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I Introduction

A. Virus Influenza A - Généralités

a. Nomenclature
Les virus Influenza A sont des virus du genre Alphainfluenzavirus, de la famille des Orthomyxoviridae

selon l’ICTV (International Committee on Taxonomy of Viruses). Ces virus rassemblent un grand nombre de
souches virales, désignées selon la nomenclature suivante : A/swine/Iowa/15/30 (H1N1). La première lettre
désigne le genre de virus Influenza, suivi par l’hôte d’origine de l’isolement s’il ne s’agit pas de l’homme,
puis du lieu d’isolement, du numéro de l’isolat et de l’année. Pour les virus Influenza A, HnNn désigne
ensuite le sous-type de la souche, selon le type de l’hémagglutinine (H) et de la neuraminidase (N) [1].

Il existe 18 sous-types de l’hémagglutinine notés H1 à H18 et 11 sous-types de la neuraminidase notés N1
à N11. Les sous-types de l’hémagglutinine H1 à H16 peuvent infecter les oiseaux, tandis que les sous-types
H1-H3, H5-H7, H9 et H10 peuvent infecter l’Homme, mais seuls les sous-types H1, H2 et H3 se sont
répandus dans la population humaine. Les sous-types H1-H5 et H9 peuvent infecter les porcs [2] tandis
que les sous-types H17 et H18 sont spécifiques des chauves-souris [3, 4]. Les sous-types de la
neuraminidase N1 à N9 peuvent infecter les oiseaux, les sous-types N1, N2 et N6-N9 peuvent infecter
l’Homme, seuls les sous-types N1 et N2 circulant de façon intensive. Les sous-types N1 et N2 peuvent
infecter les porcs [2] alors que les sous-types N10 et N11 sont spécifiques des chauves-souris [3, 4].

Ces virus possèdent un génome segmenté en 8 ARN (-) codant chacun pour au moins une protéine
essentielle (table 1).

Les virus des genres Betainfluenzavirus, Gammainfluenzavirus, Deltainfluenzavirus (respectivement
Influenza B, Influenza C et Influenza D), Isavirus,Mykissvirus, Quaranjavirus, Sardinovirus et Thogotovirus
sont des genres proches des virus Influenza A, partageant plusieurs similarités [7].

Les Influenza B circulent principalement chez l’Homme mais peuvent également infecter les phoques
[8]. Ils diffèrent des Influenza A par la protéine M2 qui est remplacée par les protéines NB et BM2. La
glycoprotéine NB ne possède pas encore de rôle clairement établi et n’est ni nécessaire au cycle viral in
vivo ni avantageuse sur le plan réplicatif [9]. La protéine BM2 sert de canal ionique, de façon analogue à la
protéine M2 [10].
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ARN viral Taille (nt) Protéines codées Fonctions

PB2 (1) 2341 PB2 Sous-unité de la polymérase
Reconnaissance de la coiffe

PB1 (2) 2341
PB1 Sous-unité de la polymérase

Synthèse de l’ARN
PB1-N40 Entrée du virus

PB1-F2 Activité pro-apoptotique
Inhibition de la réponse immunitaire

PA (3) 2233

PA Sous-unité de la polymérase
Endonucléase

PA-N155 Rôle inconnu
PA-N182 Rôle inconnu
PA-X Répression de l’expression des gènes de l’hôte

HA (4) 1778 HA Liaison au récepteur
NP (5) 1565 NP Nucléoprotéine
NA (6) 1413 NA Activité sialidase

M (7) 1027
M1

Protéine de matrice
Export nucléaire
Bourgeonnement

M2 Canal ionique

M42 Rôle inconnu
Possiblement une alternative fonctionnelle à M2

NS (8) 890
NS1

Inhibition de la réponse immunitaire
Répression de l’expression des gènes de l’hôte

Contrôle de la synthèse et de l’épissage de l’ARN viral

NEP/NS2 Export nucléaire
Régulation de la transcription et de la réplication

NS3 Rôle inconnu

Tableau 1. – Tailles des segments et protéines codées par les ARN génomiques des virus Influenza A [1, 5, 6]
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Les Influenza C circulent chez l’Homme, les porcs, les camélidés, les chiens, les chevaux et les bovidés
[11]. Ces virus ne possèdent que 7 segments génomiques. Les segments HA et NA sont remplacés par un
segment codant pour une glycoprotéine de surface HEF (Hemagglutinin-Esterase-Fusion) qui correspond
fonctionnellement aux protéines HA et NA. Le segment 6 (M) code pour une protéine additionnelle :
CM2. Celle-ci a une fonction analogue aux protéines M2 des Influenza A et BM2 des Influenza B [12, 13].
Elle jouerait également un rôle dans l’empaquetage et dans la réplication virale [14, 15]. Enfin la protéine
PA est remplacée par la protéine P3.

Les Influenza D ont été isolés en 2011 [16]. Ils infectent principalement le bétail, le porc [17] ainsi que les
ruminants, les chameaux et les chevaux [11, 18]. La transmission à l’homme serait possible comme le
montre l’existence d’anticorps ciblant les Influenza D dans du sérum humain [18]. Le virus ne serait
cependant pas capable de circuler et de persister au sein de la population humaine [18]. Proches des
Influenza C, ils comportent 7 segments génomiques. Le jeu de protéines exprimées est similaire à celui
des Influenza C [17].

Les Isavirus qui infectent principalement le saumon atlantique possèdent, comme les Influenza A, huit
segments génomiques. Le segment 6 code pour une protéine hémagglutinine-estérase en charge de la
liaison au récepteur ainsi que de la destruction de cette interaction. Le segment 5 code quant à lui une
protéine de fusion utilisée lors de la fusion à la membrane. Le segment NP est plus long que le segment PA
et le segment NS est plus long que le segment M [19].

Les Mikissvirus ont été identifiés en 2017 et infectent la truite arc-en-ciel. Comme pour les Isavirus, le
segment NP est plus long que le segment PA et le segment NS est plus long que le segment M. Une
neuraminidase potentielle est codée par le segment 5 comme pour les Isavirus bien que la protéine codée
soit plus proche de la NA des virus Influenza A et B [20].

Les Quaranjavirus circulent au sein des tiques et sont la cause de fortes mortalités chez les oiseaux,
mais leur impact sur la santé humaine n’a pas encore été caractérisé. Ces virus ont un génome composé de
six ARN [19, 21] et n’ont qu’une seule glycoprotéine de surface GP, qui aurait une fonction analogue à
l’hémagglutinine [22] bien qu’elle partage des similarités avec la glycoprotéine gp64 des baculovirus à
l’image des Thogotovirus [23]. Les segments 1, 2 et 3 codent pour les sous-unités de la polymérase virale
(respectivement PB2, PB1 et PA). La glycoprotéine GP est codée par le segment 5. Les deux derniers
segments (4 et 6) codent pour des protéines qui n’ont pas encore été caractérisées.

Les Sardinovirus sont d’autres virus pouvant infecter le saumon atlantique. Ils possèdent aussi huit
segments génomiques. Ils différent des Isavirus, le segment 4 codant pour un homologue de la protéine de
fusion mais possèdant une seconde ORF (Open Reading Frame). Les protéines putatives des segments 7 et
8 n’ont pas de correspondance dans les bases de données du NCBI [24, 25].

Les Thogotovirus sont transmis aux vertébrés par les tiques. Les différentes espèces peuvent avoir six ou
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sept segments. Ils n’ont qu’une seule glycoprotéine GP, codée par le segment 4, apparentée à la
glycoprotéine gp64 [23], comme pour les Quaranjavirus et aucune protéine avec une fonction similaire à
la protéine NA n’a été observée. Le segment 6 coderait pour la protéine M1 ainsi que la protéineM-long qui
inhibe la réponse immunitaire de l’hôte [26]. Le segment 5 code pour la protéine NP. Le septième segment
qui peut être observé dans l’espèce Thogotovirus dhoriense n’a pas de rôle connu. [7, 19].

Le travail de cette thèse a porté exclusivement sur les virus Influenza A.

b. Épidémiologie
Selon l’OMS, les virus Influenza seraient responsables de 3 à 5 millions de cas sévères et de 290 000 à

650 000 morts chaque année. Les Influenza A ne sont pas les seuls Orthomyxoviridae à causer des
épidémies. Lors des épidémies saisonnières on retrouve notamment les virus Influenza B en
co-circulation avec les Influenza A. Bien que les Influenza A représentent généralement la plus grande
proportion des souches circulantes lors de ces épidémies, les Influenza B peuvent certaines années être le
genre le plus représenté, comme lors de la saison 2017/2018 [27]. Cependant les Influenza B n’ont pas de
potentiel pandémique, contrairement aux Influenza A [28].

L’évolution des Influenza A est dirigée par deux grandsmécanismes : la dérive antigénique et les cassures
génétiques.
La dérive antigénique est due aux erreurs de la polymérase virale. Celle-ci ne dispose pas d’activité de

relecture et il est estimé qu’elle introduit environ une erreur par génome répliqué ; chaque cellule pourrait
donc produire 10 000 nouveaux mutants [29]. Cela permet l’échappement au système immunitaire par la
génération de nouveaux variants et peut également rendre la vaccination inefficace bien que ce soient les
mêmes souches qui circulent. Ce mécanisme rend nécessaire la mise à jour du contenu du vaccin chaque
année [30]. De plus, la dérive antigénique mène à l’apparition de résistances aux antiviraux, tels que
l’amantadine et l’oseltamivir [29].
La cassure antigénique est un autre mécanisme, qui se produit lors d’une co-infection d’une cellule par

deux souches différentes. Lors de cette co-infection, il peut se produire un réassortiment génétique (fig. 1),
qui consiste en un échange de segments génomiques entre plusieurs souches [31]. Il en résulte l’apparition
de virus qui, s’ils possèdent de nouveaux gènes HA et NA contre lesquels l’immunité est limitée, vont avoir
une transmission plus importante et ainsi être à l’origine d’une pandémie [32]. Les virus Influenza A ont
ainsi été la cause de plusieurs pandémies majeures depuis le début du XXème siècle (table 2).

Les travaux de ces dernières années ont mis en évidence la grande diversité d’hôtes potentiels des virus
Influenza A et la complexité des transmissions inter-espèce [33, 34]. Les oiseaux sauvages servent de
réservoir naturel aux virus Influenza A d’où un grand nombre de transmissions inter-espèces peut survenir
(fig. 2). Ces transmissions inter-espèces posent des problèmes de santé publique car lors de l’infection
d’un hôte par deux virus Influenza d’origines différentes, le mécanisme de réassortiment génomique peut
générer de nouveaux virus potentiellement hautement pathogènes. L’adaptation à d’autres espèces peut
ensuite se produire suite à la dérive antigénique. Un risque important est posé notamment par le porc :
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Figure 1. – Représentation schématique du mécanisme de réassortiment génétique. Deux virus de souches
différentes, représentés par deux couleurs, co-infectent unemême cellule,menant à la génération de virus
réassortants qui partagent une part plus ou moins grande de similarités avec l’un des virus parentaux.

celui-ci peut être infecté aussi bien par des virus aviaires que par des virus humains ; il peut donc s’y créer,
par le biais de la dérive et de la cassure antigénique, des virus pouvant infecter l’homme mais possédant
des glycoprotéines aviaires, inconnues du système immunitaire et pouvant déclencher des pandémies.

L’adaptation d’un virus aviaire à l’Homme est souvent vue comme l’un des risques principaux en santé
publique, les pandémies grippales humaines ayant une origine aviaire [35]. Cette adaptation va dépendre
principalement de deux facteurs : la capacité du virus à se lier aux récepteurs humains et sa capacité à se
répliquer dans les cellules de l’hôte.

La protéine intervenant principalement dans la reconnaissance des récepteurs est l’hémagglutinine,
qui forme un homotrimère possédant un site de liaison reconnaissant spécifiquement les acides sialiques.
Les Influenza A humains reconnaissent de manière préférentielle les liaisons α2, 6 alors que les souches
aviaires et des équidés ciblent les liaisons α2, 3 [36] (fig. 3). On retrouve chez l’Homme des liaisons α2, 6
au niveau de l’épithélium des voies respiratoires supérieures [37] ainsi que des acides sialiques avec une
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Années Sous-type Estimation du nombre de décès
1918–1919 H1N1 50 000 000
1957–1958 H2N2 1 500 000
1968–1969 H3N2 1 000 000
2009–2010 H1N1 300 000

Tableau 2. – Pandémies grippales depuis le début du XXème siècle

Figure 2. – Spectre des hôtes connus pour les virus Influenza A [33, 34], les flèches représentent les transmissions
possibles.

liaison α2, 3 au sein de l’ensemble du tractus respiratoire humain [38]. Cependant, les liaisons α2, 6 sont
présentes sur des cellules non ciliées et les liaisons α2, 3 sur des cellules ciliées qui ne permettent pas,
pour ces dernières, une réplication optimale du virus ; l’infection chez l’Homme par des virus aviaires est
donc limitée. Le changement de tropisme de l’hémagglutinine est donc nécessaire pour obtenir une
transmission efficace d’homme à homme [35]. Les virus d’origine porcine possèdent eux la capacité de se
lier aussi bien aux liaisons α2, 3 que α2, 6 [39].

La capacité à se répliquer dans les cellules d’un hôte différent va également avoir un rôle important
dans la capacité du virus à franchir les barrières d’espèces. A titre d’exemple, la substitution d’un seul acide
aminé (627Glu → 627Lys) de la sous-unité PB2 de l’ARN polymérase suffit à un virus aviaire pour se
répliquer en cellules de mammifères [40]. Cette substitution permet l’adaptation du virus à la protéine
ANP32A, qui est plus courte chez les mammifères, la protéine ANP32A aviaire possédant 33 acides aminés
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Figure 3. – Représentation des liaisons α2, 3 et α2, 6.

supplémentaires provenant d’un exon absent chez les mammifères et les autruches [41], via une
interaction directe avec le domaine C-ter de la sous-unité PB2 de l’ARN polymérase virale, dont la
glutamine 627 fait partie, par des interactions hydrophobes et électrostatiques [42, 43].

Les différents virus Influenza A aviaires sont classifiés comme hautement (HPAI : Highly Pathogenic
Avian Influenza) ou faiblement pathogènes (LPAI : Low Pathogenicity Avian Influenza) selon la sensibilité
de l’hémagglutinine aux protéases. Celle-ci nécessite un clivage au niveau d’une boucle du précurseur
HA0 qui va définir la sensibilité de la souche aux différentes enzymes de l’hôte. Les virus faiblement
pathogènes possèdent un site monobasique pour le clivage alors que les virus hautement pathogènes
résultent d’une insertion d’un motif polybasique qui étend la boucle de clivage, rendant celui-ci plus
sensible à des protéases exprimées de façon ubiquitaire [44]. Ces sites polybasiques ne sont observés
qu’au sein des sous-types H5 et H7. Il a cependant été montré que par modifications génétiques, il était
possible d’obtenir des sous-types H2, H4, H8 et H14 comportant un site multibasique, qui exhibent un
phénotype léthal. [44, 45].

Interactions avec d’autres pathogènes

Les co-infections entre les virus Influenza et des pathogènes bactériens ou viraux peuvent être
fréquentes et représentent un risque supplémentaire pour les personnes atteintes.

Les co-infections bactériennes sont l’un des principaux facteurs de mortalité suite à une infection par
un virus Influenza A. Cette infection va diminuer les défenses immunitaires ciblant les bactéries, créant
un environnement favorable à leur prolifération dû à la réponse interféron de type I et une déplétion des
macrophages alvéolaires [46]. En outre, les cellules infectées par le virus vont exprimer plus de récepteurs
et de sites de liaison reconnus par les bactéries et des interactions directes se produiraient entre le virus et
certaines espèces de bactéries favorisant l’adhérence des bactéries [47]. On peut retrouver différentes
bactéries dans ces co-infections, telles que par exemple Streptococcus pneumoniae, Staphylococcus aureus,
Pseudomonas aeruginosa et Haemophilus influenzae [46].
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Les interactions des virus Influenza avec d’autres virus ont été étudiées afin de chercher si des
co-infections pouvaient avoir des pronostics plus sévères ou s’il y avait des risques d’interactions entre les
différents virus. A cause de la pandémie de SARS-Cov2, plusieurs études ont examiné les co-infections
entre ces deux virus respiratoires. Certaines méta-analyses pointent vers un effet aggravant sur la
mortalité en cas de co-infection avec le SARS-Cov2 [48], tandis que d’autres ne montrent pas d’effet [49].
Une étude in vitro suggère que des co-infections entre le virus Influenza A et le virus respiratoire syncitial
peuvent mener à la génération de particules virales hybrides, portant les glycoprotéines des deux virus, ce
qui leur permet d’échapper au système immunitaire et d’infecter des cellules dépourvues des récepteurs
reconnus par les Influenza virus [50].

c. ARN viral
Les ARNv des virus Influenza A sont des ARN simples brins de polarité négative qui partagent une

organisation similaire : une région codante flanquée d’une région non-codante à chaque extrémité. Aux
extrémités 5’ et 3’ des régions non-codantes se trouvent les régions Uni13 (U13) et Uni12 (U12) de 13 et 12
nucléotides, communes à tous les segments et aux genres Alphainfluenzavirus, Betainfluenzavirus,
Gammainfluenzavirus [51–53] (fig. 4).

Figure 4. – Représentation de l’organisation partagée par les ARNv des virus Influenza. La région codante, en
orientation antisens, est flanquée de régions non codantes (NCR) et les régions U12 et U13 sont présentes
aux extrémités 3’ et 5’ respectivement.

Les régions codantes codent pour, selon les segments, une ou plusieurs protéines (fig. 5). Pour la
production des protéines virales accessoires, les mécanismes de leaky scanning, de changement de cadre
de lecture et de ré-initiation sont utilisés par le virus [54].

Les régions non-codantes, à l’exception des régions U12 et U13, sont des régions non-conservées de
longueurs variables, spécifiques à chaque segment [55]. Au sein de la région non-codante 5’ de tous les
ARN génomiques se trouve une région oligo(U) généralement longue de 5 à 6 nucléotides[56]. La
variabilité des séquences de ces régions non-codantes dépend des segments, les segments NA et HA
possédant la plus grande variation [55].

Les régions U12 et U13, complémentaires, forment une région partiellement double brin. Cette structure
secondaire sert de promoteur au complexe polymérase [51, 57–59].

d. Structure des particules virales
Les études menées sur la structure des virions des virus Influenza A ont montré l’existence de particules

sphériques et filamenteuses [60–62]. Bien que les deux formes puissent être observées, l’essentiel des
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Figure 5. – Représentation des ARN génomiques des virus Influenza A. Les ARN sont représentés dans le sens 3’→
5’ et les couleurs représentent les différentes régions codantes pour les protéines virales.

recherches a abordé les formes sphériques [63–65], majoritairement observées en laboratoire. Les formes
filamenteuses sont plus fréquemment observées in vivo [66] ou sur des souches virales qui n’ont ni subi un
grand nombre de passages en laboratoire ni été adaptées à des souris [67]. Les études menées par la suite
ont montré que le type de cellule infectée impacte la forme des virions, les cellules polarisées (comme
celles de l’épithélium respiratoire, ciblé par les virus Influenza) favorisant la formation des virions
filamenteux [68]. La forme filamenteuse serait également plus efficace lors de la transmission dans un
milieu riche en mucus ; ce qui expliquerait que cette forme, qui pourrait améliorer la transmission du
virus [69], est principalement retrouvée dans les isolats cliniques [70]. Un facteur important pour
l’orientation vers une forme filamenteuse ou sphérique est la génétique du virus, les gènes et leurs origines
jouant un rôle dans l’apparition des formes filamenteuses [71]. Ainsi des mutations dans le gène de la
protéine M1 ont un rôle important dans l’apparition des formes filamenteuses [67, 72–79]. Ces mutations
affecteraient l’interaction entre M1 et NP, changeant la forme de la particule virale [77]. L’efficacité de la
liaison de M1 aux RNPv impacte également la morphogenèse des virions [80]. Les souches virales
filamenteuses auraient également une activité neuraminidase plus importante [81].

Les particules virales des virus Influenza ont été étudiées notamment par tomographie électronique,
montrant que les différentes formes de particules virales partageaient la même organisation [82]. Celles-ci
sont composées d’une enveloppe lipidique sur laquelle on retrouve les glycoprotéines hémagglutinine
sous forme de trimères et neuraminidase sous forme de tétramère. La protéine M2 est insérée dans
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l’enveloppe [83] (fig. 6). La densité en glycoprotéines est identique entre les formes sphériques et
filamenteuses. On retrouve environ 340 à 400 trimères d’hémagglutinine par virion, aussi bien dans les
formes sphériques que filamenteuses [82, 84].

Figure 6. – Représentation d’une particule virale. Au centre se trouvent les 8 ribonucléoprotéines virales.
Les glycoprotéines HA et NA sont ancrées dans l’enveloppe. La protéine M2 est une protéine
transmembranaire.

Le ratio entre les glycoprotéines HA et NA varie fortement entre les différents sous-types mais
également entre différentes souches virales puisque l’on observe pour les souches H3N2
A/Wisconsin/15/2009 et A/Victoria/210/2009 des ratios HA/NA de 6 :1 et 12 :1 respectivement et un ratio de
3 :1 pour la souche A/California/7/2009 (H1N1). Le ratio peut également fortement varier entre les genres
de virus, la souche virale Influenza B B/Brisbane/60/2008 ayant un ratio HA/NA de 18 :1 [85]. La protéine
HA est cependant dans tous les cas plus abondante que NA. Les particules virales sont polarisées et la
répartition des glycoprotéines n’est pas aléatoire. On retrouve les tétramères de neuraminidase en amas,
principalement concentrés à une extrémité de la particule virale, tandis que la protéine HA est répartie
d’une manière plus uniforme sur le reste de la particule virale [69, 82, 86, 87]. A l’autre extrémité du pôle
concentré en NA, on retrouve les RNPv liées au complexe polymérase (composé des protéines PB2, PB1 et
PA) en interaction avec la protéine de matrice M1 [65, 86, 88].

L’ARN est enroulé autour d’un squelette formé par la protéine NP [89, 90] et le complexe réplicase
(composé des protéines PB2, PB1 et PA) interagit avec les extrémités de l’ARN, formant les
ribonucléoprotéines virales (RNPv) [91, 92]. Au sein des particules virales on retrouve ces RNPv organisées
sous la forme d’un complexe supramoléculaire [93, 94]. Les ribonucléoprotéines adoptent une structure
dite en poêle à frire (fig. 7A), les deux extrémités des ARN sont en interaction l’une avec l’autre puis on
retrouve une hélice avec une boucle terminale, située au milieu du segment [53]. Les bases de l’ARN sont
exposées par la protéine NP, les laissant accessible au milieu environnant [95, 96]. Les RNPv ont une taille
pouvant varier entre 30 et 120 nm suivant la taille de l’ARNv [89, 97].

Les RNPv sont réparties dans une configuration dite « 7+1 » avec une RNPv centrale et les 7 autres RNPv
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réparties en périphérie [93, 98] (fig. 7B). Cette configuration est très conservée au sein des Influenza, étant
retrouvée aussi bien chez les Influenza A que les Influenza B. Une configuration « 7+1 » similaire est
retrouvée chez les Influenza C et D bien que ceux-ci n’aient que sept ARNv [99]. L’absence d’un ou
plusieurs segments entraîne l’organisation des ARN viraux sous une configuration de l’ordre de « x+1 »
avec des configurations allant jusqu’à « 4+1 » [100]. Un seul exemplaire de chaque ARN est empaqueté
dans les particules de virus Influenza A [101, 102]. L’arrangement des RNPv dans la particule virale peut
varier au sein d’une même souche, mais le segment central pourrait avoir un rôle structurel [103]. On
retrouve également une variabilité de l’arrangement des complexes entre différentes souches virales [104].
Cette configuration « 7+1 » serait importante pour les virus Influenza A et ceux-ci pourraient empaqueter
des ARN non viraux pour conserver cette configuration [105].

(A) (B)

Figure 7. – (A)Représentation schématiquedumodèle dit enpoêle à frire desRNPvavec le complexe réplicasehétérotrimérique
en interaction avec le complexe ARN-NP. (B) Virion observé en tomographie électronique. Les points plus sombres
sont les différentes RNPv virales dans une configuration « 7+1 » avec une RNPv centrale et 7 RNPv réparties en
périphérie [94].

B. Cycle viral

a. Entrée du virus
Les glycoprotéines virales HA et NA interviennent aux différentes étapes de l’entrée du virus. Ces deux

protéines jouent des rôles antagonistes, dont l’équilibre est important pour la transmission du virus. La
protéine HA se lie aux acides sialiques liés par des liaisons covalentes aux glycoprotéines et aux
glycolipides présents à la surface des cellules tandis que la protéine NA clive cette liaison covalente.

Lors de l’infection par un virus Influenza, la première barrière rencontrée par le virus est le mucus.
Celui-ci est majoritairement composé d’acides sialiques, auxquels la protéine HA peut se fixer. Des virus
qui vont s’attacher trop fortement au mucus passeront la barrière trop lentement et seront donc éliminés
avant l’infection des cellules. La balance entre les activités de NA et HA joue donc un rôle important dans
la capacité du virus à traverser le mucus. Des souches ayant une faible activité de la protéine NA possèdent
une transmission plus faible entre furets du fait de la présence de mucus [106]. L’infection virale impacte
également la production de mucus : plus l’infection s’établit tôt, plus rapidement la production de mucus
est impactée. Ainsi, une souche moins efficace pour travers le mucus mettra aussi plus de temps à inhiber
la production de ce mucus par les cellules infectées [106]. L’activité de la protéine NA est donc importante
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Figure 8. – Représentation schématique du cycle viral des Influenza A.
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pour les premières étapes de l’infection, afin de lutter contre les effets inhibiteurs du mucus.

Toutefois, l’impact du mucus sur la transmission virale varie entre espèces. Le mucus humain a un effet
inhibiteur sur celle-ci, tandis que le mucus des porcs n’a pas cet effet. Une souche porcine peut donc avoir
des difficultés à se transmettre à l’Homme [106]. La souche H1N1 pdm2009, cause de la pandémie de 2009, est
issue de l’acquisition d’une HA avec une avidité plus faible et d’une NA avec une activité faible, acquérant
ainsi une balance HA/NA plus compatible avec l’Homme que le virus progéniteur porcin [107].

La polarisation de la neuraminidase permet aux particules virales de se diffuser dans une direction
constante opposée au pôle concentré en neuraminidase, en clivant la liaison aux acides sialiques sur la
trajectoire [69]. Le clivage des acides sialiques permettrait aux virus Influenza de ne pas repartir en arrière
[108].

La protéine HA s’attache aux acides sialiques ou à des glycanes phosphorylés [109]. L’hémagglutinine
des virus Influenza de chauves-souris ne s’attache pas aux récepteurs canoniques mais se lie au complexe
majeur d’histocompatibilité de classe II [110]. Après fixation sur la cellule, les activités des protéines HA et
NA vont permettre, par des cycles de fixation et de clivage de la liaison aux acides sialiques, au virus de
« rouler » sur la surface cellulaire afin de trouver les récepteurs cellulaires utilisés pour l’entrée du virus
[111, 112] (fig. 8 - 1).

Après fixation sur les récepteurs appropriés pour l’internalisation du virus, l’endocytose est déclenchée
(fig. 8 - 2). Plusieurs récepteurs ont été identifiés comme possédant un rôle dans l’entrée du virus comme
par exemple la nucléoline, l’EGFR (Epidermal Growth Factor Receptor) et CaV1.2, bien que les récepteurs
utilisés changent selon les sous-types et que selon les connaissances actuelles, il n’existe pas de récepteur
universel pour l’internalisation des particules virales [113]. Ce mécanisme peut être dépendant [114–116]
ou indépendant de la clathrine [117, 118], ou s’effectuer par macropinocytose [5, 119].

Une fois les particules virales internalisées au sein des endosomes précoces, ceux-ci commencent leur
maturation en étant transportés vers le noyau via les microtubules. Pendant la maturation, le pH bas
entraine l’ouverture des canaux ioniques formés par la protéine M2, ce qui fait entrer des ions potassiums
et des protons et provoque l’acidification de la particule virale. A un pH de 6,5, un changement
conformationnel de la protéine M1 permet d’affaiblir les liaisons entre M1 et les RNPv [120–122]. Quand le
pH descend sous 6,0, de nouveaux changements structuraux ont lieu au sein de M1 et entrainent une
perte de stabilité du complexe supramoléculaire formé par les RNPv [122]. Le peptide de fusion est exposé
suite au clivage de HA0 par des protéases permettant la libération des domaines HA1 et HA2, lors de la
formation des virions [123–125]. Ce peptide, situé en N-ter de HA2, formé par des acides aminés
hydrophobes, s’insère dans la membrane endosomale, ce qui rend le changement conformationnel
définitif [126] et permet le rapprochement des deux membranes qui fusionnent ensuite [5] (fig. 8 - 3). Des
chaines d’ubiquitine libres sont exposées, ainsi que la protéine M1 qui sont toutes deux liées par l’histone
désacétylase 6 (HDAC6). Cela permet l’attachement de la couche formée par la protéine M1 à la dynéine et
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à la myosine II et entraine l’ouverture de la couche de M1 [127]. Les protéines M1 dont la conformation a
changé suite à la modification de pH sont reconnues et liées par TNPO1 (importine-β 2), qui permet de
retirer la protéine M1 des RNPv et de séparer le complexe supramoléculaire avant l’entrée dans le noyau
[128] (fig. 8 - 4).

b. Import des RNPv dans le noyau
LesRNPv sont importées dans le noyau, indépendamment de la protéineM1, par les pores nucléaires [129,

130]. L’ARN viral ne pouvant être importé seul, cet import est réalisé via unNLS présent sur les protéines NP,
bienque toutes les protéines virales des RNPvdes virus Influenzapossèdent desNLS [131, 132] (PB2 [133], PB1
[134, 135] et PA [136, 137]). Parmi les NLS présents au sein de la protéine NP, c’est le NLS non conventionnel
à l’extrémité N-ter qui est utilisé [132]. Les RNPv se lient à l’importine α, qui sera reconnue par l’importine
β [5, 131, 138], permettant l’import dans le noyau. Il existe différentes isoformes d’importine α ; les virus
Influenza aviaires reconnaissent les importineα3, tandis que les virus Influenza demammifères ciblent les
importine α7 [139]. Le passage d’un tropisme aviaire à humain requiert une adaptation pour l’import des
RNPv. Des isolats de la pandémie de 2009 ont montré une capacité à se lier aux deux types d’importine α,
illustrant cette adaptation [139]. Les virus InfluenzaA semblent pouvoir enmajorité reconnaitre l’importine
α1 et les importines α4 et α5 sont redondantes [139] ; cependant l’expression des différentes importine α
n’est pas identique au seindes différentes cellules [140] et leurs affinités pour les différentes protéines virales
varient [141].

c. Transcription et réplication du génome
Deux mécanismes ont lieu au sein du noyau : la transcription des ARNm (ARN messagers) viraux (fig. 8

- 5) afin de produire les protéines virales et la réplication du génome viral afin de produire de nouvelles
RNPv (fig. 8 - 6).

Les ARNm viraux sont transcrits à l’aide du mécanisme de cap-snatching [142–144]. La sous-unité PB2
de la polymérase virale se lie aux extrémités 5’ des ARNm de l’hôte en cours de synthèse et la sous-unité
PA clive l’ARNm dix à treize nucléotides en aval de la coiffe [145, 146]. Une rotation de la sous-unité PB2
permet d’amener l’ARNm cellulaire à l’endonucléase PA puis d’amener l’amorce au site catalytique
polymérase porté par la sous-unité PB1 [59, 147, 148]. L’oligonucléotide coiffé sert d’amorce pour la
synthèse de l’ARNm viral, qui utilise l’ARNv comme matrice [148–150]. La sous-unité PB1 de l’ARN
polymérase virale interagit avec la forme hyperphosphorylée du domaine C-ter de l’ARN polymérase II
[151, 152]. L’extrémité 3’ de la matrice est séquestrée par la polymérase, le protégeant des exonucléases
cellulaires [153]. Les protéines NP liées à la matrice en cours de transcription sont retirées du brin entrant
dans la polymérase pour être transférées au brin sortant, afin d’éviter que l’ARN ne soit exposé sans NP au
milieu environnant [153]. La séquence oligoU à l’extrémité 5’ de l’ARNv permet la polyadénylation des
ARNm par un mécanisme de bégayement avant le décrochage de la polymérase [5, 154]. La transcription
des ARNm viraux ne nécessite pas l’intervention de protéines virales nouvellement synthétisées, les RNPv
seules suffisant à la transcription et à la réplication [155, 156].
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L’export des ARNm viraux (fig. 8 - 7) nécessite l’interaction avec l’ARN polymérase II [157]. Les premiers
transcrits seraient exportés de façon indépendante des voies NXF1 et CRM1 [158], cependant les transcrits
plus tardifs sont exportés via la voie NXF1 [158], à l’exception des ARN PA, PB1 et PB2 qui seraient exportés
par une voie indépendante de NXF1 et CRM1 [159]. La protéine NS1 se lie au complexe CPSF, ce qui inhibe
le clivage et la polyadénylation des ARNm cellulaires et donc leur transport [160, 161].

Le complexe polymérase réplique l’ARN viral en synthétisant l’ARN complémentaire (ARNc), de
polarité positive, non coiffé et non polyadénylé, qui est ensuite répliqué en copies d’ARNv. Les ARNc
synthétisés s’associent à la protéine NP ainsi qu’à une copie de la polymérase virale pour former des RNPc
[5]. La protéine ANP32A permet le recrutement de la NP sur l’ARN en cours de synthèse via une région
LCAR (Low-Complexity Acidic Region) [162]. Le modèle proposé pour la transcription impliquant le
transfert de la NP entre les brins entrant et sortant serait également applicable à la réplication [153].

Le complexe polymérase est capable de réaliser aussi bien la transcription des ARNm que la réplication
[163], l’équilibre entre les deux mécanismes serait régulé par la protéine virale NS2/NEP [164] bien que ce
mécanisme soit mal connu.

d. Export et assemblage
La plupart des protéines virales disposant de NLS, elles peuvent être importées dans le noyau par la voie

des importines α et β [165]. Les protéines PB1 et PA sont importées dans le noyau sous la forme
d’hétérodimères par RanBP5 [166–168] tandis que NP et PB2 sont importées individuellement [168, 169].
La protéine NS2/NEP entre dans le noyau par diffusion passive [170] (fig. 8 - 8).

Afin d’exporter les RNPv nouvellement produites (fig. 8 - 9), le modèle supposé est que la protéine virale
NS2/NEP se lie aux RNPv via la protéine M1 qui se lie aux protéines NP composant les RNPv [171–173]. La
protéine NS2/NEP permet ainsi l’export via la voie CRM1. Une fois dans le cytoplasme, la présence de la
protéine de matrice M1 empêche l’exposition des NLS de la protéine NP, ce qui évite que les complexes
soient transportés à nouveau dans le noyau [5].

Dans le cytoplasme, les RNPv s’accumulent à proximité du MTOC (Microtubule Organizing Center) [174]
avant d’être transportées à la membrane cellulaire. La protéine M1 est dissociée des RNPv lors du transport
vers la membrane cellulaire [175]. La sous-unité PB2 interagit avec Rab11, ce qui permet le transport des
RNPv vers la membrane cellulaire [176–178]. Cette interaction est importante pour l’empaquetage du
virus, l’absence de Rab11 perturbant complètement ce processus et augmentant le nombre de particules
virales défectives produites [179].

