hurdle for ribosome scanning and this could suggest another
mechanism for translation initiation. Such a hypothesis is also strengthened by the fact
that the AUG start codon is located at the vicinity and downstream of a four-way junction
structure (Figure 2), a situation that is reminiscent of similar motifs found in some viral
IRESes [49,82–85]. Last but not least, the SARS-CoV-2 50UTR also contains an uORF starting
at AUG107, which is located within the SL4 (Figure 2) and seems to be used as an initiation
site, as suggested by ribosome profiling analyses in infected cells [72,86]. Interestingly
and curiously, ribosome profiling analyses have also highlighted other uORFs initiating at
near-cognate initiation codons [72,86]. One is of particular interest because it is located on
a CUG codon at position 59 just 10 nt. upstream of the TRS leader, which means that it will
be present on all the sgRNAs. However, one should bear in mind that ribosome occupancy
observed in ribosome profiling analysis remains only indicative, as it is often difficult to
distinguish between a real TIS and the pausing of the 48S preinitiation complex [72].
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Figure 2. Modelization of the structure of the SARS-CoV-2 gRNA 50UTR. This model, adapted from

Miao et al. (2021) [73], shows the different stem-loop (SL) RNA structures. Position of the AUG

codons of uORF and main ORF are highlighted in red, the coding region in orange and the TRS-L

in green.
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All these unusual structural features can have a great impact on the translational
efficiency of the genomic and sub-genomic SARS-CoV-2 RNAs and this set the rationale
for this study. By using a series of in vitro and ex vivo functional translational assays
coupled with specific inhibitors of the cap-dependent mechanism, we have investigated
and compared translation of all SARS-CoV-2 transcripts. Our data show some unexpected
characteristics of the genomic RNA, which is extremely efficient to recruit ribosomes for
protein synthesis in all systems assayed despite its length, complex RNA structure and the
presence of a short upstream reading frame; these translational features are conserved with
the SARS-CoV-1 but not with MERS-CoV.

2. Materials and Methods

2.1. DNA Constructs

The pGlo-Renilla, pEMCV-Renilla, pHCV-Renilla and pMM1-L-protease constructs
have been previously described [87–89]. The leader sequence and the 50UTR (50UTRORF1ab)
of SARS-CoV-1 (NC_004718.3), MERS-CoV (NC_038294) and SARS-CoV-2 (NC_045512.2)
gRNA have been generated by consecutive PCRs with specific primers (Table S1). The
resulting PCR products were digested with the BamHI restriction enzyme and inserted
into the pRenilla vector between the BglII and BamHI restriction sites. The 50UTRs of
each SARS-CoV-2 sgRNA associated to the coding region of the Renilla luciferase were
produced by consecutive PCRs with specific primers (Table S2), digested with BamHI
and EcoRV restrictions enzymes and inserted into the pRenilla vector between the BglII
and EcoRV restriction sites. Mutation of the AUG107 and AUG158 in the SARS-CoV-2 and
MERS-CoV gRNA, respectively, and the mutation of the UAA triplet at position 133 in
SARS-CoV-2 have been performed by consecutive PCRs with specific primers (Table S3) to
generate the mut-AUG107, mut-AUG158 and uORF-phase constructs. The resulting PCR
products were digested with the BamHI restriction enzyme and inserted into the pRenilla
vector between the BglII and BamHI restriction sites. All DNA constructs were verified by
DNA sequencing.

2.2. In Vitro Transcription

The four combinations—capped/polyadenylated (+/+), capped/non-polyadenylated
(+/�), uncapped/polyadenylated (�/+) and uncapped/non-polyadenylated (�/�)—
were obtained by in vitro transcription using the linear template of pRenilla vector by
digestion either at the XbaI (non-polyadenylated RNAs) or at the EcoRI restriction site
(polyadenylated RNAs). RNA transcription was performed from 1 µg of linear DNA
template in transcription buffer (40 mM Tris–HCl (pH 7.5), 6 mM MgCl2, 2 mM spermidine
and 10 mM NaCl) in the presence of 40U of T7 RNA polymerase (Promega, Madison,
WI, USA), 40 U of RNAsin (Promega), 1.6 mM of each ribonucleotide triphosphate and
10 mM DTT. For capped mRNAs, the rGTP concentration was reduced to 0.32 mM, and m7-
GpppG cap analog (New England Biolabs) was added at a concentration of 1.28 mM. The
transcription reaction was carried out at 37 �C for 1 h 30 min, then treated for 30 min with
the RQ1 DNAse (Promega). mRNAs were isolated using NucleoSpin RNA XS purification
columns (Macherey Nagel, Düren, Germany). The integrity of RNA was checked by
electrophoresis on non-denaturing 1% agarose gel and the concentration was determined
by reading the absorbance using Nanodrop technology.

2.3. In-Vitro Translation Assays

Nuclease-treated Flexi Rabbit Reticulocytes lysate (RRL) or untreated RRL (Promega),
supplemented as previously described [90,91], were programmed with 5 or 10 fmol of
in vitro synthetized mRNAs in the presence of 75 mM KCl, 0.5 mM MgOAc, 2 mM DDT
and 20µM of each amino acid for 30 min at 30 �C. For radioactive labeling, 0.25 mCi/mL of
[35S] methionine was added to the reaction mix. Translation products were then stopped
in either Renilla lysis-juice buffer (PJK Biotech, Kleinblittersdorf, Germany) for luciferase
assay or in Laemmli sample buffer (4% SDS, 10% β-mercaptoethanol, 20% glycerol, 0.004%



110 

 

Viruses 2022, 14, 1505 6 of 21

bromophenol Blue, 0.125 M Tris-HCl pH 6.8) and resolved by 12% SDS-PAGE. The gel was
dried and quantified with a Molecular Dynamics PhosphoImager.

The L-protease from Foot-and-Mouth Disease Virus (FMDV) was prepared in RRL
as previously described [87]. L-protease (0.2 µL and 0.4 µL), hippuristanol (0.15, 0.3 and
0.6 µM) and the cap analog (1 µM) were incubated 10 min in the RRL before RNA addition.

2.4. Renilla Luciferase Activity

Renilla luciferase activity was measured using the Renilla-Juice luciferase assay (PJK
GmbH, Kleinblittersdorf, Germany) following the manufacturer instructions on a LUMIs-
tar apparatus (BMG LABTECH, Champigny-sur-Marne, France) or on a Mithras LB940
(Berthold, Thoiry, France).

2.5. Western-Blot against eIF4G

Proteins from mock or L-protease-treated RRL extracts were separated by a 7.5%
SDS-PAGE. The proteins were transferred onto polyvinylidene difluoride membranes
(Boehringer Mannheim, Ingelheim am Rhein, Germany). Blots were incubated first with
antibody against eIF4G (#2617 Cell Signaling Technology, Danvers, MA, USA) for 16 h at
4 �C, then with an anti-Rabbit IgG–Peroxidase antibody (Sigma Aldrich, Saint-Louis, MO,
USA) for 2 h. The chemiluminescence signal was detected using an Pierce ™ ECL reagent
(Thermofisher, Waltham, MA, USA) in the Chemidoc Imager (Biorad, Hercules, CA, USA).

2.6. Cell Culture and RNA Transfection

Jurkat T-cell line, obtained from ATCC, was cultured in RPMI-1640 medium (Life Tech-
nologies), supplemented with 10% fetal calf serum, penicillin, streptomycin, Hepes pH 7.5,
sodium pyruvate and L-glutamine. Cells were incubated at 37 �C in a 5% CO2 atmosphere.

For RNA transfection, 5.10(5) cells were resuspended in 10µL of buffer R (Life technol-
ogy) in the presence of 500 fmol of capped and polyadenylated mRNAs, and immediately
transfected using the Neon transfection kit (Life technology, Carlsbad, CA, USA) according
the manufacturer instructions. Cells were incubated in RPMI medium for 90 min at 37 �C,
washed twice in PBS and split in two pools to measure luciferase activities and to extract
cytoplasmic RNAs.

2.7. RNA Extraction and RT-qPCR

RNAs were isolated using the NucleoSpin RNA extraction kit according the manufac-
turer instructions (Macherey-Nagel, Düren, Germany) and quantified using a nanodrop
2000 spectrophotometer (Thermofisher, Waltham, MA, USA). Reverse transcription of
250 ng of cytoplasmic RNAs was performed using qScript kit (Quanta Bio, Beverly, MA,
USA). mRNA quantification was performed by quantitative PCR with the ONEGreen®

FAST QPCR PREMIX (Ozyme, Saint-Cyr-l’École, France) according to the manufacturer
instructions. Renilla luciferase (Renilla forward TGGACAATAACTTCTTCGTGAAAAC/
Renilla reverse GCTGCAAATTCTTCTGGTTCTAA) was amplified in parallel with the
endogenous housekeeping gene glyceraldehyde 3-phosphate dehydrogenase (GAPDH)
(GAPDH forward (Human) CGACAGTCAGCCGCATCTT/ GAPDH reverse (Human) CC-
CCATGGTGTCTGAGCG). The relative copy numbers of Renilla cDNAs were compared to
GAPDH using x–∆

Ct (where x corresponds to the experimentally calculated amplification
efficiency of each primer couple).

2.8. Sequence Alignment

The 50UTRs of the SARS-CoV-1 (NC_004718.3), MERS-CoV (NC_038294) and SARS-
CoV-2 (NC_045512.2) gRNAs were analyzed with a Multiple Sequence Comparison by
Log-Expectation (MUSCLE) using the default parameters [92].
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3. Results

3.1. Translation Initiation Efficiency Mediated by the SARS-CoV-2 50UTRs

During infection, SARS-CoV-2 generates at least 10 different mRNAs that harbor
unique 50UTRs in terms of length, structure and context of their AUG initiation site. In
order to investigate further the role of these 50UTRs in translational control, we have cloned
each of the viral 50UTR upstream of a reporter gene coding for the Renilla luciferase into
the pRenilla vector [88,89,93] (Figure 3A). The nucleotide triplet downstream to the TIS has
been conserved to maintain the SARS-CoV-2 original Kozak context. As a control, we have
used the 50UTR of the globin mRNA, which is known to promote translation initiation in a
very efficient manner. Capped and polyadenylated RNAs have been produced in vitro to
program the rabbit reticulocytes lysate (RRL) in the presence of S35-methionine. Protein
production was quantified on a phosphoImager after an SDS-PAGE resolution (Figure 3B).
For most of the transcripts, expression was as efficient as that generated by the 50 nt. of
the β-globin 50UTR (NC_000011.10; Figure 3B compare lanes 4–7, 9 and 11 with lane 2).
Interestingly, the 50UTRs derived from ORF1-ab, ORF-6 and ORF-7b promoted a higher
level of expression than from the globin mRNA reporter gene (Figure 3B lanes 3, 8 and
10); this was not expected considering that these viral 50UTRs are the longest and the
most structured of the series (Figure 2 and Table 1). We were also surprised to find that
translation of ORF-3a, ORF-S, ORF-E and ORF-6 was still very efficient despite the fact that
their AUG start codons are in a poor Kozak context (with a cytosine in -3 and/or an uracil
in +4; Table 1).

Quantification of protein production was also performed by measurement of the lu-
ciferase activity (Figure 3C). It should be remembered that the first amino acid downstream
to the methionine codon was variable for each construct as we conserved the Kozak context
of the original TIS (Figure S1). Thus, this N-terminal modification could have an impact
on the activity of the luciferase; the same samples have also been quantified by luciferase
assay. As the results obtained by reading of the luciferase assays were consistent with S35-
methionine quantification (compare Figures 3B and 3C), we assumed that this N-terminal
modification did not impact significantly the enzymatic activity of luciferase and the latter
has been used as a readout for protein production for the remainder of this study.

Next, we translated the different mRNAs into the untreated RRL, which represents
an in vitro competitive translation system due to the presence of endogenous mRNAs
that compete for the translational apparatus [89]. In such a system, translation initiation
mediated by the majority of the SARS-CoV-2 50UTRs was further enhanced in comparison
to the expression mediated by the globin 50UTR (Figure 3D). Once again, and consistent
with the RRL results, translation from the ORF-1ab 50UTR was the most efficient. This
very high level of translation of viral RNAs in the untreated RRL suggests that they have
the intrinsic ability to recruit ribosomes in a competitive environment. To go further, the
mRNAs have been electroporated into cells and the protein expression level has been
measured by luciferase assay and normalized to the quantity of RNA by RT-qPCR. The
results showed in Figure 3E are consistent with the data obtained in the RRL systems. Taken
together, our data show that the 50UTRs of the SARS-CoV-2 have the ability to promote a
high level of translation both in vitro and ex-vivo, with the 50UTRORF1ab (gRNA) sequence
being the most efficient of all.
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Figure 3. Translation efficiency of the SARS-CoV-2 50UTRs. (A) Scheme of the gRNA and the different

sgRNAs, with the leader sequence in black and the variable region in orange, which represent each

50UTR (this panel was obtained from Figure 1). The sequences corresponding to each 50UTR have

been cloned upstream of the Renilla ORF. (B,C) RRL and (D) untreated RRL have been programmed

with capped and polyadenylated mRNAs harboring specifically the 50UTR of the ORF1ab, ORF-S,

ORF-3a, ORF-E, ORF-M, ORF-6, ORF-7a, ORF-7b, ORF-8 or ORF-N. The resulting protein products

have been resolved on (B) an SDS-PAGE and quantified with a phosphoImager, or (C,D) analyzed

by luciferase assay. (E) Jurkat cells were electroporated with capped and polyadenylated mRNAs

as indicated. After 90 min of incubation, the cellular extracts were used for RT-qPCR and luciferase

assay. All the results are normalized to the globin 50UTR expression (set at 100%). Values are the mean

(+/� S.D.) for three independent experiments (panels (B,C)) or (+/� S.E.M.) for four independent

experiments (panels (D,E)).

3.2. Translation Efficiency from MERS-CoV gRNA 50UTR Differs from SARS-CoV gRNA
50UTRs

We next wondered whether a high level of translation could also be observed with
RNAs derived from closed relative strains, i.e., the SARS-CoV-1 [94–96] and the MERS-
CoV [97–99]. The 50UTR of the SARS-CoV-1 gRNA is 264 nt. long and shares 90% of its
identity with the sequence of the SARS-CoV-2 (Figure 4A and Figure S2). Once more, the
global RNA structure of the 50UTR is also conserved [73,74,77], which could indicate that
expression initiated from the 50UTR of the gRNA from both SARS-CoV strains could be
similar. In contrast, the MERS-CoV gRNA’s 50UTR is slightly longer (277 nt.) and more
distant from SARS-CoV sequences as it shares only ~60% of its identity with type 1 and type
2 (Figure 4A and Figure S2), which could also suggest a divergence in translational efficiency.
To directly test this hypothesis, we have used the pRenilla reporter gene harboring either
the leader sequence, which represents the shorter 50UTR (named leader), or the 50UTR of
the SARS- and the MERS-CoV gRNA (named 50UTRORF1ab in the rest of the manuscript)
(Figure 4B). Capped and polyadenylated mRNAs were generated by in vitro transcription
and translated in the RRL (Figure 4C) or electroporated into Jurkat cells (Figure 4D).
The products of expression were quantified by luciferase assays and normalized to the
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expression mediated by the globin 50UTR, which served as a positive control. Consistent
with our previous results, the 50UTRORF1ab of SARS-CoV-2 gRNA promoted strong protein
production (Figure 4C,D). As expected, a similar expression profile was observed when
translation was driven by the 50UTRORF1ab of the SARS-CoV-1, both in the RRL and in cells
(Figure 4C,D), confirming that the translational characteristics are well conserved between
the two strains. In contrast, although the leader sequence of MERS-CoV was also efficient to
drive translation in the RRL, it still remained lower than that of the SARS-CoV transcripts
(Figure 4C). This difference was even sharper with the 50UTRORF1ab of MERS-CoV, which
showed a decrease of up to 30% when compared to globin expression (Figure 4C). These
differences were also observed when the reporter mRNAs were transfected in cell lines
(Figure 4D). Our data show that the translation characteristics of the 50UTRORF1ab are
conserved between the two SARS-CoV strains but differ with MERS-CoV. This indicates that
divergences in sequence conservation are also observed in terms of translational efficiency.
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Figure 4. Divergence in translation efficiency between the 50UTRs of MERS-CoV and SARS-CoV

gRNA. (A) Percentage of identity between the 50UTRs of MERS-CoV, SARS-CoV-1 and SARS-CoV-2

gRNAs resulting from a MUSCLE alignment (Figure S2). (B) Scheme of capped and polyadenylated

mRNAs coding for the Renilla reporter gene with the leader or the 50UTRORF1ab from SARS-CoV-1/2

and MERS-CoV. (C) RRL was programmed with the corresponding in vitro transcribed reporter

mRNAs. Expression products were quantified by luciferase assays and normalized to globin 50UTR

expression (set at 100%). (D) Jurkat cells were electroporated with capped and polyadenylated

mRNAs as indicated. After 90 min of incubation, the cellular extracts were used for luciferase assay

and RT-qPCR. All the results are normalized to the globin 50UTR expression (set at 100%). Values

shown are the mean (+/� S.E.M.) for 6 (C) and 5 (D) independent experiments.

3.3. SARS-CoV-2 Translation Initiation Requires the Cap Structure and the Components of
eIF4F Complex

Data obtained so far have pointed out that translation of the gRNA of the SARS-CoV-2
is very efficient, both in vitro and ex vivo, but the molecular mechanism by which this
occurs remains to be determined. Surprisingly, the gRNA is the longest and most struc-
tured transcript, which should, a priori, represent a physical barrier for linear ribosomal
scanning. On the other hand, the viral gRNA is capped and polyadenylated, which is a
strong argument for a cap-dependent mechanism of translation initiation. This is also in
agreement with previous studies showing that addition of cap analog to the RRL resulted
in a strong reduction of translation driven by the 50UTR of the bovine CoV strain [100,101].
Furthermore, the destabilization of the eIF4F complex also results in the inhibition of viral
replication of MERS-CoV and HCoV-229E [102,103]. Although these studies suggest a
cap-dependent mechanism of translation for coronavirus mRNAs, this has not been ex-
perimentally established. On the other hand, the structural features of the 50UTRORF1ab

(gRNA), as well as the presence of a uORF and an AUG start codon located in a four-way
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junction RNA structure, could suggest the presence of an active IRES motif within the
50UTR [49,82–85]. Therefore, in order to distinguish between these two possibilities, we
decided to further investigate the molecular mechanism by which translation initiation
occurs on the SARS-CoV-2 gRNA.

We first looked at the effects of both the cap and the poly(A) tail structures in the
translation of SARS-CoV-2 mRNAs. In order to avoid the bias of RNA stability caused
by the absence of both structures, we performed our study in in vitro translation systems.
For this, we produced different combinations of capped, uncapped, polyadenylated and
non-polyadenylated transcripts harboring the 50UTR of the globin, the 50UTRORF1ab or the
leader sequence of SARS-CoV-2. Both RRL (Figure 5A) and untreated RRL (Figure 5B)
were programmed for 30 min and expression of the Renilla was quantified by luciferase
assays. As expected, the synergic effect of the combination of the cap structure and the
poly(A) tail was observed with the RNA control (globin 50UTR). Enhancement of translation
provided by these two elements was even amplified in the competitive untreated RRL,
which is an experimental system known to recapitulate faithfully cap/poly(A) synergy [89].
Expression initiated by the leader sequence or the 50UTRORF1ab was highly dependent on
the presence of the cap structure with a 10-fold stimulation over the uncapped transcripts
(Figure 5B). In contrast, we were surprised to find that the addition of the poly(A) tail
on the SARS-CoV-2 mRNAs did not add any supplementary translational advantage
over the non-polyadenylated mRNAs. This shows an unambiguous requirement for the
m7GTP cap structure but no significant effect of the poly(A) tail. In addition, this denotes
a major difference with canonical globin translation regarding the requirement for the 30

poly(A) tail.
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Figure 5. The effects of the cap and poly(A) tail on viral translation. Capped/polyadenylated

(+/+), capped/non-polyadenylated (+/�), uncapped/polyadenylated (�/+) or uncapped/non-

polyadenylated (�/�) Globin Renilla, 50UTRORF1ab Renilla and leader Renilla RNAs were translated

in (A) the RRL or in (B) the untreated RRL. Translational products were analyzed by luciferase assays

and normalized to the (�/�) condition (arbitrary set at 1). Values shown are the mean +/� S.D. for

three independent experiments.

We decided to continue our investigation to look at the role of the initiation factors that
are required for SARS-CoV-2 translation with a particular focus on the cap-binding complex
eIF4F (Figure 6A). This complex is formed by the association of three initiation factors:
eIF4E, eIF4A and eIF4G and its role is to bind both to the m7GTP cap structure and to the
ribosome [2]. Addition of cap analog to the RRL chelates eIF4F by competitive binding
and sequesters it from binding to the 50 end of the mRNAs (Figure 6A) [104]. As expected,
the addition of the cap analog in our translation assay resulted in a strong repression of
globin translation (Figure 6B) and a similar effect was observed on both the 50UTRORF1ab

and leader of the SARS-CoV-2 transcripts, confirming that the eIF4F complex is needed for
their expression.
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Figure 6. Requirement for the eIF4F complex. (A) Schematic cartoon of the eIF4F complex, which

is composed of eIF4E, eIF4G and eIF4A. The interactions with the PIC, cap analog, L protease and

hippuristanol are depicted on the figure. (B) RRL was treated with cap analog (1 µM) or with water

(ctrl) and then programmed with capped and polyadenylated globin-Renilla and SARS-CoV-2 leader

or 50UTRORF1ab-Renilla mRNAs. Products of expression were quantified by luciferase assays and

normalized to the control condition (set at 100%). (C–F) Untreated RRL was pre-incubated alone

(ctrl) or in presence of different amounts of L protease (µL) as indicated, and then programmed

with (D) globin-Renilla, (E) EMCV IRES-Renilla, (F) SARS-CoV-2 leader or 50UTRORF1ab-Renilla

mRNAs. Translation products were (C) resolved by a 7.5% SDS-PAGE and then transferred to a

PVDF membrane for Western blotting analysis against eIF4G, or (D–F) analyzed by luciferase assay

and normalized to the control condition (set at 100%). (G) RRL pre-treated with DMSO or increasing

amounts (µM) of hippuristanol (hipp.) was programmed for 30 min with globin-Renilla, HCV-IRES

Renilla, SARS-CoV-2 leader or ORF-1ab 50UTR-Renilla mRNAs. Expression products were analyzed

by luciferase assay and normalized to the control condition (set at 100%). Values shown are the mean

(+/� S.D.) for three independent experiments.

Next, in order to distinguish whether the whole eIF4F, or parts of it, are needed, we
decided to specifically focus on the independent role of both eIF4A and eIF4G, which
are core subunits of eIF4F. eIF4G can be targeted by viral proteases and eIF4A can be
specifically inhibited by some chemicals (Figure 6A). We first studied the dependence
on eIF4G by using the L protease from the foot-and-mouth-disease virus [105,106]. This
enzyme cleaves eIF4G to yield a N-terminal domain able to bind to eIF4E and a C-terminal
domain (called p100), which harbors the interacting domains with eIF4A and eIF3 [107].
Functionally, the cleavage of eIF4G inhibits cap-dependent transcripts but does not affect,
and even stimulates, translation of mRNAs bearing an IRES [108]. We have added in-
vitro-translated L protease to the untreated RRL that resulted in the cleavage of eIF4G
(Figure 6C) and we observed different effects on the reporter constructs assayed. As
expected, cap-dependent translation driven by globin 50UTR was inhibited (Figure 6D),
whereas the encephalomyocarditis virus (EMCV) IRES-mediated protein synthesis was
slightly stimulated (Figure 6E) as previously described [87]. Cleavage of eIF4G resulted
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in the inhibition of expression from both SARS-CoV-2 50UTRORF1ab and leader sequence
mRNAs (Figure 6F) and to a similar magnitude as that for globin, suggesting that translation
initiation from SARS-CoV-2 50UTRs depends on a mechanism that requires the integrity
of eIF4G.

Finally, we evaluated the requirement for the DEAD box RNA helicase eIF4A, which
is the third partner of the eIF4F complex and is involved in RNA unwinding and scan-
ning [109]. Indeed, chemical and enzymatic probing analysis of the SARS-CoV-
2 50UTRORF1ab [73,74] has revealed a high level of RNA secondary structures (Figure 2) that
may interfere with ribosome scanning. To test this hypothesis, we used a natural chemical
inhibitor of the eIF4A RNA-binding activity called hippuristanol (Figure 6A) [110]. Addi-
tion of increasing amounts of hippuristanol in the RRL inhibited globin cap-dependent
translation in a dose-dependent manner, whereas it did not interfere with expression of a
mRNA driven by the Hepatitis C Virus (HCV) IRES (Figure 6G), which does not require
eIF4A [111]. The RRL was then programmed with reporter genes containing SARS-CoV-2
50UTRORF1ab or leader sequence RNA constructs and this showed that initiation on both of
these RNAs was repressed upon addition of hippuristanol (Figure 6G) and the extent of
translation repression was comparable to that obtained for globin mRNAs.