Plusieurs modèles du transport des RNPv via Rab11 ont été proposés. Un premier modèle suggère
l’utilisation des TNT (tunneling nanotubes) comme voie de transport [180] (fig. 8 - 10.a). Ces derniers sont
des tunnels d’échange entre les cellules, utilisés par le virus afin de se propager de cellule à cellule
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[181, 182]. La protéine Rab11 pourrait utiliser ces connexions cellulaires afin de transporter les RNPv à la
membrane cellulaire. Un second modèle propose que les RNPv se lient à Rab11 sur des endosomes de
recyclage via le réseau de microtubules [178] (fig. 8 - 10.b). Enfin un troisième modèle suggère que
l’infection cause des tubulations du réticulum endoplasmique (fig. 8 - 10.c) et que les RNPv se lient aux
Rab11 qui y sont localisées [183]. Ces trois modèles ne sont pas exclusifs et une redondance pourrait
exister, ce qui expliquerait que la déstabilisation des réseaux de microtubules puisse selon les cas ne pas
avoir d’effet [184] ou impacter la production de particules virales [178]. La proximité des différentes RNPv
au cours de leur transport vers la membrane pourrait permettre de faciliter l’établissement des liaisons
entre les RNPv et former le complexe supramoléculaire qui sera empaqueté dans les particules virales
[185].

Les protéines se fixant dans la membrane de la particule virale (NA, HA et M2) sont traduites au niveau
du réticulum endoplasmique. Les protéines NA et HA oligomérisent afin de former des tétramères et des
trimères [5]. Après transfert à l’appareil de Golgi, si la HA possède un site de clivagemultibasique, elle peut
être clivée par la furine, une enzyme exprimée de façon ubiquitaire et au sein de la face transde l’appareil de
Golgi [186, 187]. Si la HA possède un site de clivage monobasique, elle nécessitera un clivage extracellulaire
par d’autres enzymes (HAT, TMPRSS2 ou TMPRSS4) qui vont avoir une expression limitée à certains types
cellulaires [5].

e. Bourgeonnement
Le bourgeonnement a lieu au niveau des radeaux lipidiques de la membrane plasmique, des domaines

riches en cholestérol et en sphingolipides [188]. Les protéines HA, NA et M2 y sont concentrées via
différents mécanismes. La protéine M1 cytosolique se lie aux queues cytoplasmiques des protéines HA et
NA [189, 190].

Les RNPv se décrochent à proximité de la membrane de Rab11, cette protéine n’étant pas retrouvée au
sein des particules virales [191]. L’interaction avec la queue cytoplasmique de la protéine M2 permet le
recrutement des RNPv et des autres protéines virales [192–194] en interagissant avec la protéine M1 (fig. 8 -
11).

La courbure de la membrane plasmique va être réalisée par plusieurs des protéines virales, mais ce
mécanisme est complexe et est encore mal connu. Chacune des protéines virales pourraient induire seule
la formation et la libération de VLP (Virus-like Particles) : M1 [195] (d’autres études ont montré l’incapacité
de M1 à induire seule des VLP [196]), M2 [197], NA [197–199]. Les protéines virales essentielles à la
formation de la courbure de la membrane ne sont pas encore déterminées. La protéine M1 a été désignée
comme essentielle [200], mais des études plus récentes ont montré la formation de VLP en présence
uniquement des protéines HA et NA [197]. Le couple HA/NA n’était d’ailleurs pas considéré comme
essentiel selon certaines études [201, 202].

Une fois la particule virale formée, la scission est réalisée par la protéine M2 [203], puis la protéine NA
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hydrolyse la liaison glycosidique qui lie les acides sialiques aux sucres. Cela empêche le virus de rester
accroché à la cellule productrice (fig. 8 - 12).

C. Empaquetage
La structure du génome des virus Influenza A, séparé en huit segments génomiques, apporte un

avantage évolutif au virus en permettant l’échange de matériel génétique entre différentes souches virales
[204]. Cependant cela pose plusieurs défis pour l’obtention d’une particule virale infectieuse, qui nécessite
la présence des huit ARNv. L’empaquetage doit également être suffisamment efficace pour ne pas générer
une proportion trop grande de particules virales non infectieuses. Des particules virales incomplètes sont
générées naturellement pendant une infection et l’infection d’une même cellule par plusieurs virions
permet une complémentation entre celles-ci [205]. La transmission du virus par aérosol fait que la charge
virale au moment de l’infection est faible [206], ainsi la complémentation entre des particules virales
incomplètes manquerait d’efficacité et donc l’empaquetage doit permettre de générer un maximum de
particules virales infectieuses disposant du jeu complet d’ARNv.

La plupart des virions ne possèdent pas des copies fonctionnelles de l’ensemble des ARNv, une majorité
étant en manque d’au moins un segment génomique fonctionnel [207, 208]. Cela est en partie dû à la
présence particules virales défectives interférentes, qui comportent au moins un ARNv interférent qui
comporte une délétion empêchant la réplication du génome. Il avait été montré dans un premier temps
que les ARNv interférents de ces virus avaient comme origine les différents ARNv [209, 210]. L’étude des
ARNv interférents présents au sein des particules virales et ceux présents au sein des cellules a permis de
montrer que les ARNv interférents n’étaient pas empaquetés avec la même efficacité, montrant ainsi
l’existence d’une discrimination entre les ARNv interférents et les ARNv complets [208].

Deux modèles ont été proposés afin d’expliquer l’empaquetage des virus Influenza A : le premier
supposant que les segments étaient incorporés sans sélection, en dépendant uniquement du hasard, le
second que des séquences spécifiques à chaque ARN permettait la sélection de chacun des ARNv.
L’hypothèse de l’empaquetage aléatoire suppose que la grande majorité des particules virales

retrouvées ne soient pas infectieuses et que l’on retrouverait une grande variabilité dans le nombre de
segments d’ARNv et le nombre de chacun des ARNv au sein des virions. Certaines études semblant
montrer que l’exclusion des ARN interférents n’était pas retrouvée systématiquement et que les particules
virales infectieuses comprendraient plus de 8 ARNv ont étayé cette hypothèse [211–213].
Le modèle de l’empaquetage sélectif était renforcé par le fait que la présence d’ARN défectifs entraine

une diminution de l’empaquetage des ARNv parentaux [204, 214]. De plus, alors que les 8 ARNv sont
présents dans des quantités différentes dans les cellules infectées [215, 216], on les retrouve en quantités
égales dans les virus [215, 217, 218] avec la présence d’un seul exemplaire de chaque ARN [219, 220], ce qui
suppose l’existence d’un mécanisme de sélection. La grande majorité des particules virales comporte une
copie de chacun des 8 ARNv et le reste en comporte un nombre inférieur ce qui est également en faveur
de l’empaquetage sélectif [100, 102] ; forcer l’insertion d’un neuvième segment nécessite une forte
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sélection pour le conserver [100, 211]. Selon le modèle d’empaquetage aléatoire, environ 0,2% de
particules virales produites seraient infectieuses [220] alors qu’on en observe entre 1 et 10% [204], étayant
l’hypothèse d’un modèle sélectif. La découverte et la caractérisation de séquences spécifiques à chaque
segment d’ARNv et critiques pour son empaquetage a permis d’argumenter fortement en faveur d’un
empaquetage sélectif, qui est aujourd’hui le modèle communément admis.

Les différents ARNv ont été étudiés afin de localiser les signaux d’empaquetage et de déterminer
d’éventuelles caractéristiques communes. Dans l’ensemble, les régions situées aux extrémités 5’ et 3’ des
ARNv se sont révélées importantes pour l’empaquetage des ARN sans que la raison ne soit identifiée. Il est
important de noter que souvent, ces régions sont aussi importantes pour la réplication du virus.

Des signaux d’empaquetage ont été identifiés au sein de l’extrémité 5’ de l’ARNv du segment PB2 de la
souche A/WSN/33 (H1N1), aux positions 2218-2224 et 2296-2298. Ces signaux couvriraient une région
chevauchant la région non-codante et la région codante du segment [221–225].
De même, pour le segment PB1, un signal d’empaquetage a été identifié également en 5’ de l’ARN, aux

positions 2256-2279 [222, 223, 225].
Dans le cas du segment PA de la souche A/WSN/33 (H1N1), des signaux d’empaquetage ont été identifiés

aussi bien aux extrémités 5’ que 3’ de l’ARNv (de respectivement 40 et 66 bases) [222, 223, 225]. Des signaux
d’empaquetage ont aussi été identifiés en 5’ et 3’ (aux positions 2176-2220 à l’extrémité 5’ et 13-24 à l’extrémité
3’) dans une souche A3/e-3, un clone muté dans le gène NS2 de la souche A/Aichi/2/68 [226].
Les séquences en 3’ (9 nucléotides) et 5’ (80 nucléotides) du segment HA de la souche A/WSN/33 (H1N1)

ont été identifiées comme suffisantes pour l’empaquetage du segment, même lorsque les séquences
codantes sont remplacées [227].
Sur le segment NP, 60 nucléotides à l’extrémité 3’ et les 120 nucléotides à l’extrémité 5’ sont nécessaires

pour obtenir une incorporation de l’ARNv dans les virions [228]. Plus précisément, les codons 464-466 à
proximité de l’extrémité 5’ sont nécessaires pour l’empaquetage du segment de la souche A/WSN/33 (H1N1).
La mutation de cette région entraine également une réduction de l’empaquetage du segment PA [229].
Pour le segment NA de la souche A/WSN/33 (H1N1), les régions non-conservées aux extrémités du

segment sont nécessaires pour l’empaquetage [230], de même que la région codante [231]. En étudiant
l’effet de mutations dans cette dernière région, celle-ci a été restreinte aux nucléotides 1659-1671 [232].
Une région d’interaction a pu être étudiée plus en détails dans la région terminale 5’ du segment NA de la
souche A/Puerto Rico/8/1934 (H1N1), montrant que des mutations dans la région 22-66 entraine une baisse
de la réplication et de l’efficacité de l’empaquetage [233].
Parmi les codons conservés du segment M de la souche A/Puerto Rico/8/1934 (H1N1), certains sont

critiques pour l’empaquetage du segment [234]. Les extrémités des régions codantes de la souche WSN
sont nécessaires pour avoir un empaquetage efficace [235].
Quant au segment NS de la souche A/WSN/33 (H1N1), les nucléotides 16-56 de l’extrémité 3’ sont

critiques pour l’empaquetage de celle-ci [236] ; cette région a été affinée ultérieurement aux nucléotides
27-35 [237]. Chez la souche A/equine/Newmarket/7339/79 (H3N8) ce sont les 150 nucléotides de
l’extrémité 5’ du segment NS qui sont essentiels pour l’empaquetage [238, 239].
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Des signaux d’empaquetage ont également été identifiés au sein de virus Influenza B, dans les régions
codantes aux extrémités 3’ et 5’ du segment 4 de la souche B/Yamanashi/98 [240]. Dans l’ensemble, les
données ont montré l’importance des séquences non-codantes pour l’empaquetage des différents ARNv,
bien que l’existence de signaux d’empaquetage au sein des séquences codantes a pu être montrée.

L’étude des codons conservés au sein des différentes souches montre que certains signaux
d’empaquetage sont conservés entre les souches virales [224, 225]. Lorsque des mutations sont introduites
dans les régions identifiées comme des signaux d’empaquetage, le virus évolue pour restaurer les
séquences sauvages [241]. Bien que les régions comportant des signaux d’empaquetage aient tendance à
être conservées du point de vue évolutif, les structures pourraient avoir un rôle plus important que la
séquence seule [237, 242].

La formation progressive des complexes supramoléculaires comportant les 8 RNPv [93, 94] se ferait au
cours du transport de celles-ci vers la membrane cellulaire, étape durant laquelle les différentes RNPv sont
concentrées, favorisant l’établissement de liaisons directes entre les signaux d’empaquetage [243–246].
Les signaux d’empaquetage ont des compatibilités différentes suivant leur degré de conservation, qui
influent sur les liaisons pouvant être établies entre RNPv provenant de virus différents, ce qui joue un rôle
dans le réassortiment génétique [247]. La longueur des régions non-codantes pourrait également jouer un
rôle [248]. L’établissement d’un complexe de 8 ARNv est nécessaire afin qu’un jeu complet d’ARNv soit
empaqueté dans une particule virale et avoir une réplication optimale [223, 225, 232, 249]. Toutes les
RNPv, ne sont pas empaquetées avec la même efficacité et un modèle a été proposé selon lequel les
segments PB2, PA, NP et M commenceraient à former un complexe auquel les segments PB1, HA, NA et NS
se joindraient ensuite [250].

Il a été suggéré que les signaux d’empaquetage des ARNv possèderaient deux rôles en agissant en tant
que signal d’incorporation du génome et en tant que signal de genome-bundling. Le premier permettrait
l’incorporation de l’ARNv dans les virions tandis que le second servirait à l’empaquetage du jeu complet
des ARNv. Les signaux d’empaquetage présents dans les régions non-codantes serviraient à l’incorporation
du génome et ceux présents au sein des régions codantes à l’empaquetage de l’ensemble des ARNv [251].

Il a récemment été montré qu’il existe un code nucléoprotéique qui impacte l’empaquetage des ARNv.
Des mutations introduites au sein de la protéine NP entrainent un empaquetage irrégulier des ARNv avec
certains ARNv qui sont sur-représentés [252].

D. Interactions ARN-NP

a. Structure de la protéine NP
La protéine NP est une protéine de 56 kDa jouant un rôle dans la formation de la structure hélicoïdale

de l’ARN [253] (fig. 9). Cette protéine monomérique tend à oligomériser même en absence d’ARN, pouvant
former des trimères, des tétramères, des anneaux et des polymères ressemblant à des RNPv [254], bien
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qu’elle soit maintenue principalement sous forme monomérique avant la formation des RNPv [255, 256].
In vitro, la concentration en sel joue un rôle crucial sur l’état d’oligomérisation de la protéine NP. A 50mM
en NaCl, la protéine est essentiellement sous forme monomérique, alors qu’à 150 et 300mM de NaCl elle
forme principalement des trimères [255, 257].

La phosphorylation de la protéine NP régule également sa liaison à l’ARN et son oligomérisation,
notamment via les sites de phosphorylation présent dans le NLS de l’extrémité N-ter [256, 258]. La
phosphorylation de ces sites permet d’empêcher l’oligomérisation de la NP et de la conserver sous forme
monomérique [256, 259]. La présence d’un ARN d’une taille d’au moins 12 nucléotides permet
l’oligomérisation de la NP et la formation de structures ressemblant aux RNPv tandis que l’utilisation d’un
ARNv complet permet l’obtention de RNPv similaires à celles observées in vivo [257, 260].

La protéine NP a une forme de croissant et se compose d’un domaine « tête » (head domain) duquel
dépasse un bras flexible et d’un domaine « corps » (body domain). Cette organisation est partagée par les
différentes souches d’Influenza A [261–264]. Le bras flexible s’insère dans le domaine « corps » d’une autre
NP pour former les oligomères, mais il se replie dans le site de liaison à l’ARN au sein de la protéine
monomérique [256, 261–263, 265], ce qui expliquerait que la NP monomérique ait une affinité moindre
pour l’ARN que les formes trimériques et tétramériques [256, 263, 265, 266].

Figure 9. – Structure 3D de la protéine NP d’après les données de Chenavas et al., 2013 [256]. La représentation 3D de
cette protéine est interactive sous une version récente de Adobe Acrobat DC.

Entre les domaines tête et corps se trouve un sillon comportant de nombreux résidus chargés
positivement qui est le site de liaison à l’ARN [261, 262, 267, 268].
La protéine NP possède une structure qui comporte des similarités entre les différents genres

d’Orthomyxoviridae, que ce soit parmi les Influenza B [269], D [270] ou d’un Isavirus [271].
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////////////////////////////////////////////////////////////////////////////////
//
// (C) 2012, Alexander Grahn
//
// animation.js
//
// version 20120301
//
////////////////////////////////////////////////////////////////////////////////
//
// JavaScript for use with `add3DJScript' option of \includemedia
//
// * Activates keyframe animation embedded in the u3d file.
// * Arrow keys `Down', `Up' can be used for speeding up and
//   slowing down a running animation, key `Home' for reverting
//   to the default speed.
//
// * Adjustable parameters:
var  rate = 1; // 1 --> use original speed as default
var  palindrome = true; // true --> play forth and back
//
// This work may be distributed and/or modified under the
// conditions of the LaTeX Project Public License.
// 
// The latest version of this license is in
//   http://mirrors.ctan.org/macros/latex/base/lppl.txt
// 
// This work has the LPPL maintenance status `maintained'.
// 
// The Current Maintainer of this work is A. Grahn.
//
////////////////////////////////////////////////////////////////////////////////

//get the first animation in the scene
var myAnim = scene.animations.getByIndex(0);
myAnim.wallTime = 0;
myAnim.speed = 1;
myAnim.myLength = myAnim.endTime - myAnim.startTime;
scene.activateAnimation(myAnim);

//method to set animation speed
myAnim.setSpeed = function (speed) {
  speed = Math.abs(speed);
  this.wallTime /= speed/this.speed; //correct the walltime
  this.speed = speed;
};

//method to change animation speed by a factor
myAnim.changeSpeed = function (mult) {
  this.wallTime /= mult; //correct the walltime
  this.speed *= mult;
};

//set default speed
myAnim.setSpeed(rate);

//menu items
runtime.addCustomMenuItem("faster", "Faster (Key Up)", "default", 0);
runtime.addCustomMenuItem("slower", "Slower (Key Down)", "default", 0);
runtime.addCustomMenuItem("default", "Default Speed (Key Home)", "default", 0);

//menu handler to control speed
menuEventHandler = new MenuEventHandler();
menuEventHandler.onEvent = function(e) {
  if (e.menuItemName == "faster") {
    myAnim.changeSpeed(1.25);
  }
  else if (e.menuItemName == "slower") {
    myAnim.changeSpeed(1/1.25);
  }
  else if (e.menuItemName == "default") {
    myAnim.setSpeed(rate);
  }
};
runtime.addEventHandler(menuEventHandler);

//key handler to control speed
keyEventHandler = new KeyEventHandler();
keyEventHandler.onKeyDown = true;
keyEventHandler.onEvent = function(e) {
  switch(e.characterCode) {
    case 30: //key up
      myAnim.changeSpeed(1.05);
      break;

    case 31: //key down
      myAnim.changeSpeed(1/1.05);
      break;

    case 4: //key home
      myAnim.setSpeed(rate);
      break;

    case 1: //key end
      myAnim.setSpeed(rate);
      break;
  }
};
runtime.addEventHandler(keyEventHandler);

//run the animation using a TimeEventHandler
myTimer = new TimeEventHandler();
myTimer.onTimeChange = true;
myTimer.onEvent = function(e) {
  myAnim.wallTime += e.deltaTime;
  if (palindrome == true) {
    myAnim.currentTime =
      myAnim.startTime
      + myAnim.myLength/2
        * (1 - Math.cos(Math.PI * myAnim.speed/myAnim.myLength * myAnim.wallTime));
  } else {
    myAnim.currentTime = myAnim.startTime
      + (myAnim.speed * myAnim.wallTime % myAnim.myLength);
  }
};
runtime.addEventHandler(myTimer);



////////////////////////////////////////////////////////////////////////////////
//
// (C) 2012--today, Alexander Grahn
//
// 3Dmenu.js
//
// version 20140923
//
////////////////////////////////////////////////////////////////////////////////
//
// 3D JavaScript used by media9.sty
//
// Extended functionality of the (right click) context menu of 3D annotations.
//
//  1.) Adds the following items to the 3D context menu:
//
//   * `Generate Default View'
//
//      Finds good default camera settings, returned as options for use with
//      the \includemedia command.
//
//   * `Get Current View'
//
//      Determines camera, cross section and part settings of the current view,
//      returned as `VIEW' section that can be copied into a views file of
//      additional views. The views file is inserted using the `3Dviews' option
//      of \includemedia.
//
//   * `Cross Section'
//
//      Toggle switch to add or remove a cross section into or from the current
//      view. The cross section can be moved in the x, y, z directions using x,
//      y, z and X, Y, Z keys on the keyboard, be tilted against and spun
//      around the upright Z axis using the Up/Down and Left/Right arrow keys
//      and caled using the s and S keys.
//
//  2.) Enables manipulation of position and orientation of indiviual parts and
//      groups of parts in the 3D scene. Parts which have been selected with the
//      mouse can be scaled moved around and rotated like the cross section as
//      described above. To spin the parts around their local up-axis, keep
//      Control key pressed while using the Up/Down and Left/Right arrow keys.
//
// This work may be distributed and/or modified under the
// conditions of the LaTeX Project Public License.
// 
// The latest version of this license is in
//   http://mirrors.ctan.org/macros/latex/base/lppl.txt
// 
// This work has the LPPL maintenance status `maintained'.
// 
// The Current Maintainer of this work is A. Grahn.
//
// The code borrows heavily from Bernd Gaertners `Miniball' software,
// originally written in C++, for computing the smallest enclosing ball of a
// set of points; see: http://www.inf.ethz.ch/personal/gaertner/miniball.html
//
////////////////////////////////////////////////////////////////////////////////
//host.console.show();

//constructor for doubly linked list
function List(){
  this.first_node=null;
  this.last_node=new Node(undefined);
}
List.prototype.push_back=function(x){
  var new_node=new Node(x);
  if(this.first_node==null){
    this.first_node=new_node;
    new_node.prev=null;
  }else{
    new_node.prev=this.last_node.prev;
    new_node.prev.next=new_node;
  }
  new_node.next=this.last_node;
  this.last_node.prev=new_node;
};
List.prototype.move_to_front=function(it){
  var node=it.get();
  if(node.next!=null && node.prev!=null){
    node.next.prev=node.prev;
    node.prev.next=node.next;
    node.prev=null;
    node.next=this.first_node;
    this.first_node.prev=node;
    this.first_node=node;
  }
};
List.prototype.begin=function(){
  var i=new Iterator();
  i.target=this.first_node;
  return(i);
};
List.prototype.end=function(){
  var i=new Iterator();
  i.target=this.last_node;
  return(i);
};
function Iterator(it){
  if( it!=undefined ){
    this.target=it.target;
  }else {
    this.target=null;
  }
}
Iterator.prototype.set=function(it){this.target=it.target;};
Iterator.prototype.get=function(){return(this.target);};
Iterator.prototype.deref=function(){return(this.target.data);};
Iterator.prototype.incr=function(){
  if(this.target.next!=null) this.target=this.target.next;
};
//constructor for node objects that populate the linked list
function Node(x){
  this.prev=null;
  this.next=null;
  this.data=x;
}
function sqr(r){return(r*r);}//helper function

//Miniball algorithm by B. Gaertner
function Basis(){
  this.m=0;
  this.q0=new Array(3);
  this.z=new Array(4);
  this.f=new Array(4);
  this.v=new Array(new Array(3), new Array(3), new Array(3), new Array(3));
  this.a=new Array(new Array(3), new Array(3), new Array(3), new Array(3));
  this.c=new Array(new Array(3), new Array(3), new Array(3), new Array(3));
  this.sqr_r=new Array(4);
  this.current_c=this.c[0];
  this.current_sqr_r=0;
  this.reset();
}
Basis.prototype.center=function(){return(this.current_c);};
Basis.prototype.size=function(){return(this.m);};
Basis.prototype.pop=function(){--this.m;};
Basis.prototype.excess=function(p){
  var e=-this.current_sqr_r;
  for(var k=0;k<3;++k){
    e+=sqr(p[k]-this.current_c[k]);
  }
  return(e);
};
Basis.prototype.reset=function(){
  this.m=0;
  for(var j=0;j<3;++j){
    this.c[0][j]=0;
  }
  this.current_c=this.c[0];
  this.current_sqr_r=-1;
};
Basis.prototype.push=function(p){
  var i, j;
  var eps=1e-32;
  if(this.m==0){
    for(i=0;i<3;++i){
      this.q0[i]=p[i];
    }
    for(i=0;i<3;++i){
      this.c[0][i]=this.q0[i];
    }
    this.sqr_r[0]=0;
  }else {
    for(i=0;i<3;++i){
      this.v[this.m][i]=p[i]-this.q0[i];
    }
    for(i=1;i<this.m;++i){
      this.a[this.m][i]=0;
      for(j=0;j<3;++j){
        this.a[this.m][i]+=this.v[i][j]*this.v[this.m][j];
      }
      this.a[this.m][i]*=(2/this.z[i]);
    }
    for(i=1;i<this.m;++i){
      for(j=0;j<3;++j){
        this.v[this.m][j]-=this.a[this.m][i]*this.v[i][j];
      }
    }
    this.z[this.m]=0;
    for(j=0;j<3;++j){
      this.z[this.m]+=sqr(this.v[this.m][j]);
    }
    this.z[this.m]*=2;
    if(this.z[this.m]<eps*this.current_sqr_r) return(false);
    var e=-this.sqr_r[this.m-1];
    for(i=0;i<3;++i){
      e+=sqr(p[i]-this.c[this.m-1][i]);
    }
    this.f[this.m]=e/this.z[this.m];
    for(i=0;i<3;++i){
      this.c[this.m][i]=this.c[this.m-1][i]+this.f[this.m]*this.v[this.m][i];
    }
    this.sqr_r[this.m]=this.sqr_r[this.m-1]+e*this.f[this.m]/2;
  }
  this.current_c=this.c[this.m];
  this.current_sqr_r=this.sqr_r[this.m];
  ++this.m;
  return(true);
};
function Miniball(){
  this.L=new List();
  this.B=new Basis();
  this.support_end=new Iterator();
}
Miniball.prototype.mtf_mb=function(it){
  var i=new Iterator(it);
  this.support_end.set(this.L.begin());
  if((this.B.size())==4) return;
  for(var k=new Iterator(this.L.begin());k.get()!=i.get();){
    var j=new Iterator(k);
    k.incr();
    if(this.B.excess(j.deref()) > 0){
      if(this.B.push(j.deref())){
        this.mtf_mb(j);
        this.B.pop();
        if(this.support_end.get()==j.get())
          this.support_end.incr();
        this.L.move_to_front(j);
      }
    }
  }
};
Miniball.prototype.check_in=function(b){
  this.L.push_back(b);
};
Miniball.prototype.build=function(){
  this.B.reset();
  this.support_end.set(this.L.begin());
  this.mtf_mb(this.L.end());
};
Miniball.prototype.center=function(){
  return(this.B.center());
};
Miniball.prototype.radius=function(){
  return(Math.sqrt(this.B.current_sqr_r));
};

//functions called by menu items
function calc3Dopts () {
  //create Miniball object
  var mb=new Miniball();
  //auxiliary vector
  var corner=new Vector3();
  //iterate over all visible mesh nodes in the scene
  for(i=0;i<scene.meshes.count;i++){
    var mesh=scene.meshes.getByIndex(i);
    if(!mesh.visible) continue;
    //local to parent transformation matrix
    var trans=mesh.transform;
    //build local to world transformation matrix by recursively
    //multiplying the parent's transf. matrix on the right
    var parent=mesh.parent;
    while(parent.transform){
      trans=trans.multiply(parent.transform);
      parent=parent.parent;
    }
    //get the bbox of the mesh (local coordinates)
    var bbox=mesh.computeBoundingBox();
    //transform the local bounding box corner coordinates to
    //world coordinates for bounding sphere determination
    //BBox.min
    corner.set(bbox.min);
    corner.set(trans.transformPosition(corner));
    mb.check_in(new Array(corner.x, corner.y, corner.z));
    //BBox.max
    corner.set(bbox.max);
    corner.set(trans.transformPosition(corner));
    mb.check_in(new Array(corner.x, corner.y, corner.z));
    //remaining six BBox corners
    corner.set(bbox.min.x, bbox.max.y, bbox.max.z);
    corner.set(trans.transformPosition(corner));
    mb.check_in(new Array(corner.x, corner.y, corner.z));
    corner.set(bbox.min.x, bbox.min.y, bbox.max.z);
    corner.set(trans.transformPosition(corner));
    mb.check_in(new Array(corner.x, corner.y, corner.z));
    corner.set(bbox.min.x, bbox.max.y, bbox.min.z);
    corner.set(trans.transformPosition(corner));
    mb.check_in(new Array(corner.x, corner.y, corner.z));
    corner.set(bbox.max.x, bbox.min.y, bbox.min.z);
    corner.set(trans.transformPosition(corner));
    mb.check_in(new Array(corner.x, corner.y, corner.z));
    corner.set(bbox.max.x, bbox.min.y, bbox.max.z);
    corner.set(trans.transformPosition(corner));
    mb.check_in(new Array(corner.x, corner.y, corner.z));
    corner.set(bbox.max.x, bbox.max.y, bbox.min.z);
    corner.set(trans.transformPosition(corner));
    mb.check_in(new Array(corner.x, corner.y, corner.z));
  }
  //compute the smallest enclosing bounding sphere
  mb.build();
  //
  //current camera settings
  //
  var camera=scene.cameras.getByIndex(0);
  var res=''; //initialize result string
  //aperture angle of the virtual camera (perspective projection) *or*
  //orthographic scale (orthographic projection)
  if(camera.projectionType==camera.TYPE_PERSPECTIVE){
    var aac=camera.fov*180/Math.PI;
    if(host.util.printf('%.4f', aac)!=30)
      res+=host.util.printf('\n3Daac=%s,', aac);
  }else{
      camera.viewPlaneSize=2.*mb.radius();
      res+=host.util.printf('\n3Dortho=%s,', 1./camera.viewPlaneSize);
  }
  //camera roll
  var roll = camera.roll*180/Math.PI;
  if(host.util.printf('%.4f', roll)!=0)
    res+=host.util.printf('\n3Droll=%s,',roll);
  //target to camera vector
  var c2c=new Vector3();
  c2c.set(camera.position);
  c2c.subtractInPlace(camera.targetPosition);
  c2c.normalize();
  if(!(c2c.x==0 && c2c.y==-1 && c2c.z==0))
    res+=host.util.printf('\n3Dc2c=%s %s %s,', c2c.x, c2c.y, c2c.z);
  //
  //new camera settings
  //
  //bounding sphere centre --> new camera target
  var coo=new Vector3();
  coo.set((mb.center())[0], (mb.center())[1], (mb.center())[2]);
  if(coo.length)
    res+=host.util.printf('\n3Dcoo=%s %s %s,', coo.x, coo.y, coo.z);
  //radius of orbit
  if(camera.projectionType==camera.TYPE_PERSPECTIVE){
    var roo=mb.radius()/ Math.sin(aac * Math.PI/ 360.);
  }else{
    //orthographic projection
    var roo=mb.radius();
  }
  res+=host.util.printf('\n3Droo=%s,', roo);
  //update camera settings in the viewer
  var currol=camera.roll;
  camera.targetPosition.set(coo);
  camera.position.set(coo.add(c2c.scale(roo)));
  camera.roll=currol;
  //determine background colour
  rgb=scene.background.getColor();
  if(!(rgb.r==1 && rgb.g==1 && rgb.b==1))
    res+=host.util.printf('\n3Dbg=%s %s %s,', rgb.r, rgb.g, rgb.b);
  //determine lighting scheme
  switch(scene.lightScheme){
    case scene.LIGHT_MODE_FILE:
      curlights='Artwork';break;
    case scene.LIGHT_MODE_NONE:
      curlights='None';break;
    case scene.LIGHT_MODE_WHITE:
      curlights='White';break;
    case scene.LIGHT_MODE_DAY:
      curlights='Day';break;
    case scene.LIGHT_MODE_NIGHT:
      curlights='Night';break;
    case scene.LIGHT_MODE_BRIGHT:
      curlights='Hard';break;
    case scene.LIGHT_MODE_RGB:
      curlights='Primary';break;
    case scene.LIGHT_MODE_BLUE:
      curlights='Blue';break;
    case scene.LIGHT_MODE_RED:
      curlights='Red';break;
    case scene.LIGHT_MODE_CUBE:
      curlights='Cube';break;
    case scene.LIGHT_MODE_CAD:
      curlights='CAD';break;
    case scene.LIGHT_MODE_HEADLAMP:
      curlights='Headlamp';break;
  }
  if(curlights!='Artwork')
    res+=host.util.printf('\n3Dlights=%s,', curlights);
  //determine global render mode
  switch(scene.renderMode){
    case scene.RENDER_MODE_BOUNDING_BOX:
      currender='BoundingBox';break;
    case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_BOUNDING_BOX:
      currender='TransparentBoundingBox';break;
    case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_BOUNDING_BOX_OUTLINE:
      currender='TransparentBoundingBoxOutline';break;
    case scene.RENDER_MODE_VERTICES:
      currender='Vertices';break;
    case scene.RENDER_MODE_SHADED_VERTICES:
      currender='ShadedVertices';break;
    case scene.RENDER_MODE_WIREFRAME:
      currender='Wireframe';break;
    case scene.RENDER_MODE_SHADED_WIREFRAME:
      currender='ShadedWireframe';break;
    case scene.RENDER_MODE_SOLID:
      currender='Solid';break;
    case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT:
      currender='Transparent';break;
    case scene.RENDER_MODE_SOLID_WIREFRAME:
      currender='SolidWireframe';break;
    case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_WIREFRAME:
      currender='TransparentWireframe';break;
    case scene.RENDER_MODE_ILLUSTRATION:
      currender='Illustration';break;
    case scene.RENDER_MODE_SOLID_OUTLINE:
      currender='SolidOutline';break;
    case scene.RENDER_MODE_SHADED_ILLUSTRATION:
      currender='ShadedIllustration';break;
    case scene.RENDER_MODE_HIDDEN_WIREFRAME:
      currender='HiddenWireframe';break;
  }
  if(currender!='Solid')
    res+=host.util.printf('\n3Drender=%s,', currender);
  //write result string to the console
  host.console.show();
//  host.console.clear();
  host.console.println('%%\n%% Copy and paste the following text to the\n'+
    '%% option list of \\includemedia!\n%%' + res + '\n');
}

function get3Dview () {
  var camera=scene.cameras.getByIndex(0);
  var coo=camera.targetPosition;
  var c2c=camera.position.subtract(coo);
  var roo=c2c.length;
  c2c.normalize();
  var res='VIEW%=insert optional name here\n';
  if(!(coo.x==0 && coo.y==0 && coo.z==0))
    res+=host.util.printf('  COO=%s %s %s\n', coo.x, coo.y, coo.z);
  if(!(c2c.x==0 && c2c.y==-1 && c2c.z==0))
    res+=host.util.printf('  C2C=%s %s %s\n', c2c.x, c2c.y, c2c.z);
  if(roo > 1e-9)
    res+=host.util.printf('  ROO=%s\n', roo);
  var roll = camera.roll*180/Math.PI;
  if(host.util.printf('%.4f', roll)!=0)
    res+=host.util.printf('  ROLL=%s\n', roll);
  if(camera.projectionType==camera.TYPE_PERSPECTIVE){
    var aac=camera.fov * 180/Math.PI;
    if(host.util.printf('%.4f', aac)!=30)
      res+=host.util.printf('  AAC=%s\n', aac);
  }else{
    if(host.util.printf('%.4f', camera.viewPlaneSize)!=1)
      res+=host.util.printf('  ORTHO=%s\n', 1./camera.viewPlaneSize);
  }
  rgb=scene.background.getColor();
  if(!(rgb.r==1 && rgb.g==1 && rgb.b==1))
    res+=host.util.printf('  BGCOLOR=%s %s %s\n', rgb.r, rgb.g, rgb.b);
  switch(scene.lightScheme){
    case scene.LIGHT_MODE_FILE:
      curlights='Artwork';break;
    case scene.LIGHT_MODE_NONE:
      curlights='None';break;
    case scene.LIGHT_MODE_WHITE:
      curlights='White';break;
    case scene.LIGHT_MODE_DAY:
      curlights='Day';break;
    case scene.LIGHT_MODE_NIGHT:
      curlights='Night';break;
    case scene.LIGHT_MODE_BRIGHT:
      curlights='Hard';break;
    case scene.LIGHT_MODE_RGB:
      curlights='Primary';break;
    case scene.LIGHT_MODE_BLUE:
      curlights='Blue';break;
    case scene.LIGHT_MODE_RED:
      curlights='Red';break;
    case scene.LIGHT_MODE_CUBE:
      curlights='Cube';break;
    case scene.LIGHT_MODE_CAD:
      curlights='CAD';break;
    case scene.LIGHT_MODE_HEADLAMP:
      curlights='Headlamp';break;
  }
  if(curlights!='Artwork')
    res+='  LIGHTS='+curlights+'\n';
  switch(scene.renderMode){
    case scene.RENDER_MODE_BOUNDING_BOX:
      defaultrender='BoundingBox';break;
    case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_BOUNDING_BOX:
      defaultrender='TransparentBoundingBox';break;
    case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_BOUNDING_BOX_OUTLINE:
      defaultrender='TransparentBoundingBoxOutline';break;
    case scene.RENDER_MODE_VERTICES:
      defaultrender='Vertices';break;
    case scene.RENDER_MODE_SHADED_VERTICES:
      defaultrender='ShadedVertices';break;
    case scene.RENDER_MODE_WIREFRAME:
      defaultrender='Wireframe';break;
    case scene.RENDER_MODE_SHADED_WIREFRAME:
      defaultrender='ShadedWireframe';break;
    case scene.RENDER_MODE_SOLID:
      defaultrender='Solid';break;
    case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT:
      defaultrender='Transparent';break;
    case scene.RENDER_MODE_SOLID_WIREFRAME:
      defaultrender='SolidWireframe';break;
    case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_WIREFRAME:
      defaultrender='TransparentWireframe';break;
    case scene.RENDER_MODE_ILLUSTRATION:
      defaultrender='Illustration';break;
    case scene.RENDER_MODE_SOLID_OUTLINE:
      defaultrender='SolidOutline';break;
    case scene.RENDER_MODE_SHADED_ILLUSTRATION:
      defaultrender='ShadedIllustration';break;
    case scene.RENDER_MODE_HIDDEN_WIREFRAME:
      defaultrender='HiddenWireframe';break;
  }
  if(defaultrender!='Solid')
    res+='  RENDERMODE='+defaultrender+'\n';