Taken together, our data indicate that translation from the SARS-CoV-2 50UTRORF1ab

requires the activity of each component of the eIF4F complex, namely eIF4E, eIF4G and
eIF4A, which is consistent with a cap-dependent initiation mechanism.

3.4. uORF Downregulates the Translation Efficiency of gRNA

The 50UTRORF1ab of the SARS-CoV-2 (gRNA) harbors a potential uORF of nine amino
acids that starts at the AUG107 triplet and finishes at the UAA triplet located at position
134 (Figures 2 and 7A). uORFs are cis-acting elements located in the 50UTR that impact
on the translation efficiency of the mRNA. When these uORFs are translated by incoming
ribosomes from the 50 end, this often results in the decrease of translation initiation from
the main downstream ORF [27,112–115]. However, in some particular cases, the presence
of uORFs can also act as enhancers of protein production, as it was described with some
stress-related mRNAs [29,114,116,117].

In the case of the SARS-CoV-2 gRNA, ribosomal profiling data have suggested that
some ribosomes recognize and pause at the AUG107 codon [86]. However, formal proof
that this uORF is translated and the level at which it is expressed remain to be determined.
To test this hypothesis, we introduced two mutations in the pSARS-CoV-2 50UTRORF1ab-
Renilla to change the AUG107 triplet into an UAA triplet (Mut-AUG107) and to delete the
stop codon (UAA134) in order to align AUG107 in the same reading frame as the Renilla
ORF (uORF phase). The resulting RNAs have been synthesized by in vitro transcription
and translated into the RRL in the presence of S35-methionine. Data are presented in
Figure 7 and show that mutation of the AUG107 triplet resulted in a slight stimulation of
expression of the main ORF (Renilla) (Figure 7B lane 3), confirming that this AUG triplet
was recognized as an initiation site by the scanning ribosome. This was confirmed by the
second mutation (deletion of the UAA), which resulted in an increased expression of Renilla
(Figure 7B lane 4, denoted by the star). Altogether, our data unambiguously show that
the uORF located in the 50UTRORF1ab was translated in the RRL, but the effect on protein
expression, i.e., both production of the short peptide and increased production of Renilla,
remained relatively modest. In order to better appreciate the magnitude of this effect, we
have performed similar experiments on the 50UTRORF1ab of the MERS-CoV gRNA as it also
contains an uORF starting at the AUG158 triplet, which is located closer to the AUG start
codon of ORF-1ab (Figure 7A). To evaluate its role on mRNA translation, we have also
mutated the AUG158 triplet. The resulting mRNA was translated in the RRL and protein
products were analyzed on SDS-PAGE and quantified with a phosphoImager. We observed
that mutation of the AUG158 triplet induced a strong expression of the main ORF, which
was stimulated by up to three times when compared to the parental 50UTR (Figure 7C).
This stimulation was also observed when the reporter mRNAs were transfected in cell
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lines (Figure 7D). These results confirmed important differences in translational control
exerted by the uORFs in the coronavirus family with a moderate attenuation of translation
in SARS-CoV-2 compared to a more pronounced impact on the MERS-CoV 50UTR.
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Figure 7. The 50UTR uORF differentially regulates translation from SARS-CoV-2 and MERS-CoV.

(A) Scheme of the reporter mRNA with the 50UTRORF1ab of SARS-CoV-2 or MERS-CoV gRNA

with their respective uORF and positions. (B) Capped and polyadenylated mRNA harboring the

SARS-CoV-2 50UTR gRNA WT or the Mut-AUG107 or uORF-phase mutations were translated in

the RRL. Translation products were resolved by 12% SDS-PAGE and quantified with a phospho-

Imager. (C) Capped and polyadenylated mRNA harboring the MERS-CoV 50UTR gRNA WT or

the Mut-AUG158 mutation, were translated in the RRL. Translation products were resolved by

12% SDS-PAGE and quantified with a phosphoImager. (D) Jurkat cells were electroporated with

capped and polyadenylated mRNAs as indicated. After 90 min of incubation, the cellular extracts

were used for luciferase assay and RT-qPCR. Values shown are the mean (+/� S.D.) for three

independent experiments.

4. Discussion

Infection by SARS-CoV-2 generates a gRNA and at least nine sgRNAs, which all
start with a 75 nt. common leader sequence [71]. Each of these transcripts harbor a
unique 50UTR, which is composed of the shared leader sequence followed by an RNA
region that varies in length (between 0 to 190 nt. (Table 1)). Thus, the resulting viral
50UTRs have different degrees of RNA structures and some of them contain cis-acting
elements, such as an uORF, which is known to have an impact on translation initiation
efficiency. This set the rationale for this study aimed at investigating the translational
properties of all virally encoded mRNAs. To answer to this question, we showed that viral
50UTRs show significant variations of expression although they all exhibit a high level of
activity compared to globin 50UTR control. Importantly, the high and relative levels of
expression between viral mRNAs were maintained regardless of the experimental systems
used (RRL, competitive RRL and cells) (Figure 3), with the 50UTRORF1ab (gRNA) being
the most efficient of all. This is rather surprising considering that the 50UTRORF1ab is the
longest of the series (265 nt.), with multiple stable hairpin RNA structures and, above all,
the presence of the uORF (Figure 2). A priori, these structural features should represent
hurdles for ribosomal binding and scanning and one would predict a poor level of protein
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expression. However, this is clearly not the case as expression was revealed to be very
efficient and conserved between the two SARS-CoV strains (Figure 4). This suggested to us
that the SARS-CoV-2 50UTRORF1ab could use an alternative cap-independent mechanism;
such an assumption was also strengthened by the presence of the AUG start codon in a
four-way junction, which is a structural conformation that was previously described for
HCV IRES [118]. This prompted us to look for the requirement of the viral gRNA in the
initiation factors involved in cap-driven translation initiation. We showed that both the
cap structure and the eIF4F complex are necessary to initiate translation, which strongly
suggest a cap-dependent mechanism (Figures 5 and 6). We can assume that, after ribosomal
attachment to the cap structure, the PIC scans the viral 50UTR to reach the initiation codon
as eIF4A is required (Figure 6G) and, above all, the uORF is translated (Figure 7). However,
we cannot rule out that ribosomal shunting could occur through the 50UTR to bypass some
hairpin RNA structures [119–121] and contribute to this high level of translation. This
mechanism usually needs additional proteins [121] and this will require further studies to
determine its implication in SARS-CoV-2 translation initiation.

In the canonical translation initiation mechanism, the interaction between the poly(A)
binding protein (PABP) and eIF4G [122,123] brings the 50- and 30-ends of the mRNA
together and forms a mRNA’s circularization called the closed-loop model [124,125], which
promotes translation [89,126]. Interestingly, in our system, which is able to recapitulate the
cap/poly(A) synergy [89], the poly(A) tail did not provide any translational advantage to
the mRNAs that harbor the SARS-CoV-2 50UTRORF1ab when compared to globin 50UTR,
which uses a strict canonical cap-dependent translation initiation mechanism (Figure 5).
This particularity is quite unusual in the eukaryotic kingdom and this raises the question
of whether this closed-loop conformation takes place on mRNAs that harbor the SARS-
CoV-2 50UTR. The poly(A) tail requirement should be further investigated in the future
to determine if the PAPB is necessary to promote initiation and still interacts with eIF4G.
To our knowledge, a neutral influence of the poly(A) tail, in translation, has never been
reported before. Viral and cellular mRNAs without a poly(A) tail have been described
but they use alternative and specific cis-acting elements to bring the 50- and 30-ends of
the mRNA together [127–132]. Analyses of the formation of 48S PIC in RRL through a
sucrose gradient have indicated that it is almost absent on mRNAs harboring the SARS-
CoV-2 50UTR but not with the EMCV IRES [80], suggesting that the initiation process on
SARS-CoV-2 is not canonical. In SARS-CoV-2 infected cells, the size of the poly(A) tail is
quite short (47 nt. for median length) and is longer on the gRNA than on the sgRNAs [71].
Interestingly, during bovine CoV infection, the length of the poly(A) tail changes from ~45
nt. immediately after virus entry to ~65 nt. at 6 to 9 h post-infection [133]. These quick
modifications of the length are reminiscent of the translational control that takes place
during early oocyte/embryo development [134]. Although we did not notice a requirement
for the poly(A) tail in SARS-CoV-2 translation in the RRL, this does not exclude that the
poly(A) tail of SARS-CoV-2 mRNAs may regulate translation efficiency, mRNA stability
and/or mRNA localization in infected cells.

The exact mechanism by which the SARS-CoV-2 50UTRs drive the high levels of
expression is puzzling considering the structural features of the gRNA; nevertheless, this
characteristic could turn out to be a real benefit for viral replication in infected cells. Indeed,
in the early phases of infection, the viral nsp1 interacts with the 18S ribosomal RNA in
the mRNA entry channel of the ribosome and imposes a blockage by steric hindrance,
leading to a global inhibition of mRNA translation [135–137]. However, viral mRNAs can
escape this nsp1-mediated repression via a complex interplay between the leader sequence,
especially the SL1 RNA structure [78,80,81,137], which is able to interact with nsp1 [80,138].
It has been shown that, at low concentrations, nsp1 is able to stimulate the expression of
mRNA reporters that harbor the SL1 sequence in cells [81] but not in the RRL [80], which
is not a competitive system. This, along with our data, suggests that SARS viral RNAs
have the ability to compete very efficiently with cellular transcripts for the translational
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apparatus. Thus, it would be very interesting to assay the role of nsp1 in the untreated RRL
as well as in infected cells.

Finally, the expression of the gRNA is also regulated by an uORF localized within
its 50UTR, some 120 nucleotides upstream from the authentic AUG initiation codon. We
first showed that this uORF was recognized by scanning ribosomes and translated into a
short peptide whose role remains to be determined. In addition, mutation of the start AUG
codon of the uORF induced only a mild stimulation of the expression of the main reading
frame. This contrasts with the situation obtained with the MERS-CoV, in which we showed
that this uORF exerts a strong control on translation (Figure 7C,D). This is puzzling as
the uORF is conserved, suggesting its importance in the control and regulation of protein
synthesis despite having different effects on the flux of incoming ribosomes.

Genome-wide sequencing of 50UTR has revealed that uORFs are much more pervasive
in the genome than initially described, with an occurrence of about 50% in mammalian
mRNAs [139,140]. These uORFs can be located within non-coding RNAs, within the 50 and
30 UTRs or they can also be overlapping with the main ORF, either in-frame or out-of-frame
with the main protein product [141]. According to their localization, these uORFs regulate
gene expression in at least three different ways: (i) by imposing a sharp translational
control on the main ORF; (ii) by producing functional micro-peptides and (iii) generating
truncated/extended isoforms of the main protein product.

In the case of the uORF present in the SARS/MERS coronavirus, it is clearly located
within the 50UTRORF1ab and encodes a putative short peptide of 9–11 amino acids, which
does not appear conserved amongst the different members (Figure S3). Thus, it suggests
that this uORF regulates expression of the main protein product by throttling down the
flux of incoming ribosomes. This can happen by either stalling the 80S ribosomal complex
that forms on the encoded short reading frame, thus creating a roadblock for scanning
ribosomes or, alternatively, the short reading frame can also be a waylay for scanning pre-
initiation complexes [22]. As the same conserved uORF has a different impact on expression
from the SARS-CoV-1 and -2 compared to the MERS-CoV, this could reflect the fact that
two distinct mechanisms are at play. This is an important point that will be addressed
in the future. In any case, this uORF must be a key regulator of viral translation and
replication as it is widely conserved. Indeed, this uORF is highly conserved from different
coronaviruses [142] and recent ribosome profiling analyses have confirmed that its AUG
initiation codon is recognized by ribosomal complexes during both Mouse Hepatitis Virus
(MHV) and SARS-CoV-2 infection [86,143]. One study has focused on the physiological
function of the peptide issued by this uORF in MHV infection. For that, the authors
mutated the AUG-initiated uORF in the viral genome, showing that the virus was viable in
cell culture. However, serial passage of this mutant variant resulted in a reversion to an
intact uORF, indicating that this uORF must play a beneficial role in virus survival in cell
culture [142].

To summarize, our data strongly suggest that translation of the SARS-CoV-2 mRNAs
involves an unconventional cap-dependent mechanism that involves cis-acting RNA ele-
ments such as the structure of the leader, the length of the poly(A) tail and the role of the
uORF. Taken together, these elements must probably functionally interact with each other
in order to regulate the flow of ribosomes on the viral mRNAs.
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Résultats : partie 2 

1 Caractérisation de la fonction de la tige boucle SL1 

1.1 La tige boucle SL1 module l’efficacité de traduction 

La région 5'UTR de l'ARN génomique du SARS-CoV-2 possède de nombreuses 

régions structurées qui forment 5 tiges-boucles (SL1 à SL5) (Figure 1A). Les trois 

premières sont communes à l'ensemble des 9 ARNm sous-génomiques produits 

pendant l'infection. Dans le but de déterminer l’impact de ces structures secondaires 

sur la traduction des ARN viraux du SARS-CoV-2, nous avons réalisé plusieurs 

mutants de délétion (Figure 1 A) que nous avons clonés en amont d'un gène 

rapporteur codant pour la Renilla (Figure 1B). Tous nos mutants possèdent un codon 

AUG dans le même contexte Kozak afin que ce paramètre ne rentre pas en compte 

dans nos observations. Nous avons généré 11 ARNm contenant des délétions dans 

chacune des 5 tiges-boucles qui ont été transcrits in vitro puis traduits dans le lysat de 

réticulocytes de lapin (RRL). L'efficacité de traduction est déterminée en mesurant 

l'activité enzymatique de la Renilla luciférase. Les résultats sont présentés dans la 

figure 1C et on s'aperçoit que la plupart des ARNm sont bien traduits si on compare 

avec l'ARNm contenant la 5’UTR de la β-globine qui est utilisée comme contrôle 

interne. De façon intéressante, la délétion de la séquence leader (ΔLead) ou 

seulement de la tige-boucle SL1(ΔSL1) entraîne une baisse de l'efficacité de 

traduction par rapport à la séquence sauvage (5'UTR-SARS-CoV-2) de l'ordre de 50 

% et 20 % respectivement. Les délétions individuelles des SL2 à SL5 de la région 

5’UTR ne provoquent pas de diminution significative de l'expression dans notre 

système. Afin de s'assurer que l'effet observé ne résulte pas du changement de 

longueur de la 5’UTR due à la délétion de SL1, celle-ci a été remplacée par quatre 

différentes séquences aléatoires de longueur similaire à SL1 (25 nucléotides) dans 

une nouvelle série d'ARNm qui ont été traduits dans les mêmes conditions que ci-

dessus (Figure 1D). On observe, par rapport au contrôle 5'UTR SARS-CoV-2, une 

diminution comparable à celle observée précédemment. Notons toutefois des 

différences entre les séquences aléatoires utilisées ce qui reflète probablement des 
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niveaux de structure différents. Nous avons ensuite électroporé des cellules HEK293T 

avec les ARNm contrôles et mutants, après 3 heures les cellules ont été récoltées, 

lysées et l'activité de la luciférase a été évaluée. De façon parallèle, afin de normaliser 

les résultats le niveau d’expression de chaque ARN rapporteur a été déterminé par 

RT-qPCR; les résultats sont présentés dans les Figure 1E et F et confirment les 

données obtenues en lysat de réticulocytes qui montrent que la délétion de la tige-

boucle SL1 entraine une baisse d'expression et que le remplacement de cette 

séquence par un segment de même longueur ne rétablit pas l'activité traductionnelle.  

 

Nous avons ensuite regardé si des régions spécifiques de la tige-boucle SL1 étaient 

impliquées dans l’effet observé. Pour ce faire, deux mutants tronqués de SL1 ont été 

générés : le premier possède la partie basse de la tige-boucle (mutant shortening SL1 

#1) et le second, sa partie haute (mutant shortening SL1 #2). Après transcription et 

purification, ces 2 ARNm ont été électroporés dans des cellules HEK293T. Les 

résultats (Figure 1G) montrent que la délétion partielle de la tige-boucle SL1, qu’elle 

concerne la partie haute ou la partie basse, impacte l’efficacité de traduction de ces 

ARNm ce qui confirme l'importance de celle-ci dans ce mécanisme.  

 

1.2 Plusieurs éléments de la tige-boucle SL1 sont impliqués dans 

l’efficacité traductionnelle médiée par la 5’UTR du SARS-CoV-2  

Nous avons ensuite voulu identifier les sous-domaines de cette structure qui étaient 

impliqués dans sa fonction. SL1 est composée de deux tiges de 5 paires de bases, 

d’un bulge formé par 3 nt et d’une boucle de 4 nt (Figure 2 A). Nous avons réalisé au 

total plus de 100 mutants différents, mais nous ne décrirons que les mutants qui ont 

montré des différences significatives. Nous avons remplacé la boucle par 4 nt 

complémentaires (mutant mLoop #1), muté la région des bulges, soit en les 

supprimant (mutant mBulge #1), soit en créant un appariement complémentaire des 

nucléotides impliqués (mutant mBulges #2) (Figure 2A). Toutes ces modifications ont 

été créées, dans le contexte de la 5’UTR de l’ARNg du SARS-CoV-2 qui dirige la 

synthèse de la protéine Renilla. Après transcription, ces 3 ARNm ont été traduits dans 

le RRL et comparés au contrôle 5’UTR sauvage de l’ARNg du SARS-CoV-2 (Figure 
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2A). Nous pouvons remarquer que les trois différentes mutations de la boucle et du 

bulge de la structure SL1 diminuent l’efficacité de traduction de la Renilla indiquant 

que ces deux éléments de la tige-boucle SL1 sont importants. 

Nous avons poursuivi nos investigations en remplaçant la partie supérieure de la tige-

boucle SL1 par sa séquence complémentaire, créant ainsi le mutant dénommé Sl1-

FlipA et remplacé la totalité de la tige-boucle SL1 par sa séquence complémentaire, 

pour générer le mutant Sl1-FlipA-B (Figure 2B). Afin de mieux comprendre l'éventuelle 

action synergique des différentes parties de la tige-boucle SL1 et en cohérence avec 

nos observations précédentes, nous avons aussi construit un mutant combinant 

l’inversion de la tige et la modification de la boucle déjà caractérisée à la figure 2A 

(SL1_FlipA-B_mLoop). Ces trois ARNm ont été synthétisés in vitro, traduits en RRL et 

les résultats sont présentés dans la figure 2B.  On observe que l’inversion de la partie 

haute de la tige-boucle (mutant SL1-FlipA) est suffisante pour affecter la traduction de 

ce transcrit. De manière intéressante, nous pouvons observer que les mutations 

simultanées de la tige et de la boucle se potentialisent, atteignant ainsi une diminution 

de l’efficacité de traduction de l’ordre de 40% par rapport à l'ARNm non muté. Cela 

confirme une nouvelle fois le rôle essentiel de la tige-boucle SL1 et en particulier sa 

partie apicale.  

La position 15 de la SL1 a été précédemment identifiée comme une région importante 

dans l’échappement des ARN viraux à l’effet inhibiteur de la protéine Nsp1(Bujanic et 

al. 2022). Nous avons introduit une mutation de sauvetage (Figure 2C) qui restaure le 

G15 en C15 sur le mutant SL1_FlipA-B_mLoop (SL1_FlipA-B_mLoop_C15). La 

traduction de ces constructions en RRL montre une augmentation de l'expression avec 

la mutation de sauvetage G15C à la fois en lysat de réticulocytes et en cellules 

HEK293T (Figure 2C). 

Nous avons ensuite substitué la séquence de la boucle inversée AGGG par la boucle 

sauvage UCCC ce qui crée un nouveau mutant (SL1-FlipA-B_C15). La correction de 

la position 15 combinée au remplacement de la boucle AGGG par la boucle sauvage 

UCCC permet de restaurer intégralement le niveau de traduction au niveau du contrôle 

positif (Figure 2D).  
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Cela confirme que la position C15 dans la tige-boucle SL1, ainsi que la composition 

en nucléotides de la boucle, sont importantes pour maintenir l'expression observée 

avec la 5’UTR de l’ARN génomique du SARS-CoV-2. 

 

Nous avons ensuite étudié le rôle des séquences ARN qui jouxtent la tige-boucle SL1 

en mutant les 6 nucléotides situés immédiatement en aval (mutant 

mSeqDownstream_SL1) et en amont (mutant mSeqUpstream_SL1) et en veillant à ne 

pas introduire de codons d'initiation (Figure 3A). Ces ARN ont été transcrits in vitro, 

traduits en RRL (Figure 3B), et en cellules HEK293T (Figure 3C). Les résultats 

montrent que les mutations, tant en amont qu’en aval, entraînent une baisse de 

l'expression in vitro et ex-vivo avec un effet plus prononcé dans les cellules. Il est 

important de noter que pour écarter l'impact potentiel de la stabilité des ARNm dans 

les cellules électroporées, les transcrits ont été quantifiés par RT-qPCR et les résultats 

sont donc normalisés par rapport aux quantités d'ARNm mesurées.  

Nous pouvons donc conclure de ces expériences que l'intégralité de la séquence de 

SL1, ainsi que le contexte qui jouxte la tige boucle en amont et en aval sont requis 

pour assurer une traduction efficace. 

 

1.3 Effet de la protéine Nsp1 sur la traduction des ARNm du SARS-

CoV-2: effet de la tige boucle SL1 

Lors de l'infection, l'expression de la protéine Nsp1 réprime fortement la synthèse des 

protéines cellulaires par plusieurs mécanismes que nous avons décrits au chapitre III 

de l'introduction. L'un d'eux est la répression traductionnelle, répression qui ne semble 

pas, ou peu, affecter la synthèse des protéines virales. Cependant le mécanisme 

moléculaire qui permet l'échappement des ARNm viraux à l'inhibition n'est pas élucidé 

bien qu'il ait été montré que la structure et la composition nucléotidique de la 5'UTR 

du SARS-CoV-2 soit importante, notamment au niveau de la tige-boucle SL1 (Bujanic 

et al. 2022). 

De fait, nous avons exploité le potentiel du système de traduction in vitro pour mesurer 

les effets de Nsp1 sur la traduction virale.  
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Pour ce faire, nous avons utilisé les constructions décrites dans le chapitre précédent 

(Résultats 1, Condé et Al) qui codent pour la luciférase sous le contrôle des séquences 

des 5'UTR des 8 ARN sous-génomiques du SARS-CoV-2 (N, ORF7a-8, ORF 7b, 

ORF6, M, E, ORF 3a, S ) et de l'ARN génomique (5'UTR SARS-CoV-2). Le gène 

codant pour la protéine Nsp1 WT et le mutant KH ont été clonés dans un vecteur 

d'expression procaryote (pET28a) leur conférant une étiquette histidine. Le mutant KH 

décrit dans la littérature est fonctionnellement inactif (Bujanic et al. 2022). Des 

bactéries BL21 ont été transformées avec le plasmide pET28-Nsp1 WT et mutant puis 

induites avec l’IPTG pendant 3 heures avant lyse et purification sur colonne de cobalt. 

Les protéines sauvages et mutées ont été resuspendues dans un tampon (25 mM Tris-

Cl pH 7.5, 50 mM NaCl, 0.1mM MgCl2, 25% glycérol) et leur concentration déterminée 

par mesure de l’absorbance (ƛ260) au Nanodrop ; leur intégrité et leur taille 

moléculaire a été vérifiée sur gel SDS-PAGE.  

Une quantité équivalente (0,1 µg) de la protéine sauvage ou mutée a été ajoutée au 

lysat de réticulocytes en présence de chacun des ARNm du SARS-CoV-2. Après 40 

minutes d'incubation, l'expression des transcrits viraux a été déterminée en mesurant 

l'activité luciférase. Pour évaluer l'impact de la protéine Nsp1 sur l’expression des 

différents rapporteurs, nous avons calculé le rapport d'expression des ARNm en 

présence de la protéine Nsp1 sauvage comparé à leur expression en présence de la 

version mutée inactive de Nsp1 (mutant KH) en fixant arbitrairement à 1 le rapport 

obtenu avec la 5’UTR de l’ARNg.  

Les résultats de la figure 4A montrent que la traduction de tous les ARNm 

subgénomiques, à l'exception de M et 7b, est inhibée par l'ajout de la protéine Nsp1 

avec une intensité variable. Les ARN subgénomiques dont la traduction est 

dépendante des 5’UTR de l’ORF E et de l’ORF 3a sont les plus affectés avec une 

diminution significative de leur activité de l'ordre de 30 % à 40% par rapport au contrôle 

(5'UTR SARS-CoV-2). Néanmoins, ils restent significativement au-dessus de l'activité 

de l'ARNm de la globine qui est, comme prévu, très fortement impactée par l'ajout de 

Nsp1. On retrouve une situation intermédiaire avec les constructions contenant la 

5'UTR des ORF S, ORF8 et N. 

Nos résultats sont en accord avec l’hypothèse que la tige boucle SL1, qui est présente 

sur chacun des transcrits viraux, permet de résister à l'effet inhibiteur de Nsp1 qui est 
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beaucoup moins prononcé que sur l'ARNm globine. En revanche, il existe une grande 

variabilité d'effet parmi les transcrits viraux ce qui indique que la présence de SL1 n'est 

pas le seul élément déterminant. 