  //detect existing Clipping Plane (3D Cross Section)
  var clip=null;
  if(
    clip=scene.nodes.getByName('$$$$$$')||
    clip=scene.nodes.getByName('Clipping Plane')
  );
  for(var i=0;i<scene.nodes.count;i++){
    var nd=scene.nodes.getByIndex(i);
    if(nd==clip||nd.name=='') continue;
    var ndUTFName='';
    for (var j=0; j<nd.name.length; j++) {
      var theUnicode = nd.name.charCodeAt(j).toString(16);
      while (theUnicode.length<4) theUnicode = '0' + theUnicode;
      ndUTFName += theUnicode;
    }
    var end=nd.name.lastIndexOf('.');
    if(end>0) var ndUserName=nd.name.substr(0,end);
    else var ndUserName=nd.name;
    respart='  PART='+ndUserName+'\n';
    respart+='    UTF16NAME='+ndUTFName+'\n';
    defaultvals=true;
    if(!nd.visible){
      respart+='    VISIBLE=false\n';
      defaultvals=false;
    }
    if(nd.opacity<1.0){
      respart+='    OPACITY='+nd.opacity+'\n';
      defaultvals=false;
    }
    if(nd.constructor.name=='Mesh'){
      currender=defaultrender;
      switch(nd.renderMode){
        case scene.RENDER_MODE_BOUNDING_BOX:
          currender='BoundingBox';break;
        case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_BOUNDING_BOX:
          currender='TransparentBoundingBox';break;
        case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_BOUNDING_BOX_OUTLINE:
          currender='TransparentBoundingBoxOutline';break;
        case scene.RENDER_MODE_VERTICES:
          currender='Vertices';break;
        case scene.RENDER_MODE_SHADED_VERTICES:
          currender='ShadedVertices';break;
        case scene.RENDER_MODE_WIREFRAME:
          currender='Wireframe';break;
        case scene.RENDER_MODE_SHADED_WIREFRAME:
          currender='ShadedWireframe';break;
        case scene.RENDER_MODE_SOLID:
          currender='Solid';break;
        case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT:
          currender='Transparent';break;
        case scene.RENDER_MODE_SOLID_WIREFRAME:
          currender='SolidWireframe';break;
        case scene.RENDER_MODE_TRANSPARENT_WIREFRAME:
          currender='TransparentWireframe';break;
        case scene.RENDER_MODE_ILLUSTRATION:
          currender='Illustration';break;
        case scene.RENDER_MODE_SOLID_OUTLINE:
          currender='SolidOutline';break;
        case scene.RENDER_MODE_SHADED_ILLUSTRATION:
          currender='ShadedIllustration';break;
        case scene.RENDER_MODE_HIDDEN_WIREFRAME:
          currender='HiddenWireframe';break;
        //case scene.RENDER_MODE_DEFAULT:
        //  currender='Default';break;
      }
      if(currender!=defaultrender){
        respart+='    RENDERMODE='+currender+'\n';
        defaultvals=false;
      }
    }
    if(origtrans[nd.name]&&!nd.transform.isEqual(origtrans[nd.name])){
      var lvec=nd.transform.transformDirection(new Vector3(1,0,0));
      var uvec=nd.transform.transformDirection(new Vector3(0,1,0));
      var vvec=nd.transform.transformDirection(new Vector3(0,0,1));
      respart+='    TRANSFORM='
               +lvec.x+' '+lvec.y+' '+lvec.z+' '
               +uvec.x+' '+uvec.y+' '+uvec.z+' '
               +vvec.x+' '+vvec.y+' '+vvec.z+' '
               +nd.transform.translation.x+' '
               +nd.transform.translation.y+' '
               +nd.transform.translation.z+'\n';
      defaultvals=false;
    }
    respart+='  END\n';
    if(!defaultvals) res+=respart;
  }
  if(clip){
    var centre=clip.transform.translation;
    var normal=clip.transform.transformDirection(new Vector3(0,0,1));
    res+='  CROSSSECT\n';
    if(!(centre.x==0 && centre.y==0 && centre.z==0))
      res+=host.util.printf(
        '    CENTER=%s %s %s\n', centre.x, centre.y, centre.z);
    if(!(normal.x==1 && normal.y==0 && normal.z==0))
      res+=host.util.printf(
        '    NORMAL=%s %s %s\n', normal.x, normal.y, normal.z);
    res+=host.util.printf(
      '    VISIBLE=%s\n', clip.visible);
    res+=host.util.printf(
      '    PLANECOLOR=%s %s %s\n', clip.material.emissiveColor.r,
             clip.material.emissiveColor.g, clip.material.emissiveColor.b);
    res+=host.util.printf(
      '    OPACITY=%s\n', clip.opacity);
    res+=host.util.printf(
      '    INTERSECTIONCOLOR=%s %s %s\n',
        clip.wireframeColor.r, clip.wireframeColor.g, clip.wireframeColor.b);
    res+='  END\n';
//    for(var propt in clip){
//      console.println(propt+':'+clip[propt]);
//    }
  }
  res+='END\n';
  host.console.show();
//  host.console.clear();
  host.console.println('%%\n%% Add the following VIEW section to a file of\n'+
    '%% predefined views (See option "3Dviews"!).\n%%\n' +
    '%% The view may be given a name after VIEW=...\n' +
    '%% (Remove \'%\' in front of \'=\'.)\n%%');
  host.console.println(res + '\n');
}

//add items to 3D context menu
runtime.addCustomMenuItem("dfltview", "Generate Default View", "default", 0);
runtime.addCustomMenuItem("currview", "Get Current View", "default", 0);
runtime.addCustomMenuItem("csection", "Cross Section", "checked", 0);

//menu event handlers
menuEventHandler = new MenuEventHandler();
menuEventHandler.onEvent = function(e) {
  switch(e.menuItemName){
    case "dfltview": calc3Dopts(); break;
    case "currview": get3Dview(); break;
    case "csection":
      addremoveClipPlane(e.menuItemChecked);
      break;
  }
};
runtime.addEventHandler(menuEventHandler);

//global variable taking reference to currently selected node;
var target=null;
selectionEventHandler=new SelectionEventHandler();
selectionEventHandler.onEvent=function(e){
  if(e.selected&&e.node.name!=''){
    target=e.node;
  }else{
    target=null;
  }
}
runtime.addEventHandler(selectionEventHandler);

cameraEventHandler=new CameraEventHandler();
cameraEventHandler.onEvent=function(e){
  var clip=null;
  runtime.removeCustomMenuItem("csection");
  runtime.addCustomMenuItem("csection", "Cross Section", "checked", 0);
  if(clip=scene.nodes.getByName('$$$$$$')|| //predefined
    scene.nodes.getByName('Clipping Plane')){ //added via context menu
    runtime.removeCustomMenuItem("csection");
    runtime.addCustomMenuItem("csection", "Cross Section", "checked", 1);
  }
  if(clip){//plane in predefined views must be rotated by 90 deg around normal
    clip.transform.rotateAboutLineInPlace(
      Math.PI/2,clip.transform.translation,
      clip.transform.transformDirection(new Vector3(0,0,1))
    );
  }
  for(var i=0; i<rot4x4.length; i++){rot4x4[i].setIdentity()}
  target=null;
}
runtime.addEventHandler(cameraEventHandler);

var rot4x4=new Array(); //keeps track of spin and tilt axes transformations
//key event handler for scaling moving, spinning and tilting objects
keyEventHandler=new KeyEventHandler();
keyEventHandler.onEvent=function(e){
  var backtrans=new Matrix4x4();
  var trgt=null;
  if(target) {
    trgt=target;
    var backtrans=new Matrix4x4();
    var trans=trgt.transform;
    var parent=trgt.parent;
    while(parent.transform){
      //build local to world transformation matrix
      trans.multiplyInPlace(parent.transform);
      //also build world to local back-transformation matrix
      backtrans.multiplyInPlace(parent.transform.inverse.transpose);
      parent=parent.parent;
    }
    backtrans.transposeInPlace();
  }else{
    if(
      trgt=scene.nodes.getByName('$$$$$$')||
      trgt=scene.nodes.getByName('Clipping Plane')
    ) var trans=trgt.transform;
  }
  if(!trgt) return;

  var tname=trgt.name;
  if(typeof(rot4x4[tname])=='undefined') rot4x4[tname]=new Matrix4x4();
  if(target)
    var tiltAxis=rot4x4[tname].transformDirection(new Vector3(0,1,0));
  else  
    var tiltAxis=trans.transformDirection(new Vector3(0,1,0));
  var spinAxis=rot4x4[tname].transformDirection(new Vector3(0,0,1));

  //get the centre of the mesh
  if(target&&trgt.constructor.name=='Mesh'){
    var centre=trans.transformPosition(trgt.computeBoundingBox().center);
  }else{ //part group (Node3 parent node, clipping plane)
    var centre=new Vector3(trans.translation);
  }
  switch(e.characterCode){
    case 30://tilt up
      rot4x4[tname].rotateAboutLineInPlace(
          -Math.PI/900,rot4x4[tname].translation,tiltAxis);
      trans.rotateAboutLineInPlace(-Math.PI/900,centre,tiltAxis);
      break;
    case 31://tilt down
      rot4x4[tname].rotateAboutLineInPlace(
          Math.PI/900,rot4x4[tname].translation,tiltAxis);
      trans.rotateAboutLineInPlace(Math.PI/900,centre,tiltAxis);
      break;
    case 28://spin right
      if(e.ctrlKeyDown&&target){
        trans.rotateAboutLineInPlace(-Math.PI/900,centre,spinAxis);
      }else{
        rot4x4[tname].rotateAboutLineInPlace(
            -Math.PI/900,rot4x4[tname].translation,new Vector3(0,0,1));
        trans.rotateAboutLineInPlace(-Math.PI/900,centre,new Vector3(0,0,1));
      }
      break;
    case 29://spin left
      if(e.ctrlKeyDown&&target){
        trans.rotateAboutLineInPlace(Math.PI/900,centre,spinAxis);
      }else{
        rot4x4[tname].rotateAboutLineInPlace(
            Math.PI/900,rot4x4[tname].translation,new Vector3(0,0,1));
        trans.rotateAboutLineInPlace(Math.PI/900,centre,new Vector3(0,0,1));
      }
      break;
    case 120: //x
      translateTarget(trans, new Vector3(1,0,0), e);
      break;
    case 121: //y
      translateTarget(trans, new Vector3(0,1,0), e);
      break;
    case 122: //z
      translateTarget(trans, new Vector3(0,0,1), e);
      break;
    case 88: //shift + x
      translateTarget(trans, new Vector3(-1,0,0), e);
      break;
    case 89: //shift + y
      translateTarget(trans, new Vector3(0,-1,0), e);
      break;
    case 90: //shift + z
      translateTarget(trans, new Vector3(0,0,-1), e);
      break;
    case 115: //s
      trans.translateInPlace(centre.scale(-1));
      trans.scaleInPlace(1.01);
      trans.translateInPlace(centre.scale(1));
      break;
    case 83: //shift + s
      trans.translateInPlace(centre.scale(-1));
      trans.scaleInPlace(1/1.01);
      trans.translateInPlace(centre.scale(1));
      break;
  }
  trans.multiplyInPlace(backtrans);
}
runtime.addEventHandler(keyEventHandler);

//translates object by amount calculated from Canvas size
function translateTarget(t, d, e){
  var cam=scene.cameras.getByIndex(0);
  if(cam.projectionType==cam.TYPE_PERSPECTIVE){
    var scale=Math.tan(cam.fov/2)
              *cam.targetPosition.subtract(cam.position).length
              /Math.min(e.canvasPixelWidth,e.canvasPixelHeight);
  }else{
    var scale=cam.viewPlaneSize/2
              /Math.min(e.canvasPixelWidth,e.canvasPixelHeight);
  }
  t.translateInPlace(d.scale(scale));
}

function addremoveClipPlane(chk) {
  var curTrans=getCurTrans();
  var clip=scene.createClippingPlane();
  if(chk){
    //add Clipping Plane and place its center either into the camera target
    //position or into the centre of the currently selected mesh node
    var centre=new Vector3();
    if(target){
      var trans=target.transform;
      var parent=target.parent;
      while(parent.transform){
        trans=trans.multiply(parent.transform);
        parent=parent.parent;
      }
      if(target.constructor.name=='Mesh'){
        var centre=trans.transformPosition(target.computeBoundingBox().center);
      }else{
        var centre=new Vector3(trans.translation);
      }
      target=null;
    }else{
      centre.set(scene.cameras.getByIndex(0).targetPosition);
    }
    clip.transform.setView(
      new Vector3(0,0,0), new Vector3(1,0,0), new Vector3(0,1,0));
    clip.transform.translateInPlace(centre);
  }else{
    if(
      scene.nodes.getByName('$$$$$$')||
      scene.nodes.getByName('Clipping Plane')
    ){
      clip.remove();clip=null;
    }
  }
  restoreTrans(curTrans);
  return clip;
}

//function to store current transformation matrix of all nodes in the scene
function getCurTrans() {
  var tA=new Array();
  for(var i=0; i<scene.nodes.count; i++){
    var nd=scene.nodes.getByIndex(i);
    if(nd.name=='') continue;
    tA[nd.name]=new Matrix4x4(nd.transform);
  }
  return tA;
}

//function to restore transformation matrices given as arg
function restoreTrans(tA) {
  for(var i=0; i<scene.nodes.count; i++){
    var nd=scene.nodes.getByIndex(i);
    if(tA[nd.name]) nd.transform.set(tA[nd.name]);
  }
}

//store original transformation matrix of all mesh nodes in the scene
var origtrans=getCurTrans();

//set initial state of "Cross Section" menu entry
cameraEventHandler.onEvent(1);

//host.console.clear();




b. Interactions protéine NP et ARN viral
La longueur de l’ARN influe sur l’affinité de la protéine NP, l’affinité maximale étant atteinte pour des

ARN d’une taille d’environ 12 nucléotides au minimum [260]. En absence de protéine NP, l’ARN viral ne
semble pas adopter la structure en poêle à frire [96]. La protéine se lie au squelette ribose-phosphate de
l’ARN en exposant les bases au milieu environnant [95]. Elle se lie préférentiellement à l’ARN simple brin
[95, 272].

Dans les RNPv, on décompte une protéine pour 20 à 24 nucléotides [89, 91, 273], cependant les études
de la fixation de la NP sur l’ARNv indiquent que seulement environ 12 nucléotides seraient en interaction
avec la NP [271]. Les différents sites de fixation de la NP seraient séparés en moyenne de 25 nucléotides
[274].

La répartition des protéines NP n’est pas uniforme le long des ARNv, certaines régions fixant plus
densément la protéine NP que d’autres [274–276]. La protéine NP ne semble pas reconnaitre de motifs
précis et les séquences liées par la protéine NP ne semblent pas être conservées [95, 275, 276]. La protéine
se fixerait cependant préférentiellement à des régions riches en G et pauvres en U [275, 276].

c. Structure de l’ARN viral et interactions inter-segments
Le mécanisme d’action des séquences importantes pour l’empaquetage est longtemps resté incertain.

L’hypothèse fut émise que les RNPv interagissaient entre elles via des interactions ARN-ARN [229, 231].
L’existence de telles interactions ARN-ARN, ainsi que leur rôle a depuis pu être démontrée [243, 244].

Pour la souche Moscou (H3N2), la délétion de la région 5’ du segment M, désignée comme un signal
d’empaquetage, entraine la perte de l’interaction avec le segment NA in vitro. Le même effet est observé
pour l’interaction NA-M quand la région 5’ du segment NA est délétée. De même, la délétion des régions 5’
et 3’ du segment M entrainent une perte de l’interaction avec le segment HA [243].

Bien que les signaux d’empaquetage soient principalement considérés comme étant situés dans les 100
nucléotides à chaque extrémité des ARNv, certains signaux d’empaquetage peuvent se situer hors de ces
régions, puisque l’on retrouve par exemple une région 514-724 du segment M d’un virus aviaire H5N2
impliquée dans l’interaction avec le segment HA in vitro. De même la région 613-857 de l’ARNv HA est
impliquée dans l’interaction avec M. Les régions 1939-2198 de l’ARNv PB1 et 785-1170 de l’ARNv PB2 sont
importantes pour les interactions entre ces segments. Toujours dans la même souche H5N2, la délétion des
régions 235-456 et 635-834 de l’ARNv PA diminue fortement l’interaction avec NS tandis que la délétion des
nucléotides 435-656 l’abolit complètement [104].

La délétion de régions peut permettre d’identifier grossièrement des régions comportant les signaux
d’empaquetage, mais les régions identifiées sont grandes et les délétions peuvent avoir un impact sur la
structure de l’ARNv. A l’aide d’oligonucléotides, il a été possible d’affiner les régions identifiées. La région
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364-374 du segment NS serait en interaction avec la région 449-459 du segment HA. La région 1216-1226 de
l’ARNv NP interagirait avec la région 660-670 de l’ARNv NS. De même, une interaction s’établit entre la
région 595-608 du segment M et la région 654-667 du segment HA. On retrouve également une autre
interaction entre les régions 626-633 du segment M et 336-343 du segment HA, étayant l’hypothèse d’une
redondance des signaux d’empaquetage. Les régions 495-524 et 525-554 du segment NS pourraient
interagir avec la région 125-514 du segment PA. Enfin les régions 2059-2118 du segment PB1 et 961-1020 du
segment PB2 seraient en interaction. L’existence d’une de ces interactions a pu être démontrée in cellulo
[104, 244].

Les techniques plus récentes basées sur le séquençage à haut débit permettent d’analyser l’intégralité
du génome et de rechercher simultanément l’ensemble des interactions possibles in viro et ex viro sur les
souches A/WSN/33 (H1N1), A/Puerto Rico/8/1934 (H1N1) et A/Udorn/1972 (H3N2) [277] et in vivo sur une
souche A/WSN/33 (H1N1) [278]. Dans une étude récente, les réseaux d’interaction des ARNv in vitro ont été
étudiés par des retards sur gel sur la souche A/WSN/33 (H1N1) [279].

En parallèle, des études ciblées ont étudié en détail certaines interactions. Des mutations dans une
région de 13 nucléotides de l’ARN HA de la souche A/WSN/33 (H1N1) ont montré que cette région est
impliquée dans une interaction avec le segment PB2 [280]. Dans un manuscrit déposé sur BioRxiv, une
tige boucle présente dans la région 5’ de l’ARNv PB2 a été identifiée comme un signal d’empaquetage
conservé dans plusieurs souches virales [281].

Ces études ont mis en évidence l’existence d’une certaine redondance entre les signaux d’empaquetage,
certaines régions pouvant interagir avec plusieurs segments [277, 278]. Éliminer certaines de ces
interactions peut avoir pour effet de remodeler le réseau d’interaction entre les RNPv [278] ou bien
provoquer l’apparition de mutations qui vont compenser les premières [280].

Les interactions ARN-ARN dirigent l’empaquetage des ARN viraux, comme cela a pu être montré pour
la région 1776-2070 du segment PB1 de la souche Udorn qui interagit avec le segment NA [282]. La
tendance de certains ARN viraux à être empaquetés plus fréquemment ensemble proviendrait de ces
interactions [247, 277, 283–285], même si certaines associations, observées notamment dans les souches
utilisées pour le vaccin, ne sont pas optimales pour la réplication virale [282, 286–288].

Les signaux d’empaquetage ainsi que les réseaux d’interaction identifiés pour la souche A/WSN/33
(H1N1) (fig. 10) montrent que la plupart des signaux d’empaquetage identifiés dans la littérature se situent
aux extrémités 3’ et 5’, tandis que les interactions entre les différents segments sont également situées
dans la région codante. Les réseaux d’interaction peuvent également varier pour une même souche
virale,illustrant la complexité de l’étude des interactions inter-RNP. Certains signaux d’empaquetage
identifiés précédemment sont retrouvés dans l’étude de Dadonaite [277], mais pas dans celle de Le Sage
[278] et inversement.
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Figure 10. – Représentation des signaux d’empaquetage et des interactions inter-RNP identifiées dans la littérature
pour la souche A/WSN/33 (H1N1). Les signaux d’empaquetage, représentés sur l’extérieur de la figure
ont été identifiés au cours de plusieurs études (pour plus d’informations voir [289]. Les arcs rouges
représentent les 26 interactions les plus fréquemment retrouvées par l’équipe de Le Sage [278] et en
bleu celles déterminées par l’équipe de Dadonaite [277])
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LesARNvdes virus InfluenzaA sont desARN fortement structurés. Bienque l’on retrouveunediversité au
niveau des séquences de ces ARN très importante [290], certaines structures sont plus oumoins largement
conservées. Après fixation de la protéineNP sur l’ARN, des structures secondaires sont présentes à la surface
des RNPv [260], qui possèdent une flexibilité structurale permettant notamment l’empaquetage du génome
[291]. En effet certains signaux d’empaquetage sont localisés au sein de structures secondaires conservées
[274, 292]. Plusieurs ont déjà été identifiées dans la littérature, par exemple au sein des ARN M [292], HA
[293], NP [294] et PB2 [295]. Les régions moins densément liées à la NP pourraient former des structures
secondaires qui exposeraient les signaux d’empaquetage [274, 275, 277, 278].

d. Activité chaperon à ARN des protéines
La structure des ARN est critique pour leurs fonctions et lors du repliement des ARN, des structures

secondaires stables se forment. Ces dernières interagissent ensuite afin de former des structures tertiaires
qui tendent à minimiser l’énergie libre de la molécule. Dans le cas des virus Influenza A, la structure de
l’ARN va être d’une importance particulière pour les interactions entre les RNPv. Il est cependant
complexe de diriger le repliement des ARN vers une structure spécifique, ce qui peut aboutir à la
formation de nombreux ARNmal repliés, mais dont la structure est stable [296–298].

Le remodelage de l’ARNpeut se faire viadeux types deprotéines, les hélicases et les protéines chaperons à
ARN. Leshélicases utilisent de l’ATPafindemodifier la structurede l’ARN tandis que les protéines chaperons
à ARN sont ATP-indépendantes [299]. L’implication de ces protéines dans le cycle viral des Influenza A
pourrait donc avoir un impact majeur sur l’empaquetage des différents ARN.
Deux définitions existent à propos des protéines chaperons de l’ARN. Celle d’origine stipule qu’il s’agit

de protéines qui se lient à l’ARN et permettent le repliement vers une structure tertiaire spécifique [297]
de façon transitoire. Une fois le repliement de l’ARN réalisé, la protéine n’est plus nécessaire et son
élimination n’affecte pas la structure de l’ARN [297, 300–308]. La deuxième définition correspond à la
même idée bien que la notion d’une fixation transitoire de la protéine à l’ARN en soit absente. Cela est
notamment vrai dans le domaine de la virologie dont des protéines de capside qui ont un effet de
remodelage de l’ARN sans que la protéine ne soit retirée de l’ARN sont catégorisées comme étant des
chaperons de l’ARN. Bien qu’initialement hypothétisées uniquement in vitro [297], leur existence in vivo a
pu être démontrée depuis [309]. Ces protéines ont des régions désordonnées et ne semblent pas posséder
de motif conservé [310].

Ces protéines chaperons, ici selon la définition la plus large, sont retrouvées au sein de plusieurs virus,
les ARN viraux étant fortement structurés afin de réguler et initier les différentes étapes des cycles viraux.
On retrouve notamment des structures qui seront importantes au sein des régions 5’- et 3’-UTR et dans les
régions codantes qui permettent de former des structures secondaires qui agissent en cis [310]. Parmi les
virus de la famille Flaviviridae, la protéine core possède une activité chaperon de l’ARN. Elle jouerait un
rôle dans la dimérisation de l’ARN viral [305, 311–313].

L’antigène de l’hépatite D possède une activité chaperon de l’ARN dans son domaine N-ter [314, 315] qui
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permet de réguler le clivage ainsi que la ligation de l’ARN viral afin d’agir sur la réplication et la
transcription [315–317].

La protéine N des Coronaviridae possède également une activité chaperon de l’ARN [318] qui pourrait
agir sur la réplication et sur la répression de l’activité d’interférence par ARN de la cellule [319].

Au sein des Picornaviridae les protéines 3AB ainsi que la protéine 2C de l’enterovirus 71 possèdent une
activité chaperon de l’ARN, bien leur rôle dans le cycle viral n’est pas encore connu [320–322].

Il a pu être montré que la protéine 2C des Iflaviridae possède également cette activité chaperon, bien
que le rôle celle-ci ne soit pas encore déterminé [323, 324].

La protéine de nucléocapside N des Bunyaviridae est une chaperon de l’ARN, qui permet de dissoudre la
structure en poêle à frire de l’ARN viral afin d’initier la réplication du génome viral [325].

Au sein des Reoviridae, les protéines VP5 du cypovirus 5 et NSP2 des rotavirus sont aussi des chaperons
de l’ARN [326, 327].

La protéine de capside du virus de la dengue possède une activité chaperon de l’ARN qui permet la
régulation de la synthèse d’ARN [328–330].

Le virus de l’immunodéficience humaine possède plusieurs protéines possédant une activité chaperon
de l’ARN. La protéine NCp7 permet notamment la dimérisation de l’ARN [331–335]. Cette protéine est
également impliquée dans la transcription inverse du génome [336]. La protéine Tat possède également
une activité chaperon [337] et serait également impliquée dans la transcription inverse [338]. La protéine
Vif a aussi une activité chaperon et serait impliquée dans la transcription inverse, la dimérisation de l’ARN
et sa maturation [339, 340].

Il a pu être montré récemment que la protéine NS3 des norovirus possède une activité chaperon de
l’ARN [341, 342].

La protéine de nucléocapside NC du virus de la leucémie murine de Moloney possède une activité
chaperon de l’ARN qui s’exerce par la fixation de la protéine sur des guanosines exposées et la
déstabilisation des fortes interactions de ces guanosines, qui permet de remodeler l’ARN afin d’améliorer
l’efficacité de la dimérisation de l’ARN viral [343].

Certaines des protéines possédant une activité chaperon de l’ARN, indépendante de l’ATP possèdent
également une activité hélicase, dépendante, elle, de l’ATP. C’est le cas de la protéine 2C de l’enterovirus 71
[344] et de la protéine NS3 des norovirus [341].
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E. Etude de la structure de l’ARN
Les premières études de la structure desARNdatent des années 1960, et lesméthodes utilisées ont depuis

lors évoluées, afin de tirer avantage des progrès réalisés dans le séquençage. L’étude des ARN s’est effectuée
à l’aide d’enzymes de restriction dans un premier temps puis des techniques utilisant des réactifs chimiques
ont fait leur apparition.
Ainsi, au fil des années, plusieurs réactifs chimiques ont été mis au point afin d’obtenir différentes

informations sur la structure des ARN, dans des conditions différentes, certains réactifs n’étant, par
exemple, pas utilisables dans des conditions in vivo.

L’arrivée du premier réactif SHAPE, le NMIA, au début des années 2000 a permis, en ciblant le 2’OH du
sucre, d’obtenir des informations sur l’ensemble des quatre nucléotides avec un seul réactif. Ce nouveau
réactif a été couplé peu après son apparition avec les techniques d’électrophorèse capillaire, afin d’obtenir
des informations sur des ARN plus grands et de quantifier le signal obtenu, aboutissant à la technique
SHAPE (Selective 2′-hydroxyl acylation analyzed by primer extension).

Les avancées scientifiques de ces dernières années sur le séquençage à haut débit ont également été
prises en compte afin d’améliorer la technique SHAPE. Au lieu d’induire des arrêts de la transcription, des
conditions spécifiques pour la rétro-transcription sont utilisées, afin d’induire des mutations aux positions
modifiées. Ces avancées permettent une quantification plus fine, ainsi que mener des approches sur des
génomes complets.

L’historique des méthodes d’étude des ARN a fait l’objet d’une revue rédigée au cours de la thèse [345],
qui est présentée au sein des annexes.
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II Problématique et sujet de recherche

Les virus Influenza A sont les agents étiologiques de la grippe saisonnière et peuvent causer des
pandémies grippales. L’absence d’activité correctrice de la polymérase virale autorise des mutations
fréquentes et la segmentation du génome en 8 ARN génomiques de sens négatif permet l’échange de
segments génomiques par réassortiment génétique, ce qui favorise l’apparition et l’évolution de nouvelles
souches virales. La dérive antigénique du virus est à l’origine des épidémies saisonnières. Le réassortiment
génétique est un mécanisme consistant en l’échange de segments génomiques entre différentes souches
de virus coinfectant une même cellule. Ce mécanisme peut être à l’origine de l’apparition de nouvelles
souches hautement pathogènes.

Une particule virale n’étant infectieuse que si les 8 ARN viraux (ARNv) sont empaquetés, un mécanisme
d’empaquetage sélectif est utilisé par le virus. L’empaquetage du génome des virus Influenza A est régi par
un ensemble de règles encore peu connues qui dirigent les possibilités de réassortiment entre souches
virales et ont donc un impact majeur sur l’apparition de nouvelles souches par ce biais. La connaissance
des règles d’empaquetage aiderait à évaluer les risques d’apparition de nouvelles souches grippales et
serait donc utile pour la préparation à de nouvelles pandémies.

De nombreuses études ont démontré que des signaux d’empaquetage sont présents au sein des ARN
génomiques, tant dans les régions codantes que non codantes. Ces signaux peuvent être spécifiques d’une
souche ou conservés entre plusieurs souches. Le modèle actuellement admis est que des interactions
entre segments d’ARNv s’établissent au niveau des signaux d’empaquetage ; ces interactions formeraient
un réseau redondant qui stabiliserait un complexe supramoléculaire comprenant les 8 ARNv. A la fois la
séquence et la structure des signaux d’empaquetage semblent jouer un rôle majeur dans leur fonction.

Les ARNv s’enroulent sur un squelette formé par la protéine NP, hormis leurs extrémités qui recrutent
un complexe polymérase formé de trois sous-unités, formant ainsi des ribonucléoptotéines virales. Il est
dès lors certain que la protéine NP doit jouer un rôle important dans l’établissement d’interactions entre
les ARNv en affectant leur structure et en modulant l’accessibilité des séquences impliquées.

En étudiant l’impact de la protéine NP sur la structure des ARNv il devrait être possible de déterminer les
structures et les séquences préférentiellement fixées par la NP, d’identifier les régions de l’ARN en simple
brin en présence de NP, et donc disponibles pour établir des interactions avec d’autres ARN génomiques, et
mettre en évidence un éventuel effet chaperon de l’ARN de cette protéine.
L’objectif global de mon travail de thèse était de compléter les travaux préliminaires de Damien
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Ferhadian afin d’étudier la fixation de la protéine NP sur deux ARNv en utilisant une panoplie de sondes
chimiques réagissant soit avec le squelette ribose-phosphate, soit avec les bases des ARNv. Le but était de
comparer la réactivité des ARNv soit en absence de protéine NP, soit en complexe avec cette protéine, soit
après formation des complexes ARN-NP puis enlèvement de la protéine. Cette dernière condition visait à
mettre en évidence d’éventuels remaniements structuraux permanents induits par la NP. Faute de temps,
la totalité de ce programme n’a pas pu être mise en œuvre, cependant la technique de SHAPE nous a
permis de mettre en évidence des remaniements structuraux transitoires induits par la NP. Nos travaux
montrent que la NP a un impact profond sur la structure des ARNv et devrait donc influencer de manière
importante les interactions entre ARNv. Enfin, nous avons montré que la technique de SHAPE permet
d’identifier des contacts entre ARNv en présence de NP.
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III Matériel et méthodes

A. Production des ARN
Des plasmides pUC2000 contenant les différents segments (NS ou M d’une souche A/WSN/33 (H1N1))

sous la dépendance d’un promoteur de l’ARN polymérase du phage T7 sont utilisés (fig. 11). Les plasmides
étaient déjà disponibles au laboratoire à mon arrivée.

(A) (B)

Figure 11. – Cartes des plasmides pUC 2000 NS (A) et pUC 2000 M (B).