Nous avons ensuite voulu savoir si les autres tiges-boucles, notamment SL2, SL3, SL4 

et SL5 pouvaient, elles aussi, contrer l'effet inhibiteur de Nsp1. Pour ce faire, des 

délétions de chacune des 5 SL ont été effectuées au sein de la 5'UTR ainsi que les 

délétions des sous-domaines de SL4 (SL4A et SL4B) et SL5 (5A, 5B et 5C) qui sont 

les segments les plus longs et les plus structurés. Chacun de ces 10 ARNm mutants 

a été traduit dans le lysat de réticulocytes en présence de la protéine recombinante 

sauvage ou mutée et les résultats sont normalisés par le rapport de l'activité obtenue 

comme décrit ci-dessus. On observe sur la Figure 4B que seules les délétions de SL1 

(ΔLeader et ΔSL1) ont un effet important (50 % d'inhibition) sur l'activité 

traductionnelle. On note également que cette diminution reste moins importante que 

celle observée avec l'ARNm globine comme c'était le cas précédemment. Les 

délétions de tout, ou partie, des SL 2, 3, 4 et 5 n'ont pas, ou peu, de conséquences 

significatives sur l'activité traductionnelle.  

Nos résultats, présentés dans les figures 1 à 4, confirment que tige-boucle SL1 est 

essentielle pour que les ARN du SARS-CoV-2 contournent l'inhibition traductionnelle 

induite par la protéine Nsp1. Ils révèlent également la contribution de cette structure à 

l'efficacité de traduction de la région 5'UTR de l'ARN génomique du SARS-CoV-2, et 

ce, même en l'absence de Nsp1. De plus, nos observations suggèrent que la tige-

boucle SL1 n'est pas le seul élément qui contribue à l'échappement des ARN viraux 

face à l'inhibition de la traduction induite par Nsp1. 

 

2 Des uORF régulent l'expression des ARN viraux 

Une des particularités du SARS-CoV-2 réside dans le fait que pour chacun de ses 

ARN, aussi bien génomiques que sous-génomiques, la séquence leader est ajoutée à 

une distance variable du codon AUG initiateur ce qui rend unique chacun des transcrits 

viraux. Le leader commun de 75 nucléotides contient un codon CUG à la position 59 

et des études récentes de ribosome profiling in vivo ont montré que ce codon pourrait 

servir de site d'initiation pour les ribosomes (Kim et al. 2021). Selon l'ARN 
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subgénomique considéré, ce codon non canonique peut être en phase ou hors phase 

avec le codon d’initiation principal créant ainsi potentiellement une uORF différente 

dans chaque configuration. Celle-ci pourrait être totalement comprise dans la région 

5’UTR (ORF1ab et ORF6), chevauchante (ORF7a/8) ou encore en phase (ORF S).  

 

2.1 Impact sur la traduction de l'ARN génomique (ORF 1a/b) 

Nous avons cloné la région 5’UTR de l'ORF 1a/b dans laquelle le codon CUG-59 est 

en phase avec l'uORF débutant à la position 107. Dans ce contexte, le codon CUG-

59 peut démarrer une courte phase de lecture qui s'achève avec le codon (stop) à la 

position 134 (Figure 5A). Nous avons construit différents mutants avec une sélection 

de mutations qui changent le codon CUG-59 en codon AUG, d'autres qui modifient 

son contexte nucléotidique ou qui suppriment les codons stop en aval pour mettre en 

phase les codons CUG-59 et AUG-107 avec le cadre de lecture de la Renilla. Afin de 

visualiser tous les produits de traduction en fonction des sites d'initiation utilisés, nous 

avons réalisé ces expériences en présence de méthionine radiomarquée au S35 puis 

séparé les produits de traduction sur gel de polyacrylamide révélé par 

autoradiographie.  

L’expression de l’ARN contenant la 5’UTR WT du SARS-CoV-2 montre une seule 

bande correspondant à la synthèse de Renilla (Figure 5B piste 1). Lorsque les 3 

codons stop aux positions 134, 137, 252 sont supprimés (Figure 5 B, piste 2), on voit 

apparaitre une protéine additionnelle qui résulte de l'initiation au codon AUG-107. Ceci 

est confirmé par la mutation de ce triplet en codon CCG (piste 8). L’initiation sur le 

codon CUG-59 n’est pas détectable bien qu'il soit aussi en phase avec la Renilla 

(pistes 2 et 5). En revanche, lorsque celui-ci est remplacé par un codon AUG, il est 

alors reconnu par le complexe ribosomal (pistes 7 et 8). Cependant, de manière 

surprenante, la mutation du codon CUG-59 en CCG ou la modification de son contexte 

nucléotidique produit un modeste, mais reproductible, impact sur la traduction de la 

Renilla (comparer les pistes 3 et 4 avec la piste 1). Ces résultats suggèrent que le 

codon CUG à la position 59, bien qu'il ne soit pas en mesure de servir de codon 

d'initiation, semble avoir un effet régulateur indirect sur l’efficacité de traduction de 

l'ORF principale (AUG-266). De manière intéressante, nous constatons que la mise 

en phase induit systématiquement une baisse d’expression de l’ORF principale (pistes 
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2, 5, 7 et 8) alors que la simple mutation du codon AUG-107 en triplet CCG stimulait 

l’expression de la Renilla (Figure 7B de Condé et al 2022). Ces résultats confirment le 

rôle régulateur de cet uORF dans l’expression de l’ORF principale. 

 

Enfin, les évènements d'initiation sur les codons AUG-59 et AUG-107 (pistes 2, 5, 7, 

8) confirment aussi que la 5’UTR de l’ARN génomique du SARS-CoV-2 est balayée 

de manière linéaire par les ribosomes qui peuvent reconnaitre un site d'initiation fort 

en amont. C'est en accord avec nos résultats précédents montrant un mécanisme 

coiffe-dépendant et cela s'oppose aux résultats de nos collègues qui suggèrent la 

présence d'une séquence IRES au sein de l'ARNg du SARS-CoV-2 (Slobodin et al. 

2022).  

 

2.2 Impact sur l'ORF 7a et 8  

Nous avons ensuite examiné le rôle du codon CUG-59 dans le contexte des régions 

5’UTR des ARN sous-génomiques des ORF 7a et 8 qui sont similaires et se résument 

à la séquence leader. Dans cette configuration, le codon CUG à la position 59 ne se 

trouve pas en phase avec le codon AUG principal à la position 76. Dans un premier 

temps, nous avons muté le triplet CUG-59 en codon CCG. Cet ARNm exprime la 

Renilla à un niveau proche de l’ARN WT (Figure 6b piste 1 vs 5). Nous avons ensuite 

muté le triplet CUG-59 en codon AUG afin d’être sûr qu’il peut être reconnu par le 

complexe traductionnel. Comme nous pouvons le voir à la Figure 6B piste 2, cette 

mutation inhibe fortement la synthèse de la protéine principale initiée au codon AUG-

76 ce qui suggère que le codon AUG-59 est pris comme site d'initiation. Pour confirmer 

cela, nous avons construit un nouvel ARN rapporteur dans lequel le codon AUG-59 

est dans le même cadre de lecture que le codon AUG-76. Pour ce faire, nous avons 

introduit un décalage de phase en ajoutant 2 nt (+2), ou en retirant 1 nt (-1) en amont 

du codon AUG-76. Les pistes 3 et 4 de la figure 6B montrent que la synthèse de la 

protéine s’effectue majoritairement à partir du codon localisé à la position 59.  

Nous avons ensuite inséré une séquence de 30 nt entre la position 59 et le codon 

d’initiation 76 pour mieux détecter les produits de synthèse. Cela permet de visualiser 

de manière très claire que la mutation CUG en AUG à la position 59 entraine une très 

forte baisse de l'initiation à l'AUG-76 (Figure 6C, piste 2) et que la mise en phase de 
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ce codon permet de produire une protéine avec une extension N-terminale qui 

correspond à l'initiation des ribosomes au niveau du codon AUG-59 (Figure 6C, piste 

3 et 4).  

Enfin, nous avons changé le contexte du codon CUG-59 pour un bon contexte 

nucléotidique (acc-CUG-guc) (figure 6D, piste 2) ou pour un mauvais contexte 

nucléotidique (uuu-CUG-cuc) (figure 6D, piste 3). En comparant la traduction de ces 

deux rapporteurs au contrôle (figure 6D, piste 1), nous constatons qu'un bon contexte 

Kozak entraîne une légère baisse de l’initiation à l’AUG-76.  

En conclusion, l'ensemble des expériences de la figure 6 nous permet de conclure que 

le codon CUG-59 semble être peu utilisé pour initier la traduction dans son contexte 

normal.  

2.3 Impact sur l'ORF 6 

Nous avons également étudié le rôle du codon CUG-59 dans le contexte de la région 

5’UTR de l’ORF 6. Cette région qui est relativement complexe, représente, après celle 

de l’ARN génomique, la plus longue des 5’UTR du SARS-CoV-2. Elle contient la fin de 

la région codante de l’ORF M qui la précède dans le génome viral (Figure 7A) et le 

codon CUG-59 crée potentiellement une uORF longue de162 nt.  

Lorsque nous avons mis en phase le codon CUG-59 avec la Renilla, nous n'avons pas 

observé d'extension N-terminale de la protéine ce qui indique que le codon CUG n'est 

pas reconnu par le ribosome (Figure 7B, ligne 2). De même, la mutation du triplet CUG 

en CCG (lignes 3 et 4) ou les mutations qui changent son contexte nucléotidique en 

un bon, ou mauvais, contexte Kozak (lignes 7 et 8) ne changent pas vraiment le profil 

de traduction ce qui confirme que le codon CUG n'est pas reconnu par la machinerie 

traductionnelle dans le contexte de l'ORF 6.  

En revanche, la substitution du triplet CUG-59 en un codon AUG à la même position 

inhibe de manière drastique la traduction de la Renilla sur l'AUG-231 (Renilla) (ligne 5 

et 6) confirmant que le ribosome balaye la 5’UTR.  

2.4 Impact sur l'ORF S 

Enfin, nous avons évalué l'impact du codon CUG-59 sur l’initiation de la traduction 

dans le contexte de l'ARN sous-génomique codant pour la protéine Spike. Dans la 
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5’UTR de cet ARN, le codon CUG-59 est dans le même cadre de lecture que l'AUG 

principal (AUG-77) (figure 8A).  

La traduction dans le lysat de réticulocytes d’un ARNm où le gène rapporteur est sous 

le contrôle de la 5’UTR de Spike semble indiquer la présence d'une bande de faible 

intensité juste au-dessus du produit principal (Figure 8B, piste 1) qui semble disparaitre 

lorsque le contexte du CUG-59 est muté (piste 3) ou remplacé par un codon CAG 

(piste 2). Conformément avec les 5’UTR des autres ORFs (ORF 1a/b, ORF 6, ORF7a-

8, FIG 5, 6 et 7), la substitution du codon CUG-59 par un codon AUG (piste 5) induit 

un léger décalage vers le haut de la Renilla confirmant un changement du site 

d'initiation au profit de ce dernier. De manière intéressante, la délétion de l'AUG 

principal (piste 4) révèle clairement la présence d'une bande qui résulte d’une 'initiation 

au triplet CUG-59 et qui s'accompagne de produits de traduction plus courts 

correspondant à des évènements d’initiation en aval de la position normale du codon 

AUG-77.  

Afin de mieux visualiser les protéines produites à partir des codons CUG-59 et AUG-

77, nous avons inséré une séquence aléatoire de 30 nucléotides entre ces deux 

positions et nous avons introduit différentes mutations qui améliorent (note Good sur 

la Figure 8C) le contexte nucléotidique des codons CUG-59 ou AUG-77 ou qui 

dégradent ce contexte (note Bad sur la Figure 8C). On note tout d'abord (Figure 8C 

piste 2) que l'ajout de l'extension de 30 nucléotides permet de visualiser un produit de 

traduction de taille plus importante ce qui confirme que le codon CUG-59 est reconnu 

par le ribosome. De plus, les mutations qui améliorent le contexte du CUG-59 

s'accompagnent d'une meilleure traduction sur ce dernier (pistes 3 à 5); au contraire, 

lorsque le codon CUG-59 se trouve dans un contexte Kozak défavorable (piste 6, 7 et 

8), on perd complètement l'initiation sur ce site.  

Ces résultats indiquent que le codon CUG-59 de la 5’UTR de l’ARNsg codant pour la 

protéine spike est reconnu par la machinerie traductionnelle comme un site d’initiation 

ce qui implique que, dans le contexte de l'infection virale, la protéine Spike possède 

très probablement une isoforme qui comprend cette extension N-terminale et qui 

pourrait avoir un rôle dans le cycle viral.  

L'ensemble des résultats présentés aux figures 5, 6, 7 et 8 montre que le codon CUG-

59 peut être utilisé comme codon initiateur lorsqu'il se trouve dans le contexte de l'ORF 
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codant pour Spike. Pour tous les ARNm testés, la position 59 est bien reconnue 

comme un site initiateur fort si le codon CUG est muté en codon AUG ce qui indique 

clairement que les ribosomes balayent cette région et peuvent reconnaitre un site 

initiateur potentiel.  
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Matériel et Méthodes 

Cette section "Matériel et Méthodes" se veut un complément à celle exposée dans 

l'article de Condé et al., 2021. Compte tenu des similitudes importantes avec les 

expériences décrites précédemment, l'objectif ici est de fournir des détails sur les 

nouvelles expériences introduites et les éventuelles modifications. 

 

Purification des protéines recombinantes  

Des bactéries E.Coli BL21 exprimant le vecteur pET28a-Nsp1 sauvage et pET28a-

Nsp1 KH ont été cultivées jusqu'à ce que l'absorbance à 600 nm atteigne une valeur 

comprise entre 0,6–0,8, puis elles ont été induites avec 0,5 mM d'IPTG pendant 5 h à 

30°C. Les culots bactériens ont été resuspendus dans un tampon de lyse B-PER 

(Thermo Scientific, 78243) complété avec 1 mg/ml de Lysozyme (Sigma), 30 U/ml de 

DNaseI (Promega) et un cocktail d'inhibiteurs de protéases (Roche). Après incubation 

le lysat a été clarifié à 6000g pendant 20 min. Le surnageant a été récupéré et incubé 

avec de la résine Cobalt HisPur (préalablement équilibrée dans le tampon de lyse 

natif ; Thermo Scientific, 89965), à 4°C pendant au moins 6 h sous agitation rotative 

douce. Le mélange a ensuite été appliqué sur une colonne de 5 ml (Bio-Rad) puis s’est 

écoulé par gravité. La résine a ensuite été lavée quatre fois avec cinq volumes de 

tampon de lavage natif (50 mM de NaH2PO4 pH 8.0; 300 mM de NaCl et 20 mM 

d'imidazole), et la protéine a été éluée avec le tampon d'élution (50 mM de NaH2PO4 

pH 8.0; 300 mM de NaCl; 500 mM d'imidazole et un comprimé de cocktail d'inhibiteurs 

de protéases, Roche). Le tampon d’élution a par la suite été remplacé par dialyse dans 

2 litres de tampon de stockage (25 mM de Tris-Cl pH 7.5, 50 mM de NaCl, 0.1 mM de 

MgCl2, 25% de glycérol et un cocktail d'inhibiteurs de protéases). Des fractions ont été 

prélevées à chaque étape intermédiaire et analysées par électrophorèse sur gel SDS-

PAGE à 10% suivi d’une coloration au bleu de Coomassie. 

 

Traduction in vitro 

Du lysat de réticulocytes de lapin Flexi traité à la nucléase micrococale (RRL, 

Promega) a été programmé avec 5 à 15 fmol d'ARNm synthétisés in vitro, en présence 

de 75 mM de KCl, 0,5 mM de MgOAc, 2 mM de DTT, et 20 µM de chaque acide aminé, 
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pendant 30 minutes à 30 °C. Pour le marquage radioactif, 0,30 mCi/mL de méthionine-

[35S] a été incorporé dans le mélange réactionnel. Les réactions de traduction ont été 

arrêtées soit dans du tampon de lyse Renilla (PJK Biotech) pour une analyse par essai 

luciférase, soit dans du tampon de chargement Laemmli (4% SDS, 10% β-

mercaptoéthanol, 20% glycérol, 0.004% bleu de bromophénol, 0.125 M Tris-HCl pH 

6.8) pour une résolution sur gel SDS-PAGE à 12%. Le gel a ensuite été séché et 

analysé quantitativement avec un PhosphoImager de Molecular Dynamics. Des 

traductions ont également été réalisées en présence de diverses concentrations de 

Nsp1, sauvage ou mutante. Dans ces expériences, le lysat a été préincubé avec les 

protéines dans les quantités spécifiées pour chaque expérience pendant 10 minutes 

à 30℃, avant l'ajout des ARN synthétisés in vitro au mélange réactionnel.  

 

Culture cellulaire et électroporation d'ARN 

Des cellules HEK293T ont été cultivées dans du milieu DMEM (Dulbecco's Modified 

Eagle Medium, Invitrogen) complété avec 10 % de sérum de veau fœtal, 100 μg/ml de 

streptomycine et 100 unités/ml de pénicilline (Invitrogen). Les cellules ont été 

maintenues à 37 °C dans une atmosphère contenant 5 % de CO2 et l’absence de 

mycoplasmes a été régulièrement testées.  

Pour la transfection d'ARN, 3 à 5 x 10^5 cellules ont été resuspendues dans 10 µL de 

tampon R (Life Technologies) en présence de 100 à 500 fmol d'ARNm coiffés et 

polyadénylés, puis immédiatement transfectées en utilisant l’appareil d’électroporation 

Neon (Life Technologies) selon les instructions du fabricant. Après l'électroporation, 

les cellules ont été incubées dans le milieu DMEM pendant 90 minutes à 37 °C, puis 

lavées deux fois avec du PBS et réparties en deux lots. Le premier lot a été utilisé pour 

mesurer les activités de luciférase, comme décrit dans Conde et al. 2021, tandis que 

le second a servi à l'extraction des ARN cytoplasmiques. 

 

Extraction des ARN totaux et RT-qPCR 

L'ARN total a été isolé à partir d'extraits cellulaires en utilisant le kit d'extraction d'ARN 

total de Macherey-Nagel. Ce kit inclut une étape d'élimination des ADN contaminants. 

La concentration d'ARN a été mesurée par spectrophotométrie sur un NanoDrop 2000 

(Thermo Fisher). Les réactions de transcription inverse ont été réalisées avec 250 ng 
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d'ARN en utilisant le kit qScript (QuantaBio), conformément à la procédure du 

fabricant. La réaction de qPCR a été effectuée avec le réactif ONEGreen® FAST 

QPCR PREMIX (Ozyme) sur un appareil StepOnePlus (Thermo Fisher Scientific). Les 

échantillons ont été analysés en triplicats et normalisés par rapport à l'expression de 

l'ARN ribosomal 18S. Les amorces utilisées sont listées ci-dessous : Renilla luciférase 

(Amorce Renilla sens : TGGACAATAACTTCTTCGTGAAAAC ; Amorce Renilla 

antisens : GCTGCAAATTCTTCTGGTTCTAA). ARN ribosomal 18S (Amorce 18S sens 

: TCGGTCCTATTTTGCTGGTTT ; Amorce 18S antisens : 

ATCGCTAGTTGGCATCGTTT). 

 

 

Génération des constructions plasmidiques 

Les constructions pGlo-Renilla et pSARS-CoV-2-Renilla ont été décrites 

antérieurement (Conde et al. 2021). Les construits codant pour les mutants de la tige-

boucle SL1 et de ses régions adjacentes ont été produits en utilisant un plasmide 

intermédiaire conçu pour le clonage Golden Gate. Pour ce faire, une réaction PCR a 

été effectuée sur le plasmide pSARS-CoV-2-Renilla, introduisant des extensions pour 

l'ajout de deux sites BsmBI, encadrées par les sites BstBI et AgeI. Ce produit de PCR 

a par la suite été inséré dans le plasmide pSF2-Renilla-Poly(A)100, préalablement 

digéré avec les enzymes AgeI et BstBI. Les sites BsmBI sont localisés de part et 

d'autre de la tige-boucle SL1, permettant son remplacement en une unique réaction 

Golden Gate. Pour chaque mutant de la tige-boucle SL1, deux oligonucléotides portant 

les mutations souhaitées et encadrés par des extrémités compatibles avec les sites 

BsmBI de notre plasmide receveur ont été hybridés, puis intégrés dans le plasmide via 

une réaction de digestion-ligation. 

Les construits codant pour les mutants des tiges-boucles du SARS-CoV-2 ont été 

obtenus en clonant directement les différentes 5'UTR tronquées commandées auprès 

de Twist Bioscience, entre les sites BglII et BstBI du plasmide pGlo-Renilla.  

Afin de générer les construits mutants des régions 5’UTR de l’ORF1AB, de l’ORF S, 

de l’ORF6 et des ORF7a/8, les inserts ont été amplifiés par des PCR consécutives 

avec des amorces spécifiques (Annexe 3). Les produits de PCR obtenus ont été 

digérés par l'enzyme de restriction BamHI et insérés dans le vecteur pRenilla entre les 
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sites de restriction BglII et BamHI. L’ensemble des construits ont été vérifiés par 

séquençage Sanger de toutes les régions d’intérêt.  

 

Transcription in vitro 

Les réactions de transcription in vitro ont été réalisées conformément à la méthode 

décrite dans Conde et al. 2021, avec cependant une modification. En plus des 

constructions dans le plasmide pRenilla précédemment décrit, des constructions dans 

le plasmide pSF2 ont été utilisées comme matrices pour la synthèse des ARN in vitro. 

Tout comme pour le plasmide pRenilla, ces constructions ont été digérées avec 

l'enzyme de restriction EcoRI afin de linéariser la matrice dans une configuration 

permettant ainsi l’ajout d’une queue poly(A) lors de l’étape de transcription 

subséquente. 
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Discussion et Perspectives 

Le contrôle de l’expression des gènes est un élément central de l’interaction hôte-

pathogène lors de l’infection virale. D’un côté, les virus dépendent de la machinerie de 

traduction cellulaire afin de synthétiser leurs protéines, une étape indispensable à la 

réplication virale. D’un autre côté, les cellules doivent se défendre et exprimer les 

acteurs de la réponse antivirale. Prendre le contrôle des voies de la traduction offre 

une possibilité intéressante pour chacun des protagonistes. Ainsi, les virus doivent 

limiter la traduction des ARNm cellulaires pour contrer la réponse antivirale cellulaire 

et détourner la machinerie traductionnelle à leur profit. À l’opposé, les cellules doivent 

inhiber la synthèse des protéines virales pour empêcher la réplication. Lors de 

l’infection par le SARS-CoV-2, 10 ARN viraux sont exprimés possédant tous une 

séquence leader commune de 75 nucléotides associée à une séquence variable 

propre à chacun d’entre eux.  

 

J'ai étudié l'expression des ARNm du SARS-CoV-2 pour mieux comprendre comment 

et par quels mécanismes, ils étaient capables d'optimiser leur traduction. 

Cela a permis de démontrer que les différents ARNm du SARS-CoV-2 n'étaient pas 

tous traduits avec la même efficacité. C'est la 5’UTR de l’ARN génomique qui, malgré 

sa taille et sa structure, s'exprime le mieux à la fois in vitro et ex-vivo; on retrouve cette 

caractéristique chez le SARS-CoV-1. Nous avons montré que la structure en tige-

boucle SL1 ainsi que les séquences adjacentes sont nécessaires pour une expression 

optimale. L'initiation de la traduction à partir de cette 5’UTR emprunte un mécanisme 

dépendant de la coiffe et nécessite le complexe eIF4F, mais elle n'est pas stimulée 

par la présence de la queue poly(A). 

Mon travail a aussi permis de mettre en évidence le rôle régulateur de courtes phases 

de lecture (uORF) au sein des régions 5'UTR virales qui exercent des effets variables 

selon leur position et les transcrits qui les contiennent. 

Enfin nous avons montré que les différents ARN du SARS-CoV-2 n'étaient pas tous 

régulés de la même façon par la protéine Nsp1. 
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Les ARN du SARS-CoV-2 possèdent des efficacités de traduction variables 

En comparant leur expression en lysat de réticulocytes et en cellules HEK 293T, nous 

avons mis en évidence que les différents ARNm du SARS-CoV2 avaient un niveau 

d'expression variable. C'est la 5’UTR de l’ARN génomique du SARS-CoV-2 qui est la 

plus efficace bien qu'elle soit pourtant longue et contienne 5 structures secondaires de 

type tige-boucle (SL1 à SL5) relativement stables (Miao et al. 2021; Richter et al. 2021) 

ce qui devrait, a priori, inhiber le processus de balayage du ribosome (Pelletier and 

Sonenberg 1985a). Ce n'est pas le cas et on retrouve des caractéristiques similaires 

chez le SARS-CoV-1 ce qui suggère que ces structures d'ARN représentent un 

avantage pour le virus en contenant probablement des éléments régulateurs. Des 

recherches ont montré le rôle important de la région 3'UTR qui est commune aux ARN 

du SARS-CoV-2 et qui possède des motifs qui stimulent la traduction des ARN viraux 

de façon spécifique (Khan et al. 2023). Il sera donc pertinent d'explorer si les régions 

5'UTR et 3'UTR coopèrent pour réguler la production des protéines virales. En outre, 

il est important de rappeler que le contrôle de la traduction peut être influencé par le 

stress cellulaire (Liu and Qian 2014; Jia et al. 2024) ou l'expression de protéines virales 

(Stern-Ginossar et al. 2019) et que ces paramètres devront aussi être pris en 

considération. 