Un µg de plasmide est linéarisé avec l’enzyme adéquate (Ecl136II pour pUC2000 NS, Bsh1236I pour
pUC2000 M). Après vérification de la linéarisation sur gel d’agarose 0,8%, une transcription in vitro est
réalisée. A 25 µg de plasmide linéarisé sont ajoutés les NTP à une concentration finale de 4mM chacun,
1 mM de spermidine, 5mM de DTT, du triton X-100 à une concentration finale de 0,01X, 160 U de RNasin
(Promega), 0,05mg/mL final de BSA, 0,5 µL de pyrophosphatase (Roche) dans un tampon T7 1X (0,4M
Tris-HCl pH 8, 0,15M MgCl2, 0,5M NaCl) et un volume final de 300 µL pendant 3 h dans un bain-marie à
37°C. Trente-cinq µL de tampon DNaseI 10X, 3,5 µL de DNaseI (Roche ) et 11,5 µL d’H2OmilliQ sont ajoutés
avant une incubation d’une heure au bain-marie à 37°C. La réaction est arrêtée par l’ajout de 150 µL
d’EDTA 250mM. Une extraction phénol-chloroforme (v/v) est réalisée, puis après addition de 3 volumes
d’éthanol et 0,1 volume d’acétate de sodium 3M à pH 5 une précipitation est effectuée durant la nuit à
-20°C. Après centrifugation 30min à 21 000 g à 4°C, les culots sont lavés 2 fois à l’éthanol 70 % froid
(-20°C) et séchés, puis les ARN sont repris dans 250 µL d’H2O milliQ et purifiés sur colonne TSK Gel
G4000SW (Tosoh Bioscience) à un débit de 1mL/min avec un tampon 0,2M AcNa, 1% éthanol. Les
fractions contenant des ARN sont rassemblées et précipitées à l’éthanol comme décrit ci-dessus et reprises
dans 100 µL d’H2O milliQ. Les différentes fractions sont quantifiées puis l’intégrité de l’ARN est analysée
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par électrophorèse sur un gel d’acrylamide 8%, urée 8M de 8 cm. Après 2 h de migration à 200 V, les
bandes sont révélées à l’aide de Stains-All.

B. Nouveau protocole de production de la protéine NP
Un plasmide pet22b fournit par Thibaut Crépin (IBS, Grenoble) contenant la séquence de la protéine NP

de la souche A/WSN/1933 (H1N1) est utilisé.

a. Préparation des bactéries compétentes
Deux cents mL de milieu LB sans antibiotique sont ensemencés avec 50 µL de bactéries BL21 DE3 pLysS

et incubés à 37°C. Lorsque la DO atteint une valeur comprise entre 0,4 et 0,5, les cultures sont centrifugées
15min à 4 000 g. Les culots sont repris dans 120mL de solution A (10mM MnCl2, 10mM MES pH 6,5,
50mM CaCl2) pendant 20 min. Après une nouvelle centrifugation, le culot est repris dans 120mL de
solution B (10mMMnCl2, 10mMMES pH 6,5, 50mMCaCl2, 15% glycérol). Les tubes sont congelés dans de
la carboglace puis conservés à -80°C.

b. Transformation des bactéries
Cinquante µL de bactéries BL21 DE3 pLysS compétentes sont transformées avec 50 ng de plasmide

(fig. 12 (1)). Les bactéries sont incubées sur glace pendant 30min. Un choc thermique à 42°C pendant 45 s
est réalisé, puis les tubes sont déposés sur glace pendant 2min. Les tubes sont centrifugés à dans une
centrifugeuse de paillasse à environ 8 000 g puis les culots sont repris dans 50 µL de LB et étalés sur boite
LB + ampicilline (0,1 mg/mL).

c. Ancien protocole de production de la protéine NP
Deux cents mL de milieu LB supplémentés avec 200 µL d’ampicilline (100mg/mL) et 200 µL de

chloramphénicol (30mg/mL) sont ensemencés avec un stock de bactéries congelées dans 50% de
glycérol. Une incubation durant la nuit à 37°C avec une agitation à 160 rpm est réalisée. Deux x 2 L de LB
supplémentés avec 2mL d’ampicilline et 2mL de chloramphénicol sont ensemencés à une DO finale
d’environ 0,05. Les cultures sont ensuite incubées à 37°C avec une agitation à 160 rpm. Quand la DO est
comprise entre 0,7 et 0,9, les cultures sont refroidies dans un bain eau-glace en agitant les erlenmeyers,
jusqu’à atteindre une température de 18°C. Les cultures sont ensuite incubées 30min à 18°C avant
induction avec 1mM d’IPTG (Euromedex). Le jour suivant, les cultures sont centrifugées 15min à 4 000 g.
Si les culots ne sont pas utilisés immédiatement, ils sont congelés à -20°C.

d. Production de la protéine NP
Quatre mL de LB supplémentés avec 4 µL d’ampicilline et 4 de chloramphénicol sont ensemencés avec

1 colonie sélectionnée sur boite LB + ampicilline (fig. 12 (2)). La préculture est incubée durant la nuit à
37°C avec une agitation à 160 rpm. Le lendemain, 200mL de LB supplémentés avec 200 µL d’ampicilline et
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200 µL de chloramphénicol sont ensemencés avec 2mL de la préculture. Une incubation durant la nuit à
37°C avec une agitation à 160 rpmest réalisée. Deux x 2 L de LB additionnés de 2mLd’ampicilline et 2mLde
chloramphénicol sont ensemencés à une DO d’environ 0,05 (fig. 12 (3)). Les cultures sont ensuite incubées
à 37°C avec une agitation à 160 rpm. Lorsque la DO est comprise entre 0,6 et 0,8, les cultures sont refroidies
dans un bain eau-glace en agitant les cultures jusqu’à atteindre une température de 18°C (fig. 12 (4-5)). Les
cultures sont ensuite conservées à 4°C pendant 1 h puis 30min à 18°C avant induction avec 0,3mM d’IPTG
sur la nuit (fig. 12 (6-8)). Le jour suivant, les cultures sont centrifugées 15min à 4 000 g (fig. 12 (8)). Si les
culots ne sont pas utilisés tout de suite, ils sont congelés à -20°C.

e. Ancien protocole de purification de la protéine NP
Les culots bactériens sont repris dans 80mL de tampon de lyse (50mM Tris-HCl pH 7,5, 300mM NaCl,

1 M NDSB, 2mM β-mercaptoéthanol). Les bactéries sont lysées par sonication avec un sonicateur 250 TS
20K (Ultrasons Annemasse), 10 s on/10 s off, 10 impulsions. Les lysats sont centrifugés 1 h à 11 000g à 7°C.
Les surnageants sont rassemblés dans un même bécher. Une colonne HisTrap FF crude 5 mL (GE
Healthcare) est branchée sur une station BioLogic DuoFlow (BioRad). La colonne est équilibrée avec un
tampon à bas sel (50 mM Tris-HCl pH 7,5, 300 mM NaCl, 20 mM Imidazole BioUltra, 2 mM
β-mercaptoéthanol). Le lysat centrifugé est injecté sur la colonne à un débit de 2 mL/min. Un premier
lavage est réalisé avec 20 mL de tampon à haute concentration en sels (50 mM Tris-HCl pH 7,5, 1 M NaCl,
20 mM Imidazole BioUltra, 2 mM β-mercaptoéthanol) à un débit de 2 mL/min. Un second lavage avec 30
mL de tampon à bas sel est réalisé à 2 mL/min. L’élution est réalisée avec 15 mL de tampon d’élution (50
mM Tris-HCl pH 7,5, 300 mM NaCl, 800 mM Imidazole BioUltra, 2 mM β-mercaptoéthanol). Les fractions
à conserver sont sélectionnées d’après le profil du chromatogramme. Les fractions sélectionnées sont
rassemblées puis chargées sur une colonne HiTrap Heparin 5 mL (GE Healthcare) équilibrée avec le
tampon A (50 mM Tris-HCl pH 7,5, 300 mM NaCl, 2 mM β-mercaptoéthanol) à 2 mL/min. Une fois les
fractions chargées sur la colonne, un lavage est réalisé avec 20 mL de tampon A à 2 mL/min. L’élution est
réalisée sur un volume de 30 mL à 2 mL/min par un gradient linéaire du tampon A au tampon B (50 mM
Tris-HCl pH 7,5, 2 M NaCl, 2 mM β-mercaptoéthanol). Les fractions les plus concentrées (jusqu’à un
maximum de 3 mL) sont rassemblées et dialysées durant la nuit contre un tampon de tamis moléculaire
(20 mM Tris-HCl pH 7,5, 150 mM NaCl, 5 mM β-mercaptoéthanol) à l’aide d’une cassette G2 Slide-A-Lyzer
3mL (ThermoFisher). Le lendemain l’échantillon est récupéré puis quantifié au Nanodrop.

f. Nouveau protocole de purification de la protéine NP
Le protocole est en grande partie inchangé pour les purifications sur les colonnes HisTrap FF crude et

HiTrap Heparin à l’exception de quelques modifications. La lyse est réalisée par un sonicateur VC-500
(Sonics & Materials, 500W, 20 kHz) et une sonde V1A (Sonics & Materials), 1 s on/1 s off, 70% de charge, 3
x 5min et 2mL d’imidazole BioUltra 1M (Sigma) est ajouté au lysat pour une concentration finale de
20mM (fig. 12 (9-12)). Un lavage d’un volume de 20mL de tampon à bas sel à un débit de 2mL/min est
ajouté avec les lavages à haut sel et bas sel de la colonne HisTrap FF crude pour éliminer le matériel qui
n’est pas lié à la colonne.
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Après la purification sur colonne HiTrap Heparin, les fractions les plus concentrées (jusqu’à un
maximum de 15mL) sont rassemblées et dialysées sur la nuit contre un tampon de tamis moléculaire
(20mM Tris-HCl pH 7,5, 50mM NaCl, 5mM β-mercaptoéthanol). Le lendemain l’échantillon est récupéré
puis concentré à l’aide d’un Amicon Ultra-15 (30K cut-off, Millipore) jusqu’à obtenir un volume d’environ
1,2mL (fig. 12 (13-14)).

Une colonne Superdex 200 Increase 10/300 GL (GE Healthcare) est équilibrée avec le tampon de tamis
moléculaire. L’échantillon est injecté en 3 fois (environ 400 µL à chaque injection). Entre chaque injection,
30mL de tampon de tamis moléculaire est passé à un débit de 0,5mL/min et les fractions éluées entre
10mL et 22mL sont récoltées (fig. 12 (14)). Les fractions d’intérêt sont sélectionnées selon leur absorbance.
10 µL de chaque fraction est déposé sur gel SDS-PAGE 12%. Le gel est révélé à l’aide de bleu de Coomassie.
Les fractions pures sont ensuite rassemblées puis dialysées avec des cassettes de dialyse Slide-A-LyzerTM
G2 (10K cut-off, 15mL, Thermofisher Scientific) contre un tampon HEPES (50mM HEPES pH 8,0, 50mM
KCl, 5mM β-mercaptoéthanol) (fig. 12 (15)). La protéine dialysée est récupérée dans un tube puis
centrifugée 10min à 21 000g à 7°C. La moitié supérieure du volume est ensuite récupérée dans un nouveau
tube afin d’éliminer les agrégats.

La protéine est ensuite quantifiée au Nanodrop. Si la concentration est inférieure à 20 µM, la protéine est
de nouveau concentrée à l’aide d’un Amicon.

g. Caractérisation de la protéine
L’état d’oligomérisation de la protéine est vérifié par DLS. La fonctionnalité de la protéine est ensuite

vérifiée par retard demigration sur un gel d’agarose 0,8% à différents rapports entre la protéine NP et l’ARN
NS : 1/100, 1/50, 1/40, 1/30, 1/20, 1/10.

C. Marquage radioactif des ARN et migration sur gel
Un µL d’amorce (table 3) à 100 µM est incubé dans un tampon kinase T4 PNK avec 10 U de kinase du

phage T4 et 1,4 µL de γ-32P-ATP pendant 1 h à 37°C. Des colonnes Micro-BioSpin 6 (Bio-Rad) sont utilisées
pour purifier les amorces marquées puis la radioactivité est quantifiée.
Une demie pmole d’ARNv NS est incubée avec 0,1 µM d’amorce non marquée et 10 000 cpm d’amorce

radioactive dans un volume final de 8 µL par réaction. Les échantillons sont dénaturés 2min à 90°C puis
incubés 2min sur de la glace. Deux µl de tampon de repliement 5X (60mM Tris-HCl pH 6,8 1M, 25%
glycérol, 2%SDS, 0,7M β-mercaptoéthanol, 0,1% bleu de bromophénol) sont ajoutés à chaque tube qui
sont ensuite incubés 10 ou 30min à température ambiante, 37°C, 45°C ou 50°C.

Les amorces et ARN hybridés sont ensuite déposés sur gel d’acrylamide natif et analysés par
électrophorèse 45min à 200 V. Les gels sont incubés dans une solution de fixation 10% EtOH, 6% AcNa
3M pendant 15min puis déposés sur papier Whatman et séchés sous vide pendant 1 h à 65°C. Les gels
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Figure 12. – Représentation schématique du protocole de purification de la protéine NP.
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Amorce Séquence
30NS GAT CCA AAC ACT GTG TCA AGC
341NS CAT ACC CAA GCA GAA AGT GGC
621NS CAG AGA TTC GCT TGG TGT TGC
M20 TGA AAG ATG AGT CTT CTA ACC
M312 CAG TTA AAC TGT ATA GGA AGC
M622 AGC AGA GGC CAT GGA TAT TGC
M843 GAT CGT CTT TTT TTC AAA TGC

Tableau 3. – Liste des amorces utilisées pour le marquage radioactif.

séchés sont placés dans une cassette avec un écran photostimulable pendant 3 h, puis les bandes
correspondant aux espèces radioactives sont détectées avec un Fujifilm FLA-5100 et quantifiées.

D. Modification des ARN

a. Modification des ARN - Ancien protocole
Trois ou 4 pmoles (pour les segments NS et M respectivement) d’ARN sont repliés dans le tampon

NMIA (50mM cacodylate de sodium, 50 ou 150mM KCl, 5mM MgCl2) pendant 30min à 37°C. Les ARN
sont ensuite modifiés avec une concentration de 20mM ou 50mM final de NMIA durant 50min à
température ambiante. Une précipitation à l’éthanol avec 1 µL de glycogène (1 µg/µL) est ensuite réalisée
pendant 30min à -80°C. Les tubes eppendorf sont ensuite centrifugés 30 min à 21 000 g. Les culots sont
lavés 2 fois avec 300 µL d’EtOH 80% froid et séchés 5min au SpeedVac puis resuspendus dans 27 µL (NS)
ou 36 µL (M) d’eau milliQ.

b. Modification des ARN - Nouveau protocole
Trois conditions sont mises en œuvre en parallèle : les ARNmodifiés en absence de protéine (condition

NoNP), les ARNmodifiés sous la forme de complexes ARN-protéine (condition Comp) et les ARNmodifiés
après avoir retiré la protéine NP par digestion du complexe à la protéinase K (condition ProtK). Pour
chaque condition, un échantillon dit positif est réalisé, ainsi qu’un échantillon dit négatif. L’échantillon
positif est traité avec le réactif, qui est remplacé dans les échantillons négatifs par du DMSO pour le NMIA,
de l’éthanol 100% pour le DMS et de l’H2O milliQ pour l’EDC. Huit pmoles ou 10 pmoles (pour les
segments NS et M respectivement) d’ARN sont repliés dans le tampon correspondant au réactif : NMIA
(50mM HEPES pH 8,0 à 25°C, 150mM KCl, 5mM MgCl2), DMS (200mM Bicine pH 8,3 à 25°C, 150mM
KCl, 5mM MgCl2) ou EDC (50mM Borate pH 8,0 à 25°C, 150mM KCl, 5mM MgCl2). Pour les conditions
Comp et ProtK, du KCl et du MgCl2 sont ajoutés à la protéine NP purifiée à des concentrations finales de
150mM de KCl et 5mM de MgCl2 et celle-ci est incubée 20min à 37°C. Les complexes ARN-NP sont
formés pendant 30min à 37°C dans le tampon de repliement, à un ratio molaire de 1 protéine pour 20
nucléotides.
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Les échantillons NoNP et Comp sont modifiés avec les différents réactifs : NMIA (stock à 57,75mM,
concentration finale de 1,65mM), DMS (stock à 1,05M, concentration finale de 30mM) ou EDC (stock à
350mM, concentration finale de 100mM). Pour le NMIA, le réactif est neutralisé par un excès d’eau et
10min d’incubation. Pour le DMS, la réaction est stoppée par l’ajout de 50mM de β-mercaptoéthanol.
L’EDC est quenché par l’ajout de β-mercaptoéthanol à une concentration finale de 20mM. Les
échantillons NoNP et Comp sont ensuite traités avec 1 µL de protéinase K à 18 mg/mL (Roche) pour 15 µL
de solution pendant 1 h à 37°C avec 10 mM de complexes ribo-vanadyl (Sigma-Aldrich). Trois extractions
successives au phénolchloroforme (v/v) sont réalisées, suivie d’une précipitation à l’éthanol. Après
formation des complexes ARNv-NP, les échantillons ProtK sont traités avec la protéinase K et 10mM de
complexes ribovanadyl (ribonucléosides complexés à du vanadium). Après incubation 1 h à 37°C, 3
extractions phénol-chloroforme (v/v) successives puis une précipitation à l’éthanol sont réalisées. Enfin
les ARN sont modifiés suivant le même protocole que pour les échantillons NoNP et Comp.

Les échantillons sont repris dans 28 µL (pour les échantillons NS) ou 35 µL (pour les échantillons M)
d’eau milliQ et quantifiés au Nanodrop.

Pour l’ENU, les expériences sont menées en parallèle dans des conditions natives et dénaturantes.
2 pmoles d’ARN sont dénaturées 2min à 90°C puis refroidis 2min sur glace. Du tampon 5X dénaturant
(1,25M borate pH 8, 10mM EDTA) ou 5x natif (1,25M borate pH 8, 100mM MgCl2, 500mM NaCl, 10mM
EDTA) est ajouté à une concentration finale 1X. Les tubes correspondant à la condition native sont
chauffés 30min à 37°C au bain-marie. De l’ENU à une concentration finale de 75 ou 150mM est ajouté aux
tubes positifs tandis que de l’éthanol 100% est ajouté aux tubes négatifs. La réaction est réalisée pendant
3 h à température ambiante pour la condition native et 2min à 80°C pour la condition dénaturante. Une
précipitation à l’éthanol est réalisée puis les culots sont repris dans une solution 0,3M AcNa, 10mM EDTA.
Après une seconde précipitation à l’éthanol les tubes sont repris dans 10 µL de Tris-HCl à pH 9. Les tubes
sont incubés 5min à 50°C puis 7 µL d’AcNa 3M et 60 µL d’éthanol 100% sont ajoutés. Une dernière
précipitation à l’éthanol est réalisée puis les culots sont repris dans 7 µL d’eau milliQ.

c. Modification des ARN - Mise en évidence des interactions
entre les complexes ARNv NS-NP et ARNv M-NP

Pour les expériences de cartographie sur le segment NS, 8 pmoles des ARN NS et M produits in vitro
sont dénaturées 2min à 90°C puis conservés sur glace pendant 2min dans deux tubes indépendants. Pour
celles sur le segment M, 10 pmoles de chaque ARN sont dénaturées. Le repliement est effectué dans un
tampon 50mM HEPES pH 8,0 à 20°C, 150mM KCl, 5mM MgCl2 pendant 30min au bain-marie à 37°C.
Du KCl et du MgCl2 sont ajoutés à la protéine NP purifiée à des concentrations finales de 150mM de KCl
et 5mM de MgCl2. Elle est ensuite incubée 20min à 37°C. La protéine NP est ensuite ajoutée aux tubes
contenant les ARN. Un µL de RNasin est ajouté à chaque tube, puis les complexes ARNv-NP sont formés
pendant 30min au bain-marie à 37°C. Après formation des complexes, les complexes ARNvNS-NP et ARNv
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Amorce Fluorophore 5’ Séquence

30NS
Vic

GAT CCA AAC ACT GTG TCA AGC
Ned

341NS
Vic

CAT ACC CAA GCA GAA AGT GGC
Ned

621NS
Vic

CAG AGA TTC GCT TGG TGT TGC
Ned

M20
Vic

TGA AAG ATG AGT CTT CTA ACC
Ned

M312
Vic

CAG TTA AAC TGT ATA GGA AGC
Ned

M622
Vic

AGC AGA GGC CAT GGA TAT TGC
Ned

M843
Vic

GAT CGT CTT TTT TTC AAA TGC
Ned

Tableau 4. – Liste des amorces fluorescentes utilisées pour la rétrotranscription.

M-NP sont rassemblés dans un même tube et incubés à nouveau au bain-marie à 37°C pendant 1 h. Du
NMIA dilué dans du DMSO est ajouté à chaque tube positif à une concentration finale de 1,65mM et un
volume équivalent de DMSO est ajouté aux tubes négatifs. La réaction est réalisée pendant 50min à 25°C.
Du tampon en excès est ajouté et l’incubation est poursuivie pendant 10min afin de stopper la réaction. Un
traitement à la protéinase K est réalisé (1 µL de protéinase K pour 15 µL de réaction) en présence de 10mM
de RVC pendant 1 h au bain-marie à 37°C. Le volume est complété à 100 µL avec de l’eau et 3 extractions
phénol-chloroforme successives sont réalisées. Une précipitation à l’éthanol est ensuite réalisée et les ARN
sont repris dans 28 µL d’eau milliQ pour le segment NS et 35 µL d’eau milliQ pour le segment M.

d. Rétrotranscription
A l’aide de la quantification réalisée, la même quantité d’ARN entre chaque « couple » négatif et positif

est répartie dans 3 (échantillons NS) ou 4 (échantillons M) tubes.

Une rétrotranscription est réalisée après 30min d’incubation à 50°C avec les amorces adéquates (30NS,
341NS ou 621NS pour les échantillons NS; M20, M312, M622 ouM843 pour les échantillons M) (table 4). Les
rétrotranscriptions sont réalisées dans un volume final de 20 µL contenant le tampon Superscript II à une
concentration 1X, 10mM DTT, 0,75mM dNTP et 40 U de Superscript II (Thermofisher Scientific). En
parallèle une réaction de séquençage est réalisée avec des ARN non modifiés, dans un volume final de
20 µL contenant 2 pmoles d’ARN, le tampon AMV à une concentration finale de 1X, 2,5 µM ddGTP, 5 µL
G10 (1mM dATP, 1 mM dTTP, 1 mM dCTP, 0,25mM dGTP) et 4 U d’AMV (Promega).

Après rétrotranscription, une extraction phénol-chloroforme (v/v) est réalisée. Les réactions de
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séquençage (ddGTP) sont ajoutées aux tubes des échantillons. Une extraction au chloroforme (v/v) suivie
d’une précipitation à l’éthanol sont effectuées. Les culots sont ensuite repris dans 10 µL de HiDi
Formamide (Applied Biosystems). Les tubes sont chauffés 5min à 90°C, vortexés, chauffés 2min à 90°C
puis gardés sur glace pendant 5min. Les tubes sont centrifugés 5min à 6 000g avant d’être chargés sur une
plaque 96 puits qui est séquencée sur un séquenceur capillaire 3130xl Genetic Analyzer (Applied
Biosystems).

Les résultats de séquençage sont ensuite analysés à l’aide de QuShape [346].

E. Microscopie électronique
Les complexes ARNvNS-NP ont été formés demanière similaire à laméthode décrite dans les protocoles

de modification. Les tubes ont ensuite été centrifugés 10min dans une centrifugeuse de paillasse à vitesse
maximale à température ambiante. Ils ont ensuite été confiés à la plateforme de microscopie électronique
de l’IBS (Institut deBiologie Structurale, Grenoble). Les échantillons ont été absorbés sur un filmde carbone
sur feuille de mica, colorés au silicotungstate de sodium (SST) 2%, puis transférés sur une grille de cuivre.
Les images ont été capturées à une faible dose d’électrons (<10 e-/Å2) avec des valeurs de défocus comprises
entre 1,2 et 2,5 µm avec un microscope électronique Tecnai 12 LaB6 et une caméra CCD Gatan Orius 1000.
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IV Résultats

A. Mise au point des modifications de l’ARN et
optimisation de la production de la protéine NP

a. Modifications de l’ARN nu
La première étape de mon travail a été de mettre au point les modifications de l’ARN nu avec les réactifs

NMIA, DMS et EDC. Utilisé seul, le NMIA ne permet pas de discriminer les régions d’ARN double brin des
régions d’ARN simple brin liées à la protéine NP, ces deux types d’interaction protégeant le ribose de la
modification. En effet, d’une part, l’acylation de la position 2’ des riboses dépend de leur flexibilité et
l’appariement de deux nucléotides diminue celle-ci et réduit donc la réactivité des nucléotides appariés
[347]. D’autre part, les ARNv se lient dans un sillon chargé positivement de la protéine NP et cette liaison
impliquant les groupement phosphates des nucléotides devrait aussi protéger les riboses de l’acylation
[96]. Au contraire, les bases des nucléotides fixant la NP restent sensibles à la modification par des agents
chimiques [95]. Nous avons choisi d’utiliser une combinaison de deux réactifs pour tester les quatre types
de bases : le DMS et l’EDC. Le DMS permet la modification des nucléotides A et C, tandis que l’EDC
permet la modification des nucléotides G et U. Ainsi, le DMS et l’EDC modifieront les bases des
nucléotides non appariés, que ces nucléotides soient ou non en interaction avec la protéine NP. La
comparaison des données obtenues avec le NMIA, d’une part, avec celles obtenues avec le DMS et l’EDC,
d’autre part, devrait permettre d’identifier les régions impliquées dans des interactions ARN-ARN et celles
impliquées dans des interactions ARN-NP.

Ce travail a été réalisé sur les segments NS et M de la souche A/WSN/1933 (H1N1), deux ARN étudiés
précédemment au laboratoire. Ces ARN ont été choisis, car peu de travaux ont porté sur les signaux
d’empaquetage de ceux-ci. De plus, ces deux ARN étant les plus courts, cela simplifie la mise au point des
protocoles, en limitant le nombre d’amorces (1 amorce pour environ 300 nucléotides).

NMIA

Dans un premier temps, les modifications de l’ARN nu ont été mises au point avec le NMIA. Ce réactif
permet de modifier les riboses des quatre nucléotides libres, non impliqués dans des interactions
ARN-ARN ou ARN-NP. Un protocole avait été établi précédemment au laboratoire par D. Ferhadian [98]
pour lequel deux concentrations de réactif avaient été choisies : 20mM et 50mM final de NMIA.
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Les profils de réactivité représentent l’intensité du signal du fluorophore présent en 5’ des amorces
utilisées pour la rétrotranscription des ARN modifiés avec 20mM (fig. 13A) et 50mM (fig. 13B) de NMIA.
La migration dans les capillaires du séquenceur permet de séparer les ADNc obtenus en fonction de leur
taille. Il est ainsi possible de déterminer les arrêts de la rétrotranscription. Plus il y a de décrochages de
l’enzyme de rétrotranscription à une position, plus le signal y sera élevé. Le signal est très important au
début du profil (vers la position 1000). Cette région correspond aux amorces et aux transcrits abortifs
courts. Le signal dans cette région est saturé, empêchant l’analyse des 50-60 nucléotides en amont du site
de liaison de l’amorce.

En appliquant ce protocole, nous avons rencontré les mêmes problèmes que D. Ferhadian. Notamment,
en comparant les profils obtenus avec les concentrations de 20mM et 50mM, nous n’observons pas
d’augmentation franche du signal malgré l’augmentation de la concentration du réactif. De plus, les pistes
positives (ARN modifié avec le réactif, en bleu) et négatives (ARN non modifié, en rouge) ont été
comparées l’une à l’autre (fig. 13C) et les profils sont similaires : les pics sont présents aux mêmes positions
et d’intensités proches. Pour être en mesure d’exploiter les données, il faut que l’on obtienne des pics
présents uniquement dans la piste positive, ou au moins d’intensité plus forte dans cette piste, qui
correspondent aux nucléotides modifiés.

Plusieurs adaptations du protocole ont été apportées afin d’obtenir des différences significatives entre
les profils positifs et négatifs. La réverse transcriptase du virus de la myéloblastose aviaire (AMV)
initialement utilisée pour la rétrotranscription des ARN modifiés a été remplacée par l’enzyme
Superscript II. Cette enzyme a un taux d’erreur plus faible que la RT AMV et une meilleure processivité.
Bien que les différences entre profils n’aient pas été grandement améliorées, l’utilisation de cette enzyme
a permis une meilleure reproductibilité des expériences.

Le protocole de rétrotranscription original ne comportait pas d’étape d’hybridation spécifique entre les
amorces et les ARN. Cette étape étant susceptible d’améliorer grandement l’efficacité de la
rétrotranscription, les conditions d’hybridation des amorces avec les ARN ont été testées. A cette fin, les
amorces ont été marqués au 32P, puis incubées avec les ARN pendant 10 ou 30min à 37°C, 45°C ou 50°C.
Les ARN et les amorces ont ensuite été déposés sur gel d’acrylamide (fig. 14) puis séparés par
électrophorèse pendant 45 min en conditions natives. Pour toutes les amorces, on observe une
augmentation de l’hybridation entre l’amorce et l’ARN (bandes les plus retardées sur les gels) lorsqu’on
augmente la durée d’incubation et la température. Une étape d’hybridation à 50°C pendant 30 min a donc
été ajoutée au protocole de rétrotranscription, ce qui a permis d’obtenir des profils de réactivité de
meilleure qualité (fig. 13D).

DMS et EDC

Le DMS étant plus réactif que le NMIA, les problèmes posés par l’absence d’étape d’hybridation des
amorces avant rétrotranscription n’avaient pas le même impact, des différences entre les échantillons

39



(A)

(B)
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Figure 13. – Profils de réactivité obtenus avant et après optimisationduprotocoledemodification. (A)Profils obtenus
avec une concentration finale de 20 mM de NMIA, (B) ceux obtenus avec 50 mM de NMIA, avec le
protocole initial. (C) Superposition des traces des échantillons positifs et négatifs obtenus avec 20 mM
de NMIA et le protocole initial. (D) Comparaison des traces positives (rouge) et négatives (bleues) entre
l’ancien protocole (partie supérieure) et le nouveau protocole (partie inférieure).
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Figure 14. – Analyse de l’hybridation des amorces 30NS (A), 341NS (B), 621NS (C), M20 (D), M312 (E), M620 (F) et
M843 (G) sur gels d’acrylamide. La température et le temps d’hybridation sont indiqués au-dessus des
gels. Les flèches rouges représentent les ARN complexés aux amorces, les flèches bleues les amorces et
les flèches vertes le P32 libre.
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positifs et négatifs étant toujours visibles. Après la modification du protocole, il s’est cependant avéré que
la quantité de DMS utilisée était trop importante, ce qui entrainait une sur-modification des ARN : plus
d’une modification par ARN dans la fenêtre étudiée. Il en résulte trop d’arrêts au début de la
rétrotranscription qui empêchent l’analyse des régions plus éloignées de l’amorce, voir de la totalité des
données car le signal de la seule région accessible peut être saturé. Initialement, la modification au DMS
était réalisée pendant 4min à 52,5mM final. En diminuant la concentration de DMS à 30mM et le temps
de modification à 2min, il a été possible d’obtenir des ADNc complets à partir des ARN modifiés, tout en
obtenant des profils avec des différences notables entre les profils modifiés et non modifiés (fig. 15).
Comme attendu, les pics correspondant aux modifications sur l’ARN sont situés sur des A et des C.

Figure 15. – Signal obtenu après séquençage capillaire avec l’amorce 30NS sur le segment NS avant (haut) et après
(bas) ajout de l’étape d’incubation des amorces. Les zones rosées représentent les régions où le signal
atteint la saturation.

L’EDC n’avait pas été utilisé auparavant au laboratoire, il n’existait donc pas de protocoles préétabli
pour la modification des ARNv des virus influenza. La mise au point s’est donc basée sur la littérature
existante [348, 349]. Les concentrations testées précédemment dans ces études variaient de 28 mM à 100
mM. Des concentrations de 100mM et 200mM final ont été testées, parmi lesquelles la concentration de
100 mM s’est révélée la plus adaptée (fig. 16).

L’ENU est un réactif ciblant les liaisons phosphodiesters lorsque les groupements phosphates ne sont pas
impliqués dans des interactions tertiaires ou en contact avec une protéine. Il réagit donc aussi bien avec les
phosphates des nucléotides en simple brin que ceux impliqués dans des hélices. L’ENU pourrait donc être
un réactif de choix pour mettre en évidence la fixation de la protéine NP aux régions hélicoïdales de l’ARN,
ce qui n’est pas possible avec le NMIA. La réaction de l’ENU avec les groupements phosphates forme des
phosphotriesters qui sont peu stables à 50°C en conditions légèrement alcalines. Des comparaisons sont
réalisées entre des échantillons dans des conditions natives et dénaturantes. Deux concentrations de réactif
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ont été testées, 75mM et 150mM. Les deux ont donné des résultats préliminaires encourageants sur l’ARN
nu (fig. 17), mais par manque de temps, l’approche par l’ENU n’a pu être appliquée plus en détails.
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Figure 16. – Réactivités obtenues avec des concentrations de 100mM d’EDC (haut) et 200mM (bas). La
numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-
).
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Figure 17. – Profils obtenus avec l’ENUdans les conditions natives et dénaturées en présence de 75 ou 150mMd’ENU.
Les zones rosées représentent les régions où le signal atteint la saturation.
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b. Modifications en présence de protéine NP
Après la mise au point de la modification de l’ARN « nu » par les différents réactifs in vitro, nous avons

donc entrepris la mise au point des protocoles de modification en présence de la protéine NP. Les
protocoles de modification en absence et en présence de la protéine NP disponibles au laboratoire étaient
sensiblement les mêmes à l’exception d’un temps d’incubation pour la formation des complexes ARN-NP
et d’un traitement à la protéinase K après modification pour enlever la protéine qui, sinon, affecte la
rétrotranscription.

Lors des premiers essais, le signal des échantillons « Comp » (complexe ARNv NS ou M- protéine NP)
était beaucoup plus faible que celui de l’ARN nu (condition NoNP). Il semblait donc qu’une partie des
ARN était perdue lors des expériences réalisées en présence de NP. Des fractions aliquotes ont été
prélevées à deux étapes du protocole et analysées sur gel (fig. 18). Par comparaison à l’échantillon « NoNP
(-) », on observe une perte d’ARN assez importante dans toutes les autres conditions. Après modification
et précipitation la perte d’ARN est totale dans les conditions Comp (-) et Comp (+). Cependant, nous
sommes parvenus à récupérer, dans les mêmes tubes, une fraction significative des ARN en ajoutant après
la première précipitation un traitement à la protéinase K et une dernière précipitation. Nous avons émis
l’hypothèse que lors de la précipitation après modification, les complexes ARNv-NP adhèrent aux tubes
eppendorf et ne sont remis en solution qu’une fois le traitement protéinase K réalisé.

Figure 18. – Analyse sur gel polyacrylamide après électrophorèse pendant 45min à 200 V dans du tampon TBE des
ARN du segment NS au cours de différentes étapes de la modification.

Nous avons donc éliminé l’étape de centrifugation et de précipitation des ARN complexés à la protéine
pour éviter tout impact sur la récupération des ARN. Cette étape servait à éliminer le réactif du milieu
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après le temps de modification choisi et nous avons donc dû trouver des solutions pour neutraliser
celui-ci, afin d’éviter une modification excessive des ARN.

Pour le NMIA, le temps de réaction de 50 min suffit à ce que la quasi-totalité du réactif soit consommé
[350]. Un temps d’incubation de 10min après un ajout d’eau en excès a été ajouté au protocole afin
d’assurer la neutralisation totale du réactif. Pour le DMS et l’EDC, deux protocoles ont été envisagés. Le
premier consistait à utiliser des colonnes Bio-Spin P6 (BioRad) afin de retirer le réactif, cependant les tests
réalisés ont montré une perte de la quasi-totalité des complexes sur celles-ci. Le second consistait en
l’utilisation de β-mercaptoéthanol pour neutraliser les réactifs, comme déjà rapporté dans la littérature
[351, 352]. Ce second protocole s’est montré efficace et a donc été sélectionné.