 

La tige boucle SL1 est un élément central du contrôle traductionnel des ARN du 

SARS-CoV-2 

La tige-boucle SL1 est un élément conservé formées de 25 nucléotides qui se trouve 

à l’extrémité 5’ de l’ensemble des ARN viraux et qui a un rôle central dans leur 

traduction des ARN du SARS-CoV-2. (Bujanic et al. 2022) Dans le contexte de 

l’infection par le SARS-CoV-2, SL1 permet l'échappement des ARN viraux à l'inhibition 

traductionnelle produite par l'expression de la protéine Nsp1 (Kim et al. 2021). 

Plusieurs nucléotides de la tige-boucle sont requis, en particulier les cytosines aux 

positions 15, 19 et 20 car ils permettent à SL1 d'interagir avec le ribosome ce qui est 

primordial pour échapper à l'inhibition induite par Nsp1 (Bujanic et al. 2022). 

Nos résultats suggèrent que SL1 contribue à l'expression de l’ARN génomique (en 

l’absence de Nsp1) et que toute délétion/mutation/substitution a un impact négatif sur 

la traduction. Nous avons montré que la cytosine en position 15, ainsi que les résidus 
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apicaux (incluant les positions C19 et C20), étaient indispensables pour maintenir 

l’efficacité de traduction et ce, en absence de la protéine virale Nsp1. Nous pouvons 

émettre l’hypothèse que SL1 pourrait recruter une protéine de liaison à l’ARN (RBP) 

ou un facteur d'initiation qui faciliterait le recrutement du complexe ribosomal. À notre 

connaissance aucun exemple de ce type n’a été décrit dans le cas de l’ARN 

génomique du SARS-CoV-2. Cependant un mécanisme similaire existe dans le cas 

de l’ARN génomique du VIH-1, qui recrute la protéine DDX3 sur la tige boucle TAR ce 

qui facilite l’initiation de la traduction en interagissant avec le complexe eIF4F (Soto-

Rifo et al. 2012; Soto-Rifo et al. 2013). L’implication potentielle d’une RBP dans le 

contrôle de l'expression de l’ARNg du SARS-CoV-2 est séduisante car elle permettrait 

de moduler la traduction en fonction du cycle viral et pouvoir orienter l'ARNg au niveau 

de la traduction ou de l'empaquetage. Il sera important de déterminer l'importance de 

la tige boucle SL1 dans le contexte de l'infection mais cela reste techniquement 

complexe car les résidus impliqués dans le maintien de l’efficacité de la traduction sont 

les mêmes que ceux qui permettent l’échappement à l’inhibition globale de la 

traduction. 

 

L’expression des ARN du SARS-CoV-2 implique-t-elle un mécanisme d’initiation 

de la traduction non canonique? 

La région 5’UTR du SARS-CoV-2 possède une structure relativement complexe et le 

codon AUG principal (AUG 266) se trouve en aval d’une jonction à quatre voies. Ce 

type de configuration est retrouvé dans l’IRES de HCV (Melcher et al. 2003) et nous 

avons pensé à la possibilité d'un mécanisme d'initiation par entrée interne du 

ribosome. Cependant nos expériences ont déterminé que la présence de la coiffe était 

nécessaire à la traduction efficace des ARN du SARS-CoV-2 et que l'intégrité du 

complexe eIF4F (eIF4E, eIF4A et eIF4G) était requise. De plus, l'introduction d'un 

codon AUG à la position 59 permet d'initier la traduction de manière très efficace ce 

qui renforce la notion d’un mécanisme de traduction avec un balayage linéaire des 

ribosomes.  

Nos résultats contrastent fortement avec les observations de Boris Slobodin et 

collègues qui décrivent la présence d'une séquence IRES au sein de la région 5’UTR 

du SARS-CoV-2 (Slobodin et al. 2022). Leurs travaux montrent que la 5’UTR de l’ARN 
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génomique peut initier la traduction dans un système bicistronique mais le niveau 

d'expression demeure extrêmement faible et non compatible avec la production virale 

observée en conditions d’infection. Une explication qui pourrait concilier les deux 

hypothèses serait l'utilisation en alternance des deux mécanismes d’initiation, en 

fonction des conditions cellulaires. Cela restera à déterminer dans de futures 

expériences.  

 

Tout comme les ARNm cellulaires, les ARN du SARS-CoV-2 sont polyadénylés à leur 

extrémité 3’. Dans le modèle de traduction canonique de l’initiation dépendante de la 

coiffe, la protéine eIF4G établit une liaison entre la coiffe par le biais de eIF4E et la 

queue poly(A) via la PABP ce qui permet la pseudocircularisation des ARNm (Imataka 

et al. 1998) et active l'expression des transcrits (Munroe and Jacobson 1990; Gallie 

1991). Afin de tester l'influence de la queue poly(A), nous avons utilisé un système in 

vitro qui est en mesure de récapituler la synergie entre coiffe et la queue poly(A) (lysat 

de réticulocytes non traité) (Soto Rifo et al. 2007). De manière surprenante, nous 

n'avons pas observé de dépendance à la queue poly(A) pour les ARN dont la 

traduction est dirigée par la 5’UTR de l'ARN génomique du SARS-CoV-2. Cela 

contraste avec le modèle classique de traduction qui requiert l'interaction entre la 

queue poly(A) et la coiffe. Il existe toutefois des exemples d’ARN viraux ou cellulaires 

dépourvus de queue poly(A) mais dans ces cas, des mécanismes alternatifs de 

circularisation sont mis en place et ils impliquent d'autres interactions 5'-3' qui 

permettent la pseudo circularisation. De façon intéressante des études structurales 

indiquent que les ARN des coronavirus (Ziv et al. 2020), y compris du SARS-CoV-2, 

sont capables de se circulariser, notamment par une interaction entre la région 3’UTR 

et les tiges boucles SL2, SL3 et SL4 de la région 5’UTR (Huston et al. 2021). Dans le 

cadre du coronavirus murin (MHV) il a même été montré que la tige boucle SL1 était 

indispensable à ce processus (Li et al. 2008). Bien que ces évènements de 

circularisation aient été principalement décris dans le cadre de la transcription des 

ARN viraux, il est envisageable qu’ils se produisent également pendant l'étape de 

traduction ce qui expliquerait l'absence d'effet de la queue poly(A).  
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Les régions 5’UTR du SARS-CoV-2 possèdent des uORF qui régulent leur 

expression. 

Nous avons identifié et caractérisé deux 2 uORF, une localisée dans l’ARN génomique 

(ORF-1) et une autre qui commence à partir d'un codon CUG (ORF-2) et qui est 

présente dans la séquence leader commune à tous les ARN du SARS-CoV-2. Des 

études récentes de ribosome profiling ont confirmé que ces uORF pouvaient être 

reconnues par les ribosomes (Lee et al. 2021; Liu et al. 2023) 

Les uORF sont des éléments présents dans les 5'UTR des ARN et les techniques de 

ribosome profiling suggèrent qu'elles pourraient être retrouvées dans plus de 50% des 

ARN du génome (Ingolia et al. 2011; Lee et al. 2012). Elles peuvent exercer différents 

niveaux de contrôle sur la traduction de l’ORF principale mais, le plus généralement, 

elles ont une action inhibitrice en empêchant le ribosome d’atteindre le codon AUG 

principal (Young and Wek 2016). Dans le cas de la première uORF (uORF-1) nous 

avons montré que sa délétion augmentait la traduction à partir de l'AUG principal mais 

que cet effet restait modeste. La position de l'uORF1 est très conservée chez les 

différents coronavirus bien que la séquence nucléotidique puisse varier. Ainsi, la 

délétion de cette même uORF chez le MERS a des conséquences beaucoup plus 

prononcées avec une forte stimulation de la synthèse protéique à partir de l'AUG 

authentique. Nous n’avons pas mis en évidence d'éléments régulateurs permettant 

d’expliquer cette différence entre les deux homologues. Il est à noter que l’uORF de la 

région 5’UTR de l’hépatite murine, qui est également un coronavirus, est la mieux 

caractérisée. Sa délétion n'entraine pas d'effets visibles immédiats et il y a production 

de particules virales infectieuses; cependant, après plusieurs cycles de réplication, le 

séquençage des virus montre une réversion vers l'état sauvage et la réapparition de 

cette uORF suggérant qu'elle est nécessaire pour une réplication optimale. 

 

La deuxième uORF (uORF-2) débute par un codon CUG à la position 59 de la 

séquence leader commune et son utilisation a aussi été observée par les expériences 

de ribosome profiling (Finkel et al. 2021b; Kim et al. 2021). Les codons CUG peuvent 

dans certains contextes nucléotidiques favorables être utilisés pour initier la traduction 

avec des efficacités variables (Dasso and Jackson 1989; Lee et al. 2012). Dans le cas 

des ARN du SARS-CoV-2 ce codon CUG est tout particulièrement intéressant car il 
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se retrouve dans des cadres de lecture différents pour chacun des ARN sous 

génomiques. Nous avons étudié l'impact de ce CUG dans le contexte de l’ARN 

génomique et des ARN sous-génomiques codant pour les protéines S, ORF6 et 

ORF7a-8. Cela a permis de mettre en évidence que, seulement dans le contexte de la 

5’UTR de l’ARN codant pour la protéine spike, ce CUG-59 était utilisé et ce avec une 

fréquence modeste (environ 10%). En conditions d'infection, ce codon CUG est mieux 

reconnu par les ribosomes avec une fréquence de l'ordre de 50 % mesurée par 

ribosome profiling (Finkel et al. 2021b; Kim et al. 2021). Ces variations pourraient 

s'expliquer par la différence de systèmes expérimentaux (in vitro vs in vivo) et pourrait 

refléter un besoin en protéines cellulaires ou virales qui ne se trouvent pas dans le 

modèle du lysat de réticulocytes. En effet, l’initiation à des positions non canoniques 

(codon CUG / uORF) est souvent modulée par différents facteurs cellulaires tels que 

le stress (Vattem and Wek 2004; Andreev et al. 2015; Zhang et al. 2015; Starck et al. 

2016). C'est le cas par exemple de l’ARN codant pour la protéine L du virus Ébola qui 

contient une uORF inhibitrice en conditions normales mais qui devient inactive 

lorsqu'eIF2ɑ est phosphorylé, ce qui permet l’expression de la polymérase virale L 

(Shabman et al. 2013).  

De manière intéressante, la traduction de l'uORF-2 de l'ARN codant pour spike rajoute 

une extension N-terminale de six acides aminés dont le rôle biologique n'a pas été 

caractérisé. Il est très probable que cette extension N-terminale soit clivée au cours de 

sa translocation au réticulum endoplasmique (Kim et al. 2021; Xia 2021) mais il n'en 

demeure pas moins qu'elle pourrait jouer un rôle au niveau de la réponse immunitaire 

en étant reconnue comme antigène.  

Nous avons été surpris de constater que le codon CUG-59 n'était pas décodé par les 

ribosomes parcourant l'ARN génomique ou l'ORF 6 ou l'ORF7a/8 et cela est d’autant 

plus étonnant que le contexte nucléotidique de ce codon est identique pour tous les 

ARN sous génomiques. En revanche, son remplacement par un codon AUG permet 

sa reconnaissance chez tous les transcrits étudiés (ARNg, Spike, ORF6, ORF7a/8) et 

change même radicalement le patron d'initiation en le désignant comme site principal 

de départ de la synthèse protéique. Cela confirme que les ribosomes balayent la 

position 59 et que le contexte nucléotidique est favorable à l'initiation à ce site. Cela 

contraste de nouveau avec les résultats d’un autre groupe avançant la présence d'une 
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séquence IRES (Slobodin et al. 2022) et nous conforte dans notre hypothèse d'un 

mécanisme cap-dépendant à partir de l'extrémité 5' des ARN viraux.  

 

Impact de la protéine virale Nsp1 sur les ARN viraux 

Les ARN du SARS-CoV-2 sont capables de contourner l’inhibition globale de la 

traduction médiée par la protéine Nsp1 et ceci repose sur la présence de la tige boucle 

SL1 (Bujanic et al. 2022). La protéine Nsp1 exerce sa répression traductionnelle de 

deux manières distinctes : (i) son domaine C-terminal obstrue le canal d'entrée du 

ribosome et bloque l'accès pour le décodage des transcrits; (2) Nsp1 induit le clivage 

des ARN cellulaires par un mécanisme dépendant de son association à la sous unité 

ribosomique 40S.  

Notre travail a montré des différences notables de traduction in vitro entre les différents 

ARN sous génomiques du SARS-CoV-2 en présence de la protéine Nsp1 

recombinante. Ainsi, les ARN les plus longs échappent le plus efficacement à 

l’inhibition médié par Nsp1. À l’inverse, les deux ARN viraux les plus sensibles à l’effet 

de Nsp1 possèdent une région 5’ UTR de 77 nucléotides dans un cadre de lecture 

identique (ORF E et ORF 3a). De fait, le codon CUG-59 est dans le même contexte 

nucléotidique au sein de ces deux 5’UTR. Nous ne disposons pas d'autres évidences 

pour affirmer que le codon CUG-59 puisse être impliqué dans ce mécanisme mais ce 

serait en accord avec des résultats récents qui suggèrent un rôle pour Nsp1 dans la 

sélection du site d’initiation en coopérant avec les facteurs d'initiation eIF1 et eIF1a 

(Aviner et al. 2024).  

 

Le contrôle traductionnel des ARN du SARS-CoV-2 est-il modulé par des 

protéines de liaison à l’ARN? 

Pendant mon travail de doctorat, j'ai généré un très grand nombre de mutants des 

régions 5'UTR ce qui permet de déterminer le rôle des éléments fonctionnels de ces 

ARN sur la traduction. Cependant, ces méthodes ont toutefois leurs limites ; elles 

nécessitent beaucoup de travail de clonage et ne permettent pas, par exemple, 

d’identifier facilement si des facteurs cellulaires ou viraux s'associent spécifiquement 

au niveau de ces positions pour moduler leur fonction. Elles ne permettent pas, non 
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plus, de déterminer les dynamiques d'association/dissociation de ces protéines avec 

les complexes d'initiation.  

C'est pour répondre à ces questions que j'ai décidé de développer un outil 

biotechnologique innovant dans les derniers mois de mon travail de thèse et que 

j'aimerais présenter très brièvement dans le chapitre suivant 'nouvelles perspectives' 

sous forme de résultats préliminaires. 
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Nouvelles perspectives et Projets futurs 

Projet de biotinylation de proximité des protéines de liaison à l’ARN 

J'ai choisi de développer et adapter la technique de biotinylation de proximité pour 

déterminer précisément la composition et la dynamique d'assemblage des complexes 

d’initiation de la traduction sur un ARNm donné, dans notre cas les différents ARNm 

du SARS-CoV-2. Nous souhaitons également caractériser leur évolution au fil de 

l’infection. Jusqu'à présent, il était techniquement difficile, voire impossible, de piéger 

et de marquer ces complexes sur une région précise de l'ARN. Afin de surmonter ces 

limitations, nous avons couplé la protéine de biotinylation de proximité Apex (Hung et 

al. 2016; Nguyen et al. 2020) à un système d'édition génomique de type 

CRISPR/dCas13, permettant de cibler des régions précises de l'ARN avec une 

résolution de l'ordre du nucléotide (Yan et al. 2018). En tirant parti des propriétés des 

deux enzymes impliquées, notre outil peut se localiser à des positions précises de 

l'ARN ciblé et ajouter des groupements biotine sur les protéines se trouvant à proximité 

immédiate de ces ARN. Celles-ci peuvent ensuite être identifiées par une analyse de 

spectrométrie de masse (Figure 1).  

 

 

Figure 1 : Dispositif expérimental  

En couplant l'enzyme Apex avec un système d’édition du génome contenant l'enzyme Cas13, il est 
possible de cibler des régions précises de l'ARN pour déterminer les complexes protéiques associés 
qui sont ensuite identifiés par spectrométrie de masse.  
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L'enzyme Apex est une biotine péroxidase qui est activée par l’ajout de péroxyde 

d'hydrogène sur des temps très brefs de l'ordre de la minute (Pfeiffer et al. 2022). Cela 

permet de pouvoir concilier un système inductible avec une période d'activité faible 

pour minimiser les effets non désirables tout en conservant une haute spécificité 

d'action.  

Parmi les différentes Cas13 disponibles, nous avons choisi d’utiliser Cas13d car elle 

présente moins de cibles non spécifiques que ses homologues (Abudayyeh et al. 

2017; Cox et al. 2017). Aussi, des versions catalytiquement inactives ont été 

développées (mutants dCas13) qui reconnaissent et se fixent sur leurs ARN cibles 

sans induire leur clivage (Abudayyeh et al. 2019). De plus, la dCas13 peut être 

fusionnée à différentes protéines d’intérêt et être facilement livrée dans les cellules y 

compris en utilisant des VLP(Mangeot et al. 2019).  

Nous avons d'ores et déjà testé la capacité du complexe Apex-dCas13 à biotinyler le 

partenaire connu d’un ARN (Figure 2). Pour cela nous avons construit un rapporteur 

contenant la 5’UTR de la béta-globine suivie de 8 tiges-boucles MS2. Cet outil nous 

permet de fixer Apex-dCas13 sur un ARN cible via l’utilisation d’un guide spécifique.  

Des cellules HEK293T ont été co-transfectées avec cet ARN rapporteur et un guide 

dirigé contre la région 5’UTR de la globine. La construction Apex-dCas13 ainsi qu’un 

plasmide codant pour la protéine de liaison à MS2 fusionnée avec une protéine 

fluorescente (GFP ou mCH) sont co-transfectés. Les extraits cellulaires sont analysés 

par Western-Blot à l’aide d’un marquage HRP-Streptavidine, permettant de révéler les 

protéines biotinylées.  

 

Figure 2 : Biotinylation de proximité. 

L'ARN Globine Rénilla contenant 8 tiges-boucles MS2 a été transfecté en présence de l'enzyme Apex-
dCas13, les protéines MS2 fusionnées à GFP ou mCH et 2 guides ARN complémentaires comme 
indiqué sur la figure. La biotinylation des protéines de fusion MS2 est indiquée sur la figure.  
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Nos résultats indiquent que l'addition de l’ARN guide change le patron de biotinylation 

observé, ce qui confirme la relocalisation de Apex-dCas13 sur l’ARN cible en présence 

du guide. De plus, nos résultats montrent que lorsque nous contraignons la MS2 

binding protéine fusionnée à la GFP ou à mCH à se localiser sur l’ARN rapporteur sur 

lequel la dCas13 est amenée, ces deux protéines se retrouvent biotinylées ce qui 

démontre à la fois, la fonctionnalité et la spécificité de notre système. L'expérience de 

la figure 2 (ci-dessus) amène la preuve de concept que nous pouvions guider l'enzyme 

biotinylante sur une position donnée de l'ARN avec une résolution de l'ordre du 

nucléotide.  

Cependant, il persiste un important bruit de fond (Figure 2 pistes 3 et 4) lorsque la 

protéine Apex est exprimée seule, c'est à dire en absence de guide et en absence de 

cible. Nous avons réalisé que ce bruit de fond était trop important pour être en mesure 

d’obtenir des données de protéomique exploitables.  

Afin de réduire ce bruit de fond, nous avons adapté notre système. Nous avons 

notamment remplacé Apex2  par une version « split TurboID ». Ce système est 

constitué de deux domaines (N-terminal et C-terminal), qui peuvent être exprimés à 

partir de deux plasmides distincts. Avec ce nouvel outil, c'est seulement lorsque les 

deux parties de l'enzyme s'associent au niveau de l'ARN cible grâce à la dCas13 et 

que le TurboID actif est reconstitué (Figure 3).  

Nous avons évalué l'efficacité du split TurboID sur un ARN, introduit au préalable dans 

des cellules HEK293T, qui porte la 5'UTR de la globine et médie l'expression de la 

GFP (5'UTR globine-GFP).Cette approche réduit considérablement le niveau du bruit 

de fond. Cela est montré sur la Figure 3 (panel de gauche) sur laquelle on peut voir un 

spectre de biotinylation spécifique au niveau de la piste 1 alors qu'il n'y a que très peu 

de protéines biotinylées lorsque l'une des extrémités de TurboID est manquante (piste 

2) ou que les ARN guides ne sont pas ajoutés (piste 3 et piste 4). Il est aussi à noter 

que l'ARN cible est non modifié, c'est à dire qu'il ne contient pas les tiges-boucles MS2 

comme c'était le cas dans l’expérience préliminaire présentée à la figure 2. 
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Figure 3: Biotinylation d'un ARN exogène et endogène dans des cellules 

HEK293T 

Un plasmide codant pour un ARN contenant la 5'UTR de la globine et qui dirige l'expression de la GFP 
a été transfecté dans des cellules HEK293T. Le domaine Nt du système split TurboID a ensuite été 
exprimé avec, ou sans, le domaine Ct comme indiqué sur la figure. Les guides ARN spécifiques de la 
région 5'UTR de globine ont été ajoutés, ou non, aux cellules. Après addition de biotine dans le milieu, 
les protéines biotinylées ont été récupérées, éluées et résolues sur gel. La forme active du Split TurboID 
est schématisée par une croix rouge. 
 
 
 

Pour finir, le dernier obstacle technique était d'évaluer si notre dispositif de biotinylation 

était à la fois efficace et capable de différencier les complexes protéiques en fonction 

de la région spécifique de l'ARN visé. Pour ce faire, nous avons réalisé notre première 

expérience de protéomique en ciblant un 5'UTR globine-GFP, transfecté dans des 

cellules HEK293T. Nous avons utilisé des guides spécifiques de la 5'UTR (condition 

1) et d'autres qui ciblent la région codante GFP (condition 2). Après addition de biotine 

dans le milieu suivie d'une période d'incubation de 30 minutes, nous avons récupéré 

les complexes protéiques obtenus pour chaque condition avec des billes couplées à 

la streptavidine. Ces échantillons ont ensuite été analysés par spectrométrie de masse 

(Figure 4). 
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Figure 4: Validation de l'approche expérimentale 

Un plasmide codant pour un ARN contenant la 5'UTR de la globine et qui dirige l'expression de la GFP 
a été transfecté dans des cellules HEK293T. Le système split TurboID a ensuite été exprimé dans ces 
mêmes cellules en présence d'ARN guides spécifiques de la région 5'UTR (condition 1) ou de la GFP 
(condition 2). Après activation de l'enzyme par ajout de biotine libre, les protéines biotinylées dans 
chacune des deux conditions ont été isolées et analysées par spectrométrie de masse. La forme active 
du Split TurboID est schématisée par une croix rouge. 

 

 

Les premiers résultats montrent qu'il y a 1136 et 1079 protéines biotinylées dans les 

conditions 1 et 2 respectivement. Parmi celles-ci, 842 sont communes aux deux 

régions ciblées, 294 sont uniquement retrouvées dans la région 5'UTR et 237 sont 

spécifiquement retrouvées dans la région codante. Cela montre d'ores et déjà une 

composition différente des complexes protéiques en fonction de leur position sur 

l'ARNm (5'UTR vs région codante) et que notre approche expérimentale est assez 

résolutive pour les mettre en évidence. Un travail plus approfondi d'analyse des 

données est en cours mais on peut déjà affirmer que nous retrouvons un 
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enrichissement de protéines impliquées dans l'initiation de la traduction au niveau de 

la région 5'UTR tel que le facteur d'initiation eIF3, la poly(A)-binding protein (PABP) 

qui lie la coiffe et assure la jonction 5'-3' de l'ARN au cours de l'initiation ou encore la 

protéine Staufen 1. Il est à noter que nous avons réalisé cette expérience avec une 

série de contrôles adéquats (absence/présence de guides ARN, guides ARN 

aléatoires, absence/présence de l’ARN cible et protéine TurboID couplée à la GFP à 

la place de dCas13). Par souci de clarté et de concision, nous n’avons présenté que 

les résultats concernant les complexes protéiques piégés sur la 5'UTR et sur la région 

codante. 