De plus, après rétrotranscription, nous avons observé une perte de signal bien plus importante et rapide
pour les échantillons « Comp » (modifications des complexes ARNv-NP) que les échantillons « NoNP »
(modification des ARN nus) et « ProtK » (modification des ARN après avoir retiré la protéine NP par
traitement à la protéinase K) (fig. 19A). Nous travaillons avec un rapport d’une protéine NP pour 20
nucléotides, légèrement supérieur à la stœchiométrie moyenne d’une NP pour 24 nucléotides observée
dans les virus [91]. Comme une protéine NP est susceptible de protéger environ 12 nucléotides [271], la
moitié de l’ARN est protégée du réactif NMIA. Ainsi dans la condition « Comp », il y a environ deux fois
moins de nucléotides potentiellement modifiables que dans les deux autres conditions. Il pourrait donc y
avoir une sur-modification du fait d’une modification du rapport entre le nombre de nucléotides
modifiables et la quantité de réactif. Différentes concentrations (0,33mM, 1mM, 1,65mM, 2mM et 3,3mM
final) en NMIA ont donc été testées, parmi lesquelles la concentration de 1,65mM a donné des résultats
(fig. 19B) extrêmement proches de ceux obtenus avec une concentration de 3,3mM (fig. 20), indiquant
que modifier la concentration en NMIA d’un facteur deux n’entraine pas des changements significatifs de
réactivité.

Au cours des tests effectués, la concentration des ARN à la fin du protocole de modification ont été
régulièrement mesurée. Une certaine variabilité a pu être observée de façon occasionnelle et aléatoire,
certains échantillons pouvant varier d’environ 40 ng/µL pour le tube positif ou négatif à 70 ng/µL pour
l’autre tube. En suivant le protocole initial, un volume constant d’ARN de 7 µL était prélevé, pouvant
mener à l’utilisation d’une quantité d’ARN variant d’un facteur deux pour la rétrotranscription. Comme
cette variation peut induire des déséquilibres dans la quantité d’ADNc obtenus dans chaque couple
négatif/positif, les ARN obtenus à la fin du protocole de modification ont été systématiquement quantifiés
afin de prélever une quantité de 1 pmole d’ARN de chaque échantillon pour la rétrotranscription.

c. Optimisation de la production de la protéine NP
La protéine NP de la souche A/WSN/33 (H1N1) a été produite dans un premier temps en suivant le

protocole établi par D. Ferhadian au laboratoire [98]. Les productions ainsi obtenues avaient cependant
un rendement faible, aussi bien en termes de volume (environ 500 µL) que de concentration de la
protéine NP (environ 11 µM) pour 4 L de cultures (fig. 21A). Conformément au protocole établit
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Figure 19. – Profils obtenus après séquençage capillaire pour la condition « Comp » avec une concentration de
3,3mM (A) ou 1,65mM (B) de NMIA. Les zones rosées représentent les régions où le signal atteint la
saturation.

précédemment et comme le travail de cette thèse se focalisait sur la protéine trimérique, la protéine était
stockée dans un tampon Tris-HCl à 150mM de NaCl. On retrouvait donc une population hétérogène,
composée majoritairement de NP trimérique et monomérique (fig. 21C). La protéine stockée sous cet état
avait l’inconvénient majeur d’agréger progressivement, ayant donc une stabilité limitée dans le temps
(environ 7-10 jours).

Afin d’améliorer la production de la protéine, j’ai effectué un séjour chez nos collaborateurs de l’équipe
du Pr. Rob Ruigrok à l’Institut de Biologie Structurale de Grenoble. Plusieurs modifications ont été
apportées au protocole utilisé jusqu’alors. A la sortie de la colonne Héparine, au lieu de dialyser les 3
échantillons les plus concentrés (1 mL/fraction), les 15 échantillons les plus concentrés sont dialysés puis
concentrés à l’aide d’un centricon. Les échantillons sont ensuite passés sur une colonne Superdex 200
Increase 10/300 GL en plusieurs fois et les six fractions (0,5mL/fraction) les plus concentrées sont
dialysées contre un tampon de stockage à 50mM en KCl. La diminution de la concentration en sel permet
d’obtenir une population homogène monomérique (fig. 21D), plus stable et moins sujette à l’agrégation.
Les rendements sont également plus élevés : 1,5mL à environ 30 µM (fig. 21B).
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Figure 20. – Corrélation des réactivités de l’ARNv NS en condition « NoNP » obtenues avec des concentrations
1,65mM et 3,3mM de NMIA.

(A) (B)

(C) (D)

Figure 21. –Gels SDS-PAGE 12% présentant les fractions obtenues après la dernière élution de la protéine NP avec
l’ancien (A) et le nouveau (B) protocole. Les triangles rouges indiquent la bande correspondant à la
protéine NP. Les distributions de tailles des particules en fonction de l’intensité diffusée obtenues par
DLSmontrent une population non homogène avec l’ancien protocole (C)mais une population bien plus
homogène avec le nouveau protocole (D).
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B. Comparaison des réactifs NMIA avec DMS et EDC
L’utilisation du NMIA comme sonde pour l’étude de la structure de l’ARN ne permet pas de faire la

discrimination entre les régions d’ARN double brin et les régions liées à la protéine, les deux protégant le
ribose. Ainsi, il est nécessaire d’utiliser d’autres sondes, le DMS et l’EDC afin de réaliser des modifications
ciblant la base nucléique, qui ne sera protégée du réactif que par les interactions ARN-ARN. Afin de
pouvoir comparer les données de ces différentes sondes, il est nécessaire que deux point soient vérifiés :
tout d’abord que des régions similaires soient retrouvées comme réactives avec le NMIA et le DMS-EDC et
ensuite que les réactivités globales soient comparables.

Pour les réactifs DMS et EDC, par manque de temps, seules des données partielles ont pu être obtenues
pour le segment NS. Il est cependant possible d’analyser les données obtenues sur la fin du segment NS nu
(630-783) avec un seul réplicat par réactif avec l’amorce 30NS. Les réactivités globales obtenues d’une part
avec le NMIA et d’autre part avec le DMS et l’EDC ont tout d’abord été comparées. Pour pouvoir comparer
le NMIA avec les données du DMS et de l’EDC, les réactivités des nucléotides A et C des expériences
menées avec le DMS ont été rassemblées avec les réactivités des nucléotides G et U des expériences
menées avec l’EDC. La corrélation entres les données NMIA et DMS-EDC a ensuite été calculée (fig. 22). Le
R2 est faible, ce qui montre qu’il y a une certaine divergence entre les réactifs NMIA et DMS/EDC. De plus,
la droite de tendance ne passe pas par zéro, mais par une valeur d’environ 0,3. Il semblerait donc que les
réactivités obtenues avec les réactifs DMS et/ou EDC soient décalées par rapport à celles obtenues avec le
NMIA. Les réactivités obtenues avec l’EDC semblent également plus faibles qu’avec le DMS. Un F-test a été
réalisé entre les valeurs des deux conditions. Les variances sont significativement différentes avec une
p-value de 0,0006615. Afin d’établir si les valeurs DMS-EDC sont plus élevées que les valeurs NMIA, un test
de Wilcoxon unilatéral a été utilisé qui donne une p-value de 2,107e-05 pour cette hypothèse, confirmant
que les données DMS-EDC sont significativement supérieures aux données NMIA.

Figure 22. – Corrélations des données obtenues avec le NMIA et celles obtenues avec les réactifs DMS et EDC. Les
points correspondant aux nucléotides A et C sont colorés en bleu tandis que les points correspondant
aux nucléotides G et U sont colorés en vert.
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Cependant, des différences au niveau des valeurs de réactivité ne signifient pas forcément que les
modifications sont situées à des positions différentes de l’ARN ou qu’elles soient incompatibles. Les
réactivités obtenues avec les réactifs SHAPE, dont le NMIA, sont généralement classifiées en trois
catégories : les nucléotides non ou peu réactifs (entre 0 et 0,4) qui correspondent, sur de l’ARN nu, aux
nucléotides appariés, les nucléotides moyennement réactifs (entre 0,4 et 0,8) qui peuvent se trouver aussi
bien dans des boucles empilées que dans une structure secondaire peu stable ou en équilibre avec une
structure alternative et les nucléotides fortement réactifs (supérieurs à 0,8) qui sont non appariés et
exposés au solvent. Nous avons réparti les réactivités obtenues d’une part avec le NMIA et d’autre part
avec le DMS/EDC dans ces trois catégories que nous avons notées respectivement 0, 1 et 2 et nous les
avons représentées dans un graphique à barres (fig. 23).

Figure 23. – Réactivités par position catégorisées.Une valeur de0désigneunnucléotide avecune réactivité comprise
entre 0 et 0,4 ; une valeur de 1 un nucléotide avec une réctivité comprise entre 0,4 et 0,8 ; une valeur de 2,
un nucléotide avec une réactivité supéreure à 0,8. La partie supérieure (rouge) représente les réactivités
obtenues avec le NMIA, la partie inférieure (bleue) avec le DMS et l’EDC.

Tous les nucléotides réactifs au NMIA sont réactifs avec le DMS ou l’EDC, à l’exception d’un seul. On
retrouve cependant plus de nucléotides réactifs au DMS ou à l’EDC : 36 nucléotides réactifs avec le NMIA
contre 77 avec le DMS ou l’EDC. Quinze nucléotides sont moyennement réactifs avec le NMIA contre 37
avec le DMS ou l’EDC. Pour les nucléotides fortement réactifs, on en retrouve 21 avec le NMIA contre 40
avec le DMS et l’EDC. On retrouve un facteur de 2 dans tous les cas, il y a donc globalement plus de
nucléotides réactifs au DMS et à l’EDC, répartis d’une façon égale entre les nucléotides moyennement
réactifs et les nucléotides fortement réactifs. La région analysée ici se répartit équitablement entre
nucléotides modifiables au DMS (47,4% de A et C) et ceux modifiables à l’EDC (52,6% de G et U).

Afin de déterminer si les différences observées avec le NMIA sont spécifiques à l’un des réactifs ou non,
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nous avons comparé d’une part les réactivités des nucléotides A et C obtenues avec le NMIA et le DMS et
d’autre part les réactivités des nucléotides G et U obtenues avec le NMIA et l’EDC (fig. 24). Pour les deux
réactifs, on observe un R2 assez faible et une ordonnée à l’origine de la droite de tendance supérieure à 0.
Cette dernière coupe l’axe des ordonnées à une valeur d’environ 0,25 pour les données DMS et d’environ
0,37 pour les données EDC. Les réactivités globales semblent donc plus élevées, ce qui pourrait expliquer
les différences visibles, sans que celles-ci soient dues à un seul des réactifs. Un test de variance F-test entre
les données NMIA-DMS et NMIA-EDC pour les nucléotides modifiés donne des p-values de 1,365e-07 pour
la comparaison NMIA-DMS et de 0,1076 pour la comparaison NMIA-EDC. Pour NMIA-DMS, un test de
Wilcoxon unilatéral est donc réalisé et donne une p-value de 0,03059, montrant que les valeurs obtenues
au DMS sont effectivement plus élevées qu’avec le NMIA. Comme ni les données obtenues avec le NMIA,
ni celles obtenues avec l’EDC ne suivent une loi normale (p-value de 3,698e-10 et 0,001233 en faisant un
test de normalité de Shapiro-Wilk), un test de Wilcoxon unilatéral est également réalisé, donnant une
p-value de 0,0002581 et montrant que les valeurs obtenues avec le NMIA sont significativement inférieures
à celles obtenues avec l’EDC. Il y a donc bien une différence significative entre les données obtenues avec
le NMIA et celles obtenues avec le DMS et l’EDC, ces dernières étant plus élevées qu’avec le NMIA.

Figure 24. – Corrélations entre les données obtenues avec NMIA et DMS pour les nucléotides A et C (à gauche) et
entre les données obtenues avec le NMIA et l’EDC pour les nucléotides G et U (à droite).

Bien que des différences subsistent, elles sont donc principalement dues à une réactivité globale plus
élevée avec les réactifs DMS et EDC. Les nucléotides qui sont réactifs avec le DMS ou l’EDC sans être
réactifs au NMIA sont majoritairement adjacents aux nucléotides réactifs avec le NMIA et le DMS/EDC et
les profils partagent de nombreuses similarités. Après obtention des données définitives avec le DMS et
l’EDC, une étape de normalisation serait souhaitable.

Une normalisation a donc été effectuée en utilisant la formule suivante :

xnorm =
x− xmin

xmax − xmin

(IV.1)

Avant normalisation, les données DMS et NMIA sont assez proches sur les différents paramètres à
l’exception du maximum, plus élevé dans les données DMS. Le premier quartile, la médiane et le
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Avant normalisation Après normalisation
NMIA DMS EDC DMS+EDC NMIA DMS EDC DMS+EDC

1er quartile 0.045 0.04 0.08 0.115 0.02273 0.009975 0.05517 0.02868
Médiane 0.1367 0.135 0.21 0.41 0.06902 0.033666 0.14483 0.10224
Moyenne 0.3231 0.3843 0.3595 0.5511 0.16318 0.095832 0.24796 0.13743
3ème quartile 0.3742 0.475 0.5775 0.8325 0.18897 0.118454 0.39828 0.20761
Maximum 1.98 4.01 1.45 4.01 1 1 1 1

Tableau 5. – Répartition des données avant et après normalisation.

troisième quartile sont plus élevés avec l’EDC qu’avec les deux autres réactifs. Par conséquent, on observe
des différences sur ces mêmes paramètres entre les données NMIA et les données DMS et EDC. Après la
normalisation, les données DMS + EDC sont plus proches du NMIA, cependant les données DMS
s’éloignent des données NMIA (table 5).

En regardant la répartition des données selon un diagramme en violon, on peut voir qu’avant
normalisation (fig. 25A), la répartition des données est effectivement très différente entre les données
NMIA et DMS + EDC. Le DMS possède une répartition proche de celle du NMIA, et seul l’EDC diffère : plus
de nucléotides réactifs, avec une plus grosse proportion de nucléotides ayant des réactivités supérieures à
0,5. Après la normalisation (fig. 25B), les données DMS + EDC ont une répartition bien plus proche des
données NMIA. Les données DMS ont un profil différent mais cohérent : la proportion de nucléotides avec
une réactivité faible voire nulle augmente et devient supérieure à celle des données NMIA. Ce réactif ne
pouvant modifier que les bases A et C qui représentent environ la moitié des nucléotides de la région
étudiée, il est donc cohérent qu’on retrouve un plus grand nombre de nucléotides peu ou pas réactif. Les
données EDC en revanche adoptent un profil encore plus différent de toutes les autres données. La
proportion de nucléotides peu ou pas réactifs est la plus faible et la proportion de nucléotides reste assez
similaire peu importe la valeur de la réactivité. Des nucléotides qui ne sont pas censés être modifiés par le
réactif (A et C) ont donc une réactivité assez importante. Il en découle donc une différence marquée entre
les données EDC et les données obtenues avec le NMIA et le DMS. L’utilisation de l’EDC dans les
conditions actuellement établies afin de combiner les jeux de données DMS et EDC semble donc difficile,
un travail de mise au point supplémentaire pourrait être requis.

Afinde voir si les donnéesNMIAetDMS-EDCpourraient,mêmedansnos conditions actuelles, permettre
d’obtenir des prédictions de structure qui soient assez proches, les réactivités obtenues avec le NMIA ou le
DMS + l’EDC ont été utilisées afin de prédire desmodèles de structures secondaires. On retrouve une région
très structurée quand on utilise les données NMIA (fig. 26A), tandis que la région ne comporte que très peu
de structures secondaires avec les données DMS-EDC (fig. 26B). La comparaison des prédictions à l’aide
de RNAStructViz confirme bien la forte divergence de ces deux conditions (fig. 26C), ce qui confirme bien,
qu’en l’état, la combinaison des réactifs DMS et EDC n’est pas encore utilisable.
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(A)

(B)

Figure 25. – Représentation avec des diagrammes en violon des données obtenues avec les réactifs NMIA, DMS et
EDC avant (A) et après (B) normalisation.
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(A)

(B)

(C)

Figure 26. – Comparaison des prédictions de structure obtenues avec le NMIA et avec le DMS-EDC. Les structures
les plus stables obtenues avec le NMIA (A) et la combinaison DMS-EDC (B) sont représentées, ainsi que
la comparaison des prédictions de structure avec RNAStructViz.
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C. Cartographie des ARN NS et M

a. Corrélations des données obtenues
Au terme des optimisations réalisées, un triplicat technique a pu être obtenu pour chaque condition

étudiée (« NoNP », « Comp » et « ProtK ») avec chacun des ARN NS et M. D. Ferhadian ayant pu obtenir
des données préliminaires au cours de sa thèse, celles-ci seront comparées aux résultats obtenus.

Les réactivités obtenues pour chaque position ont été représentées selon un code couleur : noire pour
les réactivités comprises entre 0 et 0,4, orange pour celles comprises entre 0,4 et 0,8 et rouge pour celles
supérieures à 0,8. Cela a été réalisé pour les conditions « NoNP », « ProtK » et « Comp » des segments NS
(fig. 27) et M (fig. 28). Les réactivités obtenues avec le segment NS couvrent une gamme de valeurs plus
étendue que celles obtenues avec le segment M : on retrouve dans le segment NS des valeurs très élevées
comme le pic aux alentours de la position 500 pour le segment NS dans la condition « NoNP » et les
régions aux environs des positions 500 et 870 dans la condition « ProtK » (fig. 27). Pour le segment M, les
plus hautes valeurs de réactivité ne sont pas aussi élevées (fig. 28). La situation est cependant plus proche
entre les deux segments dans la condition « Comp ». On voit une diminution du nombre de nucléotides
fortement réactifs (> 0,8) et une diminution globale des réactivités les plus élevées à l’exception de
quelques positions (~570 et ~880 pour le NS, ~670, ~900 et ~1010 pour le M).

Les corrélations entre les différents réplicats de la condition « NoNP » montrent que globalement, les
réplicats du segment NS ont un R2 plus faible (annexe 1) (0,55 à 0,62) que ceux du segment M (annexe 2)
(0,79 à 0,82). Plusieurs hypothèses peuvent expliquer cette différence. Comme les plus fortes réactivités
sont atteintes pour le segment NS (maximum de 11,26 pour NS contre 5,765 pour M), il peut exister une
plus grande variabilité parmi les valeurs élevées (supérieures à 1) pour le segment NS que pour le segment
M. Une seconde hypothèse repose sur l’observation des traces de séquençage. En effet, il existe deux
régions au sein de l’ARN NS où l’enzyme de rétrotranscription se décroche fréquemment, aussi bien dans
les pistes contrôles que les pistes avec réactif (~261-271, ~748-752). Bien que ces régions aient été exclues
pour le calcul du R2, la présence de structures induisant des décrochages de l’enzyme dans ces régions
pourrait fausser l’analyse avec QuShape, notamment les étapes de normalisation ou de compensation de
la perte du signal. Un exemple de structure pourrait être les G-quadruplex, cependant une expérience de
SHALiPE [353] a été conduite pour en détecter mais n’a pas donné de résultat probant (résultats non
montrés).

La stabilité des structures des ARN NS et M avant et après la fixation et l’enlèvement de la protéine NP a
été analysée. A l’aide des contraintes SHAPE, des structures ont été prédites à l’aide de RNAStructure
(version 6.4) [354], et la structure la plus stable, c’est-à-dire qui possède l’énergie libre la plus faible, a été
choisie pour l’analyse. Pour le segment NS, l’énergie libre passe d’une valeur de -486,4 kJ/mol dans la
condition « NoNP » à -500,9 kJ/mol dans la condition « ProtK ». Dans le cas du segment M, on passe d’une
valeur de -569,3 kJ/mol à -559,3 kJ/mol entre ces deux conditions. La baisse de l’énergie libre pour le
segment NS est marginale et pour le segment M, on observe même une augmentation, marginale elle
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Figure 27. – Profils des réactivités pour les conditions «NoNP», « ProtK » et «Comp» sur le segmentNS. Les couleurs
correspondent aux échelles de réactivité : de 0 à 0,4 en noir, de 0,4 à 0,8 en orange et plus de 0,8 en rouge.
La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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Figure 28. – Profils des réactivités pour les conditions «NoNP », « ProtK » et « Comp » sur le segmentM. Les couleurs
correspondent aux échelles de réactivité : de 0 à 0,4 en noir, de 0,4 à 0,8 en orange et plus de 0,8 en rouge.
La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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aussi, de l’énergie libre. Il ne semble donc pas que la fixation de la NP permette, après son retrait,
d’augmenter la stabilité de la structure de l’ARN, ce qui correspond à ce qu’avait observé D. Ferhadian au
cours de sa thèse [98].

La comparaison des coefficients de corrélation entre les différentes conditions apporte d’autres
informations. Que ce soit pour l’ARN NS ou l’ARN M, les coefficients de corrélation sont généralement les
plus faibles pour la condition « NoNP ». Ceux-ci augmentent un peu dans la condition « ProtK » (pour le
segment NS principalement, le réplicat n°2 du segment M comporte quelques valeurs élevées qui
diminuent mécaniquement le coefficient de corrélation). Pour les deux segments, les corrélations les plus
fortes sont atteintes dans la condition « Comp ». Ces résultats montrent qu’il y a une variation assez
importante des réactivités en absence de la protéine NP et que plusieurs structures différentes pourraient
co-exister. La présence de la protéine NP, diminue fortement la variation des réactivités, ce qui suggère
que la fixation de la protéine diminue la diversité des structures de l’ARN pour en favoriser une seule.
Lorsque la NP est retirée, les coefficients de corrélation diminuent, ce qui montre une augmentation de la
variation des réactivités et signifierait que quelques structures différentes pourraient co-exister. La
diversité structurale resterait cependant plus faible que dans la condition « NoNP » Certaines interactions
ARN-ARN induites par la protéine NP pourraient donc subsister même après l’élimination de la protéine.
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b. Activité chaperon de l’ARN de la protéine NP
Afin de déterminer si la protéine NP possède une activité chaperon ou non, nous avons comparé les

réactivités des conditions « NoNP » et « ProtK ». Ainsi, il sera possible l’impact structural de la protéine NP
sur le maitien de la structure de l’ARN. La NP servant de squelette à l’ARN, il est attendu que des
modifications importantes de la structure vis-à-vis de la condition « Comp » soient visibles. En premier
lieu, nous avons voulu déterminer si la structure obtenue après avoir retiré la protéine NP serait proche, ou
non de la structure de l’ARN qui n’a pas été en contact avec la protéine NP.
L’analyse des R2 obtenus dans les conditions « NoNP » et « ProtK » (fig. 29), montre que ceux-ci sont

très nettement plus élevés que ceux obtenus précedemment par D. Ferhadian [98], 0,8 contre 0,17 pour le
segment NS et 0,71 contre 0,16 pour le segment M. Ainsi les diverses mises au point réalisées nous
permettent d’obtenir des données nettement plus reproductibles que précédemment. Par ailleurs les
courbes de tendances obtenues par D. Ferhadian montraient que la réactivité globale des nucléotides était
plus élevée dans la condition « ProtK », ce qui n’est pas le cas ici. Ces données suggèrent que la liaison puis
l’enlèvement de la protéine NP a un impact définitif assez limité sur la structure des ARN NS et M.

Figure 29. – Corrélations entre les données « NoNP » et « ProtK » pour les segments NS et M. Les données de la
condition NoNP sont en abscisse, celles de la condition ProtK sont en ordonnée.

Pour compléter cette première analyse, nous avons comparé les structures des ARN NS et M prédites en
utilisant les données de SHAPE obtenues dans les conditions « NoNP » et « ProtK » comme contraintes
expérimentales (figs. 30 à 33). En effet, les protéines chaperons de l’ARN facilitent son repliement en une
structure plus stable qui subsiste lorsque la protéine est enlevée.

Les prédictions de structure des ARN NS et M dans les conditions « NoNP » et « ProtK » ont pu être
générées à l’aide de RNAStructure [354] et mises en forme à l’aide de VARNA (version 3.93) [355]. Les
structures secondaires représentées sont considérées comme les plus stables. La couleur noire représente
les nucléotides pour lesquels la réactivité n’a pas pu être déterminée et correspondent soit à des régions
non couvertes en raison de la position des amorces, soit à des régions où l’on observe des arrêts fréquents
de la réverse transcriptase aussi bien dans les séquences que dans les ARN modifiés ou non. Les couleurs
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Figure 30. – Prédiction de la structure du segment NS dans la condition « NoNP ». Les couleurs représentent les
valeurs de réactivité. La numérotation s’effectuedu 3’ au 5’, comme le veut la conventiondans le domaine
des virus à ARN (-).
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Figure 31. – Prédiction de la structure du segment NS dans la condition « ProtK ». Les couleurs représentent les
valeurs de réactivité. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine
des virus à ARN (-).

62



Figure 32. – Prédiction de la structure du segment M dans la condition « NoNP ». Les couleurs représentent les
valeurs de réactivité. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la conventiondans le domaine
des virus à ARN (-). 63



Figure 33. – Prédiction de la structure du segment M dans la condition « ProtK ». Les couleurs représentent les
valeurs de réactivité. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la conventiondans le domaine
des virus à ARN (-).
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représentent les réactivités selon un gradient allant du blanc (0), à vert (0,4), orange (0,5) et rouge (> 0,8).

On observe pour les deux segments des ARN très structurés que ce soit dans les conditions « NoNP » ou
« ProtK ». En comparant les conditions « NoNP » (fig. 30) et « ProtK » (fig. 31) pour l’ARN NS, même si les
structures secondaires paraissent à première vue très différences, on observe la conservation de motifs
structuraux locaux. On observe également la conservation de certains motifs structuraux pour le segment
M, entre les structures obtenues avec les données « NoNP » (fig. 32) et les données « ProtK » (fig. 33). Cela
est également visible avec l’aide d’une représentation sous forme d’arc avec le webserver R-chie et
RNApdbee [356–359], dans laquelle la partie inférieure représente les interactions différentes entre les
conditions « NoNP » et « ProtK ». Pour le segment NS (annexe 3) et pour le segment M (annexe 4), on
n’observe des changements de structure que dans quelques régions. Afin d’analyser plus en détails les
structures prédites par RNAStructure, le logiciel RNAStructViz [360] est utilisé.

Pour le segment NS, on retrouve environ 4 interactions à longue distance uniquement dans la condition
« NoNP » et 4 interactions à longue distance propres à la condition « ProtK » (fig. 34A). On retrouve un
total de 275 nucléotides impliqués dans des interactions pour la condition « NoNP » et 265 pour la
condition « ProtK » pour le segment NS; 309 et 302 pour le segment M. On retrouve donc un nombre
proche de nucléotides impliquées dans ces interactions et les changements consistent majoritairement en
des relocalisations vers des régions qui étaient également en interaction dans l’autre condition. Au sein
des nucléotides impliqués dans ces interactions, on retrouve pour les conditions « NoNP » et « ProtK » du
segment NS 123 et 122 nucléotides dans des interactions G-C (environ 45%), 124 et 118 dans des
interactions A-U (environ 45%) et 28 et 25 dans des interactions G-U (environ 10%). Pour le segment M,
on retrouve 138 et 140 nucléotides dans des interactions G-C (environ 45%), 138 et 132 nucléotides dans des
interactions A-U (environ 45%) et 33 et 30 nucléotides dans des interactions G-U (environ 10%). Il n’y a
donc pas de biais induit par la fixation de la protéine NP sur les types d’interaction entre nucléotides, que
ce soit pour le segment NS ou le segment M. Les quelques différences entre les conditions « NoNP » et
« ProtK » sont à priori dues à des réarrangements entre des régions déjà en interaction avant le contact
avec la protéine NP.

Pour le segment M, on retrouve 4 interactions à longue distance propres à la condition « NoNP » et 4
propres à la condition « ProtK », ainsi que plusieurs interactions à plus courte distance propres à chacune
des conditions (fig. 34B). La plupart des interactions à longue distance se forment soit à proximité d’une
interaction commune aux deux conditions, soit à proximité d’une interaction se formant dans l’autre
condition (au milieu de la région 475-554 par exemple). On ne trouve ainsi que deux et une interaction(s)
à longue distance propres aux conditions « NoNP » et « ProtK ». Pour la condition « NoNP », on retrouve
39% de nucléotides qui sont spécifiques à cette condition, contre 21% pour le segment NS. Dans la
condition « ProtK », on en retrouve 37% pour le M contre 18% pour le NS. Le segment M voit donc plus de
réarrangements structuraux s’effectuer que le segment NS, mais ils ont un impact moindre sur la structure
globale de l’ARN, car il s’agit essentiellement de réarrangements locaux.
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(A)

(B)

Figure 34. – Représentation des différences entre les structures obtenues dans les conditions « NoNP » et « ProtK »
pour le segment NS (A) et M (B). Les arcs représentent les interactions entre les différentes régions de
l’ARN selon les conditions : en noir pour les interactions que l’on retrouve dans les deux conditions
«NoNP » et « ProtK », en jaune pour les interactions que l’on ne retrouve que dans la condition «NoNP »
et en violet pour les interactions que l’on ne retrouve que dans la condition « ProtK ». Les chiffres
dans la légende correspondent au nombre de nucléotides en interaction dans chaque condition. La
numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-
).
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La comparaison des structures prédites avec celles obtenues précédemment par D. Ferhadian [98]
montre que la plupart des tiges boucles sont retrouvées. Pour le segment NS dans sa condition « NoNP »
(annexe 5), les structures les plus longues (structures n°1, 7, 8) semblent partager le même pattern pour les
nucléotides fortement réactifs, que l’on retrouve aux mêmes positions. Les tiges boucles plus courtes
peuvent également partager beaucoup de similarités (structure n°5), être plus réactives dans les données
plus récentes (structures n°3, 4 et 6) ou bien moins réactives (structure n°2). Dans la condition « ProtK »
(annexe 6), On observe un schéma un peu différent avec moins de structures similaires en termes de
positions réactives (structures n°1, 4), plus de structures plus réactives dans les données récentes
(structures n°2, 3, 5, 6 et 7) et autant de structures avec une réactivité moindre dans les données récentes
(structure n°8).

On retrouve pour la condition « NoNP » du segment M une majorité de structures avec des réactivités
proches dans les données de D. Ferhadian et les plus récentes (annexe 7) (structures n°1, 3, 5 et 7), et des
proportions équivalentes de structures plus réactives dans les données récentes (structures n°2 et 4) et de
structures moins réactives (structures n°6 et 8). Dans la condition « ProtK » on a, contrairement au
segment NS, plus de structures similaires entre les données de D. Ferhadian et les données les plus
récentes (annexe 8) (structures n°4, 5, 6, 8, 9, 10), une structure de plus étant plus réactive dans les
données récentes (structures n°1, 3, 7) et deux structures plus réactives avec les données les plus récentes
(structures n°2, 11).

Bien que l’on puisse observer dans les résultats de D. Ferhadian une différence entre les données
« NoNP » et « ProtK » (notamment via les coefficients de corrélation), on ne retrouve pas de différences
marquées entre les structures prédites avec les données les plus récentes. Ainsi, les différences observées
dans les données de D. Ferhadian étaient potentiellement dues à une baisse de la réactivité au niveau
global dans la condition « ProtK », diminuant le coefficient de corrélation sans pour autant modifier
drastiquement les prédictions de structure.

Les variations des réactivités entre chaque condition considérées comme biologiquement significatives
ont été déterminées selon la méthode suivante : la différence de réactivité pour chaque nucléotide entre
chaque condition a été calculée. Un cut-off de 0,15 a été appliqué afin de retirer les différences trop faibles.
Le pourcentage de changement de réactivité a ensuite été calculé (par exemple pour une comparaison
NoNP-Comp, (valeur NoNP - valeur Comp)/(valeur Comp)) et un nouveau cut-off a été appliqué afin de
retirer les pourcentages de moins de 40% d’augmentation ou de diminution. Les différences ont ensuite
été illustrées sur les structures secondaires de chaque ARN prédites à l’aide des données « NoNP ».

En analysant les figures obtenues, on n’observe qu’un nombre assez restreint de nucléotides pour
lesquels on observe un changement important pour le segment NS (fig. 35). De plus, ces changement sont
en majorité des augmentations de réactivité au sein de boucles ou des diminutions de réactivité dans des
régions prédites comme étant double brin, ce qui ne semble pas indiquer un grand nombre de
changements structuraux. L’analyse du segment M montre des conclusions proches (fig. 36), avec des
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ΔNoNP-Comp ΔProtK-Comp ΔNoNP-ProtK
NS M NS M NS M

Nb % Nb % Nb % Nb % Nb % Nb %
Dimin. >50% 169 19,0% 255 24,8% 196 22,0% 253 24,6% 45 5,1% 105 10,2%
40% > Dimin. < 50% 6 0,7% 5 0,5% 9 1,0% 7 0,7% 4 0,4% 8 0,8%
Dimin. ou Augm. <40% 529 59,4% 520 50,6% 504 56,6% 510 49,7% 745 83,7% 810 78,9%
40% > Augm. < 50% 11 1,2% 24 2,3% 16 1,8% 24 2,3% 13 1,5% 21 2,0%
Augm. >50% 175 19,7% 223 21,7% 165 18,5% 233 22,7% 83 9,3% 83 8,1%

Tableau 6. – Nombre et pourcentage de nucléotides pour lesquels des changements importants, ou non, de réactivité
sont détectés.

diminutions de réactivité dans les régions double brin et des augmentations dans les tigles boucles.
Quelques changements de réactivité pourraient montrer des modifications struturales, mais ces régions
sont peu nombreuses (région 690-695 du segment NS et régions 726-729 et 782-786 par exemple).

Les pourcentages de réactivité ont également été calculé entre les conditions « NoNP » et « Comp »
ainsi que « ProtK » et « Comp » (leur analyse plus détaillée sera réalisée dans la prochaine partie), afin de
pouvoir comparer les éventuelles différences avec la comparaison « NoNP-ProtK ».

La quantification des changements de réactivité observés (table 6) montre qu’à l’exception de la
comparaison ΔNoNP-ProtK pour le segment NS, on retrouve à peu près le même pourcentage de
nucléotides pour lesquels on observe une diminution ou une augmentation de réactivité d’au moins 50%.
Quand on compare les conditions « NoNP » ou « ProtK » à la condition « Comp », le pourcentage de
nucléotides pour lesquels les variations sont limitées à moins de 40% reste très proche (59,4% et 56,6%
pour NS, 50,6% et 49,7% pour M), confirmant qu’il n’y a que peu de différences entre les conditions
« NoNP » et « ProtK ». La comparaison de ces deux conditions montre que l’on retrouve une grande
majorité de nucléotides pour lesquels les changements de réactivité sont limités (83,7% pour NS, 78,9%
pour M). Bien qu’une proportion plus importante de nucléotides observe une augmentation de réactivité
dans la condition « ProtK » par rapport à la condition « NoNP » pour le segment NS, cela montre qu’il n’y a
qu’une part minoritaire de nucléotides pour lesquels des changements importants de réactivité sont
observés.

Afin d’exploiter au mieux les données, une analyse avec le logiciel ∆SHAPE [361] a été réalisée. Ce
logiciel calcule les différences de réactivités sur une fenêtre glissante de 5 nucléotides. Les erreurs
standards pour chaque position sont utilisées afin de réaliser un test Z-factor modifié ainsi qu’un Standard
score afin de déterminer les différences significatives.

La comparaison des conditions « NoNP » et « ProtK » pour les segments NS (fig. 37A) et M (fig. 37B)
montre que pour le segment NS on n’observe que quatre régions avec des diminutions significatives
(table A1). Pour le segment M (table A2), on observe plus de variations, avec sept régions avec des
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Figure 35. – Représentation des changements de réactivités de l’ARN NS entre les conditions « NoNP » et « ProtK »
sur la structure de l’ARN prédite avec les données de la condition « NoNP ». La numérotation s’effectue
du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).

69



Figure 36. – Représentation des changements de réactivités de l’ARN M entre les conditions « NoNP » et « ProtK »
sur la structure de l’ARN prédite avec les données de la condition « NoNP ». La numérotation s’effectue
du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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diminutions significatives et dix-huit régions avec des augmentations significatives. Il faut noter que
∆SHAPE ne conserve que les régions pour lesquelles au moins 3 des 5 nucléotides consécutifs présentent
une différence significative de réactivité, ce qui par rapport à notre analyse précédente élimine
automatiquement tous les nucléotides ou les paires de nucléotides isolé(e)s. Les différences calculées sont
également plus importantes pour le segment NS que pour le segment M. On peut observer plus en détails
les 4 régions déterminées comme ayant des différences significatives pour le segment NS par ∆SHAPE :
564-567, 594-597, 653-662 et 700-707. La première région se situe dans une région prédite comme étant
simple brin dans la condition « NoNP » et la réactivité augmenterait dans cette région dans la condition
« ProtK ». La seconde montre une augmentation d’environ 40% de la réactivité à la base d’une tige boucle
qui se situe auprès d’une boucle interne. La troisième correspond à une tige boucle dont seuls 4
nucléotides montrent une augmentation de réactivité d’au moins 50%; cependant 3 de ces nucléotides
sont dans la région simple brin de la tige boucle. Enfin la quatrième région ne montre aucune variation de
réactivité qui serait biologiquement significative. En conclusion, on ne peut pas conclure sur l’existence
d’un remodelage de l’ARN par la protéine NP qui persisterait après l’enlèvement de la protéine pour le
segment NS. En effet, il n’y a que peu de différences significatives et celles-ci ne sont pas porteuses d’un
sens biologique. Pour le segment M, plus de différences sont visibles (23 régions détectées avec∆SHAPE),
cependant l’un des réplicats de la condition « ProtK » du segment M comporte des valeurs aberrantes qui
consistent en des augmentations fortes de réactivité sur un ou deux nucléotides. Quand on regarde les
régions détectées à l’aide de ∆SHAPE, la majorité des régions détectées font 3 ou 4 nucléotides de
longueur (respectivement 48% et 22%). Concernant les régions plus longues, on observe pour les régions
597-602 et 816-821 une diminution de la réactivité dans des régions prédites comme étant double brin.
Pour les régions 708-714, 722-726 et 792-797, on observe des diminutions de réactivité dans des boucles
internes. Pour la région 743-751, les réactivités augmentent ou diminuent deux à deux. Enfin dans la région
782-786 les réactivités augmentent dans une région simple brin. Ainsi, contrairement au segment NS, il
pourrait y avoir quelques réarrangements structuraux qui seraient toujours présents après l’enlèvement de
la protéine NP. On confirme bien ici que les conditions « NoNP » et « ProtK » sont assez proches pour le
segment NS et présentent quelques différences pour le segment M. Les quelques différences significatives,
certes limitées, indiquent que la protéine NP n’a qu’une action de remodelage pérenne de la structure des
ARNv plutôt limitée.

Les données obtenues sur les segments NS et M dans les conditions « NoNP » et « ProtK » ont été
utilisées afin de modéliser des structures 3D des ARN à l’aide de 3dRNA [362]. Les structures sont
présentées dans les annexes. Il est intéressant de noter que pour le segment NS, la structure modélisée
pour la condition « NoNP » (annexe 9) apparait comme plus allongée et moins condensée que pour la
condition « ProtK » (annexe 10). Pour le segment M, on observe des structures modélisées plus proches
entre la condition « NoNP » (annexe 11) et la condition « ProtK » (annexe 12), avec une tige boucle qui
semble se dégager du reste de la structure dans la condition « ProtK ». Les données du segment NS
peuvent permettre d’émettre l’hypothèse que certaines des différences visibles entre les données « NoNP »
et « ProtK » pourraient être dues à une compaction de l’ARN suite à l’élimination de la protéine NP, qui
forme un squelette au centre de l’ARN.
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(A)

(B)

Figure 37. – Représentation des différences obtenues avec ΔSHAPE entre les conditions « NoNP » et « ProtK »
(ΔNoNP-ProtK) pour les segments NS (A) et M (B). Les barres vertes et violettes représentent
respectivement des différences significatives de réactivités positives et négatives. La numérotation
s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).

Ainsi, mes données ne sont pas en faveur de l’existence d’une activité chaperon au sens strict de la
protéine NP, ceci pour plusieurs raisons. Tout d’abord, une protéine possèdant un effet chaperon de l’ARN
se fixe de façon transitoire à l’ARN, ce qui n’est pas le cas de la protéine NP, qui reste liée en permanence à
l’ARN, à l’exception des étapes de transcription et de réplication. Ensuite, cette activité chaperon de l’ARN
subsiste même après élimination ou décrochage de la protéine NP. Mes données montrent qu’après avoir
retiré la protéine NP, l’ARN retrouve une structure proche des ARNv nus. Quelques différences subsistent,
mais contrairement aux ARNv nus qui se replient d’une façon plus « anarchique », les ARNv desquels sont
retirés la protéine NP ont tous une structure très proche, ce qui limite la variabilité des structures
obtenues lorsque la protéine NP est retirée et que les RNPv « s’effondrent » sur elles-mêmes.
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c. Analyse de la liaison de la NP à l’ARN
Afin de déterminer les différentes régions exposées au solvant en présence de la protéine, les complexes

entre l’ARN et la NP ont été formés avant de réaliser la modification. Une modification de l’ARN seul a été
réalisée en parallèle afin de pouvoir observer les différences de structure entre les deux conditions. La
présence de la protéine NP devrait avoir deux effets : d’une part remodeler la structure de l’ARN,
changeant les régions simples brin ou liées à l’ARN et d’autre part se fixer dans certaines régions, y laissant
une empreinte.

Modifications de la structure de l’ARN

Dans un premier temps, les changements de réactivité ont été analysés comme précédemment pour les
comparaisons NoNP-Comp et ProtK-Comp pour les segments NS et M. Lorsque l’on compare les
conditions « NoNP » et « Comp » du segment NS (fig. 38), on observe de nombreux changements de
réactivité sur plusieurs nucléotides consécutifs. La majorité des diminutions de réactivité sont présentes
au sein des boucles terminales, internes et des hernies et plus rarement sur les extrémités d’hélices peu
stables. La principale difficulté pour ces analyses en présence/absence de la protéine NP est qu’il n’est pas
possible de distinguer, avec uniquement le réactif NMIA, si une région est double-brin ou liée à la protéine
NP. Ainsi, il ne sera pas possible d’obtenir des régions potentielles de liaison pour toutes les protéines NP
liées à l’ARN. Deux régions sont assez longues (397-408 et 858-877) et pourraient être des sites de liaison à
la protéine NP. On pourrait avoir la formation d’une boucle interne au niveau des nucléotides 274-281. La
tige boucle 227-244 devient simple brin en présence de NP alors que la boucle terminale pourrait devenir
double brin ou fixer la NP. Les hélices 292-327 et 804-839 s’ouvrent également. Des protections sont
observées sur les nucléotides 614-619, 791-795 qui sont soit protégés par la NP soit deviennent appariés.

On retrouve pour le segment M des caractéristiques identiques (fig. 39). Les changements de réactivités
sont majoritairement observés sur des nucléotides contigus, avec des diminutions de réactivité au niveau
des boucles et des augmentations au niveau des régions d’ARN double brin. Ici aussi, les augmentations et
diminution sont très majoritairement d’au moins 50% de la valeur initiale. A la différence du segment NS,
la région correspondant aumilieu du segment (~513-514) ne se situe pas dans une longue région simple brin
qui s’ouvre en présence de la protéine NPmais comporte plus de boucles terminales et de boucles internes.
On observe la formation d’une région simple brin aux positions 117-122, ainsi qu’à proximité de l’extrémité

apicale de la tige boucle 133-146.
Les régions 123-128, 139-144 seraient soit fixées par la NP, soit appariées à une région de l’ARN. Les

extrémités apicales de la tige boucle 371-393 et 440-453 seraient également double brin ou liées à la NP
quand la protéine est présente. La tige boucle 552-567 et la boucle terminale 583-594 subiraient les mêmes
changements.
Dans la tige boucle 647-712, on observe des diminutions de réactivité au niveau des boucles internes

qui seraient donc soit fixées par la NP, soit appariées alors que les régions 687-692 et 698-701 s’ouvrent.
On retrouve la même chose pour la tige boucle 714-791 où les régions double brin entre les boucle internes
s’ouvrent enprésencedeNPalors que les boucles internes voient leur réactivité diminuer. Pour la tige boucle
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Figure 38. – Représentation des changements de réactivités de l’ARN NS entre les conditions « NoNP » et « Comp »
sur la structure de l’ARN prédite avec les données de la condition « NoNP ». La numérotation s’effectue
du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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Figure 39. – Représentation des changements de réactivités de l’ARN M entre les conditions « NoNP » et « Comp »
sur la structure de l’ARN prédite avec les données de la condition « NoNP ». La numérotation s’effectue
du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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248-322, les deux boucles internes en 266-270 et 274-280 deviendraient double brin ou liées à la NP tandis
que les régions 300-303 et 307-310 deviennent simple brin. La boucle interne formée par les nucléotides
644-647, 712-714 et 792-799 serait également modifiée de la même manière. Cela serait aussi le cas pour la
boucle terminale 974-987. La tige boucle 853-894, ainsi que la moitié de la tige boucle 900-913 s’ouvrent
presque en présence de la protéine.
La région double brin correspondant au milieu du segment (507-513) devient simple brin après fixation

de la protéine. Les autres régions double brin à proximité (493-496, 501-503, 524-527 et 533-539) voient
également leurs réactivités augmenter fortement en présence de la protéine. Les boucles internes à
proximité possédant de nombreux nucléotides dont la réactivité diminue, il y aurait donc des
restructurations importantes dans cette région.
On peut noter l’augmentation de réactivité dans des régions proches de l’extrémité 5’ du segment

(1021-1025), sensées interagir avec le complexe réplicase.

Si l’on compare les conditions « ProtK » et « Comp », on observe que les variations de réactivités sont
peu ou prou les mêmes que lors de la comparaison des conditions « NoNP » et « Comp », que ce soit pour
le segment NS (annexe 13) ou le segment M (annexe 14). On retrouve quelques régions où les réactivités
varient de façon importante entre les deux conditions (par exemple les régions 165-169, 522-525 et 791-799
pour le segment M), mais ces régions sont généralement sans changements significatif dans une des
comparaisons avec la condition « Comp » alors que l’autre montre une augmentation ou une diminution
de la réactivité. On ne retrouve cependant pas de régions longues pour lesquelles on observerait dans une
comparaison une augmentation de réactivité en présence de la NP et dans l’autre comparaison, une
diminution de la réactivité. Le milieu du segment ne montre pas de changements importants de
réactivités entre les conditions, que ce soit pour le segment NS ou le segment M. On a donc bien des
données assez proches entre les deux conditions « NoNP » et « ProtK », bien que quelques différences
locales soient visibles, ce qui confirme les observations précédentes.

Bien que nous ayons pu déterminer plusieurs régions potentiellement impliquées dans la liaison à la
protéine NP, il reste encore à affiner l’analyse de ces régions, en cherchant lesquelles sont statistiquement
et biologiquement les plus significatives et quel est le sens biologique des augmentations et diminutions
de réactivité. En effet, ces deux dernières auront un sens biologique clairement défini uniquement si
l’augmentation ou la diminution de la réactivité dénote d’un changement de la flexibilité de la base. A titre
d’exemple, une diminution d’une valeur de 2 de réactivité à 1, représente une diminution importante
cependant, pour les deux valeurs, ce nucléotide serait considéré comme ayant une forte flexibilité. Il faut
donc prendre ce paramètre en compte lors des prochaines analyses.
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Analyse de la fixation de la protéine NP sur l’ARN

Dans un second temps, nous avons voulu affiner l’analyse de la fixation de la protéine NP en cherchant
des régions avec des différences significatives qui pourraient correspondre à des sites de fixation de la
protéine NP ainsi que la composition de ces régions protégées.

Comme pour la recherche de l’activité chaperon de l’ARN de la NP, les comparaisons∆NoNP-Comp et
∆ProtK-Comp ont été analysées à l’aide du logiciel∆SHAPE.
Les différences sont assez limitées pour le segment NS lorsqu’on compare les données ΔNoNP-Comp

(fig. 40A) et ΔProtK-Comp (fig. 40B). On retrouve quelques différences néanmoins. Par exemple, on
retrouve la région 235-237 où la différence est significative pour les données ΔNoNP-Comp mais pas pour
ΔProtK-Comp. Cependant le profil des courbes à cet endroit est le même, suggérant qu’une plus grande
variabilité au niveau des erreurs standards pourrait expliquer cette différence de signifiance statistique.
On observe la même situation pour les régions 426-428 et 458-461, où les profils sont similaires bien que
non statistiquement différents dans les données ΔProtK-Comp, au contraire des données ΔNoNP-Comp.
Certaines différences sont cependant dues à des différences de profil, comme les régions 590-595, 654-663,
705-707, 754-758 et 842-847.

(A)

(B)

Figure 40. – Représentation des différences obtenues avec ∆SHAPE entre les conditions « NoNP » et « Comp »
(∆NoNP-Comp) (A) ou « ProtK » et « Comp » (∆ProtK-Comp) (B) pour le segment NS. Les barres
vertes et violettes représentent respectivement des différences significatives de réactivités positives et
négatives. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus
à ARN (-).

On retrouve des observations similaires pour le segment M, avec des profils ΔNoNP-Comp (fig. 41A) et
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ΔProtK-Comp (fig. 41B) très proches. Comme pour le segment NS, une partie des différences visibles entre
les conditions ΔNoNP-Comp et ΔProtK-Comp sont attribuables à des erreurs standards trop élevées,
d’autres à des différences de profil, comme les régions 98-102, 142-144, 166-169, 212-214, 246-248, 259-261,
300-309, 478-480, 501-503, 525-528, 924-926 et 950-954. Par exemple, dans la région 550-552, on a le même
profil, avec uniquement une différence d’intensité. On n’observe pas, comme pour le segment NS, de
différences marquées de profil.

(A)

(B)

Figure 41. – Représentation des différences obtenues avec ∆SHAPE entre les conditions « NoNP » et « Comp »
(∆NoNP-Comp) (A)ou«ProtK»et «Comp» (∆ProtK-Comp) (B)pour le segmentM. Lesbarres vertes et
violettes représentent respectivement des différences significatives de réactivités positives et négatives.
La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).

Le logiciel ∆SHAPE bien qu’utilisable pour nos expériences, a été conçu dans l’optique d’analyser des
données issues de la technique SHAPE-MaP. La technique de RT utilisée dans nos travaux peut entrainer
une variabilité plus importante des données, ce qui influe sur l’erreur utilisée par ∆SHAPE pour
déterminer quelles sont les différences significatives ou non. Ainsi pour obtenir le maximum
d’informations sans en perdre, les données obtenues dans les différentes conditions ont été traitées de la
sorte : chaque nucléotide s’est vu attribué une catégorie (0 : non réactif ; 1 : moyennement réactif (entre 0,4
et 0,8) ; 2 : fortement réactif (supérieur à 0,8)) puis les changements de catégories ont été calculés pour les
nucléotides dont la réactivité varie d’au moins 40%. Ces données ont ensuite été recoupées avec les
résultats issus de la comparaison avec∆SHAPE.

Afin d’essayer d’avoir des informations sur l’environnement des nucléotides détectés avec∆SHAPE, les
nucléotides pour lesquels on n’observe pas de changement de catégories sont également représentés, une
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couleur spécifique est donc associée aux nucléotides qui ne sont pas réactifs dans les deux conditions
(gris), faiblement réactifs (jaune) ou fortement réactifs (magenta). Les nucléotides pour lesquels on
observe un changement de catégorie mais une variation de la réactivité inférieure à 40% ou bien une
variation importante de la réactivité sans changement de catégorie sont représentés en blanc.

Les données entre les conditions « NoNP » et « ProtK » étant fortement similaires, seules seront
abordées ici les comparaisons entre les données « ProtK » et « Comp » pour les segments NS (fig. 42) et M
(fig. 43), les comparaisons entre « NoNP » et « Comp » sont présentées dans les annexes (annexe 15) et
(annexe 16).

Il est ainsi possible de chercher la présence de régions qui pourraient être impliquées dans des
interactions ARN-ARN ou ARN-NP ou bien des régions qui seront exposées en présence de la protéine NP,
même si avec uniquement des données obtenues avec le réactif NMIA, il sera impossible de déterminer si
il s’agit d’une interaction ARN-ARN ou ARN-NP. Dans le premier cas, il va s’agir de régions comportant
plusieurs nucléotides pour lesquels on observe une diminution d’une ou deux catégories, dans l’idéal
ayant été également détectée par∆SHAPE. Il est possible que des nucléotides non-réactifs soient présents
dans cette région : la fixation de la NP pourrait ouvrir une région double-brin, dans laquelle une autre
protéine NP se fixerait. Dans ce cas, le nucléotide serait en interaction dans les deux conditions et
possèderait donc une réactivité inférieure à 0,4. Dans le second, il s’agira de régions qui pourront être de
potentiels sites d’interaction avec les autres segments.

Pour le segment NS (fig. 42), une première région est détectée par ∆SHAPE aux positions 235-237. On
pourrait supposer l’existence d’une liaison à la NP sur les douze nucléotides allant de 231 à 242,
comportant les différents nucléotides détectés ici ainsi que d’autres nucléotides avec des variations forte
de réactivité. Une seconde région est détectée aux positions 257-261. Une protéine NP pourrait se fixer à
partir du G en position 257 jusqu’à la position 268. La région 262-272 n’étant pas analysable, il est difficile
de confirmer cela. Cependant la fixation de la NP à cette région la placerait à 14 nucléotides de la région
précédemment identifiée. On sait que l’on compte 24 nucléotides pour une protéine NP, si l’on suppose
que les nucléotides sont répartis en deux groupes de six nucléotides qui ne sont pas en interaction avec la
protéine NP encadrant douze nucléotides interagissant avec la protéine, cette région serait placée
correctement. La région 330-341 pourrait également être un site de fixation de la protéine NP. Les
nucléotides 397-408 sont une des cibles les plus probables pour la fixation de la protéine NP. On retrouve
cette région à proximité du milieu du segment, que la fixation de la NP permettrait d’ouvrir. De plus, il
s’agit de l’une des longues régions détectées par ∆SHAPE. Il est possible d’imaginer une liaison de la
protéine aux positions 490-497, mais l’environnement étant très peu réactif, il est difficile de tirer des
conclusions. Bien que∆SHAPE détecte des différences significatives pour les nucléotides 505-507, il s’agit
d’une région qui ne varie que très peu. Les variations mesurées ne correspondant pas à des changements
de catégories, il est donc difficile de conclure sur le sens biologique de ces variations. On retrouve la même
situation pour la tige boucle 564-579. Pour la boucle 613-620, on voit une diminution de la réactivité pour
les nucléotides présents dans la boucle, alors que les deux U qui forment les débuts de la boucle voient
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leur réactivité augmenter. Bien qu’il soit possible que la NP se fixe à cette boucle, il est aussi probable que
suite aux réarrangements structuraux, cette boucle interagissent avec une autre région du segment. Pour
la boucle 651-660 et la boucle interne 684-689/704-707,∆SHAPE détecte des variations significatives pour
des nucléotides qui restent non réactifs dans les deux conditions, mais cela ne doit pas avoir de
significations concernant la structure et plus être dû aux variations des réactivités, où l’on retrouve des
alternances entre des valeurs fortement négatives et des valeurs positives également très fortes. En
prenant notamment en compte les variations de réactivité , on ne peut exclure l’existence de deux sites de
fixation de la protéine. Le premier allant de la position 791 à la position 802 et le second se situant dans la
région 816-829. Ces deux régions seraient situées à un peu plus de douze nucléotides de distance, donc en
cohérence avec les connaissances actuelles, mais on retrouve également une ouverture des régions situées
à proximité de ces deux régions (804-815 et 830-839). Enfin, un site potentiel de liaison à la NP se
trouverait dans la région 858-877, ou s’apparierait à une autre région de l’ARN.

Dans le cas du segment M (fig. 43), on retrouve plus de régions détectées par ∆SHAPE comme
présentant des différences significatives, mais beaucoup sont très courtes (ex : position 124) et plusieurs
ne sont pas dans des contextes qui sont facilement interprétables (régions 134-136 et 142-144). On pourrait
estimer la position d’un premier site de fixation de la protéine NP dans la région 197-208, également
détectée en partie par deltaSHAPE. La région 246-255 pourrait également faire partie d’un site de fixation
à la protéine il y a beaucoup de nucléotides non réactifs et quelques nucléotides qui voient des
augmentations assez fortes de réactivité, ainsi il est difficile de l’affirmer. Les nucléotides 277-279 subissent
des changements probablement dû à des réarrangements structuraux étant donné la proportion des
nucléotides environnants à voir leur réactivité augmenter. Les positions 322-333 pourraient faire partie
d’un site de liaison à la NP, tout en étant détectées par ∆SHAPE. Des réarrangements structuraux
pourraient expliquer les changements des nucléotides 444-447. Il en est de même pour les nucléotides
350-357. Étant donné la diminution de réactivité des nucléotides de la boucle 379-386, il serait possible de
retrouver un site de liaison à la NP dans la région 364-386, mais il est difficile de le situer précisément. Les
nucléotides 396-399 pourraient faire partie d’un site de liaison mais il y a trop peu d’information pour
l’envisager fortement. La région 428-439 est une bonne candidate pour la fixation de la NP. Les positions
516-523 pourraient faire partie d’un site de liaison. La fixation de la protéine dans cette région pourrait
permettre l’exposition des nucléotides situés en 534-539. La boucle 556-563 pourrait interagir avec une
région de l’ARN après fixation de la protéine à proximité (par exemple dans la région 540-551). Un site de
fixation potentiel peut être retrouvé dans la région 584-595. Un autre site serait envisageable aux positions
606-617 mais ces deux sites sont assez proches, dans une région de 33 nucléotides. Soit la structure de
l’ARN permet la fixation de deux NP relativement proches, soit l’on peut retrouver localement un ratio
différent de 1 protéine NP pour 24 nucléotide tel que rapporté dans la littérature. De même, la région
627-638 pourrait être un site de fixation mais est également proche de la seconde région. Le manque de
nucléotides démontrant des augmentations ou diminutions fortes de réactivités dans cette région
empêche de pouvoir définir précisément si un, deux ou trois sites de liaisons pourraient être présents ici.
Une autre région candidate serait la région 726-737. On peut envisager un autre site de fixation dans la
région 840-851. La boucle 974-987 pourrait soit comporter un site de fixation, soit se réapparier avec une
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ARN NS Protection NS Changement ARNM Protection M Changement
A 208 (23,4%) 27 (26,5%) +3,1% 253 (24,6%) 23 (25,6%) +1%
U 285 (32%) 40 (39,2%) +7,2% 298 (29%) 21 (23,3%) -5,7%
C 215 (24,2%) 20 (19,6%) -4,6% 263 (25,6%) 35 (38,9%) +13,3%
G 182 (20,4%) 15 (14,7%) -5,7% 213 (20,8%) 11 (12,2%) -8,6%

Tableau 7. – Nucléotides présents dans les régions où se fixe potentiellement la protéine NP.

autre région de l’ARN. Comme pour le segment NS, on retrouve une augmentation des réactivités sur la fin
du segment (1011-1025) mais il se peut que cela soit dû au fait que l’on approche de l’extrémité de l’ARN, ce
qui générerait un signal plus important, sans que cela soit lié au fait que les bases soient en interaction ou
non.

Plusieurs limitations subsistent pour les deux ARN. Tous les sites de fixation de la protéine NP ne sont
pas visible : en se fixant sur une région simple brin, la NP peut permettre l’ouverture d’une région
précédemment double brin ; si la NP se fixe sur l’un ou les deux brin(s) devenu(s) simple brin, la fixation
de la NP sur cette région ne sera pas visualisable avec le réactif SHAPE. De plus, la majorité des sites de
fixation de la protéine semblent être situés au sein des boucles ; si la protéine NP se fixe dans une région
précédemment double brin, son effet ne sera pas visible, sauf si l’hélice d’ARN est déstabilisée.

La répartition des nucléotides impliqués dans des diminutions de réactivité en présence de la protéine
NP a été analysée (table 7). On retrouve majoritairement des C et des U (respectivement 28,6% et 31,8%),
26% de A et des G en minorité (13,5% ). D. Ferhadian avait obtenu des résultats très similaires en utilisant
une NP sous forme essentiellement trimérique [98]. Par rapport à la composition des ARNv NS et M, les
régions protégées par la protéine NP sont légèrement enrichies en C (28,6% contre 25% dans l’ensemble
des nucléotides des deux ARN) et appauvries en G (13,5% contre 20,6%), alors que les nucléotides A (26%
contre 24%) et U (31,8% contre 30,4%) sont dans la même proportion que la composition des ARN.

La composition en dinucléotides a également été analysée (fig. 44) afin d’essayer de déterminer
l’existence de motifs préférentiellement liés à la protéine NP. On retrouve ainsi une proportion plus
importante de dinucléotides AC, UA et CC dans les sites potentiels de liaison à la NP que dans les ARN
alors que les dinucléotides AG, UG, GA et GG sotn moins représentés. Ces données sont en corrélation
avec l’enrichissement des sites potentiels de liaison à la NP en G et leur appauvrissement en C, ce qui avait
également été observé par D. Ferhadian.
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Figure 42. – Représentation des changements de catégories et des régions identifiées à l’aide de ∆SHAPE pour le
segment NS entre les conditions « ProtK » et « Comp ». La structure secondaire a été prédite à l’aide
des données « ProtK » et les catégories ont été définies selon les valeurs de réactivité : 0 : non réactif ;
1 : moyennement réactif (entre 0,4 et 0,8) ; 2 : fortement réactif (supérieur à 0,8). Les changements de
catégories ont été calculés pour les positions pour lesquels un changement de la réactivité d’au moins
40%aété observé.Un changement de catégorie sans un changement suffisant de la réactivité est indiqué
en blanc. Les nucléotides pour lesquels les catégories ne changent pas entre les deux conditions sont
également indiqués. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine
des virus à ARN (-).
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Figure 43. – Représentation des changements de catégories et des régions identifiées à l’aide de ∆SHAPE pour le
segment M entre les conditions « ProtK » et « Comp ». La structure secondaire a été prédite à l’aide
des données « ProtK » et les catégories ont été définies selon les valeurs de réactivité : 0 : non réactif ;
1 : moyennement réactif (entre 0,4 et 0,8) ; 2 : fortement réactif (supérieur à 0,8). Les changements de
catégories ont été calculés pour les positions pour lesquels un changement de la réactivité d’au moins
40%aété observé.Unchangementde catégorie sansun changement suffisant de la réactivité est indiqué
en blanc. Les nucléotides pour lesquels les catégories ne changent pas entre les deux conditions sont
également indiqués. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine
des virus à ARN (-).
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Figure 44. – Composition des régions potentiellement protégées par la protéine NP en dinucléotides. Les
pourcentages de dinucléotides observés dans les régions protégées des segments NS et M cumulés sont
représentés par les barres rouges et la composition en dinucléotide des deux segments cumulés est
représentée par les barres bleues.
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d. Comparaison avec la littérature
La structures des ARN viraux de différentes souches de virus Influenza ont été étudiés par diverses

techniques, notamment des techniques de SHAPE-MaP [277]. Les données obtenues au cours de cette
étude ont été récupérées afin de les comparer à celles obtenues au cours de cette thèse. Le travail dans
cette étude a été mené sur des ARN nu produits par transcription in vitro, des ARN au sein de particules
virales et sur des ARN obtenus après traitement des particules virales à la protéinase K.

Dans un premier temps, les réactivités ont été comparées entre les différentes conditions : « NoNP »
comparé aux ARN produits in vitro, « ProtK » comparé aux ARN obtenus après traitement à la protéinase
K et « Comp » aux ARN modifiés à l’intérieur de la particule virale (fig. 45). Les R2 calculés ainsi sont tous
faibles, montrant de fortes divergences entre les données obtenues au cours de cette thèse et celles
obtenues par B. Dadonaite et al. [277]. Il est à noter que dans cette étude, il n’a pas été réalisé de façon
systématique un triplicat pour chaque condition.

Figure 45. – Corrélations des données NS et M avec les données de B. Dadonaite et al. [277]. Les données de cette
thèse sont en abscisse et les données de B. Dadonaite sont en ordonnée.

Cependant la répartition des réactivités est sensiblement la même entre les données de B. Dadonaite et
al. [277] et celles obtenues au cours de cette thèse (fig. 46), mais les données de B. Dadonaite et al. [277]
comportent plus de nucléotides moyennement réactifs. On retrouve également des différences pour les
valeurs extrêmes des différentes conditions : les valeurs extrêmes sont plus élevées dans les données
obtenues par B. Dadonaite et al. [277] par rapport à celles de cette thèse.
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Figure 46. –Diagramme en violons des réactivités NS et M avec les données de B. Dadonaite et al. [277]. NoNP,
ProtK et Comp correspondent aux différentes conditions des données présentées dans cette thèse ; ivt
Dadonaite correspond aux données de B. Dadonaite obtenues in vitro ; nkvRNADadonaite aux données
obtenues après traitement des particules virales à la protéinase K; in viro Dadonaite aux données
obtenues sur les RNPv.

Comme il y a une certaine variation dans les valeurs de réactivité potentiellement attribuable aux
techniques utilisées, les réactivités des nucléotides ont été classifiées en trois catégories : non réactif
(entre 0 et 0,4, noté ”0”), moyennement réactif (entre 0,4 et 0,8, noté ”1”) et fortement réactif (supérieur à
0,8, noté ”2”).

La corrélation entre les différents jeux de données a été testée en calculant le coefficient de corrélation
polychorique. Pour la condition « NoNP » on obtient des coefficients de corrélation de 0,44 pour le
segment NS et de 0,45 pour le segment M. Les coefficients sont assez bas mais c’est une amélioration
notable par rapport aux corrélations des valeurs de réactivité. Dans la condition « ProtK », la corrélation
est meilleure pour NS (0,52) mais moins bonne pour M (0,31). Pour ces données, il faut garder en tête que
dans l’étude de B. Dadonaite et al. [277], elles ont été obtenues à partir de particules virales traitées à la
protéinase K alors que dans cette thèse, les données ont été obtenues entièrement in vitro. Enfin, il est
possible de comparer la condition « Comp » aux données obtenues in viro par B. Dadonaite et al. [277]
bien que nos données aient été obtenues in vitro sur des complexes ne comportant pas la polymérase
virale. Les coefficients de corrélation sont à 0,24 pour NS et 0,29 pour M, ce qui semble montrer que les
nucléoprotéines formées in vitro ont une structure qui diffère des nucléoprotéines au sein de la particule
virale. Ces comparaisons montrent que bien que les données de B. Dadonaite et al. [277] diffèrent très
fortement des nôtres, il pourrait s’agir principalement d’un problème d’échelle des réactivités ainsi que
d’une plus forte sensibilité de la technique SHAPE-MaP par rapport au SHAPE classique.

Différents signaux d’empaquetage ont été identifiés précédemment dans la littérature sur différents

86



segments, notamment dans une étude de mutagenèse de la région 27-56 du segment NS de la souche
A/WSN/33 (H1N1) [236] montrant que des mutations dans cette région ont un effet délétère sur
l’incorporation de cet ARN. D’après nos données, cette région qui est impliquée dans une structure
secondaire stable en absence de protéine et devient exposée en présence de protéine, ce qui est cohérent
avec la possibilité que cette région comporte un signal d’empaquetage (fig. 47). Il serait même possible
d’affiner la région identifiée par Fujii et., al en la restreignant aux nucléotides exposés par la protéine NP.
L’étude par cartographie chimique de la structure des ARN pourrait donc bien nous permettre de détecter
de potentiels signaux d’empaquetage.

Figure 47. – Région de l’ARN NS comportant un site d’empaquetage potentiel d’après la structure prédite avec les
données « NoNP ». La région identifiée dans la littérature [236] est représentée par la ligne rouge.
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D. Mise en évidence des interactions entre les segments
NS et M en présence de la protéine NP

Le modèle communément admis concernant l’empaquetage est celui d’un empaquetage sélectif, au
cours duquel s’établissent des interactions entre les signaux d’empaquetage présents au sein des ARNv. Il
existe un réseau d’interations redondantes entre les différents ARNv qui permet la formation d’un
complexe supramoléculaire comportant un exemplaire de chaque ARNv qui est ensuite empaqueté dans
la particule virale. L’existence d’une de ces interactions a pu être démontré in cellulo par le laboratoire
[243, 244] et une autre a été identifiée par B. Dadonaite et al. [277].

Parmi toutes les interactions possibles, celles qui vont réellement se former vont dépendre de
l’accessibilité des signaux d’empaquetage. Celle-ci va dépendre de la fixation de la protéine NP qui se lie à
l’ARN en exposant certaines bases et en protégeant d’autres [95].

Jusqu’à présent, la plupart des interactions entre ARNv ont été déterminées in vitro en utilisant des ARN
nus [243, 244] et il est vraisemblable que certaines des interactions identifiées dans ces conditions ne
peuvent pas s’établir entre RNPv. Nous avons donc cherché à savoir si en appliquant la technique de
SHAPE à deux ARNv complexés à la protéine NP et en comparant ces données à celles de chaque segment
individuellement complexé à la NP, il était possible de mettre en évidence des régions d’interation entre
ces deux segments. Nous avons testé cette idée sur les segments NS et M qui sont capables d’interagir
ensemble [279, 363], bien que cette interation soit faible et n’est pas forcément observée dans toutes les
études [278].

Dans un premier temps, les ARNv NS et M ont été repliés indépendamment avant d’être complexés à la
protéine NP. Les ARN complexés ont ensuite été incubés ensemble puis ont été analysés sur un gel
d’agarose en conditions natives (fig. 48). On observe que le mélange des deux ARN complexés migre à
mi-chemin entre les deux bandes des ARN individuels complexés à la NP, ce qui montre une interaction
entre les deux, bien que l’observation d’une bande supérieure aux autres était attendue.

Les réactivités SHAPE obtenues ont été traitées de la même manière que précédemment en calculant
les pourcentages de variation des valeurs. Nous avons pris comme convention que si l’une des valeurs
utilisées pour le calcul du pourcentage était égale à 0, alors la variation serait de +100% ou -100%.

Pour le segment NS, sur 760 nucléotides analysés, on retrouve 63,3% de nucléotides non réactifs avec
ou sans le segment M, 24,6% de nucléotides réactifs dont la réactivité varie peu, 3,8% de nucléotides dont
la réactivité augmente en présence du segment M et 8,3% de nucléotides dont la réactivité diminue en
présence du segment M. Pour le segment M, sur 933 nucléotides analysés, on retrouve 49,8% de
nucléotides non réactifs avec ou sans le segment NS, 15,43% de nucléotides réactifs dont la réactivité varie
peu, 14,7% de nucléotides dont la réactivité augmente en présence du segment NS et 20% de nucléotides
dont la réactivité diminue en présence du segment NS.
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Figure 48. –Migration sur gel d’agarose natif 0,8% de 15 cm pendant 4 h à 150 V des ARN NS et M complexés à la
protéine NP, soit pour chaque segment individuel, soit pour les deux segments rassemblés.