 

Conclusion:  

Ces résultats bien que préliminaires sont encourageants et seront affinés et les 

expériences répétées dans les prochains mois. Nous allons utiliser cet outil dans le 

cadre de l’étude de la traduction des ARN de trois virus différents. Premièrement, le 

VSV, pour optimiser l’outil de façon simple avec un système réplicatif. Deuxièmement, 

le SARS-CoV-2, pour répondre à plusieurs questions abordées largement au cours de 

cette thèse. Et enfin, le VIH-1, très étudié au laboratoire, pour identifier les partenaires 

protéiques présents au niveau de trois sites d’initiation de la traduction distincts sur 

l’ARN génomique. Ce dernier projet, auquel je participe également activement, a été 

récemment financé par deux grants successifs de l’ANRS, soutien important de ce 

développement technologique. 
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ABSTRACT

Coronaviruses represent a large family of enveloped
RNA viruses that infect a large spectrum of ani-
mals. In humans, the severe acute respiratory syn-
drome coronavirus type 2 (SARS-CoV-2) is respon-
sible for the current COVID-19 pandemic and is ge-
netically related to SARS-CoV and Middle East res-
piratory syndrome-related coronavirus (MERS-CoV),
which caused outbreaks in 2002 and 2012, respec-
tively. All viruses described to date entirely rely on
the protein synthesis machinery of the host cells to
produce proteins required for their replication and
spread. As such, virus often need to control the cel-
lular translational apparatus to avoid the first line of
the cellular defense intended to limit the viral propa-
gation. Thus, coronaviruses have developed remark-
able strategies to hijack the host translational ma-
chinery in order to favor viral protein production. In
this review, we will describe some of these strategies
and will highlight the role of viral proteins and RNAs
in this process.

INTRODUCTION

Coronaviruses: an overview

Coronaviruses (CoVs) represent a large family of RNA en-
veloped viruses that contain a positive-sense and single-
stranded RNA genome that is one of the largest of all RNA
viruses. CoVs are usually associated with enteric or respi-
ratory diseases in their hosts, although hepatic, neurologic
and other organ systems may be affected. The current clas-
sification of coronaviruses recognizes 46 species in 26 sub-
genera, 5 genera and 2 subfamilies that belong to the family
Coronaviridae, suborder Cornidovirineae, order Nidovirales
and realm Riboviria (1). The Orthocoronavirinae subfamily

can be divided into four genera: !- and "-CoV that only
infect mammals, #- and $ -CoV that mainly target birds. In
the late 1960s, the first human coronaviruses (HCoV) were
identified (HCoV-229E, HCoV-814 and HCoV-OC43) and
also later in the 2000s (HCoV-NL63 and HCoV-HKU1)
(2–6); these strains generally cause mild symptoms such
as a common cold. In contrast, severe acute respiratory
syndrome coronavirus (SARS-CoV) (7–9) andMiddle East
Respiratory Syndrome coronavirus (MERS-CoV) (10–12)
that emerged in 2002 and 2012, respectively, are highly
pathogenic coronaviruses. The SARS-CoV-2 is currently at
the origin of the COVID-19 pandemic that the world is go-
ing through with, as of 10 October 2020, >34 million con-
firmed cases resulting in>1 million deaths (13). The SARS-
CoV-2 genome share 80% and 50% homology with SARS-
CoV andMERS-CoV genomes respectively (14–16) and all
of them belong to the "-CoV genera. This genus also in-
cludes animal strains such as the Mouse Hepatitis Virus
(MHV) (17) or the Bovine-CoV (B-CoV) (18,19) but also
two human strains (HCoV-OC43 and HCoV-HKU1).

Coronavirus infections begin with interaction between
virions and their cellular receptors at the surface of the
cells (Figure 1). After release of the nucleocapsid into the
cytoplasm, the viral genome serves as mRNA for transla-
tion to generate the viral replicase. The genomic viral RNA
(gRNA) contains >12 open reading frames (ORFs) and
even 14 in the case of SARS-CoV-2 to give rise to about
27 proteins (14). In order to express as many as 27 differ-
ent proteins, coronaviruses have put in place three differ-
ent mechanisms. First, when the viral genome enters the
cytoplasm, the first ORF (ORF1) is translated into a long
polyprotein which is then proteolytically processed to gen-
erate several nonstructural proteins (nsp). In addition, this
polyprotein is generated in two different forms through the
use of a programmed-1 ribosome frameshifting event. This
mechanism requires a cis-acting RNA element within the
coding region that can redirect elongating ribosomes to
shift back to the first reading frame by 1 base in the 5′ direc-
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Figure 1. Scheme of the coronaviral replication cycle. After attachment to the cellular receptor, the viral particle is internalized and the gRNA is uncoated
and directly translated in the cytoplasm to produce up to 16 nonstructural proteins (nsps) involved in viral proteolytic cleavage, the formation of the viral
replication transcription complex (RTC) and in mRNA translational control. Viral genome replication and transcription of the different sgRNAs occur
into double membrane vesicles (DMV) that are derived from the endoplasmic reticulum (ER). Some of the sgRNAs are coding for the structural proteins
that are mainly expressed through the ER. Viral components (gRNA and viral proteins) assemble at the level of the ERGIC and new virions produced are
secreted by exocytosis.

tion. Thismechanismwas described for the first time in 1985
in the Rous sarcoma virus (20) and 2 years later in the coro-
navirus Avian Infectious Bronchitis Virus (IBV) (21). All
coronaviruses, including SARS-CoV-2, utilize this molecu-
lar mechanism (22–27). Therefore, ORF1 is separated into
two distinct ORFs: ORF1a and ORF1b. In general, trans-
lation of ORF1a allows production of the immediate early
proteins involved in the control of the host cellular innate
immune response whereas translation of ORF1b generates
proteins involved in genome replication andRNA synthesis.
The other ORFs, which are expressed later during the viral
replication cycle, are translated from distinct subgenomic
RNAs (sgRNAs) produced by the synthesis of the minus-
strand replicative intermediate, followed by synthesis of new
plus-strand sgRNAs that mostly encode structural and ac-
cessory proteins. This represents the third strategy used for
the translation of the viral ORFs.

Coronavirus RNA synthesis proceeds by a very com-
plex and only partially understood mechanism. The gRNA
not only serves as a matrix for the synthesis of the repli-

case polyproteins but also acts as the template for synthesis
of negative-sense RNA species (Figure 1). These negative
sense subgenomic RNAs (sgRNAs) are used as template for
the generation of the positive-sense sgRNAs that are pro-
duced by a discontinuous, cotranscriptional process. Then,
each positive-sense sgRNA serves as mRNA for transla-
tion of each ORF downstream of ORF1. All the sgRNAs
are 3′ coterminal and contain the same ∼70 nucleotides
(nt) long 5′-leader. The sites of leader-to-body fusion in the
sgRNAs occur at loci in the genome called transcription-
regulating sequences (TRSs) that contain a short element
that is identical, or nearly identical, to a sequence located
at the 5′-end of the gRNA. TRSs contain a conserved 6–7
nt core sequence fairly well conserved within each coron-
avirus group and surrounded by variable sequences. The vi-
ral polymerase, starting from the 3′-end of a genomic RNA,
pauses and switches templates at an internal TRS to pursue
synthesis at the homologous TRS of the leader gRNA. The
resulting negative-strand sgRNA then serves as template for
synthesis of multiple copies of the corresponding positive-

D
o

w
n

lo
a

d
e

d
 fro

m
 h

ttp
s
://a

c
a

d
e

m
ic

.o
u

p
.c

o
m

/n
a

r/a
rtic

le
/4

8
/2

2
/1

2
5

0
2

/6
0

1
7

3
5

5
 b

y
 g

u
e

s
t o

n
 0

9
 A

p
ril 2

0
2

4



211 

 

12504 Nucleic Acids Research, 2020, Vol. 48, No. 22

strand sgRNAs (28). Transcriptomic analysis of cells in-
fected by coronavirus shows that themajority (>60%) of the
reads mapped to viral sequences indicating that viral tran-
scripts become largely predominant over the cellular tran-
scriptome (14). In addition to these viral transcripts, it has
been shown that several viral RNAs are produced by differ-
ent noncanonical recombination events leading to the gen-
eration of transcripts harboring different deletions (14,29–
31). However, it is not known whether these viral RNAs,
which are relatively abundant, can be translated into func-
tional proteins.

One common feature among positive-strand RNA
viruses is the assembly of their replication-transcription
complexes (RTCs) that is intimately associated with the
formation of membranous rearrangements to create virus
replication organelle (Figure 1) (32–34). The RTCs are in-
terconnected double membrane vesicles (DMV) that are de-
rived from the endoplasmic reticulum (ER) (35–39). The
precise role of these vesicles is not known but they seem to
be beneficial to the virus creating a protectivemicroenviron-
ment for the viral genome from attacks by antiviral mech-
anisms or nucleases present in the cytoplasm; in addition,
it provides an environment to concentrate the factors nec-
essary for efficient transcription and replication of the viral
genome. As a consequence, formation of infectious progeny
virions mainly occurs into the endoplasmic reticulum-golgi
intermediate compartment (ERGIC) (Figure 1). After repli-
cation, the viral genome is encapsidated by the N protein
into the membrane of the ERGIC in which the viral struc-
tural proteins are included (40). The viral particles are then
released from the cell by a process very similar to exocytosis
(Figure 1). Further details on the replication cycle of coro-
naviruses can be found on these reviews (41–45).

Translation initiation in eukaryotes

Translation is a key step in gene expression in which the
messenger RNA (mRNA) is decoded by ribosomes to pro-
duce proteins. The eukaryotic mRNA is usually capped
at the 5′end and polyadenylated at the 3′ end (Figure 2).
The ORF codes for the polypeptide and is surrounded
by two untranslated regions (UTRs) that control transla-
tion initiation by promoting ribosome attachment to the
mRNA and the recognition of the initiation codon (AUG
codon). The majority of mRNAs uses the cap-dependent
mechanism to initiate translation in which eukaryotic initi-
ation factors (eIFs) recognize and bind to the 5′ cap struc-
ture to bridge the mRNA to the 40S ribosomal subunit
(Figure 2). This process requires eIF4F that is a three-
subunits complex composed of eIF4E, the cap-binding pro-
tein; eIF4A, an ATP dependent RNA helicase which be-
longs to the DEA(D/H)-box family; and eIF4G, a scaf-
fold protein. EIF4G has binding sites for eIF4A, eIF4E,
the poly(A) binding protein (PABP) and eIF3. The eIF4F
complex recognizes and binds to the 5′ cap structure and
unwinds local RNA structures required for adequate posi-
tioning of the 40S ribosomal subunit on the mRNA. The
40S ribosomal subunit is recruited to the mRNA as part of
the 43S initiation complex that is composed of the 40S ri-
bosome bound to eIF2-GTP/Met-tRNAi (initiator tRNA),
eIF1A, eIF1, eIF3 and eIF5 (46–49). In this conforma-

tion, eIF4G constitutes a real scaffold between the mRNA
with the cap structure through eIF4E, and the 40S riboso-
mal subunit via eIF3. In eukaryotes, the mRNA is pseudo-
circularized by an interaction between eIF4G at the 5′ end
and PABP at the 3′ end and this contributes to enhance
translational efficiency (50–52). Upon its recruitment to the
5′ end of the mRNA, the 43S ribosomal complex scans
the mRNA in a 5′-3′ direction in search of the initiation
codon, which is often the first AUG triplet downstream to
the 5′cap. During the ribosomal scanning, the GTP bound
on eIF2 is hydrolyzed to GDP and phosphate (Pi) in an
eIF5-dependent mechanism (53,54). The recognition of the
initiation codon by the anticodon of the Met-tRNAi stops
the scanning process and provokes Pi and eIFs release from
the ribosomal complex that allows the 60S ribosomal to
join and form the 80S ribosome positioned at the initiation
codon (Figure 2) (55–57). The guanine nucleotide exchange
factor eIF2B promotes the recycling of eIF2-bound GDP
into eIF2-bound GTP; as a result, the ternary complex re-
assembles for a new round of translation initiation. eIF2 ac-
tivity is regulated by phosphorylation event that takes place
on the serine 51 of the !-subunit (Figure 2). In mammals,
four kinases have been well characterized and are activated
by stress conditions such as amino acid deprivation (for the
GCN2 kinase), ER stress (for the PERK kinase), the pres-
ence of dsRNA (for the PKR kinase) or heme deficiency
(for the HRI kinase) (58). During viral infection, PKR and
PERK are usually activated resulting in a global translation
arrest and the formation of stress granules (SGs) (59–61).
Cis-acting elements can also influence initiation codon

recognition rate by the 43S complex. Two of them are the
nucleotide context of the AUG codon and the presence
of short upstream ORFs (uORFs). An optimal consensus
sequence around the initiation codon was defined as 5′-
A/GccAUGG-3′ in which positions -3 and +4 according of
the adenosine of the AUG codon are determinant for ini-
tiation codon recognition (62–65). When the context is not
optimal, a fraction of the scanning ribosomes can bypass
the AUG codon to go to the next downstream AUG triplet.
This is called leaky scanning and it results in the production
of two proteins from two different ORFs or two isoforms of
the same protein. However, re-initiation of translation can
occur if the length of the first ORF is shorter than 30 amino
acids (uORF) and if the main ORF is found approximately
100–200 bp downstream of the stop codon (66). In this case,
the different eIFs usually stay in the vicinity of the 40S ribo-
somal subunit to promote re-initiation. As a consequence,
uORFs can regulate the flow of ribosomes on the mRNA
(67,68), and this usually results in the reduction of transla-
tional efficiency of the main reading frame (69).

Examples of translational control during viral infections

Most of the time, viral infection activates the first host de-
fense mechanism that triggers the production of interferons
(IFN) and IFN stimulated genes (70). To counteract this
first line of host antiviral innate immunity, viruses have de-
veloped strategies to inhibit or escape to this restriction (71)
and components of the IFN signal transduction pathway
are often inactivated during viral infection (72). As such,
some RNA viruses, including Picornaviruses, Orthomyx-
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Figure 2. The cap-dependent translation initiation mechanism. (1) Capped and polyadenylated mRNA is activated by the eIF4F complex, composed of
eIF4E, eIF4G and eIF4A, to prepare ribosomal landing. 43S ribosomal complex is formed by the association of eIF1, eIF1A, eIF3, eIF5 and the ternary
complex eIF2-GTP-Met-tRNAi with the 40S small ribosomal subunit (see blue square). (2) Attachment of the 43S complex to the mRNA is mediated
by multiple protein interactions requiring eIF4E, eIF4G and eIF3. (3) Ribosomal complex scans the 5′UTR with the hydrolysis of GTP into GDP + Pi
mediated by eIF5 until it reaches the initiation codon, where its recognition triggers to (4) Pi and eIFs release followed by (5) the association of the 60S
and 40S ribosomal subunits to form an 80S ribosome competent for the elongation step. The most known translational controls occur on eIF4E and
eIF2. According to the phosphorylation state of 4E-BP, 4E-BP interacts or not with eIF4E and this interaction displaces eIF4E from eIF4F resulting
in a decrease of the cap dependent translation efficiency (see violet square). Regeneration of the GDP molecule bound to eIF2 into GTP is catalyzed by
the exchange factor eIF2B. Phosphorylation of eIF2! at a serine in position 61 inhibits this regeneration that also induces a strong reduction of global
translation (see orange square).

oviruses, Coronaviruses and many others, combine an ad-
ditional mechanism in which a host translational shutoff is
imposed to prevent the infected cells to synthesize new pro-
teins and, amongst those, the IFN-stimulated genes (73).
However, such strategy should not affect the expression of
viral mRNAs to allow efficient viral replication to spread
and continue. Therefore, most of the time, viruses have de-
veloped alternative translation initiation mechanisms to en-
sure continuous viral protein production.

For instance, during picornaviruses infection, epitomized
by the encephalomyocarditis virus (EMCV) and the po-
liovirus (PV), a rapid shutoff of the host gene expression
is established when viral proteases target and cleave eIF4G,
PABP and eIF5B that are required for cap-dependent trans-
lation initiation (74–77). This results in a specific inhibition
of cap-dependent translation of cellular mRNAs whereas
the 5′UTR of the picornaviral mRNAs harbors an inter-
nal ribosome entry site (IRES) that enables the recruit-
ment of the ribosomal complex in a cap-independent man-
ner (78). An alternative strategy is used by influenza virus
where the viral polymerase complex binds to cellular mR-
NAs and cleaves few nucleotides downstream to the cap

structure to produce a capped RNA fragment that is sub-
sequently used to prime viral transcription (79,80). The de-
capped host mRNAs are targeted to degradation that leads
to the downregulation of cellular protein production. Fi-
nally, translation of the alphavirus mRNAs is resistant to
the phosphorylation of eIF2! that results from PKR ac-
tivation (81). This is due to a stable RNA hairpin loop
structure in the viral genome that stalls the ribosome on
the correct AUG and allows translation of the late viral
mRNAs (82).

Global translation of cellular mRNAs is not spared dur-
ing infection with CoVs. Indeed, studies in MHV-infected
cells indicate that a strong shutoff of host gene expression
is established during the first hours after infection while
viral protein expression is not affected (83–87). This inhi-
bition of cellular mRNA expression has been reported in
cells infected not only with others coronaviral strains such
as in bovines, bats, chickens and pigs (88–92) but also with
human CoVs like the HCoV-229E, HCoV-NL43, SARS-
CoV and MERS-CoV strains (93–96). Recent studies show
that translation repression also occurs in SARS-CoV-2 in-
fected cells (97–99) and analysis of the SARS-CoV-2 tran-
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scriptome indicates that host gene expression is almost sup-
pressed in the first hours of infection (14). Most of the viral
structural proteins are expressed in the ER that contributes
to create an ER stress (100). Furthermore, lipid depletion
from the ER which is due to viral replication organelle for-
mation activates the unfolded protein response (UPR) that
results to the expression of chaperone proteins, phospho-
lipid biogenesis and translation downregulation (101). Nev-
ertheless, the UPR is usually controlled by viral compo-
nents to avoid a drastic reduction of global protein syn-
thesis. The first analyses of the SARS-CoV-2 host interact-
ing proteins revealed that many viral proteins target com-
ponents belonging to the translational machinery but also
key elements involved in SG formation and the ER stress
response (102).

In this review, we will describe how mRNA translation
is controlled in the course of coronaviral infection. Most
of the studies retained for this review concern SARS-CoV,
MERS-CoV and SARS-CoV-2 strains. In the first part, we
will briefly present the different translational pathways that
are activated following infection and how viral components
can interfere. A large part of this review will focus on viral
proteins, especially nsp1, which directly interact with com-
ponents of the ribosomal complex to promote translation
inhibition and mRNA decay. The second part is dedicated
to the mechanisms used by viral mRNAs to escape from
host protein synthesis inhibition. Finally, the last part will
deal with the spectrum of translational mechanisms used by
viral mRNAs to be expressed.

TRANSLATIONAL CONTROL BY CORONAVIRUSES

Viral infection generally induces several lines of cellular re-
sponses such as innate immunity, apoptosis, activation of
different mitogen-activated protein kinases (MAPK) path-
way or translational reprogramming. As these different
mechanisms during CoV infection have been recently re-
viewed (103), we will first briefly describe how these differ-
ent translational control pathways are activated during in-
fection and point out some viral proteins involved in these
mechanisms. Next, we will mainly focus on viral proteins
expressed from SARS-CoV, MERS-CoV and SARS-CoV-
2 strains, which directly alter the integrity of components of
the initiation complex. A large part of this section deals with
nsp1 and its function in host protein synthesis inhibition as
it has been the best studied example.

Interference with the stress activated pathways

CoV replication generates in the cytoplasm a large quantity
of double strand RNAs such as positive and negative gR-
NAs and sgRNAs (Figure 1); this typical signature of RNA
virus replication contributes to the activation of PKR. In
addition, several aspects of the CoV infection are expected
to disrupt ER homeostasis. (i) All CoV structural proteins,
except for the N protein, are synthesized, folded and modi-
fied in the ER (104–106). (ii) In order to produce new viri-
ons, the amount of viral proteins produced largely exceeds
the ER folding capacity (100,107). (iii) Viral replication
takes place in doublemembrane vesicles complexes hijacked
from the ER and this results in the alteration of its home-

ostasis (Figure 1) (35,108). (iv) The assembly and budding
of mature particles of coronaviruses occur into the ERGIC
(109) that induces a massive budding accompanied by de-
pletion in the ER membrane (Figure 1). All these different
stresses of the ER lead to the activation of the UPR. To re-
store ER homeostasis, three transmembrane sensors are ac-
tivated: PERK, inositol-requiring enzyme 1 and activating
transcription factor 6. The last two are not directly related
to translational control and we invite the reader to consult
these reviews (103,110–112), and we will focus on the rela-
tionship that may exist between CoVs and both PKR and
PERK.

As expected, both PERK and PKR are activated dur-
ing SARS-CoV infection that in turn phosphorylate the
serine 51 of eIF2! leading to a global translation inhibi-
tion (Figure 3A) (113). However, inhibition of PKR alone
did not alter the phosphorylation status of eIF2! mean-
ing that it is essentially controlled by PERK (113). The ac-
tivation of PKR seems important for other aspects of vi-
ral infection, such as virally induced apoptosis that could
contribute to the translational inhibition (113). The over-
expression of several SARS-CoV proteins alone, including
3a and S, is sufficient to induce an ER stress and the acti-
vation of PERK (Figure 3A) (100,114). Expression of the
spike protein from MHV or HCoV-HKU1 strains also in-
duces an ER stress (107,115) suggesting a conserved mech-
anism of PERK activation among CoVs. Interestingly, the
phosphorylation of eIF2! is not such a robust feature for
other coronavirus infections as it depends on the cell line
used and it can only be a transient phenomenon. For ex-
ample, infection with MERS-CoV strain induces a low but
detectable level of phosphorylated eIF2! only in Vero cells,
but no response in HeLa/CD26 cells (116). In addition,
the removal of the gene coding for 4a and 4b proteins in
the viral genome of the MERS-CoV (!p4 mutant strain)
induces the phosphorylation of eIF2!, activation of PKR
and reduces viral replication in HeLa cells suggesting that
these proteins are involved in circumventing translational
attenuation during infection (Figure 3A). Surprisingly, no
difference was observed between MERS-CoV!p4 and the
wild-type virus in Vero cells, suggesting a cell line specific
regulation rather than a solid feature of MERS-CoV infec-
tion (116). To the same extend, nsp15 of some CoVs (MHV,
HCoV-229E) could also suppress PKR activation (Figure
3A) (117–119). Additionally, during HCoV-OC43 infection
of neurons, only an early and transient phosphorylation of
eIF2! was detected (120). There is no doubt that CoV in-
fection is related to the activation of both PKR and PERK
that results in the phosphorylation of eIF2!. Whether the
novel SARS-CoV2 also acts on eIF2! phosphorylation to
induce a global translation regulation remains to be inves-
tigated.

Translational inhibition induced eIF2! phosphorylation
leads to the formation of SGs and processing bodies (P-
bodies). SGs are messenger ribonucleoproteins (mRNPs)
composed of mRNAs stalled at the translation initiation
step while P-bodies are mRNPs containing untranslated
mRNAs associated with proteins involved in mRNA decay
and translation repression. These two cytoplasmic granules
are dynamic complexes which compact mRNAs for stor-
age, reinitiation of translation or degradation (121–124).
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A B

Figure 3. The translational pathways regulation during CoVs infection. (A) Double strand RNA (dsRNA) accumulation produced during the viral replica-
tion is one sensor of the interferon antiviral defense and leads to the phosphorylation and activation of PKR.Viral proteins accumulation in the endoplasmic
reticulum (ER) constitutes an ER stress and triggers the unfold protein response (UPR). As a result, PERK is phosphorylated and activated. Both PKR
and PERK target the ! subunit of eIF2 and its phosphorylation induces a global translational shutdown. The stress-activated phosphorylation of eIF2 can
lead to the formation of stress granules (SGs) in which mRNAs stalled in translation initiation step are stored. SGs are connected with P-bodies structures
as they share RNA and protein components. (B) Modulation of the p38MAPK and ERK pathways. ERK pathway controlled the phosphorylation state
of 4E-BP and promotes the dissociation between 4E-BP and eIF4E that enhances the cap-dependent translation. p38 MAPK pathway targets the MAP
kinase-interacting serine/threonine-protein kinase (Mnk) that phosphorylates eIF4E. As a consequence and in the context of CoVs infection, activation
of this pathway is associated with a decrease of protein synthesis and viral replication. Viral components modulating the pathway are bolded in red.

The assembly of SGs is a cellular response frequently ob-
served upon viral infections but its real contribution to the
anti-viral response remains to be established (125). In many
cases, viral mRNAs and/or viral genomes are recruited in
SGs (125,126). In the particular case of CoV infection, the
function of SG and P-bodies has not been fully investi-
gated although an increase in the formation of cellular gran-
ules has been observed during the Transmissible GastroEn-
teritis Virus (TGEV) and MHV infections which correlate
with an increase of eIF2! phosphorylation, translational
shutoff and mRNA decay (87,127). During infection with
SARS-CoV, the N protein can translocate into SGs (Fig-
ure 3A) (128) whereas formation of SGs is not observed in
the course of MERS-CoV infection. Nevertheless, mutant
viruses lacking either the gene coding for 4a or 4b protein
(MERS-CoV!p4), become able to induce formation of SGs
suggesting that these proteins might be involved in their re-
pression (116,119). Notably, the formation of SGs in cells
infected with MERS-CoV!p4 is associated with a reduc-
tion of viral replication (Figure 3A). Recently, mass spec-
trometry analysis of the viral-host proteome interaction
networks was obtained with overexpressed viral proteins
from SARS-CoV-2. Interestingly, the N protein interacts
with several components of the SGs (G3BP1 and G3BP2)
and P-bodies (Upf1, MOV10, PABPC1 and PABPC2) ma-
chineries (Figure 3A) (102). However, the role of these cy-

toplasmic granules as pro- or anti-viral mechanism remains
elusive.

Coronavirus infections activates other stress-induced sig-
naling pathways such as the extracellular signal-regulated
kinase (ERK) and the p38MAPK, both of them are known
to influence the translational activity of the cell (103). Acti-
vation of p38 MAPK is observed during SARS-CoV and
MHV infections (Figure 3B) and this leads to the phos-
phorylation of eIF4E through the MAP kinase-interacting
serine/threonine-protein kinase (Mnk) (129–131). The ef-
fect of this phosphorylation is quite controversial with some
articles showing that phosphorylation of eIF4E is not re-
quired for translation (132) whereas in some cases, it can
inhibit cap-dependent translation (133). Despite this con-
troversy, most of the data suggest that eIF4E phosphoryla-
tion promotes translation initiation (134–137). In the case
of CoV, activation of the p38 MAPK pathway is associ-
ated with an attenuation of overall cellular protein synthe-
sis. Interestingly, expression of the SARS-CoV accessory
protein 7a alone can inhibit cellular protein synthesis and
induce p38 MAPK phosphorylation (Figure 3B) (138,139).
However, molecules that target the p38 MAPK neither al-
ter SARS-CoV replication nor viral protein synthesis (130).
Similarly, infection with HCoV-229E also induces the phos-
phorylation of eIF4E and the use of a p38MAPK inhibitor
in human fetal lung cells L132 reduces the replication of the
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virus (140). To date, the implication of eIF4E phosphory-
lation during CoV infection is challenging and remains to
be explored. Finally, inhibitors that control the phospho-
rylation of eIF4E, such as tomivosertib, have recently been
highlighted to be of interest in the case of treatment during
SARS-CoV-2 infection (102) and this confirms the impor-
tance of the stress-induced signaling pathways.

In parallel, the ERK signaling cascade is activated during
CoV infection (Figure 3B) and seems to counterbalance the
action of p38 MAPK in protein synthesis. Indeed, activa-
tion of ERK leads to the phosphorylation of eIF4E-binding
proteins (4E-BP) that are repressor proteins able to interact
directly with the cap-binding protein eIF4E. Phospho-4E-
BP cannot bind to eIF4E and sequesters it from being in-
corporated into the eIF4F complex (Figure 2) (141). The
activation of the ERK pathway was observed during infec-
tion with SARS-CoV,MERS-CoV andHCoV-229E strains
(129,142) but also after overexpresion of SARS-CoV S pro-
tein (143). In the case of SARS-CoV-2, the investigation
of the global phosphorylation landscape of Vero E6 cells
reveals the activation of p38 MAPK and ERK pathways,
and suggests an impact on cap-dependent translation (144).
Clearly, the phosphorylation status of eIF4E and eIF4E-
BPs needs further investigation to decipher the role of sig-
naling pathway activation in SARS-CoV2 infection.

The nsp1 protein

The capped and polyadenylated viral genome is directly
translated as soon as it is released in the cytoplasm after
entry. As a result, two large precursor polyproteins are pro-
duced and processed by viral proteases to generate 16 nsps.
Nsp1 is the most N-terminal cleavage product and is only
expressed in the !-CoVs and "-CoVs genera but it strongly
differs in size.Nsp1 of!-CoVs has a size of about 110 amino
acids (aa) whereas in"-CoVs the size of nsp1 varies between
the four different lineages (A, B, C andD) (145). The lineage
A is epitomized byMHV, HCoV-OC43 and HCoV-HKU1,
and nsp1 harbors about 245 aa residues. The lineage B in-
cludes SARS-CoV and SARS-CoV-2 in which nsp1 has a
size of 180 aa. MERS-CoV belongs to the lineage C and
encodes a 195 aa long nsp1. Finally, the lineage D regroups
mainly bat-CoVs in which nsp1 has a size of 175 aa. Amino
acid sequence homology varies between nsp1 from the dif-
ferent "-CoVs but the SARS-CoV-2 nsp1 shares 91% simi-
larities with SARS-CoV nsp1 (102) suggesting a strong con-
servation of function and the first study on SARS-CoV-2
nsp1 confirmed its role in host protein synthesis inhibition
(97–99). In this section, we mainly discuss about the func-
tion and mechanism of SARS-CoV nsp1 on host cellular
translation during infection and extend these findings to
others strains like MERS-CoV and SARS-CoV-2.

SARS-CoV nsp 1. In SARS-CoV infected cells, nsp1 can
be immunodetected as early as 6 h post infection (hpi) and
it has a perinuclear and cytoplasmic localization (94,146).
This coincides with the inhibition of host gene expression
that starts at 6 hpi and becomes almost complete between
9–12 hpi (95). An ectopic and transient expression of nsp1
in mammalian cells is sufficient to promote a robust and
global inhibition of host protein synthesis (94,95,147) with

a strong reduction of the polysome profile shifting to 80S
monosomes (148). The deletion of a small region of the
carboxy-terminal part of nsp1 (!160–173) is sufficient to
reverse the inhibitory effect of the latter and two charged
amino acids,K164 andH165, have been identified to be crit-
ical for nsp1 function in this translational shutoff (95). Mu-
tation of these two residues into alanine in the SARS-CoV
genome to generate the SARS-CoV-mt did not significantly
alter viral replication in terms of viral titer, viral RNA tran-
scription or nsp1 expression but it failed to promote robust
host endogenous mRNA translation inhibition (95). Partial
inhibition of host gene expression was also observed in Vero
E6 and 293/ACE2 cells infected by SARS-CoV-mt (95) in-
dicating that either the nsp1-mutant was partially active in
the context of infection or that other viral proteins may be
involved in this process. Interestingly, SARS-CoV nsp1 tar-
gets endogenous cellular mRNAs but also mRNAs result-
ing from ectopic plasmid expression and transfected mR-
NAs (94,95). The host cell gene expression shutoff mediated
by SARS-CoV nsp1 was not inhibited by actinomycin D
treatment that blocked de novo RNA synthesis, confirming
that nsp1 acts on nascent and pre-existing mRNAs (94,95).
The SARS-CoV nsp1 combines two strategies to inhibit

host gene expression: it acts via (i) a direct inhibition of the
translation initiation step and (ii) the induction of cellular
mRNA degradation (Figure 4). Although translational ar-
rest and cellular degradation are two linked processes, it re-
mains possible to distinguish between them with the use of
specific nsp1mutants (see below). Several evidences indicate
that nsp1 interacts with the small 40S ribosomal subunit
and this contributes to the reduction of the overall amount
of polysomes. This binding is abolished in the case of the
specific mutations of the K164 and H165 residues of nsp1
(nsp1-mt) as evidenced bywestern blot analysis of each frac-
tion in both cellular extracts and rabbit reticulocyte lysate
(RRL) (148). In addition, a nsp1 wt-tagged protein, but not
the mutant version, co-immunoprecipitates with both S6 ri-
bosomal protein and 18S ribosomal RNA (rRNA) that are
key architectural components of the 40S subunit (148). In-
terestingly, SARS-CoV nsp1 does not appear to be associ-
ated with the 80S ribosome suggesting that nsp1 binds ex-
clusively at a pre-initiation stage and is released upon sub-
unit joining. Addition of nsp1 in the RRL affected trans-
lation of reporter mRNAs and polysome profile analysis
revealed that SARS-CoV nsp1 inhibited 80S ribosome but
not 48S initiation complex formation with a critical role for
the two charged amino acids in this process (148). As a con-
sequence, translation driven by a cap- and IRES-dependent
mechanisms were both inhibited by addition of SARS-CoV
nsp1 in RRL. So was the cricket paralysis virus (CrPV)
IRES that does not require any of the eIFs and can di-
rectly promote the assembly of an 80S ribosome at theAUG
codon (149). Therefore, this demonstrates nsp1 targets di-
rectly the 40S ribosomal subunit rather than the associated
initiation factors.

As mentioned above, SARS-CoV nsp1 also promotes
degradation of the host cellular mRNAs in living cells
(94,95). Although the mRNAs are also degraded in the
RRL, it appears that this does not occur by the same path-
way (148). Mutation of two charged and exposed amino
acids R124 and K125 of nsp1 (named nsp1-CD for ‘cleav-
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Figure 4. mRNA translation and mRNA decay regulated by SARS-CoV nsp1. A scheme of the 40S ribosomal subunit is showed with the mRNA entry
and exit channel and the three tRNA sites: acceptor (A), peptidyl (P) and exit (E). Nsp1 is the first viral protein expressed and is able to interact, through
the C-terminal domain, into the mRNA entry channel of the 40S ribosomal subunit. As a result, cellular mRNAs could not be recognized by the ribosome
and cellular proteins expression is strongly reduced. In addition, nsp1 promotes endonucleotydic RNA cleavage that conducts the transcript to RNA
degradation mediated by Xrn1. In parallel, all SARS-CoV mRNA harbor a common 5′ terminal 72 nt leader sequence with three stem-loop (SL) (labeled
in green). SL1 interacts with nsp1 and confers a translational resistance of the viral mRNA to the translation repression mediated by nsp1.

age defective’) strongly reduces this cleavage without affect-
ing translation repression both in cell culture and in the
RRL suggesting that the twomechanisms are distinct (147).
Sucrose gradient density and toeprinting assays are both
complementary to measure the ratio of ribosomal com-
plexes associated with the mRNA and to map the position
of the ribosome on the mRNA at a nucleotide resolution.
Both techniques were used to look at the effect of nsp1-CD
on the formation of 48S and 80S initiation complexes on
mRNAs translated by either a cap- or an IRES-dependent
mechanism: formation of both complexes was inhibited in
the RRL in the presence of nsp1-CD (147,148). Interest-
ingly, translation of mRNAs in which initiation was driven
by the CrPV or Hepatitis C Virus (HCV) IRESes was re-
pressed by nsp1-wt without any evidence of an RNA cleav-
age (147,148) suggesting that RNA cleavage could also de-
pend on the structure of the targeted RNA. Indeed, these
two IRESes are highly structured (150) and directly bind
to the 40S ribosome in the absence of any eIFs (149,151).
Addition of nsp1-wt and nsp1-CD to the RRL is sufficient
to abolish the binary complex formed between the 40S sub-
unit and the CrPV IRES (147) suggesting a mutually exclu-
sive interaction between the 40S, nsp1 and the IRES struc-
ture. In contrast, the interaction of 40S subunit with the
HCV IRES was not impaired by the presence of nsp1-wt
or nsp1-CD but formation of both 48S and 80S ribosome
complexes at the AUG codon was inhibited (147). Cryo-
genic electron microscopy (cryo-EM) analyses revealed that
the HCV IRES interacts with a region of the head and plat-
form edge of the 40S subunit where it partially overlaps with

the exit-site (E-site) of the ribosome (152). The CrPV IRES
also interacts with the head on the inter-subunit side (153)
but, in this case, the CrPV IRES occupies all three tRNA
binding sites on the ribosome that are the E-, the peptidyl
(P-) and the decoding center (A-) sites (Figure 4, see the 40S
ribosome scheme) (154). These difference of occupancy be-
tween both IRESes may explain why nsp1 can disrupt the
binary complex formed between the 40S subunit and the
IRES in the case of CrPV but not with HCV. In agreement
with this hypothesis, both Thoms et al. and Schubert et al.
have just shown by cryo-EM studies that nsp1 of a SARS-
CoV-2 strain binds to the 40S at the mRNA entry channel
(97,98) which is next to the A site (Figure 4). Recent re-
sults, obtained by Banerjee et al., show that SARS-CoV-2
nsp1 interacts with the 18S rRNA in a region adjacent to
the mRNA entry channel (99). If the structure/function of
nsp1 is conserved between the two strains of SARS-CoV,
the presence of nsp1 may destabilize the interactions of the
CrPV IRES with the ribosome at the A site resulting in the
absence of 40S/IRES binary complex.

Endogenous mRNAs, as well as ectopically transfected
mRNAs, are both degraded when SARS-CoV nsp1 is ex-
pressed in cells (94). However, this is not the case for RNAs
that are produced by RNA polymerase type I and III (155).
This is consistent with the fact that nsp1 acts through its
binding to the 40S subunit and suggests that only mRNAs
that are being translated are targeted by nsp1. The Xrn1
protein is a highly conserved 5′–3′ exoribonuclease involved
in mRNA degradation in the cytoplasm (156–158). Silenc-
ing of Xrn1 in the cell abolishes the effect of transfect-
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ing SARS-CoV nsp1 and preserves the integrity of cellular
mRNAs (155) indicating that mRNA degradation requires
Xrn1 (Figure 4). To our knowledge, Xrn1 is not expressed
in the RRL and this could explain why mRNAs are not de-
graded by nsp1 in this system; however, they are cleaved by
others, yet unidentified, endonucleases that are activated by
the addition of SARS-CoV nsp1 (Figure 4) (147,148,159).
The cleavage sites were then mapped by using a toeprinting
approach on reporter mRNAs with the 5′UTR of globin
or actin that are both expressed by a cap-dependent mech-
anism. Addition of SARS-CoV nsp1 to the RRL induced
about ten endonucleolytic cleavage prints on both sides of
the initiation codon with one or two predominant sites but
they failed to highlight a consensus sequence or nucleotide
preference (159). However, modification of the RNA sec-
ondary and tertiary structures by mutagenesis affected the
global pattern of cleavage (159) confirming that the 3-D
structure of the RNA plays a role in this process. Then,
the authors used a comparison between the EMCV and PV
IRESes as both IRESes exhibit differences in their site of
initiation relative to the binding site of the 40S ribosomal
subunit. Indeed, whereas for EMCV, the 40S binds directly
at the vicinity of the AUG codon, this is not the case for
the PV IRES in which the initiation codon is located 154
nt downstream to the 3′ border of the IRES (150). Conse-
quently, in PV, the preinitiation complex needs to reach the
initiation codon by linear scanning after its primary attach-
ment to the IRES (160). Addition of the SARS-CoV nsp1
induced several endonucleolytic cleavages at the 3′ border of
both IRESes but no cleavage could be detected around the
authentic AUG codon of the PV mRNA (159) suggesting
that the ribosome was stalled after its attachment and could
not scan to the initiation codon in the presence of nsp1. This
nsp1 mediated RNA cleavage did not occur when both the
HCV or CrPV IRESes were used in the RRL (147,159). In
the case of CrPV IRES, nsp1 was able to disrupt the bi-
nary complex formed between the small ribosomal subunit
and the IRES and remained probably bound to the 40S sub-
unit. In such conditions, the mRNA that harbors the CrPV
IRES cannot associate with the ribosome and, therefore,
was not targeted by nsp1. The situation is even more com-
plex in the case of HCV IRES because a binary complex
40S/IRES was formed in the presence of nsp1 but the RNA
remained uncleaved. To date no explanation and experi-
ments have been proposed to understand this resistance to
RNA cleavage; however, this IRES is highly structured with
pseudoknot structures that could provide a physical bar-
rier against endonucleases. The fact that SARS-CoV nsp1
does not show any intrinsic endonuclease activity means
that nsp1 does not act directly on its substrate but rather
activates one, or several, unknown cellular endonucleases.
As nsp1 blocks ribosomes essentially during the initiation
step, these stalled 40S ribosomes on the mRNA may trig-
ger a quality control mechanism that could be reminiscent
to the no-go decay which targets mRNAs on which elonga-
tion is stalled (161,162). Further studies have to be carried
out to understand the molecular mechanism by which nsp1
can induce RNA cleavage.

Nsp1 from others CoV strains. The four different lineages
of the !-CoV genera share a relatively low amino acid

sequence similarity: for example, SARS-CoV nsp1 shares
only 20.6%, 17.9% and 26.1% sequence similarity with
MHV, B-CoV and MERS-CoV nsp1 proteins, respectively
(89,163).Despite these differences, the amino acid sequence,
LRKxGxKG, is relatively well conserved between the nsp1
of SARS-CoV, MHV, B-CoV and MERS-CoV (163,164)
and is localized at positions 123–130 in the SARS-CoVnsp1
as a reference. Importantly, this consensus contains the two
residues R124 and K125 that are critical for the endonucle-
olytic cleavage (96).

As for SARS-CoV, MHV nsp1 is localized exclusively in
the cytoplasm of infected cells (165) and has been reported
to inhibit the expression of reporter genes (166). Northern
blot analyses of MHV infected cellular extracts also indi-
cated a massive degradation of host cell mRNAs (85) with
deletion of its carboxy-terminal domain being sufficient to
abolish nsp1 function (166). Mutation of the consensus se-
quence in nsp1 results in a decrease of translation of re-
porter genes (167). The conserved domain (LRKxGxKG)
appears to be needed during in vivo viral infection as its mu-
tation leads to a strong attenuation of virulence (167) but
the precise molecular mechanism by which MHV nsp1 in-
hibits gene expression awaits determination.

The MERS-CoV nsp1 exerts a dual function on cellu-
lar mRNAs by inducing both translation inhibition and
mRNA degradation (96,163). The key charged amino acids
identified in SARS-CoV nsp1 are conserved in the MERS-
CoV and point mutation of the lysine in position 181,
which is the analog of lysine 164 in SARS-CoV nsp1 (95),
completely abolishes the function of nsp1 (168). Mutation
of the two conserved amino acids R146/K147 in MERS-
CoV nsp1, which corresponds to residues R124/K125 in
SARS-CoV nsp1, recapitulates the cleavage defective effect
and allows to dissociate the two functions of the protein
(96,147). Despite these functional similarities, MERS-CoV
nsp1 showsmany differences with SARS-CoV nsp1 notably
at the level of cellular localization, the interaction with the
40S ribosomal subunit and the targeted mRNAs (96). In-
deed, only mRNAs transcribed by the RNA polymerase
type II in the nucleus of the host infected cell are targeted by
MERS-CoV nsp1. As such, mRNAs that are injected or en-
gineered to be produced in the cytoplasm are not sensitive
to repression or degradation. Interestingly and in contrast
to SARS-CoV,MERS-CoVnsp1 is localized both in the nu-
cleus and the cytoplasm and weakly interacts with the 40S
ribosomal subunit raising the question of howMERS-CoV
nsp1 can act on actively translated mRNAs. Curiously, the
expression of mRNAs produced in the cytoplasm was stim-
ulated by the presence of MERS-CoV nsp1 although the
mechanism by which this occurred was not solved. A pos-
sible explanation could be attributed to a competitive ef-
fect due to the cellular shutoff that increases the availability
of the components of the translational machinery for these
mRNAs.

Nsp1 is also expressed in strains that belong to the"-CoV
genus, such as Porcine Epidemic Diarrhea Virus (PEDV),
TGEV, HCoV-229E and HCov-NL63 but the protein is sig-
nificantly smaller (110 aa instead of 180 aa for the SARS-
CoV) and sequence alignments show only ∼21% identity
and 23% similarity with the first 128 aa of SARS-CoV nsp1
proteins between both HCoV-229E and HCoV-NL63 (93).

D
o

w
n

lo
a

d
e

d
 fro

m
 h

ttp
s
://a

c
a

d
e

m
ic

.o
u

p
.c

o
m

/n
a

r/a
rtic

le
/4

8
/2

2
/1

2
5

0
2

/6
0

1
7

3
5

5
 b

y
 g

u
e

s
t o

n
 0

9
 A

p
ril 2

0
2

4



218 

 

Nucleic Acids Research, 2020, Vol. 48, No. 22 12511

However, bioinformatic analysis revealed that the nsp1 pro-
teins of HCoV-229E, HCov-NL63 and SARS-CoV share a
very similar 3D shaping structure (93). The crystal struc-
tures of TGEV and PEDV nsp1 confirmed a high degree
of similarity with SARS-CoV nsp1 despite this lack of se-
quence homology (92,164,169) indicating a conservation of
protein function. In agreement with this, nsp1 of TGEV,
PEDV, HCoV-229E and HCov-NL63 strains are able to in-
hibit global host gene expression at a similar level than the
SARS-CoV nsp1 (92,93,159,169). It is also noteworthy that
the two K164/H165 residues of SARS-CoV nsp1, which
are required for the interaction with the 40S ribosomal sub-
unit (95), are lacking in !-CoV nsp1. However, both HCoV
NL63- and HCoV 229E-nsp1 can still immunoprecipitate
the S6 ribosomal protein from 293T cell extracts (92,93)
suggesting that an interaction between the 40S ribosomal
subunit and nsp1 still takes place in !-CoV strains. In ad-
dition, TGEV nsp1 cannot induce RNA degradation (159)
but HCoVNL63- and 229E-nsp1 are able to do so (93) and
several amino acids have been identified in TGEV, PEDV,
HCoV-229E and HCov-NL63 strains to be required to pro-
mote efficient translation inhibition (92,169). Thus, nsp1-
mediated inhibition of protein synthesis during !-CoV in-
fection appears to be a very conserved process despite many
differences in the way it is achieved.

SARS-CoV-2 nsp1. Nsp 1 proteins of SARS-CoV and
SARS-CoV-2 share 84.4% sequence identity and 93.9% of
sequence similarity suggesting a strong conservation at the
level of protein function. Infection of human lung epithelial
(Calu3) or monkey kidney (Vero) cells with SARS-CoV-2
strain results in a global translation inhibition (99). Trans-
fection of a plasmid coding for the SARS-CoV-2 nsp1 into
293T cells is sufficient to reduce cellular proteins expression
level (99) and induces a shift from the polyribosome frac-
tions to 80S monosomes pointing out that a global inhibi-
tion of translation occurs in the presence of SARS-CoV-2
nsp1 (97). SARS-CoV-2 nsp1 is associated with both 40S
and 80S but not with the polyribosome fractions (97,98).
In vitro binding assays have confirmed that recombinant
SARS-CoV-2 nsp1 can interact with purified 40S but not
with the 60S subunit (97,98) and this binding requires both
K164 and H165 residues as it was the case for SARS-CoV
nsp1 (97,98,148). Furthermore, addition of recombinant
nsp1 protein into a cell-free in vitro translation system is
also sufficient to inhibit expression of reportermRNAs (97–
99). The interaction between nsp1 and the 40S ribosomal
subunit has recently been imaged by cryo-EM at an aver-
age resolution of 2.6–2.8 Å, and this revealed that the C-
terminus of nsp1 was made of two !-helices and located in-
side the ribosomal mRNA entry channel at the latch struc-
ture formed between rRNA helix h18 of the body and h34
of the head and uS3 of the 40S subunit (97,98,170,171).
The C-terminal domain of nsp1 interacts specifically with
uS3, uS5 and rRNA helix h18 (97–99). The K164 and H165
residues establish a key interaction with helix h18 and the
binding of nsp1 to the mRNA entrance channel blocks
mRNA entry (Figure 4) (99). Interestingly, the location of
nsp1 could inhibit tRNA recruitment to the 80S ribosome
that would block the elongation step (99). This could ex-
plain the observation that the mRNA was always missing

from all purified and analyzed nsp1/ribosomal complexes
(97,98). As a consequence, addition of SARS-CoV-2 nsp1
toHeLa translation-competent lysates inhibited translation
of reporter mRNAs (97–99) except when they are bearing
the SARS-CoV-2 genomic 5′UTR (99).

Other CoV viral proteins

Infection with SARS-CoV strains that encodes nsp1-mt
(K164A & H165A) results in the inhibition of host mRNA
translation (95) suggesting that other viral proteins are in-
volved in the control of cellular mRNA translation.

A two-hybrid screen in yeast has identified interactions
between the f subunit of the initiation factor eIF3 and the
SARS-CoV S protein that was later confirmed by immuno-
precipitation studies in HeLa cells. The N-terminal region
of the S protein (20–404 aa) is sufficient to bind to eIF3f
and this modifies the cellular localization of eIF3f that be-
come mainly cytoplasmic likewise the S protein. Addition
of a S protein truncated in its C-terminal domain (S!C)
into the reticulocyte lysate is able to inhibit the expression
of reporter mRNAs and this can be partially restored by
the addition of recombinant eIF3f (90). This translation in-
hibitory effect of spike protein has also been demonstrated
in other CoV strains like IBV (90). However, it can be ar-
gued that the work was essentially performed with the S!C
mutant in which the peptide signal is deleted that also af-
fects its localization to the cytoplasm compartment; indeed,
within theWT S protein, the N-terminal domain that inter-
acts with eIF3f is localized at the extracellular side of the
plasmamembrane. Therefore, in such conditions, the S pro-
tein is not supposed to be able to interact with initiation
factors.

The SARS-CoVnucleocapsidNprotein is themost abun-
dant amongst all structural proteins and it harbors an
RNA-binding domain in its N-terminal region. A two-
hybrid yeast screen has shown that the C-terminal do-
main can interact with the human elongation factor 1-alpha
(EF1!) (172), which is an essential component for the elon-
gation phase of translation (173,174). The N protein can
immunoprecipitate native EF1! proteins from cell extracts
and this property is conserved with the N protein of the
HCoV-229E strain (172). Due to its self-association, the vi-
ral N protein can form aggregates that include EF1! (172).
Interestingly, HSP70, a chaperone protein that preferen-
tially binds to denatured or aggregated proteins (175), is
also found as part of these complexes (172). Thus, it is not
surprising that addition of recombinant N protein was able
to inhibit translation of reporter mRNAs both in the RRL
and in cellular extracts (172). Once again, evidences for in-
hibition during viral infection are lacking to confirm a func-
tion of N protein in the cellular translation shutoff.