Une part plus importante de nucléotides voient leur réactivité changer dans le segment M par rapport
au segment NS. Les changements de réactivités sont relativement regroupés au sein du segment NS
(fig. 49A), tandis qu’ils sont plus uniformément distribués au sein du segment M, sans qu’aucune région
ou motif ne se distingue (fig. 49B). Il est donc difficile de distinguer des régions potentiellement
impliquées dans des interactions entre les segments NS et M. On peut cependant distinguer une région du
segment NS (545-551) où la réactivité diminue sur plusieurs nucléotides successifs et qui serait donc
potentiellement une région d’interaction.

Chercher manuellement à travers l’intégralité de la séquence du segment NS les régions comportant un
nombre x de nucléotides qui présentent une forte diminution serait une tâche complexe et fastidieuse.
C’est pourquoi j’ai développé un script Python afin d’automatiser cette recherche.

Ce script récupère des fichiers FASTA contenant les séquences de chaque segment afin de constituer
deux tableaux à deux dimensions (= DataFrame), contenant la position du nucléotide, le nucléotide ainsi
que la valeur associée à ce nucléotide.

def add_dataset(df, file, value):
for seq_record in SeqIO.parse(file, "fasta"):

df = pd.DataFrame(index = np.arange(1, len(seq_record.seq)+1), columns =
['Nucleotide', 'Reactivity'])

x = 1
for p in seq_record.seq:

df.at[x, 'Nucleotide'] = p
x += 1
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(A)

(B)

Figure 49. – Représentation des changements de réactivité en présence des deux ARN complexés. Les changements
sont indiqués par du gris pour des nucléotides non réactifs en présence et en absence du second
segment, du noir pour les nucléotides réactifs dont la variation est inférieure à 40%, du bleu pour
les nucléotides dont la réactivité diminue d’au moins 40% en présence du second segment et du noir
pour les nucléotides dont la réactivité augmente d’au moins 40% en présence du second segment. Les
données sont représentées soit pour le segment NS (A) ou pour le segment M (B). La numérotation
s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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with open(value) as f:
for line in csv.reader(f, dialect = "excel -tab"):

if(line[1] == "" or line[1] == "#N/A"):
df.at[int(line[0]), 'Reactivity'] = float('NaN')

else:
df.at[int(line[0]), 'Reactivity'] = float(line[1])

return df

Le script parcourt l’entièreté de la séquence du premier segment via une fenêtre glissante dont la taille
est déterminée par l’utilisateur. Dans cette fenêtre glissante, le nombre de nucléotides atteignant la valeur
recherchée est calculé. Si le nombre de nucléotides atteint la valeur seuil, aussi déterminée par
l’utilisateur, alors la séquence est récupérée.

def check_value(args, df, seq, i, j):
nb_found = 0
while j < (i + args.window):

# Generating sequence contained in the windows for sequence A
seq += df.at[j, 'Nucleotide']

# Counting the number of nucleotides that respect the threshold given
if(pd.isna(df.at[j, 'Reactivity'])):

pass
else:

if(float(df.at[j, 'Reactivity']) == args.value_searched):
nb_found += 1

j += 1

return seq, nb_found

A ce moment, le script parcourt le second segment afin de rechercher la ou les séquence(s) capable(s)
de s’apparier à celle identifiée précédemment. Les appariements de type G-U sont pris en compte. Si une
séquence complémentaire à celle du premier segment est trouvée, le nombre de nucléotides ayant les
conditions recherchées est calculé. Si la valeur seuil est atteinte, les séquences ainsi que les positions sont
stockées dans un fichier .txt.

def compare_sequence(args, seq_A , seq_B):
c = 1
length = 0
while c <= args.window:

if(seq_A[c-1] == "A"):
if(seq_B)[c-1] == "U":

length += 1
else:

pass
if(seq_A[c-1] == "U"):

if seq_B[c-1] == "A" or seq_B[c-1] == "G":
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length += 1
else:

pass
if(seq_A[c-1] == "G"):

if seq_B[c-1] == "C" or seq_B[c-1] == "U":
length += 1

else:
pass

if(seq_A[c-1] == "C"):
if seq_B[c-1] == "G":

length += 1
else:

pass
c += 1

if(length == args.window):
return True

else:
return False

Le script peut également préparer des fichiers formatés pour pouvoir être utilisés avec R et la librairie
circlize [364] afin de générer des diagrammes à cordes. Le script est disponible à l’adresse suivante :
https ://github.com/equignon Il a ainsi été possible d’analyser facilement les résultats obtenus. En
comparant les données obtenues sur le segment NS et le segment M, plusieurs régions d’interactions
ARN-ARN potentielles ont été identifiées, allant de 4 à 7 nucléotides (fig. 50).

De manière surprenante, la région du segment NS pour laquelle on voit une diminution conséquente
de la réactivité (425-475) n’apparait pas dans la liste des interactions potentielles identifiées : ce serait
donc une région dont la structure est modifiée suite à l’interaction entre les deux ARN. La région la plus
longue avec le plus grand nombre de nucléotides où l’on observe des diminutions franches de réactivité
est une région de 7 nucléotides, allant de la position 341 à 347 du segment NS (sens 3’ -> 5’)
”3’-GUACGGG-5’” et pouvant interagir avec la séquence allant de la position 545 à 551 du segment M (sens
3’ -> 5’) ”3’-CAUGUCU-5’”. Les deux séquences seraient parallèles dans cette configuration [365]. Afin de
vérifier si une interaction existe entre ces deux régions, il faudrait soit induire des mutations dans cette
région, soit utiliser des oligonucléotides les ciblant. Bien que cette interation entre les segments NS et M
n’ait pas été validée par manque de temps, ces résultats sont prometteurs dans l’optique d’une recherche
fine des interactions entre les différents ARNv, en permettant de rapidement déterminer quelles sont les
régions les plus susceptibles d’interagir ensemble. Il est également intéressant de noter que plusieurs
régions avec des changements de réactivité sont observées ; il est donc possible que les interactions entre
deux segments modifient légèrement la structure de l’ARNmême si ce dernier est lié à la protéine NP.
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Figure 50. – Représentation des interactions potentielles entre les segments NS et M. Les arcs bleus représentent les
interactions de 4 nucléotides (au moins 3 nucléotides avec une diminution importante de réactivité),
les arcs verts les interactions de 5 nucléotides (avec au moins 3 nucléotides avec une diminution
importante de réactivité) et l’arc rouge une interaction de 7 nucléotides (avec au moins 4 nucléotides
avec une diminution importante de réactivité.). La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la
convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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E. Microscopie électronique
Afin d’observer la formation des ribonucléoprotéines in vitro, une collaboration avec l’équipe du Dr.

Thibaut Crépin (IBS, Grenoble) a été établie. Les complexes ont été formés selon le même protocole que
lors de la modification des ARN, dans des conditions favorisant soit la forme monomérique de la protéine,
soit la forme trimérique.

Deux concentrations de protéine (2mg/mL et 5mg/mL) et deux concentrations de sels (50mM de NaCl
et 150mg/mL de NaCl) ont été testées. Après centrifugation et récupération des culots, seuls quelques
agrégats sont visibles (fig.51A-D). Comme contrôle, 6 mg de protéine NP ont été incubés en présence d’un
dodécamère (UC)6 porteur d’un fluorophore FAM à l’extrémité 3’ en présence de 150 mM de NaCl. Comme
précédemment montré par l’équipe de Thibaut Crépin [257], après centrifugation et récupération du
culot, de très long filaments sont visibles (fig.51E). Ces structures sont de bien plus grande taille que les
ribonucléoprotéines et sont dues à l’oligomérisation de la protéine NP en présence d’ARN 12-mer porteur
d’un fluorophore.

N’ayant pas observé, à partir de nos échantillons, de complexes dans les culots, nous avons mesuré
l’absorbance à 260 et 280 nm des culots remis en suspension et des surnageants de la centrifugation pour
attester de la présence ou de l’absence de l’ARN et des protéines dans les échantillons (table 8). Il en
ressort qu’à l’exception de la condition contrôle et de la condition 5mg/mL de protéine avec 50mM NaCl,
l’essentiel de la densité optique à 260 et 280 nm est retrouvée dans les surnageants. Contrairement aux
complexes formés avec le dodécamère fluorescent, il semble que les complexes entre la NP et l’ARN NS
soient solubles.

Longueur d’onde Culot Surnageant

A/NP 2 mg/mL + NS 50 mMNaCl
260 nm 0,193 8,567
280 nm 0,125 5,59

A/NP 2 mg/mL + NS 150 mMNaCl
260 nm 0,332 7,821
280 nm 0,206 5,172

A/NP 5 mg/mL + NS 50 mMNaCl
260 nm 5,103 3,087
280 nm 5,166 2,335

A/NP 5 mg/mL + NS 150 mMNaCl
260 nm 1,093 9,423
280 nm 1,016 8,395

A/NP 6 mg/mL + 12-mer polyUC-FAM
260 nm 18,252 8,474
280 nm 15,325 7,711

Tableau 8. –Quantification du matériel biologique présent dans les surnageants et les culots après centrifugation.

Pour des raisons d’accès au microscope, les surnageants ont été conservés à 4°C pendant une semaine
puis analysés en microscopie électronique. Le premier échantillon (fig. 52A) est trop concentré et il n’est
pas possible de distinguer des structures individuelles. Le deuxième échantillon (fig. 52B) quant à lui
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(C) (D)

(E)

Figure 51. – Images capturées par microscopie électronique des complexes ARN NS-NP après centrifugation et
récupération des culots. (A) ARNenprésence d’environ 2mg/mLde protéine et 50mMNaCl, (B) ARNNS
en présence d’environ 2mg/mL de protéine et 150mMNaCl, (C) ARNNS en présence d’environ 5mg/mL
de protéine et 50mM NaCl, (D) ARN NS en présence d’environ 5mg de protéine et 150mM NaCl, (E)
contrôle avec le dodécamère (UC)6-3’FAM en présence d’environ 6mg/mL de protéine et 150mMNaCl.
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montre principalement des anneaux de protéine NP ainsi que des trimères de protéine. Quelques
structures pourraient évoquer des ribonucléoprotéines, cependant il est difficile de distinguer s’il s’agit
d’anneaux et de bruit de fond ou bien de véritables nucléoprotéines. Un échantillon plus dilué
fraichement préparé apporterait sans doute plus d’informations. Il serait également intéressant d’utiliser
un autre ARN que le segment NS, afin d’obtenir des ribonucléoprotéines d’une plus grande taille. L’un des
culots de l’expérience précédente avait également été passé de nouveau au microscope électronique
(fig. 52C) comme contrôle. Comme lors de l’expérience précédente, très peu de matériel est visible, ce qui
confirme que les ribonucléoprotéines formées avec l’ARN NS sont solubles.

(A)

(B)

(C)

Figure 52. – Images enmicroscopie électronique des complexesARNNS-NP après centrifugation et récupération des
surnageants (A) et (B) ou des culots (C). (A) ARNNS en présence de 2mg/mL de protéine NP et 150mM
de NaCl, (B) ARN NS en présence de 5mg/mL de protéine NP et 50mM NaCl, (C) ARN NS en présence
de 5mg/mL de protéine NP et 50mMNaCl.
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V Discussion, perspectives et conclusions

Au cours de cette thèse, j’ai travaillé sur la structure des ARN viraux des virus Influenza A. En utilisant
des techniques de cartographie chimique, nous avons étudié la fixation de la protéine NP sur les ARN NS
et M in vitro. Un ensemble de trois réactifs (NMIA, DMS et EDC) a été utilisé afin d’essayer de discriminer
les régions en interaction avec l’ARN de celles liées à la protéine NP.

La première partie de ce travail a consisté en l’optimisation de la modification des ARN avec les
différents réactifs. L’amélioration des conditions de rétrotranscription a permis d’obtenir des résultats plus
reproductibles tout en réduisant la quantité de réactif nécessaire pour le réactif NMIA. L’obtention des
données complètes avec le DMS n’a pu être réalisée, cependant les résultats préliminaires semblent
montrer que les données au DMS peuvent être recoupées avec celles obtenues avec le NMIA. L’EDC a posé
plus de soucis, montrant que les modifications sont bien présentes sur l’ARN, mais le bruit de fond est trop
important pour que les données soient exploitables à ce stade. L’optimisation des conditions de
modification devrait permettre de faire ressortir les modifications par rapport au bruit de fond, ce qui
améliorerait l’analyse et devrait rendre les données exploitables. Bien qu’il reste des optimisations à
réaliser, ces résultats préliminaires sont prometteurs concernant l’utilisation des trois réactifs en
combinaison afin de pouvoir discriminer les régions d’interaction ARN-ARN et ARN-NP.

La seconde partie a consisté en l’amélioration de la production de NP telle qu’établie par D. Ferhadian
[98]. L’utilisation de bactéries BL21 DE3 pLysS, capables de décoder des codons rares lui avaient permis
d’augmenter les rendements de production, cependant ces dernières manquaient d’homogénéité. L’ajout
d’étapes supplémentaires de purification, notamment l’ajout d’une colonne de gel filtration, a permis
d’améliorer l’homogénéité et les rendements de production de la protéine. L’application des techniques de
cartographie chimique aux ARN liés à la protéine NP a nécessité quelques ajustements mais la possibilité
d’utiliser les réactifs NMIA et DMS sur les complexes ARN-NP a pu être montrée. Il reste encore à acquérir
les données avec le réactif DMS, ainsi qu’à mettre au point les modifications avec l’EDC. Avec les avancées
récentes des techniques de cryo-microscopie électronique, il pourrait être intéressant d’observer les
complexes ARN-NP avec ces techniques, que ce soient les ribonucléoprotéines séparées ou bien en
interaction les unes avec les autres.

Les difficultés rencontrées au cours de cette thèse ont cependant empêché la mise au point complète
du DMS et de l’EDC et l’acquisition des données par ces méthodes. Les conditions pour l’utilisation du
DMS ont été déterminées, cependant un travail important reste à mener avec l’EDC, pour lequel des
résultats préliminaires encourageants ont été obtenus mais n’ont pas pu être reproduits. Il est possible
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qu’une dégradation du réactif se soit produite au cours du temps et que celui-ci ait perdu en efficacité.

L’hypothèse selon laquelle la protéine NP aurait une activité chaperon avait été émise avant le début de
cette thèse. En considérant les deux définitions possibles de cette activité chaperon, deux conclusions
peuvent en être tirées. Si l’on se base sur la définition d’origine, la plus stricte qui stipule qu’une protéine
chaperon de l’ARN se fixe de façon transitoire afin de remodeler un ARN, il faut se baser sur les données de
la comparaison NoNP-ProtK, qui comporte l’enlèvement de la protéine. Dans ce cas de figure, le fait que la
NP ne soit pas retirée de l’ARN viral durant la quasi-totalité du cycle viral, ainsi que le peu, voir l’absence,
de modifications structurales persistant après l’enlèvement de la NP, démontrent une absence d’activité
chaperon de la protéine NP. Si l’on se réfère à la définition plus large, qui n’inclue pas la notion de fixation
transitoire, alors la comparaison à prendre en compte est celle entre les conditions « NoNP » et « Comp »,
du fait que la NP n’est, à l’exception des étapes de transcription et de réplication, pas retirée de l’ARN.
Dans ce cas de figure, on observe clairement des modifications structurales qui se prononcent en faveur
d’un effet chaperon analogue à celui d’autres protéines chaperons virales.

Les données obtenues au cours de cette thèse sont en grande partie cohérentes avec les données
publiées dans la littérature. Bien que des différences soient visibles avec les données issues de
SHAPE-MaP [277], ces différences proviennent probablement d’une sensibilité plus grande de l’approche
MaP. Il faut cependant remarquer que dans cette étude des triplicats n’ont été obtenus que pour les RNPv
et que certains jeux de données ne remplissent pas tous les critères de qualité définis par SHAPEMapper 2
[366]. Par ailleurs, la comparaison des réactivités avec un signal d’empaquetage déjà identifié dans la
littérature [236] montre que ce signal se trouve dans une région identifiée comme simple brin et exposée
par la fixation de la protéine NP, ce qui montre que l’utilisation de la cartographie chimique pour
déterminer les signaux d’empaquetage des ARNv est prometteuse. En outre, l’utilisation de la cartographie
chimique a permis de mettre en évidence une potentielle interaction entre deux ARNv complexés à la NP.
Bien que le temps ait manqué afin de confirmer l’existence de cette interaction à l’aide d’oligonucléotides
antisens ou par mutagenèse, ces premiers résultats sont prometteurs et représentent une avancée
importante par rapport à l’identification d’interactions en ARNv nus initialement développée au
laboratoire [243, 244], car il existe de plus en plus d’éléments indiquant que la protéine NP module les
interactions entre ARNv [252]. De manière intéresante, nous avons observé plusieurs changements
structuraux importants dans des régions qui ne sont, à priori, pas en interaction; il est donc possible que
les interactions entre les RNPv modifient l’exposition de certaines des bases, ce qui pourrait masquer ou
exposer des signaux d’empaquetage. Dans ce cas, il est envisageable que l’assemblage des huit RNPv en
complexe supramoléculaire soit séquentiel et coopératif, comme semble l’indiquer la littérature [250].

Les perspectives pour la poursuite de ce travail peuvent être classées en deux catégories : in vitro et in
viro. Les premières seront plus destinées à étudier des mécanismes précis ou difficiles à étudier dans un
contexte viral ou cellulaire, tandis que les secondes seront destinées à des études de plus grande échelle.

Plusieurs structure secondaires de l’ARN ont pu être identifiées comme étant conservées au sein de
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plusieurs souches virales [295]. Il serait donc possible via des études in vitro d’essayer d’étudier la
conservation de certaines structures entre des souches de différents sous-types. L’importance des
structures des ARN pour leur fonction est connue et des régions identifiées comme exposées au cours des
études pourraient jouer un rôle aussi bien de signal d’empaquetage que d’autres rôles. La dynamique de la
structure de l’ARN lors de la formation de la RNPv au cours de synthèse de l’ARN serait un sujet d’étude
intéressant car il est possible d’hypothétiser l’existence de structures transitoires qui se formeraient au
cours de la synthèse qui serviraient de signaux d’initiation de la liaison de la protéine NP à l’ARN.
Les expériences menées au cours de cette thèse l’ont été en présence de l’ARN viral et de la protéine NP.

Cependant une RNPv comporte également le complexe réplicase (PB2, PB1 et PA). Il est possible d’envisager
que la fixation du complexe réplicase à l’extrémité de la RNPv entraine des changements de la structure de
l’ARN, ce qui par conséquent, pourrait modifier les signaux d’empaquetage disponibles.
La possibilité que la formation du complexe supramoléculaire soit séquentielle et les possibles

conséquences pourraient également être étudiées in vitro. En se basant sur une souche dont le réseau
d’interaction a été décrit, il serait intéressant d’incuber les ARN en les rajoutant l’un après l’autre afin de
voir si l’ajout d’un troisième ou quatrième segment modifie à nouveau la structure de l’ARN.
Les données obtenues à l’aide des techniques de cartographie chimique apportent des informations 2D,

qui pourraient être complétées par l’apport de données sur la structure 3D des ARNv. Pour cela, l’emploi
de techniques telles le MOHCA-Seq serait une piste intéressante [367].

La méthode développée ici in vitro afin de déterminer et discriminer les régions en interaction avec
l’ARN ou la protéine NP pourrait également être appliquée aux particules virales intactes et
désassemblées. Cela permettrait (1) de voir les différences entre les approches in vitro et in viro et (2)
d’identifier des interactions présentes uniquement au sein des particules virales. Ce développement
d’approches in viro, associé au développement de techniques à haut débit permettra d’obtenir des
données sur le génome complet, en absence ou en présence des autres segments. Il sera donc plus facile
de comparer l’état des réseaux d’interaction entre les différentes souches de virus Influenza A, afin de
déterminer précisément les positions impliquées dans des interactions inter-RNPv.
Le développement des techniques de cryo-microscopie électronique sur l’analyse des structures ARN

[368] pourrait permettre, en l’appliquant à l’ARN ainsi qu’aux RNPv individuelles ou complexées,
l’obtention d’informations sur la structure 3D de l’ARN au sein des particules virales, complétant ainsi les
données 2D obtenues à l’aide des techniques de cartographique chimique.

Un défi est posé par l’analyse et l’interprétation des données. Avec un génome totalisant 13 588
nucléotides, huit ARN génomiques et par conséquent un grand nombre d’interactions intra- ou
inter-segments, la complexité de l’analyse rendrait difficile l’interprétation des données. A cette fin, le
développement d’un logiciel de prédiction d’interactions à longue distance sera nécessaire afin d’obtenir
une analyse robuste et complète des données.
A l’instar du script que j’ai développé au cours de ma thèse, il devrait être possible en comparant des

diminutions de réactivité au sein de certaines régions, d’estimer si une interaction entre un ou plusieurs
ARN peut s’y réaliser. L’étude de ces régions d’interaction, une fois confirmée, pourra permettre de
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déterminer si certains motifs ou certains biais sont présents dans les différentes régions impliquées dans
des interactions entre RNPv.
Cette analyse pourrait être complétée par une analyse comparative des données NMIA, DMS et EDC.

Une fois ces données normalisées et comparées, la détermination des régions ayant des différences
significatives permettrait d’estimer les sites de fixation à la protéine NP. En cumulant cette analyse
comparative à la prédiction des interactions inter-RNPv, il serait donc possible de dresser une carte des
interactions ARN-ARN et ARN-NP au sein d’une souche virale d’Influenza A.
En intégrant l’ensemble de ces analyses dans un pipeline, il serait possible de grandement simplifier et

automatiser l’analyse de la fixation de la protéine NP et des interactions inter-RNPv. Cela permettrait de
tester un nombre plus important de souches virales différentes afin de collecter une quantité massive
d’informations sur la structure des RNPv des virus Influenza, ouvrant la porte à une compréhension
beaucoup plus fine du mécanisme d’empaquetage sélectif de ces virus.
Ce pipeline pourrait également être adapté à l’étude de la structure et de la fixation d’une ou plusieurs

protéines virales sur d’autres virus.
Afin de confirmer la fonctionnalité des interactions ARN-ARN entre différents ARNv, deux méthodes

ont été majoritairement employées jusqu’à présent : l’utilisation d’oligonucléotides antisens et la mutation
des régions potentiellement impliquées. Il serait également possible de tirer parti des techniques d’études
de l’interaction directe entre ARN [369–371] pour confirmer l’existence fonctionnelle de ces interactions.

Une compréhension plus fine des règles qui régissent les interactions entre segments permettrait de
prédire avec une efficacité accrue les différents réassortants les plus susceptibles d’être générés entre
plusieurs souches virales. Comprendre la fixation de la NP aux ARNv et la formation des RNPv apportera
des informations complémentaires à ce sujet, la NP pouvant exposer ou masquer des signaux
d’empaquetage. En intégrant l’ensemble de ces données dans des modèles prédictifs, il devrait être
possible de développer des outils performants pour la prévention des prochaines épidémies. Plusieurs
outils ont déjà été développés qui visent à prédire les virus réassortants qui pourraient devenir
pandémiques [372–376] mais n’incluent pas à ce jour d’informations sur l’empaquetage des RNPv, ce dont
ils pourraient grandement bénéficier.
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Abstract: RNA molecules are key players in a variety of biological events, and this is particularly
true for viral RNAs. To better understand the replication of those pathogens and try to block them,
special attention has been paid to the structure of their RNAs. Methods to probe RNA structures
have been developed since the 1960s; even if they have evolved over the years, they are still in use
today and provide useful information on the folding of RNA molecules, including viral RNAs. The
aim of this review is to offer a historical perspective on the structural probing methods used to
decipher RNA structures before the development of the selective 2′-hydroxyl acylation analyzed
by primer extension (SHAPE) methodology and to show how they have influenced the current
probing techniques. Actually, these technological breakthroughs, which involved advanced detection
methods, were made possible thanks to the development of next-generation sequencing (NGS) but
also to the previous works accumulated in the field of structural RNA biology. Finally, we will also
discuss how high-throughput SHAPE (hSHAPE) paved the way for the development of sophisticated
RNA structural techniques.

Keywords: RNA; structure; enzymatic probe; chemical probe; SHAPE; capillary electrophoresis;
high-throughput sequencing; mutational profiling

1. Introduction

RNA molecules are key players in a variety of biological events, and this is particularly
true for viral RNAs. It has been known since 1949 [1] that the infectivity of some viruses is
driven by viral RNA (vRNA), and that vRNA alone can infect plants [2]. Therefore, to better
understand the replication of those pathogens and try to block this process, special attention
has been paid to the structure of their RNAs. Indeed, many functions that are essential to
viruses are encoded by specific RNA domains that are engaged in long-range interactions
or promote specific interactions with metal ions, proteins, or other RNAs. Additionally,
vRNAs can be replicated, spliced, translated, or packaged as genomic RNAs (gRNAs) into
new virions. Because these processes are highly dependent on interactions enabled or
prevented by RNA structure, full understanding of the molecular mechanisms involved
requires characterization of these RNA structures. However, RNAs are dynamic molecules
that can fold into various conformations, depending on environmental conditions. Their
flexibility and large size often make them unsuitable for study by the most powerful
structural approaches, such as X-ray crystallography [3,4], nuclear magnetic resonance, [5]
or cryo-electron microscopy [6], although this situation is changing in recent years thanks
to the coupling of cryo-EM with high-throughput biochemistry and computer modeling of
the 3D structure [7]. Nevertheless, by the second half of the 20th century, methods to probe
the structure of RNA in solution were developed; even if these techniques have evolved
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over the years, they are still in use today and provide useful information on the folding of
RNA molecules, including vRNAs.

The aim of this review is to offer a historical perspective on the structural probing
methods used to decipher RNA structures before the development of the high-throughput
selective 2′-hydroxyl acylation analyzed via the primer extension (hSHAPE) methodology,
discussing examples taken from the world of viruses and how they have influenced the
probing techniques since 2005. Indeed, nowadays, we have numerous sophisticated tools
to assess RNA structure in vitro, in cellula, and even in viro, either alone or in complex with
various macromolecules. These technological breakthroughs using enzymatic and chemical
probes, which are detected through advanced methods [8], were made possible thanks to
next-generation sequencing (NGS) approaches but also to the previous works accumulated
in the field of structural RNA biology [9]. Therefore, to understand where most of the
currently used methods originated from, it is necessary to go back to the “Pre-SHAPE era”
of RNA structural biology. Finally, we will also discuss how hSHAPE paved the way for
the development of sophisticated RNA structural techniques that provide more detailed
structural information. However, the crosslinking-based structural methods, which have
also been developed recently and are complementary to the RNA probing methods, are
not reviewed here (for recent reviews of these techniques, see [10–12]).

2. History of the RNA Structure Epic: From Scratch to SHAPE

Since the first mention of RNA, referred to as “yeast nucleic acid” in the early 1900s,
numerous key discoveries have been made concerning its structure. In 1954, the hypothesis
that RNA is a “2′-3′-5′ branched” molecule was abandoned in favor of the linear 5′-3′

chain [13]. In 1956, Rich and Davies [14] showed that RNA is able to form double-stranded
structures, in a “DNA-like” fashion. The next year, Felsenfeld et al. [15] uncovered the
complexity of the RNA structure, with a triple-stranded RNA structure observed by
combining X-ray diffraction and sedimentation studies. From that point onwards, special
attention was brought to RNA structure and the methods to determine it.

2.1. Birth of RNA Structure Probing

Long before the first observation of a structured RNA molecule (by Rich and Davis
in 1956), ribonucleases were known to degrade ribonucleic acids [16]. However, little was
known about their specificity towards nucleotide identity or RNA structures. An early
report demonstrating the nucleotide specificity of ribonucleases was published in 1957,
albeit with some errors, when RNase T1 and RNase T2 were purified from Aspergillus
oryzae by Sato and Egami [17]. Then, in 1962, it was hypothesized that double-stranded
RNA is resistant to nucleases [18–20]. Finally, in 1965, Holley et al. [21] took advantage
of the properties of two RNases, RNase T1 (specific cleavage of RNA at the 3′ phosphate
of unpaired Gs) [22] and pancreatic RNase (specific cleavage at the 3′ of unpaired Us and
Cs [23]), to study the structure of yeast tRNAAla. Comparing the short and long fragments
obtained under complete and partial digestion, respectively, they were able to identify and
arrange the different fragments, in relation to each other. They proposed three structural
models for tRNAAla, including the now classical cloverleaf structure.

In parallel to the structural studies with enzymes, chemical reagents that are able
to interact or modify nucleic acids were also investigated, in order to understand the
properties of RNA. Historically, one of the first chemicals known for its ability to interact
with nucleic acids was 1-chloro-2-[(2-chloroethyl)sulfanyl]ethane, also known as mustard
gas [24]. This compound, as well as other alkylating agents, was shown to efficiently
inactivate viruses, such as the tobacco mosaïc virus [25]. Some years later, methylation
of adenosine, cytosine, and guanosine, by the nowadays widely used dimethylsulfate
(DMS), was demonstrated by Lawley and Brookes [26]. In the same period, Gilham
described, for the first-time, a carbodiimide chemical reagent able to modify uridine and
guanosine, thus rendering these nucleotides less sensitive to RNase cleavage [27]. In 1965,
the link with the secondary structure of nucleic acids was made indirectly by using the
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property of carbodiimide derivatives to protect the U and G nucleotides from specific
RNase digestion [28,29] and not yet as a direct chemical probe by itself, as it is now used.

2.2. Childhood of RNA Probing and Investigation of Viral RNA Structures
2.2.1. Characteristics and Specificities of the Pre-SHAPE Probes

From 1965 to 2005, 40 years of RNA probing research has led to the development of a
wide range of tools available to scientists (Figure 1 and Table 1).

The most commonly used RNases specifically cleave single-stranded nucleotides.
Some of them cleave RNA molecules without sequence specificity, while others have a
more or less pronounced preference for one or several nucleotides. For example, Neurospora
crassa endonuclease [30], RNase T2 [17], and nuclease S1 from Aspergillus oryzae [31] cleave
single-stranded RNA (ssRNA), with limited dependency on the nucleobase identity. RNase
T2, together with RNase T1 (see below), presents the additional advantage of being active
at neutral and basic pH, even in the absence of divalent cations and is, thus, ideal for
studying the effects of pH and Mg2+ ions on the RNA secondary structure [32]. RNase T1
from Aspergillus oryzae specifically cleaves RNA at the 3′ phosphate of unpaired G’s [22],
and chicken liver RNase 3 (CL3) cleaves ssRNA at Cs and, to a lesser extent, at As and
Us [33]. RNase U2, from Ustilago sphaerogena, cleaves the 3′-5′ phosphodiester bonds of
unpaired As and Gs [34], and RNase A cuts after unpaired pyrimidine residues, with
a preference for Cs and especially CpA motifs [35]. In contrast to these ssRNA-specific
enzymes, RNase V1, also known as cobra venom RNase (since it was isolated from the
venom of the Naja snake Naja oxiana [36,37]), selectively cleaves double-stranded RNA
(dsRNA), or staked nucleotides, by generating 5′-phosphate ends [38]. It has to be noted
that nowadays, RNase V1 is still one of the very few probes that gives a positive signal
for the ds regions, together with hydroxyl radicals generated from the intercalating agent
MPE-Fe(II). The activity and optimal conditions of use for many nucleases are detailed
in Desai et al. [39]. The main limitations of RNases as structural probes come from their
size, which makes them sensitive to steric hindrance and prevents their use in cells or viral
particles. Furthermore, if the reaction conditions are too strong, secondary cleavages, that
do not reflect the native RNA secondary structure, may occur.
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Figure 1. Enzymatic and chemical probes available nowadays. (A) Common enzymatic probes
and their targets on ss- and dsRNA. The arrows and the highlighted nucleotides indicate
whether the fragment formed after strand scission is 3′ or 5′ phosphate. (B) Main chemical
probes and their target positions on base, sugar, and phosphate. DMS: dimethylsulfate; CMCT:
1-cyclohexyl-3-(2-morpholinoethyl) carbodiimide metho-p-toluenesulfonate; EDC: 1-ethyl-3-(3-
dimethylaminopropyl)carbodiimide; DEPC: diethylpyrocarbonate; kethoxal: 3-ethoxy-1,1-dihydroxy-
2-butanone; SHAPE reagents are NMIA: N-methylisatoic anhydride, BzCN: benzoylcyanide, and
NAI: 2-methyl nicotinic acid imidazolide; FAI: 2-methyl-3-furoic acid imidazolide; 1M6: 1-methyl-
6-nitroisatoic anhydride; 1M7: 1-methyl-7-nitroisatoic anhydride and 2A3: 2-aminopyridine-3-
carboxylic acid imidazolide; NAz: nicotinoyl-azide; Glyoxal: ethanedial [40]; ENU: ethyl-nitrosourea;
Pb(II): lead ion; •OH: hydroxyl radical.

Beside enzymatic probes, chemical probes were also developed and have several
advantages. Indeed, they are smaller in size, potentially effective in vivo, compatible with
most buffer components, and active over a wide range of pH, salt, and temperature. Most of
them target ssRNAs and show some base specificity. Kethoxal, which was originally known
as an antiviral agent (thanks to its ability to react with Gs [41]), was used to probe N1- and
NH2-2-G of the ssRNA regions [42]. In 1970, Öberg et al. showed that diethylpyrocarbonate
(DEPC) modifies ssRNA, but not dsRNA, by conducting studies on polioviruses [43]. It
was not until a year later that DEPC was found to react with N7-A [44]; in 1980, Peattie
and Gilbert [45] described a procedure to probe stacked adenosines by treating RNA
with DEPC and then inducing a cleavage with aniline. Additionally, 1-cyclohexyl-3-(2-
morpholinoethyl) carbodiimide metha-p-toluene sulfonate (CMCT) targets N3-Us and
N1-Gs [46], whereas DMS modifies N3 and N1 of unpaired Cs and As, respectively, and
the N7 of Gs was not involved in tertiary interactions [45]. Interestingly, methylation of
the N1-A position was only discovered in 1985, since it can be detected solely with the
primer extension readout method (see below) [47]. The modification of the Hoogsteen
face of Gs is interesting, since it allows for the use of DMS to probe G-quadruplexes [48].
Other chemicals react with the sugar-phosphate backbone and, therefore, do not depend
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on the nature of the base. Such compounds include ethyl-nitrosourea (EtNu or ENU),
which alkylates the oxygens of the phosphate groups of ss- and ds nucleic acids that are
not engaged in tertiary interactions or in cation coordination. After an additional alkaline
treatment, the phosphotriester is hydrolyzed, resulting in RNA strand scission [49,50].
Lead (II) cleaves the phosphate backbone of ssRNAs, with pronounced cleavage in metal
ion binding pockets; the highly reactive hydroxyl radicals probe the solvent accessibility of
the nucleic acid backbone when generated from Fe(II) coordinated to soluble EDTA [51] or
double-stranded structures when generated from Fe(II) in complex with EDTA linked to
the intercalator methidiumpropyl (MPE-Fe) [52].