Very recently, a global analysis of SARS-CoV-2 host in-
teracting proteins has allowed to identify 332 interactions
between viral and human proteins (102). Some of them
are involved in translation. For instance, the nsp2 interacts
with both GIGYF2 and eIF4E2 (4EHP) (102) that are two
components of a complex that represses mRNA translation
(176). These interactions were already identified with nsp2
from SARS-CoV (177) but were never investigated further
although they suggest a role for nsp2 in regulating mRNA
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translation. Similarly, nsp9 interacts also with eIF4H (102),
a factor that enhances the ATP dependent helicase activity
of eIF4A (178–180). Interestingly, the complex formed be-
tween eIF4A and eIF4H can be inactivated using a specific
inhibitor that is able to lock eIF4A in an inactive conforma-
tion (179). The interaction between nsp9 and eIF4H could
modulate eIF4A function and thus, play a role on transla-
tional efficiency. Finally, the N protein of SARS-CoV-2 can
interact with different isoforms of PABP and the ribosomal
protein L36 (102), and this may also participate in the reg-
ulation of protein synthesis.

Structure and function of the viral mRNAs

Translation and integrity of cellular mRNAs are signifi-
cantly altered in cells that are infected by SARS-CoV or
MERS-CoV. Despite these conditions, viral mRNAs are
not degraded and viral protein synthesis is maintained at
high level (95,96,99). In an in vitro system, the SARS-CoV
nsp1 does not induce the endonucleolytic cleavage on sgR-
NAs that have been purified from SARS-CoV infected cells
(159). These experiments indicate that viral mRNAs could
be protected from this host cell shutoff and this may be at-
tributed to RNA cis-acting elements that confer this resis-
tance.

In order to better understand this mechanism, it is im-
portant to start with a brief description of the architecture
of the 5′ and 3′ termini of the CoV genome. The TRSs that
are essential for viral genome transcription (43,181) are lo-
cated downstream to the leader sequence and upstream to
the AUG codon (reviewed in (28)). As such, all coronaviral
transcripts (depending on the subtype) share an identical
coterminal 3′ ends and common 70–90 nt long leader se-
quences at their 5′ terminus (182). These noncoding RNA
regions fold into secondary and tertiary structures that are
involved in functional RNA–RNA interactions; they also
bind to a subset of viral and cellular proteins during replica-
tion and translation. In this part, we will not detail the spe-
cific role of these RNA structures that are used for genome
replication and we advise readers to consult these excellent
reviews on the topic (183,184). Rather, we will focus our
attention on RNA structures that are directly involved in
translational control of the coronavirus genomic and subge-
nomic RNAs. Thus, for clarity, we will name ‘5′UTR’ the
region spanning from the 5′ terminus of the transcript and
up to the AUG codon. The first 60–95 nt of the 5′UTR refer
to the leader sequence, which is common to all coronaviral
mRNAs.

The viral 5′UTR. Analysis of the RNA structures of the
5′UTR was essentially performed from the MHV strain.
Indeed, by using a combination of phylogenetic analysis
and computer-based prediction software, the 140 first nu-
cleotides of theMHV genome have initially been modelized
to form three conserved stem-loops (SL) that are named
SL1, SL2 and SL4 (185,186). A 3 stem-loop folding is also
observed for MERS-CoV whereas SARS-CoV and B-CoV
contain an additional SL (SL3) that folds the leader TRS
(TRS-L) into a hairpin loop. Interestingly, for all of these
four members of the !-CoV family, the RNA structure-
based models predict that the AUG codon is embedded

within SL4 (183). Thus, this suggests that the accessibil-
ity of the initiator codon may be an issue as it is not po-
sitioned in an unstructured region although this has not yet
been formerly experimentally determined. In 2015, Selec-
tive 2′-Hydroxyl Acylation analyzed by Primer Extension
(SHAPE) analysis of the 5′UTR of MHV revealed a con-
formational structure that was in good agreement with pre-
vious predicted models and confirmed the presence of SL1,
SL2 and the correct structure of SL4 at position located be-
tween nt 80 and 130 (187). Interestingly, the overall struc-
tural conformation of these four !-CoV was very similar
despite very poor sequence conservation at the level of pri-
mary nucleotide sequence suggesting a link between RNA
structure and function (143,186,188). Although the func-
tion of the 5′ UTR in replication has been extensively stud-
ied, its role in translation remains, yet, to be determined.

The different CoV RNAs are resistant to the endonu-
cleolytic cleavage induced by nsp1 (Figure 4). This was
confirmed by in vitro studies with purified sgRNA3 and
sgRNA9 (159) indicating that they contain cis-acting ele-
ments that confer resistance. In order to investigate whether
the viral UTRs could be involved in the protection against
the action of nsp1, Huang and colleagues engineered dif-
ferent versions of the sgRNA9 coding for the SARS-CoV
N protein. They monitored translational efficiency of these
constructs in the RRL and they found that the viral 5′UTR
was sufficient to protect the transcripts against RNA cleav-
age (159) but not translation inhibition (147). The 5′UTR
of the mRNA encoding the N protein harbors the com-
mon 72 nt-long sequence leader with an additional stretch
of 8 nt. Mutational analysis of the 5′ terminal nucleotides
of the leader sequence affected the resistance to the en-
donucleolytic cleavage indicating that the leader sequence
could specifically protect the viral mRNAs. Experiments
conducted in cells showed that the leader sequence con-
ferred resistance to both RNA degradation and translation
repression induced by nsp1 (189) suggesting that an uniden-
tified cellular partner was required to promote a total resis-
tance to nsp1; this cellular partner would be absent from the
RRL. They also showed that nsp1 could specifically inter-
act with SL1 of the leader region and this was sufficient to
counteract translational inhibition (Figure 4) (189). Inter-
estingly, the nsp1 amino acid residues needed for 40S bind-
ing (K164/H165) and for RNA cleavage (R124/K125) are
required to bind SL1 (189). These data confirm that SARS-
CoV nsp1 exhibits functional domains involved both in
RNA binding and translational regulation, but the molecu-
lar mechanism remains unknown. However, as lysine 164 is
involved in both viral mRNA and ribosome attachment, we
can speculate that these two binding are mutually exclusive
and the presence of SL1 on the viral mRNA could displace
nsp1 located at the mRNA entry channel (97–99) in order
to allow viral protein synthesis (Figure 4). Very recently,
Schubert and colleagues have reported that the SARS-CoV-
2 nsp1 could also inhibit translation of transcripts harbor-
ing the 5′UTR of the gRNA in a HeLa cell free system
(98); this was already observed with SARS-CoV nsp1 in
a similar experimental setting (159). In contrast, Banerjee
and colleagues showed, in a cellular system, that the leader
sequence and especially the SL1 structure can protect the
mRNA from nsp1-mediated translational inhibition (99).
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In addition, the distance between the 5′ cap and the SL1
appears to be critical to counteract the function of nsp1 on
the viral mRNAs (99). Therefore, the function of nsp1 on
mRNA expression may vary from the experimental trans-
lational system used (cells, cellular extracts or RRL).

In contrast, MERS-CoV nsp1 only targets cellular mR-
NAs that are transcribed into the nucleus of the host with
no effect on viral mRNAs synthesized from the cytoplasm.
However, if the CoV mRNAs are engineered to be artifi-
cially synthesized in the nucleus, these viral mRNAs be-
come targets for nsp1. Interestingly, in this case, they can
escape translation repression if they possess the leader se-
quence harboring the SL1 motif (163). However, this re-
sistance appears to be CoV strain specific as SARS-CoV
nsp1 repressesMERS-CoVmRNAs despite the presence of
theMERS-CoV leader sequence (96); the reciprocal has not
been studied. In contrast to SARS-CoV nsp1, MERS-CoV
nsp1 requires the N-terminal region and more precisely the
arginine at position 13 to interact with the SL1 RNA struc-
ture (163). Once again and unlike SARS-CoV-nsp1,MERS-
CoV-nsp1 can stimulate expression of viral messengers as
well as those produced or injected into the cytoplasm. The
cleavage defective mutant nsp1 loses this stimulating activ-
ity on viral RNAs indicating that residues R146/K147 are
required for the efficient expression of viral RNAs (96).

The different functions of nsp1 from SARS-CoV, SARS-
CoV-2 and MERS-CoV strains in the cellular mRNAs
translation and decay, and in the viral mRNAs protection
are recapitulated in Table 1.
Due to the process of viral replication and transcription

(190,191), the 5′UTRs of all viral mRNAs start with a cap
moiety followed by a strictly conserved ∼72 nt sequence
leader. The size of the entire 5′UTRs ranges from 72 to 264
nt in the case of SARS-CoV mRNAs (192) and from 75 to
275 nt for SARS-CoV-2 mRNAs (Table 2) (14).

As mentioned above, the impact and the role of the 5′

RNA structures on viral protein synthesis remain to be
determined. However, it is known that gRNAs and sgR-
NAs are translated by a canonical cap-dependent transla-
tion initiation mechanism and, thus, they require the eIF4F
complex: eIF4E, eIF4G and eIF4A. Several studies on dif-
ferent CoVs have studied viral translation in the presence
of inhibitors against components of eIF4F. This showed
that addition of cap analogue in the RRL strongly reduced
translation of reporter mRNAs driven by the 5′UTR de-
rived from the B-CoV strain (193,194), which indicates that
eIF4E was required for translation initiation. This result
was confirmed by the use of the 4E2RCat compound that
inhibited interaction between eIF4E and eIF4G (195) as
it almost suppressed HCoV-229E replication with a strong
reduction of the expression of the Spike protein (196). Fi-
nally, hippuristanol and silvestrol that are two molecules
known to specifically inhibit the eIF4A RNA helicase,
did also affect HCoV-229E and MERS-CoV replication
(196,197). Further analyses showed that this defect of vi-
ral replication was due to impairment of viral protein ex-
pression (197). Moreover, a comparison of the effects of
silvestrol between picornavirus (which are dependent on
eIF4A for translation) and HCoV-229E and MERS-CoV
showed a stronger sensitivity to silvestrol for coronaviral
mRNAs (197).

Interestingly, the initiator AUG codons of most SARS-
CoV sgRNAs are surrounded by a poor Kozak context
(192) suggesting that a leaky scanning mechanism may
occur during viral mRNAs translation initiation. Yang
and colleagues have analyzed the ability of these differ-
ent sgRNA 5′UTR to initiate translation of reporter gene
in noninfected cells and they showed that, in such sys-
tem, leaky scanning was indeed taking place (192). Leaky
scanning has been studied in details on the sgRNA7 of
both SARS-CoV (198) and B-CoV (193,199) and results in
the production of two different proteins from two distinct
ORFs. Mutations of the respective AUG codons and/or
their nucleotide context impacted their level of expression
(193,198,199). In the case of SARS-CoV sgRNA7, the pro-
tein ORF7b initiated by leaky scanning was detected in
infected cells and incorporated in the viral particle (198).
Leaky scanning was also reported from the 5′UTR of the
SARS-CoV sgRNA2–1 with recombinant plasmids (192).
Analysis of the initiation codons from the different sgRNAs
of the SARS-CoV-2 strain shows that several of them are lo-
cated in a weak Kozak context (namely those initiating for
N, S, ORF3a, E and ORF6 proteins) (Table 2). These dif-
ferences may have an impact on the translation rate and it
could also promote expression of unexpected proteins that
may be relevant for the virus.

Another layer of complexity in the regulation of transla-
tion is provided by the presence of a short uORF located
immediately downstream of the genomic leader sequence
(Table 2). This uORF is only found on the gRNA, but not
on the sgRNAs (200) although this bears some exceptions
(201), suggesting that translation of genomic and subge-
nomic RNAs can be regulated by distinct mechanisms. This
uORF potentially encodes a short peptide (3–13 aa) and is
found in the vast majority of CoV genomes as established
on a sampling of 38 reference strains (200). Based on in

vitro translation studies, the authors showed that the MHV
uORF downregulated translational efficiency from the ma-
jor ORF1 start codon (200). Ribosomal profiling studies
confirmed that this uORF was read by incoming ribosomes
during MHV infection despite its weak initiation context
(202). Interestingly,MHVmutant viruses lacking this struc-
ture showed similar growth properties than the WT but, af-
ter 10 passages, all mutants in which the uORF was altered,
reverted to the WT sequence or generated a new uORF se-
quence. This suggests that this uORF plays a beneficial, al-
though nonessential, role in replication. In addition, this ef-
fect was exerted at the level of translation as reversion to
another uORF resulted in the synthesis of a different short
peptide that the one encoded from the WT virus. Muta-
tion of the AUG codon of the uORF in MHV and B-CoV
5′UTR resulted in the enhancement of translation of the
main ORF (201,203,204) indicating that it could be a way
to control the flux of ribosomes on the mRNA to regulate
the level of expression of the nonstructural proteins.

In the case of SARS-CoV, all viral mRNAs start with the
same 72 nt leader sequence suggesting a common mech-
anism for initial ribosome binding. However, the gRNA
and the sgRNAs exhibit differences in the length and struc-
ture of the untranslated region downstream to nucleotide
72 and up to nucleotide 264 (205). These differences may
affect ribosomal scanning and, consequently, translational
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Table 1. Comparison of the nsp 1 functional characteristics between SARS-CoV, SARS-CoV-2 and MERS-CoV strains; ND, not determined

Nsp1 functions SARS-CoV SARS-CoV-2 MERS-CoV

General characteristics Sequence identity with
SARS-CoV-2

84.4% 100% ∼25%

Cellular localization Cytoplasmic Nuclear and cytoplasmic
Translation shutoff Shutoff Yes Yes

40S binding Yes: The C-terminal domain of nsp1 binds at the
mRNA entry channel of the 40S ribosome

No

Critical amino acids K164/H165 K181
Cellular mRNA
degradation

mRNAs targeted All mRNAs ND Only mRNAs transcribed
in the nucleus

Critical amino acids R124/K125 ND R164/K165
Viral mRNA escape Cis-acting element

required
SL1 (leader sequence) SL1 (leader sequence) SL1 (leader sequence)

Critical amino acids R124 ND R13

Table 2. Translational characteristics of the SARS-CoV-2 transcripts

Transcript ORF 5′UTR length (nt) AUG initiation codon context uORF

gRNA ORF1a and ORF1ab: nsps 265 aag AUGG ugc AUG C
sgRNA S-RNA Spike (S) 76 aca AUG U no

3a-RNA ORF3a 77 cuu AUGG no
E-RNA Envelope (E) 77 cuu AUG U no
M-RNA Membrane (M) 119 gcc AUGG no
6-RNA ORF6 230 cag AUG U no
7a-RNA ORF7a 75 aac AUG A no
7b-RNA ORF7b 151 aga AUG A no
8-RNA ORF8 75 aac AUG A no
N-RNA Nucleocapsid (N) 83 aaa AUG U no

efficiency. Although most transcripts have only a few nu-
cleotides extension downstream to the leader sequence, this
is not the case for the gRNA and sgRNAs 5, 6 and 8
that have a longer extension of 264, 116, 227 and 155
nt, respectively (192,205). Yang and colleagues have con-
structed reporter RNAs bearing these 5′UTRs and they
compared their translational efficiency. Some 5′UTRs pro-
mote a weaker expression of the reporter gene confirming
that this region, together with the nucleotide context sur-
rounding the AUG, can impact the translation rate of viral
mRNAs (192). Such a difference in expression has also been
pointed out in B-CoV in which the length of the 5′UTR of
the gRNA and sgRNA 7 are 210 and 77 nt long, respec-
tively. The presence of these additional 133 nt in the 5′UTR
of the gRNA is sufficient to significantly decrease the ex-
pression of a reporter gene (194). Transcriptomic studies
in SARS-CoV-2 infected cells have shown that 10 sgRNA
are produced in addition to the gRNA (14). The leader se-
quence is 72 nt long and the size of the 5′UTR of most
sgRNA is similar to the sequence leader (between 75 and
83 nt) but, for three of them (the gRNA, sgRNA5 and
sgRNA6), they are 265, 119 and 230 nt long, respectively
(Table 2).

The viral 3′UTR. The 3′UTR of coronaviruses has a size
that ranges between 300 and 500 nt in length from the
stop codon to the beginning of the poly(A) tail. Most of
this 3′UTR (436 nt in MHV, 492 nt for TGEV, 338 nt for
IBV) is essential for viral replication as it plays a critical
role in negative strand RNA synthesis (31,206–208). There
has been a lot of studies using biochemical and computer-
based algorithms combined with functional studies tomod-
elize the structure and explore the function of the various

motifs that are present in the 3′ UTR. This has led to a
model initially described for MHV (209) that postulates
that the 68 nt just downstream to the stop codon of the
N gene folds into a bulged stem loop (BSL), which is fol-
lowed by a 54 nt hairpin-type pseudoknot (210). These two
structures, BSL and pseudoknot, are phylogenetically con-
served in length and shape (but, likewise for the RNA struc-
tures in the 5′UTR, not at the level of nucleotide sequence)
among all coronaviruses studied so far and were proposed
to function as a molecular switch during viral RNA synthe-
sis (211). Other secondary and tertiary structures are also
found downstream to the pseudoknot but these motifs are
less well conserved among strains and appear, formost part,
not to be essential for viral replication (for a review see
(183)).

The poly(A) tail at the 3′ terminus of the transcript
also plays a critical role in mRNA stability and transla-
tion through its interaction with PABP (212–214). Cyto-
plasmic PABP interacts both with the deadenylation ma-
chinery and most of the translation initiation factors. Thus,
the length of the poly(A) tail can modulate expression of
mRNAs, and cytoplasmic polyadenylation can occur to reg-
ulate translation (215,216). As it is also a target for dead-
enylases leading to RNA decay and loss of viral genome in-
tegrity, the length of the poly(A) tail of viral RNA has to be
thoroughly controlled. Nevertheless, themechanisms impli-
cated in coronaviral RNA polyadenylation remain unclear.
It is assumed that the poly(A) tail is probably generated
from a short poly(U) stretch template found in the negative-
strand genome by using a slippage mechanism involving the
viral RNA-dependent RNA polymerase; alternatively, the
virus could also use the cytoplasmic poly(A)-polymerase in
an AAUAAA-independent manner. Indeed, the canonical
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polyadenylation signal (AAUAAA) is not present in CoV
mRNAs but it is not required if the mRNA already pos-
sesses a short poly(A) stretch. Here, the poly(U) stretch can
be used as a template for a short poly(A) synthesis by the
viral replicase or the cellular transcriptase (217). It is note-
worthy that Peng et al. have described the presence of an
AGUAAA noncanonical polyadenylation signal that is not
required for efficient coronavirus mRNA polyadenylation
but may be critical when the length of the tail becomes too
short (218).

A dynamic regulation of the control of poly(A) tail length
has also been reported in the course of viral infection when
the length of the poly(A) tail in the B-CoV strain extends
froma 45 (A) at the beginning of infection to a 65 (A) stretch
later on during the cycle (219). Interestingly, this length vari-
ation was similarly found with IBV infection that suggests
a common mechanism among coronaviruses that can occur
both in cell culture and in the host organism (220). It is well
known that changes in poly(A) tail length are often asso-
ciated with changes in translational regulation. In the case
of coronavirus mRNAs translation, transcripts with longer
poly(A) tail are more efficiently translated (219). Moreover,
it has been shown that nsp8 from HCoV-229E exhibits an
adenyltransferase activity that indicates for a possible role
for the protein in the extension of the viral poly(A) tail
(221).

Interactions between viral and host factors with the
poly(A) tail have been studied and reports show that cel-
lular PABP can bind to the coronaviral poly(A) tail (222).
More recently, data support evidence that the B-CoVNpro-
tein can also bind to the poly(A) tail with a high affinity
to compete with PABP. As a result, the N protein inhibits
mRNA translation in a poly(A)-dependent manner in both
the RRL and cultured cells (223). Interestingly, the N pro-
tein can interact with both PABP and eIF4G and pulldown
assays suggest that the presence of N protein may alter the
interaction between eIF4G and eIF4E (223). To summarize,
multiple interactions between the ploy(A) tail, PABP andN
protein occur during CoV infection and contribute to regu-
late translation of cellular mRNAs. In addition, the N pro-
tein interacts with nsp9 (223), which is a replicase protein as-
sociated with the viral polymerase (224); Thus, the poly(A)
tail may act as a regulator to coordinate the use of the viral
genome for translation (binding to PABP) or for replication
(binding to N).

Finally, a recent study using transcriptomic analysis has
confirmed that SARS-CoV-2 RNAs are polyadenylated
with a median length of 47 (A) residues (14). This poly(A)
tail is longer for gRNAs than for sgRNAs and among the
sgRNAs, two populations are observed: a minor one that
harbors a ∼30 A residues and a major one that contains
a poly(A) tail of about 45 residues. Transcripts with the
short poly(A) tail may represent a population of RNAs that
have already engaged in the first processes of deadenylation
and RNA decay. Interestingly, an epitranscriptomic analy-
sis of the RNA modifications, mainly N6-methyladenosine
(m6A) but also 5-methylcytosine methylation (5mC), 2′-0-
methylation (Nm), deamination and terminal uridylation
shows that all these modified RNAs exhibit shorter poly(A)
tail compared to unmodified RNAs. This observation con-
firms that viral RNA modifications are involved in viral

RNA stability and translational control through the length
of the poly(A) tail (14).

To conclude this chapter, the interactions between the
two termini were shown to play some role both in viral repli-
cation and translation. Indeed, the model of discontinuous
transcription of subgenomic RNAs implies that 5′ and 3′

interactions are needed for efficient replication (225–227).
In TGEV, these interactions occur via RNA–RNA, RNA–
protein and protein–protein contacts and induce circular-
ization of the coronavirus genome to promote elongation of
the minus strand (228). However, more related to the topic
of this review, other RNA–protein interactions have been
evidenced (222) and suggested that the PABP bound to the
3′ poly(A) tail also contributes to genome circularization
with its ability to interact with eIF4G (222). Thus, it sug-
gests that molecular interactions mediated by the 5′ and 3′

UTRs are important for CoV translation and it would be
essential, in the future, to define better the nature and func-
tion of these interactions between RNAs and potential viral
and cellular proteins involved in the process.

CONCLUDING REMARKS

Like inmanyRNAviruses, protein synthesis is controlled at
different levels during CoVs infection. As we have seen, one
of the most comprehensive mechanisms is probably trans-
lation repression mediated by nsp1. Recent cryo-EM stud-
ies have revealed novel insights in how SARS-CoV-2 nsp1
interferes with ribosome function (97,98). However, RNA
cleavage and/or degradation induced by nsp1 remains a
mystery. In addition, the mechanism by which translational
repression is mediated in MERS-CoV nsp1 and !-CoV
nsp1 remains to be determined. For clarity and as a sum-
mary, we have recapitulated in Table 1 the different func-
tions fulfilled by nsp1 from SARS-CoV, SARS-CoV-2 and
MERS-CoV strains.

Based on the NMR structure of SARS-CoV nsp1 (164),
Jauregui and colleagues have engineered 38 mutants that
target 62 exposed amino acids and analyzed their ability to
promote inhibition of host gene expression. From this work,
they identified versions of the nsp1 protein that abolished,
attenuated or increased the inhibition of host gene expres-
sion (229). These data confirm that coronaviruses are able
to evolve through mutation of these residues.

Interestingly, SARS-CoV nsp1 can also disrupt lo-
calization of the nuclear pore complex protein Nup93
(230), which is consistent with its perinuclear localiza-
tion (94,231). As a consequence, nsp1 alters the nuclear-
cytoplasmic distribution of nucleolin (230). As nucleolin is
an RNA binding protein implicated in RNA stability (232),
its delocalization in the presence of nsp1 could contribute to
the control of host gene expressionmediated by nsp1. Inter-
action between SARS-CoV-2 nsp1 andNup93 has not been
detected from the analysis of SARS-CoV-2 human protein–
protein interactome but the authors showed that both nsp9
and ORF6 protein are able to interact with nuclear pore
components (102).

Recent data providing from ribosome profiling assays,
performed in SARS-CoV-2 infected cells, added an addi-
tional layer of complexity in the regulation of translation
from the gRNA and sgRNAs. Indeed, the authors have
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identified 23 novel ORFs including internal in-frame and
out-frame ORFs, and several uORFs that make the trans-
lation of these mRNAs more complex and require further
functional investigations (27).
To conclude, it is also important to mention recent data

on epitranscriptomic of CoV RNAs. To date, 172 RNA
modifications can be listed (233) in which the m6A that re-
mains predominant andwhich is known to play critical roles
in mRNA metabolism such as mRNA stability, decay and
translation (234). As a result, m6A RNA modification of
both viral and cellular mRNAs is a new mean to control
post-transcriptional gene expression during viral infection
(235). However, the effects of m6Amodifications can either
promote viral replication as it is the case for enterovirus 71,
influenza A virus and the human immunodeficiency virus,
but it can also negatively impact viral production as demon-
strated during both HCV and ZIKV infection (235). M6A
modifications have been studied in cells infected with the
!-CoV PEDV strain and the authors showed a decrease
in demethylation activity that correlates with an increase
of m6A addition in the host cellular RNAs resulting in a
decrease of PEDV replication (236). The RNA genome of
SARS-CoV-2 contains >50 potential m6A sites based on
the presence of specific sequence motifs for m6A modifica-
tion by the RNA methylase complex METTL3/14 (237).
Gain or loss ofm6A results in significant functional changes
during viral replication (235) and it will be important to de-
termine precisely whether it has a pro- or antiviral effect.

So, the recent data provided by ribosome profiling assay
in SARS-CoV-2 infected cells (27), the SARS-CoV-2 pro-
tein interactome (102) and the potential mRNA epitran-
scriptomic regulation confirm the importance of the rela-
tionship that exists between the viral proteins and the com-
ponents of the translational machinery.
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2 Annexe II 

 

FIGURES SUPPLÉMENTAIRES ARTICLE Condé et al. 2021  

Translation of SARS-CoV-2 gRNA Is Extremely Efficient and Competitive despite a 

High Degree of Secondary Structures and the Presence of an uORF 

 

Condé et al., revised Figure S1

MDTSKVYDPE... – Globin
METSKVYDPE... – ORF-1ab
MFTSKVYDPE... – ORF-S / ORF-6
MDTSKVYDPE... - ORF-3a
MYTSKVYDPE... – ORF-E
MATSKVYDPE... – ORF-M
MKTSKVYDPE... – ORF-7a / ORF-8
MITSKVYDPE... – ORF-7b
MSTSKVYDPE... – ORF-N

Figure S1. N-terminal modification of the Renilla luciferase coding region. Sequence alignment of the beginning of the Renilla coding region from the

SARS-CoV-2 5’UTRs construct used in the figure 3. As the nucleotide context of the AUG codon is conserved; this only induced a modification of the

second amino acid (indicated in bold).

Renilla Reniformis
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Condé et al., revised Figure S3

Figure S3. 5’UTRORF1ab uORFs conservation. (A) The sequence of the 5’UTRORF1ab uORFs from SARS-CoV-1, SARS-CoV-2 and MERS-CoV were

analyzed with a MUltiple Sequence Comparison by Log- Expectation (MUSCLE) using the default parameters. (B) Percentage of identity between the

uORFs from 5’UTRs of MERS-CoV, SARS-CoV-1 and SARS-CoV-2 gRNAs resulting from a MUSCLE alignment.

10 
....|....| 

SARS-CoV-2 uORF MLSALTQYN-
SARS-CoV-1 uORF .P..P...KQ
MERS-CoV   uORF ..NTGYNS.-

A B

SARS-CoV-1

SARS-CoV-2

MERS-CoV SARS-CoV-1

11,11

33,33 66,67

10         20         30         40         50         60         70         80
....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| 

MERS-CoV ATTTAAG--- --TGAATAGC TTGG---CTA TCTCACTTCC CCTCGTTCTC TTGCAGAACT TTGATTTTAA CGAACTTAAA
SARS-CoV-1 ATATTAGGTT TTTACCTACC CAGG--AAAA GCCAACCAAC C-TCGATCTC TTGTAGATCT GTTCTCTAAA CGAACTT---
SARS-CoV-2 ATTAAAGGTT TATACCTTCC CAGGTAACAA ACCAACCAAC TTTCGATCTC TTGTAGATCT GTTCTCTAAA CGAACTT---

90        100        110        120        130        140 150        160
....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....|

MERS-CoV TAAAAGCCCT GTTGTTTAGC GTATTGTTGC ACTTGTCTGG TGGGATTGTG GCATTAATTT GCCTGCTCAT CTAGGCAGTG
SARS-CoV-1 TAAAATCTGT GTAG-CTGTC GCTCGGCTGC A--TGCCTAG TG-------- ---------- -------CAC CTACGCAG—-
SARS-CoV-2 TAAAATCTGT GTGG-CTGTC ACTCGGCTGC A--TGCTTAG TG-------- ---------- -------CAC TCACGCAG—

170        180        190        200        210        220        230        240
....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| 

MERS-CoV GACATATGCT CAACACTGGG TATAATTCTA ATTGA----A TAC------- -------TAT TTTTCAG--- --TTAGAGCG
SARS-CoV-1 ----TATAAA CAATAATAAA TTTTACTGTC GTTGACAAGA AACGAGTAAC TCGTCCCTCT TCTGCAGACT GCTTACGGTT
SARS-CoV-2 ----TATAAT TAATAACTAA --TTACTGTC GTTGACAGGA CACGAGTAAC TCGTCTATCT TCTGCAGGCT GCTTACGGTT

250        260        270        280        290        300        310      
....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ....|....| ..

MERS-CoV TCGTGTCTCT TGTACGTCTC GGTCA-CAAT ACAC---GGT TTCGTCCGGT GCGTGGCAAT TCGGGGCACA TC
SARS-CoV-1 TCGTCCGTGT TGCA---GTC GATCATCAGC ATACCTAGGT TTCGTCCGG- GTGTGAC--- -CGAAAGGTA AG
SARS-CoV-2 TCGTCCGTGT TGCA---GCC GATCATCAGC ACATCTAGGT TTCGTCCGG- GTGTGAC--- -CGAAAGGTA AG

Condé et al., revised Figure S2

Figure S2. SARS CoV-1/2 and MERS CoV gRNA 5’UTRs conservation. The sequences of the 5’UTR from the SARS-CoV type 1 and 2 and MERS-CoV

gRNA have been analyzed with a MUltiple Sequence Comparison by Log- Expectation (MUSCLE) using the default parameters. Nucleotide identity

has been highlighted in green for adenosine, blue for cytosine, red for tyrosine and grey for guanosine.
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Constructs # PCR 5'-3' Primers  Template
TTCGTCCGTGTTGCAGCCGATCATCAGCACATCTAGGTTTCGTCCGGGTGTGACCGAAAGGTAAGATGGAGACTTCGAAAGTTTATGATCCAG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
AATTAATAACTAATTACTGTCGTTGACAGGACACGAGTAACTCGTCTATCTTCTGCAGGCTGCTTACGGTTTCGTCCGTGTTGCAGCCG 
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
GTTCTCTAAACGAACTTTAAAATCTGTGTGGCTGTCACTCGGCTGCATGCTTAGTGCACTCACGCAGTATAATTAATAACTAATTACTGTCGTTGACAG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGAATTCAGATCTATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACTTTAAAATCTGTG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAA
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

TGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACAATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

TGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACTTATGGATACTTCGAAAGTTTATGATCCAG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

TGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACTTATGTACACTTCGAAAGTTTATGATCCAG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

TGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACTAAATATTATATTAGTTTTTCTGTTTGGAACTTTAATTTTAGCCATGGCAACTTCGAAAGTTTATGATCCAG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

GACCATTCCAGTAGCAGTGACAATATTGCTTTGCTTGTACAGTAAGTGACAACAGATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
CAGGTGACTCAGGTTTTGCTGCATACAGTCGCTACAGGATTGGCAACTATAAATTAAACACAGACCATTCCAGTAGCAGTG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACGCTTTCTTATTACAAATTGGGAGCTTCGCAGCGTGTAGCAGGTGACTCAGGTTTTGC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

TGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACATGAAAACTTCGAAAGTTTATGATCCAG 
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

TTATTGTTGCGGCAATAGTGTTTATAACACTTTGCTTCACACTCAAAAGAAAGACAGAATGATTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TGTAGATCTGTTCTCTAAAAGAACTTTACTCTCCAATTTTTCTTATTGTTGCGGCAATAGTG
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

TGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACATGAAAACTTCGAAAGTTTATGATCCAG 
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

TGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACAAACTAAAATGTCTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG 
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAAC
TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

Table S2.  List of primers used for the cloning of the different 5'UTRs of the SARS-CoV-2 gRNA and sgRNAs

PCR #1

PCR #2

PCR #3

PCR #4

PCR #5

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-1ab

Renilla

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-S

Renilla

PCR #1

PCR #2

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-3a

Renilla

PCR #1

PCR #2

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-N

Renilla

PCR #1

PCR #2

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-E

Renilla

PCR #1

PCR #2

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-M

Renilla

PCR #1

PCR #2

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-8

Renilla

PCR #1

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-7a

Renilla

PCR #1

PCR #2

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-7b

Renilla

PCR #3

PCR #4

pSARS-CoV-2
5'UTR-ORF-6

Renilla

PCR #1

PCR #2

PCR #1

PCR #2

pGlo-Renilla

pGlo-Renilla

PCR #1

PCR #2

PCR #3

PCR #4

pGlo-Renilla

PCR #1

pGlo-Renilla

PCR #1

PCR #1

pGlo-Renilla

PCR #1

pGlo-Renilla

PCR #1

PCR #1

pGlo-Renilla

PCR #1

pGlo-Renilla

PCR #1

PCR #2

pGlo-Renilla

pGlo-Renilla

PCR #2 PCR #1

PCR #3

PCR #2PCR #3

Constructs # PCR 5'-3' Primers  Template
ATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACATGGATCCTACTTCGAAAGTTTATG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAA
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 

TTCGTCCGTGTTGCAGCCGATCATCAGCACATCTAGGTTTCGTCCGGGTGTGACCGAAAGGTAAGATGGATCCTACTTCGAAAGTTTATG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
AATTAATAACTAATTACTGTCGTTGACAGGACACGAGTAACTCGTCTATCTTCTGCAGGCTGCTTACGGTTTCGTCCGTGTTGCAGCCG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
GTTCTCTAAACGAACTTTAAAATCTGTGTGGCTGTCACTCGGCTGCATGCTTAGTGCACTCACGCAGTATAATTAATAACTAATTACTGTCGTTGACAG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TAAGCAGAATTCAGATCTATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACTTTAAAATCTGTG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGGCTAGCATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 

ATATTAGGTTTTTACCTACCCAGGAAAAGCCAACCAACCTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACATGGATCCTACTTCGAAAGTTTATG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TAAGCAGGATCCCTCGAGTAATACGACTCACTATAGATATTAGGTTTTTACCTACCCAGG 
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 

TGCTTACGGTTTCGTCCGTGTTGCAGTCGATCATCAGCATACCTAGGTTTCGTCCGGGTGTGACCGAAAGGTAAGATGGATCCTACTTCGAAAGTTTATG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
ACCTACGCAGTATAAACAATAATAAATTTTACTGTCGTTGACAAGAAACGAGTAACTCGTCCCTCTTCTGCAGACTGCTTACGGTTTCGTCCGT
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACTTTAAAATCTGTGTAGCTGTCGCTCGGCTGCATGCCTAGTGCACCTACGCAGTATAAACAATAATAA
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TAAGCAGGATCCCTCGAGTAATACGACTCACTATAGATATTAGGTTTTTACCTACCCAGGAAAAGCCAACCAACCTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCT
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 

ATTTAAGTGAATAGCTTGGCTATCTCACTTCCCCTCGTTCTCTTGCAGAACTTTGATTTTAACGAACATGGATCCTACTTCGAAAGTTTATG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TAAGCAGGATCCCTCGAGTAATACGACTCACTATAGATTTAAGTGAATAGCTTGGCTATC
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 

TAGAGCGTCGTGTCTCTTGTACGTCTCGGTCACAATACACGGTTTCGTCCGGTGCGTGGCAATTCGGGGCACATCATGGATCCTACTTCGAAAGTTTATG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
AATTTGCCTGCTCATCTAGGCAGTGGACATATGCTCAACACTGGGTATAATTCTAATTGAATACTATTTTTCAGTTAGAGCGTCGTGTCTCTTGTA
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TAAAAGCCCTGTTGTTTAGCGTATTGTTGCACTTGTCTGGTGGGATTGTGGCATTAATTTGCCTGCTCATCTAGGC
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TCACTTCCCCTCGTTCTCTTGCAGAACTTTGATTTTAACGAACTTAAATAAAAGCCCTGTTGTTTAGCG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TACGAAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTTAAGTGAATAGCTTGGCTATCTCACTTCCCCTCGTTCTCTTG 
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 

Table S1.  List of primers  used for the cloning of the SARS-CoV 1/2 and MERS-CoV leader and 5'UTRORF1ab.

PCR #5

pMERS-CoV
5'UTRORF1ab

Renilla

PCR #1

PCR #2 

PCR #3

PCR #4

PCR #1

PCR #2 

pSARS-CoV-1
5'UTRORF1ab

Renilla

PCR #1

PCR #2 

PCR #4

PCR #1

PCR #2 

pSARS-CoV-1
Leader_Renilla

pSARS-CoV-2
5'UTRORF1ab

Renilla

pSARS-CoV-2
Leader_Renilla

PCR #1

PCR #2 

PCR #3

pMERS-CoV
Leader_Renilla

pGlo-Renilla

PCR #1

pGlo-Renilla

PCR #1

PCR #2

PCR #3

PCR #4

PCR #1

PCR #2 

PCR #3

PCR #4

PCR #5

PCR #4

PCR #3

pGlo-Renilla

PCR #1

pGlo-Renilla

PCR #1

PCR #2

PCR #3

pGlo-Renilla

PCR #1

pGlo-Renilla

PCR #1

PCR #2
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Constructs # PCR 5'-3' Primers  Template
TAAGCAGGATCCCTCGAGTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGT 
AAGCAGCCGAGTGACAGCCACACAGATTTTAAAGTTCGTTTAGAGAACAGATCTAC 
TGTGTGGCTGTCACTCGGCTGCTTGCTTAGTGCACTCACGCAG 
ACATCAGGATCCATCTTACCTTTCGGTCACACCC 
TAAGCAGGATCCCTCGAGTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGT 
ACATCAGGATCCATCTTACCTTTCGGTCACACCC 

TAAGCAGGATCCCTCGAGTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGT 
GTAATTATATTGTAATTATACTGCGTGAGTGCACTAAGCATG
AGTATAATTACAATATAATTACTGTCGTTGACAGGACACGAG
ACATCAGGATCCATCTTTCCTTTCGGACACACCCGGAC
TAAGCAGGATCCCTCGAGTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGT 
ACATCAGGATCCATCTTTCCTTTCGGACACACCCGGAC

TCACTTCCCCTCGTTCTCTTGCAGAACTTTGATTTTAACGAACTTAAATAAAAGCCCTGTTGTTTAGCG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TACGAAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTTAAGTGAATAGCTTGGCTATCTCACTTCCCCTCGTTCTCTTG 
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 
TAAAAGCCCTGTTGTTTAGCGTATTGTTGCACTTGTCTGGTGGGATTGTGGCAATAATTTGCCTGCTCATCTAGGCAGTGGACATTTGCTCAACACTGGG
AGATGTAAAGCTTGCATAAATGTTAT 

Table S3.  List of primers used for the cloning of the uORFs mutations

pSARS-CoV-2
5'UTR_Renilla

Mut-AUG-uORF

pSARS-CoV-2
5'UTR_Renilla
uORF-phase

pMERS-CoV
5'UTR_Renilla

Mut-AUG-uORF

PCR #1

PCR #2

PCR #3

PCR #1.1

PCR #1.2

PCR 2

PCR #1.1

PCR #1.2

PCR 2

PCR #1

PCR #2

pSARS-CoV-2_5'UTRORF1ab_Renilla

pSARS-CoV-2_5'UTRORF1ab_Renilla

pMERS-CoV_5'UTRORF1ab_Renilla

pSARS-CoV-2_5'UTRORF1ab_Renilla

PCR #1.1 and PCR #1.2

PCR #1.1 and PCR #1.2

pSARS-CoV-2_5'UTRORF1ab_Renilla
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3 Annexe III 

Liste des oligonucléotides de clonage 

 

 

 

 

 

 

ORF 7a/8 Nom Sequence oligonucléotides 5' ==> 3'

1523_aNP0_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP0_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTCGTTTAGAGAACAGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP0x_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTACCGGTAAACGAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP0x_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTCGTTTACCGGTAGAGAACAGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP1_F_LC TAGGTCTCTTTCGGGTTCTTGTAACCCTGGTCTCTAAACGACCATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP1_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGGTCGTTTAGAGACCAGGGTTACAAGAACCCGAAAGAGACCTA

1523_aNP10_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCCGTTCTCTAAACGAACCATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP10_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGGTTCGTTTAGAGAACGGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP10x_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCCGTTCTCTACCGGTAAACGAACCATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP10x_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGGTTCGTTTACCGGTAGAGAACGGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP11_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCCGTTCTCTAAAAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP11_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTTTTAGAGAACGGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP11x_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCCGTTCTCTACCGGTAAAAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP11x_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTTTTACCGGTAGAGAACGGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP2_F_LC TAGGTCTCTTTCGAAATCTTGTATTTCTGCTCTCTAAACGAGCATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP2_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGCTCGTTTAGAGAGCAGAAATACAAGATTTCGAAAGAGACCTA

1523_aNP3_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAACCCTGGTCTCTAAACGAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP3_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTCGTTTAGAGACCAGGGTTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP4_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTATTTCTGCTCTCTAAACGAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP4_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTCGTTTAGAGAGCAGAAATACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP5_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACATGTAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP5_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTACATGTTCGTTTAGAGAACAGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP6_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTAAACGAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP6_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTCGTTTAGAGAACATATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP6x_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTACCGGTAAACGAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP6x_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTCGTTTACCGGTAGAGAACATATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP7_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTAAACGAACCATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP7_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGGTTCGTTTAGAGAACATATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP7x_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTACCGGTAAACGAACCATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP7x_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGGTTCGTTTACCGGTAGAGAACATATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP8_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTAAAAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP8_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTTTTAGAGAACATATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP8x_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTACCGGTAAAAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP8x_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTTTTACCGGTAGAGAACATATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP9_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCCGTTCTCTAAACGAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP9_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTCGTTTAGAGAACGGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_aNP9x_F_LC TAGGTCTCTTTCGATCTCTTGTAGATCCGTTCTCTACCGGTAAACGAACATGAAAACTTCGAGACCAC

1523_aNP9x_R_LC GTGGTCTCGAAGTTTTCATGTTCGTTTACCGGTAGAGAACGGATCTACAAGAGATCGAAAGAGACCTA

1523_O7_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGAGAGACCGGAGACGCTTCCAGATCAGACAACTGGTCTCAACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_O7A_R_LC TCTGTATTCGAAGTTTACATGTTCGTTTAGAGAACAGATCT

1523_O7B11_R_LC TCTGTATTCGAAGTTTTCATGGTTCGTTTAGAGAACAGATCT

1523_O7B12_R_LC TCTGTATTCGAATTTCATGTTTTTAGAGAACAGATCTACAAG

1523_O7BX11_R_LC TCTGTATTCGAAGTTTTCATGGTTCGTTTACCGGTAGAGAACAGATCTACAAGAGA

1523_O7BX12_R_LC TCTGTATTCGAATTTCATGTTTTTACCGGTAGAGAACAGATCTACAAGAGA

3321_LD_R_LC TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

ORF6 Nom Sequence oligonucléotides 5' ==> 3'

1523_O6P1_F_LC TATGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGG

1523_O6P1_F_LC TATGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGG

1523_O6P1_R_LC TCTGTATTCGAAGTAAACATCTGTGTCACCTGTACAAGCAAAGCAATATTG

1523_O6P2_R_LC CTGGATCATAAACTTTCGAAGT

1523_O6P21_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTAAACGAACGCTTTCTTA

1523_O6P21_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTAAACGAACATGAAAAC

1523_O6P22_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCCGTTCTCTAAACGAACGCTTTCTTA

1523_O6P23_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGGGTTCTTGTAACCCTGGTCTCTAAACGAACGCTTTCTTA

1523_O6P233_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAACCCTGGTCTCTAAACGAACGCTTTCTTA

1523_O6P24_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGAAATCTTGTATTTCTGCTCTCTAAACGAACGCTTTCTTA

1523_O6P244_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTATTTCTGCTCTCTAAACGAACGCTTTCTTA

1523_O6P2B_F_LC TATGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCG

1523_O6P2B_F_LC TATGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCG
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4 Annexe IV 

Remerciements techniques 

Les figures dans l'introduction ont été créées avec BioRender. Plus précisément, les 
figures 1, 25 et 26 ont été adaptées à partir des modèles BioRender ("Ribosome 
Function - Protein Translation," "Mechanism of SARS-CoV-2 Viral Entry," et "Life 
Cycle of Coronavirus," respectivement). 

ORF Spike Nom Sequence oligonucléotides 5' ==> 3'

1523_OS_F_LC TATGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCG

3321_LD_R_LC TTCTCTGATATCTTCAGTTTGTGTC

1523_S0_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACAATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_S1_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAACCCTGGTCTCTAAACGAACAATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_S2_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAACCCTGGTCTCTAAACGATTTATGCTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_S3_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAACCCTGGTCTCTAAACGAACCATGGTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_S4_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTATTTCTGCTCTCTAAACGAACAATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_S5_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTATTTCTGCTCTCTAAACGATTTATGCTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_S6_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTATTTCTGCTCTCTAAACGAACCATGGTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_S7_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGATTTATGCTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_S8_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTAAACGAACCATGGTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx0_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTACCGGTAAACGAACAATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx1_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAACCCTGGTCTCTACCGGTAAACGAACAATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx2_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAACCCTGGTCTCTACCGGTAAACGATTTATGCTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx3_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAACCCTGGTCTCTACCGGTAAACGAACCATGGTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx4_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTATTTCTGCTCTCTACCGGTAAACGAACAATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx5_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTATTTCTGCTCTCTACCGGTAAACGATTTATGCTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx6_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTATTTCTGCTCTCTACCGGTAAACGAACCATGGTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx7_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTACCGGTAAACGATTTATGCTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_Sx8_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTCTACCGGTAAACGAACCATGGTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

1523_aN1_F_LC CCGGTGCTTACACATTCGACACCA

1523_aN1_R_LC CCGGTGGTGTCGAATGTGTAAGCA

1523_Ck1_F_LC TGCTTACACATTCGACACC

1523_aN2St_F_LC CCGGTGCTTACACATTCGACTAACCA

1523_aN2St_R_LC CCGGTGGTTAGTCGAATGTGTAAGCA

1523_Sx9_F_LC CAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTCTACCGGTAAACGAACAATGTTTACTTCGAAAGTTTATGATCCAG

4122_Scag_F_LC CCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCAGTTCTTTCTCTAAACGAACAATGTTT

4122_Saug_F_LC CCAACTTTCGATCTCTTGTAGATATGTTCTTTCTCTAAACGAACAATGTTT

4122_Sctg_F_LC CCAACTTTCGATCTCTTGTActtCTGTTCTTTCTCTAAACGAACAATGTTT

4122_Sstart_F_LC CCAACTTTCGATCTCTTGTAGATCTGTTCTTTCTCTAAACGAACATTGTTT

4122_S0_F_LC TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGATCTCTTGTA

4122_S1_F_LC TAAGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGGTAACAAACCAACCAACTTTCGAATTCTTGTA

ORF1ab Nom Sequence oligonucléotides 5' ==> 3'

4122_N5_A_F_LC TGGCCTTTTGCTCACATG

4122_N5_B_R_LC GAACATatctacaagagatAgaaagttggttggtttgttaCC

4122_N5_C_F_LC cTatctcttgtagatATGTTCTCTAAACGAACTTTAAAATCtgtg

4122_N5_D_R_LC GTTTACATCTGGCCCACCAC

4122_N6_A_F_LC TGGCCTTTTGCTCACATG

4122_N6_B_R_LC GAACAGaGGtacaagaCCtCgaaagttggttggtttgttaCC

4122_N6_C_F_LC GaGGtcttgtaCCtCTGTTCTCTAAACGAACTTTAAAATCtgtg

4122_N6_D_R_LC GTTTACATCTGGCCCACCAC

4122_N7_A_F_LC TGGCCTTTTGCTCACATG

4122_N7_B_R_LC tgcgtgagtgcactaagCGGgcagccgagtgacagcca

4122_N7_C_F_LC CCGcttagtgcactcacgcagtatAATTAATAACTAATTACTGTCGttg

4122_N7_D_R_LC GTTTACATCTGGCCCACCAC

4122_N8_C_F_LC CCGcttagtgcactcacgcagtatAATTAcaataTAATTACTGTCGttg

4122_K0_C_F_LC GAACTTTAAAATCtgtgtggctgtcact

4122_K0_B_R_LC agtgacagccacacaGATTTTAAAGTTC

4122_L1_A_F_LC TATGCAGGATCCTAATACGACTCACTATAGATTAAAGGTTTATACCTTCCCAGG

4122_Lwt_D_R_LC TTACCATTCGAAGTCTCCATCTTACCTTTCGGTCACACCC

4122_Lph_R_D_LC TTACCATTCGAAGTCTCCATCTTTCCTTTCGGACACACCC

4122_Mwt_D_R_LC TTACCATTCGAAGTCTCCAACTTACCTTTCGGTCACACCC

4122_Mph_R_D_LC TTACCATTCGAAGTCTCCAACTTTCCTTTCGGACACACCC

4122_Pwt_B_R_LC CCAGGGACAAGGCTCTCCATCTTACCTTTCGGTCACACC

4122_Pph_B_R_LC CCAGGGACAAGGCTCTCCATCTTTCCTTTCGGACACACC

4122_P42_C_R_LC ATGGAGAGCCTTGTCCCTGG
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