In the first experiments in the 1960s, detection of the modified nucleotides was
achieved by paper or gel electrophoresis of the small fragments obtained after the suc-
cessive digestion of RNAs and the laborious work of puzzle reconstruction [21,53]. From
the 1970s, the detection of modification or cleavage sites was achieved by one of two
methods, both of which involve 32P (or sometimes 35S) labeling. For probing experiments
of small RNAs (or of the extremities of long RNAs), direct detection of strand scissions
of 3′ or 5′ end-labeled RNAs is the method of choice. In that case, the cleavage of the
ribo-phosphate backbone can, of course, be achieved by enzymatic probes or chemical
probes, such as lead (II) or hydroxyl radicals. However, other chemical reagents that, under
normal conditions, only modify RNA can be combined with a subsequent treatment that
induces strand scission at the modification site. For instance, DMS modified guanosines,
when reduced by NaBH4, then treated with aniline, results in strand cleavage [54]; whereas
N3 alkylated cytosines need to be treated with hydrazine, and then with aniline, for strand
scission [55]. It has to be noted that treatment with hydrazine is not specific, since it may in-
duce cleavage at the U positions, although these nucleotides are not probed by DMS. DEPC
is also compatible with this detection method when coupled with aniline treatment [56], as
well as ENU, since the phosphotriester formed after ENU treatment are easily hydrolyzed
under mild alkaline conditions [57]. The RNA fragments are separated by polyacrylamide
gel electrophoresis and by comparison with a sequencing ladder; thus, the positions of the
cleavages in the RNA molecule are identified.

Table 1. Enzymatic and chemical probes from 1965 to 2005. Abbreviations are as follows: A: adenosine; G: guanosine; C:
cytidine; U: uracil; N: any nucleotide; ssN: any unpaired nucleotide, regardless of the base; ssA (G, C, or U): unpaired
adenosine (guanosine, cytidine, or uracil); dsN: any paired nucleotide; HDV: hepatitis D virus; TYMV: turnip yellow mosaic
virus; HIV-1/2: human immunodeficiency virus type 1/2; EBV: Epstein–Barr virus; •OH: hydroxyl radical. * indicate the
publications that concern nucleic acids.

Probe Target In Cell-In
Viro

Original Publication
(* Related to Nucleic Acid)

Early Use as
Structural Probe Application to Viral RNA

Enzymatic

RNase A ssC and U No Markham and
Smith (1952) * [58] tRNAAla (1965) [21] HDV (1991) [59]

RNase T1 ssG No Sato and
Egami (1957) * [22] tRNAAla (1965) [21] TYMV (1982) [60,61]

Nuclease S1 ssN No Harada and
Dahlberg (1975) * [31] 5S rRNA (1977) [62] Bromoviruses (1981) [63]

RNase CL3 ssC>>A>U No Levy and
Karpetsky (1980) * [33] TYMV RNA (1982) [60] TYMV (1982) [60]

RNase V1 4–6 nts in helices
or stacked nts No Favorova et al. (1981) * [38] 5S rRNA (1982) [64] TYMV (1982) [60,61]

RNase T2 ssA>ssN No Sato and Egami (1957) * [17] yeast tRNA (1984) [32] Poliovirus (1989) [65]

N. crassa endonuclease ssN No Linn and Lehman (1965) [30] tRNATrp (1984) [66] HIV-1 (1993) [67]

RNase U2 ssA>G>>C>U No Uchida et al. (1970) * [34] 16S rRNA (1987) [68] HDV (1991) [59]

Chemical

Kethoxal N1 and N2- ssG No Staehelin (1959) * [41] Yeast tRNA (1969) [42] EBV (1988) [69]

DMS N7-G/N1-ssA
N3-ssC Yes Lawley and Brookes (1963) * [26] Yeast tRNAPhe (1980) [45] TYMV (1982) [61]
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Table 1. Cont.

Probe Target In Cell-In
Viro

Original Publication
(* Related to Nucleic Acid)

Early Use as
Structural Probe

Application to
Viral RNA

DEPC N7-A No Oberg (1970) * [43] Yeast tRNAPhe (1980) [45] TYMV (1982) [61]

ENU Phosphates of ssN
and dsN No Singer (1976) * [49] tRNAPhe (1980) [50] TYMV (1982) [60]

CMCT N3-U and N1-G ss No Augusti and Brown (1965) * [28] 16S rRNA (1986) [46] EBV (1988) [69]

MPE-Fe(II) (•OH source) Phosphate/sugar
backbone dsN No Hertzberg and

Dervan (1982) * [70] tRNAPhe (1984) [52] HIV-2 (2013) [71]

Fe-EDTA (•OH source) Solvent accessibility Yes Tullius and
Dombroski (1986) * [72] pre-mRNA (1989) [51] HIV-1 (1999) [73]

Lead (II) Phosphate/sugar
backbone ssN Yes Werner et al. (1976) * [74] 16S rRNA (1989) [75] HIV-1 (1997) [76]

An alternative method emerged when Qu et al. [77] and Moazed et al. [78] found that
it was possible to map the location of enzyme cleavage sites or chemical modification at
Watson–Crick positions (kethoxal, DMS, and CMCT) with reverse transcription stops. This
technique involves the extension of a radiolabeled primer with reverse transcriptase (RT)
and the subsequent resolution of the cDNA population, by denaturing polyacrylamide gel
electrophoresis and detection, either by autoradiography or phosphorimaging.

2.2.2. Early Applications to Viral RNAs

The biochemical probing techniques mentioned above were often developed to solve
eukaryotic and prokaryotic RNA structures, but they were also used alone or in combina-
tion and proved their efficiency in the structure determination of viral RNAs transcribed
in vitro (extracted from virions or directly inside the particles) (Table 1). In the following
sections, we describe some examples of the early applications of RNA probing for the
elucidation of vRNA structures.

3′-Terminal Region of Plant Viruses: tRNA Mimicry for Replication

Since the first RNA structures ever identified were tRNAs, it was not surprising that
the first recognized viral structures were tRNA-like structures present in the 3′ termini
of ssRNA plant viruses (3′TLS). The specific features of some plant viral genomes were
discovered after the observation of a linkage between the terminal adenosine of the turnip
yellow mosaic virus (TYMV) RNA and a valine amino acid [79]. Structural and functional
studies were performed to try to understand why vRNA was aminoacylated. In the early
1980s, Ahlquist et al. [63] studied the RNA 3′-terminal region of different bromoviruses
and a cucumovirus. Using S1 nuclease to probe the RNA secondary structure, they showed
that the 3′-terminal region was highly conserved, suggesting a strong functional constraint,
even though the TLS secondary structures were quite different from that of canonical
tRNAs. Nevertheless, the cellular aminoacyl-tRNA synthetases were able to recognize
the 3′TLS, in order to aminoacylate the terminal CCA3′OH at levels similar to those of the
cellular tRNA molecules.

Following these finding, many studies were performed on the 3′TLS from TYMV.
Florentz et al. used ENU to probe the RNA structure, and they complemented that tool
with a combination of enzymes, such as nuclease S1, RNase CL3, T1, and V1 [60]. In the
meantime, Rietveld et al. [61] proposed a secondary structure for the TYMV 3′ terminal
region. They used RNase T1, V1, and nuclease S1, as well as the chemical probes DMS
and DEPC. At that time, DMS had already been used to decipher the global ss or ds
behavior of an RNA structure [80] and to study the structure of yeast tRNA [46]. Rietveld
et al. demonstrated the existence of a pseudoknot, which was absolutely necessary for the
aminoacylation of the 3′TLS. Furthermore, they showed that the 3′-end of TYMV gRNA
does not present the conventional acceptor stem of tRNA, but they proposed a tertiary
structure, which nevertheless resembled the acceptor arm of tRNA. This arrangement is
conserved in other plant viruses of the tymovirus and tobamovirus groups. In 1983, the
probing of cucumovirus and bromovirus gRNA 3′-end with RNase T1 was performed by
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Joshi et al. [81]. These authors studied the minimal sequence necessary to form TLS, as
well as the implication of Mg2+ ions into aminoacylation. Up to now, the exact function
of the 3′TLS remains unclear [82]. Yet, numerous insights on 3′TLS were acquired. Three
different classes of 3′TLS have been identified, characterized by the amino acid bound
to their 3′CCAOH, with three different types of secondary structures giving rise to very
similar 3D structures [83].

3′-Terminal Region of Plant Viruses: Cap Independent Translation Enhancers

In ssRNA plant viruses, TLS are not the only structure found in the 3′terminal region.
Some viruses devoid of 5′ cap and 3′ polyA tail use a non-canonical mechanism to recruit
ribosomes to their 5′-end, by a specific RNA element [84]. These motifs, named 3′ cap
independent translation enhancers (3′CITE) [85], were discovered in 1993 in a satellite
tobacco necrosis virus [86].The 3′CITEs are able to interact with the initiation factor complex
eIF4F, a component of the translation machinery, through their 3′-end structure (for a review
of the structure of 3′CITE, see [87]). To assess the structure of the tomato bushy stunt virus
(TBSV) 3′CITE, a combination of enzymatic (RNase S1 and V1) and chemical probing
(DEPC and CMCT) was used and allowed to model the 5′-3′ interaction responsible for
the delivery of the initiation factor to the 5′-end of the genome, through long-distance
base-pairing [88]. The initiation factor recruits the 40S subunit of the ribosome, facilitating
the translation of the viral RNA. Finally, even if the molecular mechanisms involved in
enhanced translation differ from one 3′CITE to another; they remain interchangeable and
fulfill a similar function [87].

RNA Structures of Human Pathogenic Viruses

The experiments performed with plant vRNAs paved the way for the chemical and
enzymatic probing of other viruses. In this regard, a particular interest was expressed for
human pathogenic viruses. One of them was poliovirus, a well-known member of the
Picornaviridae. Indeed, structural elements involved in the recruitment of host ribosomes
to promote translation of the viral proteins were discovered in the 5′-end region of picor-
naviruses [89,90]. One of the first internal ribosome entry site (IRES) secondary structure
models to be built was the one from the encephalomyocarditis virus (EMCV), which was
obtained through a combination of chemical (DMS) and enzymatic (RNase V1 and S1)
probing [91]. Later, IRESes were found to be present in many viral families, with more or
less complex structures able to promote translation initiation, usually in a cap-independent
manner, without requiring the complete host translation machinery (for review, see [92]).
Today, the structures and molecular mechanisms involved in the translation induced by
IRES are extensively studied.

Moreover, picornaviruses structures were also studied to gain a better understanding
of their virulence. In 1989, probing with kethoxal (along with DMS and RNases T1, T2, and
V1) was used to identify the structural differences between a virulent and an attenuated
poliovirus [65]. These data confirmed and completed a previous computer-predicted
minimal energy structure [93] and provided additional evidence for the existence of an
interaction in a region important for neurovirulence.

RNA viruses are not the only human pathogen relying on RNA structure for their
infectivity. Indeed, the Epstein-Barr virus (EBV) (a Herpesviridae) codes for two small
ncRNAs, EBER-1 and EBER-2, involved in latency and tumorigenic phenotypes. The
structure of these two RNAs was studied using a combination of DMS, kethoxal, and
CMCT to obtain information on all four nucleotides [69]. Associated with RNase V1 and
nuclease S1, these reagents allowed the determination of the structure of EBER1 and EBER2
ncRNAs, either naked or in cell from extracted ribonucleoprotein (RNP) complexes. The
modifications and cleavage sites were mapped by primer extension, except for the extreme
20 nucleotides at the 3′-end of the RNAs, for which enzymatic digestion and PAGE of
the digests was necessary. Moreover, the authors determined the binding sites of the La
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protein, which constitutes the RNP complexes by immunoprecipitation with La-antigen
followed by RNase T1 or RNase A digestion.

The appearance of the acquired immunodeficiency syndrome (AIDS) pandemic in
the 1980s has led to a large number of probing studies of the human immunodeficiency
virus type 1 (HIV-1) genomic RNA (gRNA) at different stages of the viral cycle and with
a wide range of probes. For example, the structural domains, located in the 5′ terminal
region, and their potential role in dimerization were studied by chemical probing with
enzymatic and chemical probes [94,95]. Neurospora crassa endonuclease was used to study
the tRNALys,3-gRNA reverse transcription initiation complex, together with a panel of
chemical probes [67,96]. In addition to the predictable interaction between the viral primer
binding site (PBS) and the 3′ extremity of the tRNALys,3, the authors were able to identify
additional and specific contacts between an A-rich loop (located upstream of the PBS and
the anticodon loop of tRNALys,3) by labeling the 3′ extremity of the tRNA and performing a
denaturing PAGE on the RNA digests. To gain insight into the three-dimensional structure
of the gRNA-tRNALys,3 complex, a complementary study with hydroxyl radicals was
also performed [73]. In 1997, a variety of chemical probes, including lead ions, were
used to study the influence of the purines flanking the dimerization initiation site (DIS)
palindromic sequence on HIV-1 gRNA dimerization [76]. Pb2+ ions were used to detect
subtle structural alterations between monomeric and dimeric forms of gRNA. The data
allowed for the conclusion that the three flanking purines played major roles in the kinetics
of RNA dimerization and in the stability of the dimers formed [76]. Later on, lead ions
were also used to monitor the specific binding of aminoglycosides at the DIS in vitro and
in cells [97]. Structural studies of the 5′-UTR (untranslated region) of HIV-1 gRNA were
important for understanding the fate of this RNA between translation and packaging.
Based on enzymatic and chemical probing, different models with alternative long-range
interactions have been published, which could drive gRNA to the translation or packaging
pathways [98–100].

Enzymatic Viral RNAs: Self-Cleaving Ribozymes

Many viral RNA structures are known to carry out important functions during replica-
tion. These functions often require the viral or/and cellular partners recruited by structural
RNA motifs. However, some of the structures present in viruses, viroids, and virusoids
are functional on their own once they have adopted a specific 3D structure [101]. This
is the case for viral ribozymes, such as the hammerhead ribozymes, which are found in
many ss circular RNAs and are responsible for the self-cleaving activity of the RNA during
rolling circle replication. The first identified RNA with autocatalytic cleavage ability was
the Tetrahymena thermophila IVS RNA [102]. In this study, the authors established that the
secondary/tertiary structure of the RNA was involved in the cleaving activity. In 1989, this
activity was also found in the hepatitis D virus (HDV) [103], and the secondary structures
associated with the self-cleavage function in gRNA and antigenomic RNA were confirmed
through enzymatic probing with RNases A, V1, T1, U2 [60], and [32P] 5′-end radiolabeled
RNA. Since the discovery of these self-cleaving RNAs, they have been widely used as tools
for controlling gene expression [104].

3. The SHAPE (r)Evolution

Since the beginning of chemical probing, probes have been selected for their ability
to highlight the exposure to the solvent, flexibility, or ss nature of the nucleotides. A
combination of a few probes was usually required, in order to establish an experimentally
validated secondary structure model of an RNA of interest. This changed in 2005, with
the work of Merino et al. [105]. Indeed, in previous work on 2′-NH2-nucleotides, this
laboratory had noticed that the 2′ position of nucleotides with a flexible sugar ring, which
generally correspond to unpaired nucleotides, was more reactive than that of base-paired
nucleotides [106]. Therefore, they designed a new chemical probe, the N-methylisatoic
anhydride (NMIA), capable of acylating the 2′-hydroxyl group of nucleosides and tested
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its potential as a structural probe by studying the structure of yeast tRNAAsp [105]. The
resulting mapping method was named SHAPE for selective 2′-hydroxyl acylation analyzed
by primer extension (Figures 1 and 2).

Figure 2. Timeline of RNA probes and probing techniques evolution. Upper part, enzymes are boxed in blue, chemical
reagents (with the exception of SHAPE reagents) are boxed in orange, and SHAPE probes are boxed in green; the center
of the box corresponds to the year of publication. Lower part, the blue arrows indicate the implementation of a new
method to detect sites of cleavage or modification. CE: capillary electrophoresis; Seq: deep-sequencing; MaP: mutational
profiling. Methods combining probing and deep-sequencing are highlighted in yellow. Methods based on mutational
profiling are highlighted in orange, and techniques using enrichment by selection via the probe are labeled in purple.
PARS: parallel analysis of RNA structure; FragSeq: fragmentation sequencing; CIRS-Seq: DMS and CMCT probing and
sequencing; HRF-Seq: hydroxyl radical cleavage and sequencing; Mod-Seq: DMS probing and sequencing; Structure-Seq:
DMS probing and sequencing; SHAPES: probing with NPIA and selection; icSHAPE: probing with NAI-N3 and selection;
Keth-seq: N3-kethoxal probing, selection, and sequencing; LASER/-seq/-MaP: light-activated structural examination of
RNA/analyzed by sequencing/mutational profiling.

The first notable improvement brought by SHAPE was that it allowed for the inter-
rogation of the 4 nucleotides of RNA in a single experiment and, thus, to map all the
reactivities of an RNA molecule using a single probe [105,107,108]. NMIA was only the
first of a series of reagents that emerged in the following years (Table 2). First, introducing
a nitro group in para of the electrophilic carbonyl, 1-methyl-7-nitroisatoic anhydride (1M7)
was found to be much more reactive than NMIA (half live of 14 s vs. 10 min) [109,110] and
the reaction kinetic was found to be even faster for the commercial reagent BzCN, which
reacts on 2′OH in 0.25 s. [109]. While BzCN is well suited for the study of dynamic RNAs
and transient RNA structures [111], other compounds were designed to be less reactive, in
order to be compatible with the study of RNA structures. This is particularly the case for
2-methyl nicotinic acid imidazolide (NAI) and 2-methyl-3-furoic acid imidazolide (FAI)
(t1/2 = 33 min and 73 min, respectively) [112,113].

Another important improvement concerns the coupling of SHAPE mapping with
adduct detection by capillary electrophoresis (CE), in order to allow for high-throughput
and quantitative analysis (hSHAPE). Indeed, the initial approach consisted of extending
radioactive primers and visualizing the cDNAs obtained by PAGE, but the methodology
quickly evolved with the use of fluorescently labeled primers. In that case, the cDNAs
obtained after the reverse transcription step can be separated by capillary electrophoresis
and quantified on DNA sequencers [109] (Figure 3).
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Figure 3. Schematic representation of RNA probing methods based on chemical modification. Folded
RNAs were modified with the chemical probe of interest (green panel). For the RT stop strategy
(left, blue panel), modified RNAs were reverse-transcribed with (1) radiolabeled primers for gel
electrophoresis visualization (left, yellow panel), (2) fluorescently labeled primers for capillary elec-
trophoresis detection (center, yellow panel), or (3) unlabeled primers for high-throughput sequencing
after adapter ligation and library preparation (right, yellow panel). For the mutational profiling
approach (right, blue panel), the modified RNAs were reverse-transcribed under mutation-inducing
conditions with unlabeled primers. The cDNAs were ligated to adapters, and a library was prepared
for high-throughput sequencing (right, yellow panel). The main advantages and disadvantages of
the three analysis methods were featured at the bottom of the yellow panel.

The switch from PAGE to capillary electrophoresis has had multiple consequences.
First of all, the reproducibility and resolution of the results have greatly improved, which
has allowed for obtaining information for every nucleotide and to increase the length of
the reading windows from approximatively 80–100 nucleotides to 300–400 nucleotides
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in a single experiment, making the study of large RNAs more accessible [114]. Second,
the number of experiments to be analyzed in one working day (with a DNA sequencing
analyzer instrument equipped with a capillary array) was also increased, allowing for
the study of more RNAs and/or experimental conditions. Thirdly, the new format of the
generated data is digital, similar to DNA sequencing traces, so they must be processed
before being used. In addition, the analysis must be able to compare the different experi-
ments; consequently, there was a need for bioinformatics tools to handle all these steps in
efficient, automated, and accurate processes. Over the years, several software have been
developed to solve this problem, such as CAFA [115], ShapeFinder [114], HiTRACE [116],
FAST [117], QuShape [118], and RiboCAT [119]. Some tools have been developed in recent
years to complement the analysis performed by the previously mentioned software, such
as RNAthor [120] and RNAProbe [121].

Table 2. SHAPE and post-SHAPE chemical probes.

Probe Target In Cell/In Viro Probing Early Use as
Structural Probe

SHAPE 2′-OH ssN Yes except BzCN [105,107–109,112,122,123]
EDC N3-ssU and N1-ssG Yes [124]

Glyoxal
N1-N2-ssG
N1-N6-ssA
N3-N4-ssC

Yes [40]

NAz C8-A and C8-G Yes [125]

SHAPE was successfully applied to the study of the RNA structures of several hu-
man pathogens. Using 1M7, Watts et al. [126] were able to interrogate 99.4% of the 9173
nucleotides of HIV-1 gRNA and to obtain a complete SHAPE-validated RNA secondary
structure model. Poliovirus RNA was also studied with the NMIA probe [127] and hepatitis
C virus with NAI [128].

Besides the hSHAPE technique, other “old probes” have also been coupled to CE
detection, in order to gain more information on RNA structures. Actually, SHAPE probes
interrogate the sugar face of the RNA, but information on the Watson–Crick face accessibil-
ity are also of interest; chemical probes, such as DMS [129–131] and CMCT [130,131], which
interrogate the nucleobases, along with RNases [130], have successfully been applied to
RNA structure determination in a way similar to hSHAPE.

4. A New Era for Enzymatic and Chemical Probing
4.1. The Deep-Sequencing Leaps

Even if hSHAPE and its further modifications constituted important advances in RNA
structure determination by decreasing the workload of the experiments and facilitating
quantification, the improved, but still limited, output and the large amount of RNA required
for the detection of the modified nucleotides were the two biggest limitations of this
technique. Indeed, for studies that are limited to small regions (and when the amount of
RNA available is low), it is preferable to use the older method, consisting of the extension of
radiolabeled primers, followed by analysis by PAGE, instead of the extension of fluorescent
primers analyzed on a DNA sequencer. The coupling of RNA probing with next-generation
sequencing (NGS) allowed the community to overcome these limitations and step into a
new era of transcriptome- and genome-wide studies of RNA structure (structurome).

Structurome studies began in 2010 with enzymatic probes, and two methods were
developed almost simultaneously: parallel analysis of RNA structure (PARS) [132] and frag-
mentation sequencing (Frag-Seq) [133]. PARS combined nuclease S1 and RNase V1 diges-
tion, providing information on the ss- and ds RNA regions, respectively, followed by high-
throughput sequencing of the dsDNA library, whereas Frag-Seq used only one enzyme
(nuclease P1) but took two controls into account to gain information. Although the PARS
method has been improved, notably in the form of PARTE [134,135] and nextPARS [136],
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methods involving enzyme probes have given way to chemical probe-based techniques.
Indeed, soon after the development of PARS and Frag-seq, SHAPE probes were coupled to
NGS (SHAPE-Seq [137] and SHAPE-Seq 2.0 [138]), since, unlike enzymes, SHAPE probes
can be used in cells, as well as in a wider range of temperature and buffer conditions
(Figure 2). The millions of reads generated by deep-sequencing make the SHAPE-Seq a
more sensitive technique than hSHAPE. Furthermore, this method can be adapted to get
transcriptome-wide structural information or by using sequence-specific reverse transcrip-
tion primers to focus on the structure of an RNA of interest [12,139]. However, particular
attention must be paid to the construction of the library because biases can be introduced at
this level, especially during the ligation of adapters and/or during the PCR amplification
step (Figure 3).

4.2. Old Probes Back in the Spotlight

Given the advances made possible by SHAPE-seq, “old” probes have also been
revisited, in combination with deep-sequencing detection. A multitude of techniques
have emerged that often vary only in one of the steps of the library preparation. HRF-
Seq [140] takes advantage of hydroxyl radical cleavages; DMS was used in structure-
Seq [141], DMS-Seq [142], Mod-Seq [143], and CIRS-seq [144]. This last technique actually
combines DMS and CMCT to probe all four nucleotides. More recently, N-cyclohexyl
N′-(2-morpholinoethyl) carbodiimide, the reactive group of CMCT, was also used in the
Seq technique to map the pseudouridine positions in rRNA [145], as well as 1-ethyl-3-(3-
dimethylaminopropyl)carbodiimide (EDC), a cell permeable derivative of CMCT [124,146]
(Figure 2 and Table 2). In a similar way, lead(II) [147] has been coupled with NGS and is also
experiencing a renewal. Since each probe possesses its own bias or specificity, increasing
the number of probes available for studying RNA structures and RNA-protein interactions
allows us to provide more pieces to the RNA and RNP structure puzzles.

The increasing evidence that G-quadruplexes (G4s) structures are important in the
virus life cycle [148,149], and the fact that they may constitute a therapeutic target, has
led to the application of the high-throughput mapping approaches for their study (for a
review, see [150]). The previously established techniques, such as RT stop footprinting [151]
and SHALiPE [150], have been improved to rG4-Seq [152], SHALiPE-Seq [153], or G4RP-
Seq [154]. Another high-throughput based method, Keth-Seq [155], can also be applied
to G4s studies, even if it is a non-rG4-specific method and it cannot differentiate G4s
from dsGs.

Moreover, other improvements have been made to the “PROBE-Seq” techniques by
introducing a second and orthogonal reactive group inside pre-existing probes. Using
bi-functional probes, such as N-propanone isatoic anhydride (NPIA) in the SHAPES
technique [122], NAI-N3 and FAI-N3 in icSHAPE [123] (which has been recently used
to probe SARS-CoV-2 gRNA structure [156]), and Khetoxal-N3 in Keth-Seq [155], it was
possible to link biotin to the modified RNA molecules via a click chemistry reaction.
Selection with streptavidin beads allowed for the enrichment of the RNA of interest,
thereby increasing the signal-to-noise ratio and significantly improving the sensitivity.

4.3. Mutational Profiling

Mutational profiling (MaP) was perhaps the most important improvement in determin-
ing the structure of RNAs by simplifying and reducing biases during library preparation. It
was first adapted to SHAPE as SHAPE-MaP [157,158] and later, with the widely used DMS
probe, as DMS-MaPseq [159]. These new techniques are reminiscent of whole-genome
bisulfite sequencing (WGBS) [160], which has allowed the study of the human DNA methy-
lomes by detecting mutations. These techniques use the capacity of reverse transcriptase
to misread SHAPE or DMS-modified nucleotides and incorporate mutations in the newly
synthetized cDNA. Whereas in the SHAPE-Seq and DMS-Seq strategies, modifications are
identified as 3′-ends of the cDNA library, generated by stops during the reverse transcrip-
tion; in the MaP strategies, mutations are detected all along the cDNA fragments. The
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generated cDNA library presents more homogeneity in size and can give more information,
as it can contain multiple probe-induced mutations inside the same fragment (Figure 3).
These features make it possible to get rid of the adapter ligation bias and to better identify
the positions and frequencies of modification, even with very small amounts of RNA.

Recently, new chemical probes were designed and adapted to the MaP strategy
(Figures 1 and 2). Under light-activation, nicotinoyl-azide (NAz) generates nicotinoyl
nitrenium ions that react with the C8 position of Gs and As, whether they are ss or ds. This
probe was originally used in a “classical way” in the LASER (light activated structural
examination of RNA) technique [125], to interrogate the RNA solvent accessibility and the
ligand binding sites. However, NAz is compatible with deep-sequencing in LASER-Seq
and LASER-MaP [161], as it induces RT-stops, as well as misreadings. A new SHAPE probe,
compatible with mutational profiling, was also developed to improve in cellula studies:
2-aminopyridine-3-carboxylic acid imidazolide (2A3) [162].

4.4. The Latest Developments

Nevertheless, the probing techniques described above are still limited because, for
example, they do not directly identify base-pairing interactions, rather they infer them from
the compatibility that may exist between the observed reactivity and the proposed structure.
That is why even more sophisticated methods have been developed. Among them, the
“RNA interaction groups analyzed by mutational profiling” (RING-MaP) technique [163]
allows for the identification of nucleotides that interact with each other. Indeed, when
RNA is highly modified with DMS, these nucleotides are seen, after reverse transcription,
as correlated patterns of mutations in the cDNAs [164]. Depending on how the correlation
data are interpreted, it is possible with this technique to (1) detect RNA duplexes with
the “pairing ascertained from interacting RNA strands measured by mutational profiling”
(PAIR-MaP) method [164,165], (2) identify multiple RNA subpopulation structures present
in the solution [163], and (3) reveal tertiary interactions [163,166,167]. This technique was
further improved by replacing DMS with the highly reactive trimethyl oxonium (TMO),
which allowed for the time-resolved probing of RNA [168]. In order to identify alternative
conformations of RNAs, data from DMS-MaPseq experiments can also be analyzed by
“detection of RNA folding ensembles using expectation-maximization” (DREEM) [169].
This algorithm allows the detection of heterogeneous regions inside the HIV-1 gRNA (and
more precisely, at splice sites) that may explain the regulation of the gRNA packaging.
{Citation}In another approach, merging mutate-and-map [170,171] with massively parallel
DNA sequencing technology in M2-seq [172] generates helix signatures. Here, mutations
are first introduced by error-prone PCR, and the effects of the mutations on nucleotide-
pairing are detected by DMS probing.

Another interesting application of MaP is the localization of the protein interaction
sites on RNAs by the RNP-MaP technique [173]. Indeed, with classical mapping methods,
it is quite complicated to differentiate nucleotides that are protected by base pairing from
those protected by the binding of a protein. In RNP-MaP, the cell permeable reagent NHS-
diazirine reacts with the lysine of proteins, thanks to its succinimidyl ester function and
with nucleic acids, after the activation of its diazirine moiety by long-wavelength UV. The
RNA-protein crosslinks are then detected by mutational profiling reverse transcription, and
the protein binding sites can be deduced in a more reliable way. This is a very interesting
first implementation for footprint experiments, but the development of a set of probes,
similar to what happened with the chemical mapping probes, would be a plus to extend
this technique.

There is no doubt that these latest developments have greatly improved the study of
RNA structures and will pave the way for more in-depth studies. However, performing
such experiments, involving a high rate of RNA chemical modifications, may induce
structural changes during the probing experiment, and careful controls must be carried out
to avoid analysis bias.
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4.5. Applications of the MAP Strategies to Viral RNAs

These powerful techniques were applied to the study of several viruses. In recent
years, the global structure of the influenza A virus (IAV) genome was undertaken by
SHAPE-MaP experiments, with a 1M7 probe in vitro and inside virions [174]. The authors
were able to detect both intra- and inter-interactions between the ss viral RNA fragments.
DMS-MaPseq was also used to better understand IAV infection, at that time by studying
mRNA in infected living cells; Simon et al. [175] identified the stable structural domains
important for IAV replicative capacity. The SHAPE-MaP technique with 1M7 has also been
used to study the chikungunya virus (CHIKV) gRNA [176]. The high-throughput flow
allowed for the identification of regions where the RNA secondary structure is conserved
between CHIKV isolates; some of them, already identified, are known for their importance
in the functionality of the virus.

Since 2020, the highly pathogenic coronavirus, severe acute respiratory syndrome
coronavirus-2 (SARS-CoV-2), has also been studied with mutational profiling approaches.
SHAPE-MaP [177,178] and DMS-MaPseq [179,180] have been used to study the full RNA
genome in infected cells, and these techniques identified conserved ss segments, as well as
folded structures that could constitute RNA drug targets. It is reasonable to think that in
the coming years, the expansion of the MaP strategy to the other chemical probes will be
realized for the study of RNA structuromes.

5. Conclusions

Research on enzymatic and chemical probes in the second half of the last century has
led, in barely 20 years, to the creation of a toolbox of probes that complement each other and
that have allowed for the identification of many RNAs structures, as well as ligand-binding
sites. Quickly after their discovery, these techniques have successfully been applied to the
study of viral RNAs and have enabled a better comprehension of the biological roles of
their structural features. However, the notable shortcomings of these methods were their
inability to quickly provide robust structural information, as the generation of data was
slow and quantification of the experiments was difficult, complicating data analysis.

In 2005, these shortcomings were addressed with the development of a new class
of chemical probes targeting the sugar 2′-OH, regardless of the nature of the base and,
later, the use of fluorescent primers and analysis of the cDNAs by capillary electrophoresis.
These advances gave a new impetus to the RNA structural probing field by allowing for
large-scale analyses in a shorter time, with quantifiable results that were easier to reproduce
and compare.

Most importantly, these steps in the direction of high-throughput probing have paved
the way for even more performant techniques: the next-generation sequencing-based RNA
structure probing technologies. The methods initially developed with enzymatic probes
were abandoned over time, in favor of the more versatile chemical probes. Indeed, one
after another, almost all the former chemical probes have been coupled to deep-sequencing,
which provides a more diverse and adaptable array of tools, available for the study of
many RNA species and contexts.

6. Perspectives

As the novel combinations of probes with various methods based on NGS technology
become more common, new challenges will arise in the RNA structural probing field.
Thanks to the decades of development of the processing algorithms, the RNA secondary
structures can be predicted in silico with or without probing information, even if experi-
mental data are required to sharpen and confirm the predicted models. This points toward
an increasing need for tools, in order to address the 3D structures of RNA molecules, as
many functions and mechanisms rely on long-range interactions and complex folding struc-
tures. Some steps have already been taken toward this goal, with the recent development
of SHAPE-JuMP [181], but also with other methods, such as LIGR-seq [182], PARIS [183],
COMRADE [184], and MOHCA-seq [185].
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Besides, a new window is presently opening in the field of RNA probing with
nanopore sequencing, which allows for the direct detection of the RNA modification
on individual (even very long) molecules, without the need for a reverse transcription
step. The coupling of nanopore sequencing with RNA sequencing should prove especially
useful in the analysis of co-existing RNA structures, which is difficult with ensemble
techniques [186].

Finally, it is also crucial to remember that the structural information in the RNA field
is required to decipher the functions carried out by RNA molecules. In order to establish a
clear link between RNA motifs and their molecular functions, new ultrahigh-throughput
methods were developed, which showed promising results in predicting the impact on
single elements of RNA functions [187].
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Annexe 1. – Représentation des corrélations entre les réplicats NS dans les différentes conditions, calculées avec R.
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Annexe 2. – Représentation des corrélations entre les réplicats M dans les différentes conditions, calculées avec R.
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Annexe 3. – Représentation en arcs des structures des conditions NoNP et ProtK du segment NS. La condition NoNP
est représentée en vert, la condition ProtK en rouge. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut
la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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Annexe 4. – Représentation en arcs des structures des conditions NoNP et ProtK du segment M. La condition NoNP
est représentée en vert, la condition ProtK en rouge. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le
veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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Annexe 5. – Comparaison des structures NS NoNP avec celles de D. Ferhadian. Les données obtenues au cours de
cette thèse sont représentées dans les cadres bleus, celles obtenues par D. Ferhadian sont représentées
dans les cadres jaunes.
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Annexe 6. – Comparaison des structures NS ProtK avec celles de D. Ferhadian. Les données obtenues au cours de
cette thèse sont représentées dans les cadres bleus, celles obtenues par D. Ferhadian sont représentées
dans les cadres jaunes.
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Annexe 7. – Comparaison des structuresMNoNP avec celles deD. Ferhadian. Les données obtenues au cours de cette
thèse sont représentées dans les cadres bleus, celles obtenues par D. Ferhadian sont représentées dans
les cadres jaunes.
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Annexe 8. – Comparaison des structuresMProtK avec celles deD. Ferhadian. Les données obtenues au cours de cette
thèse sont représentées dans les cadres bleus, celles obtenues par D. Ferhadian sont représentées dans
les cadres jaunes.
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Annexe 9. – Prédiction 3D de la structure de l’ARN NS dans la condition « NoNP » à l’aide de 3dRNA. Cette
représentation est interactive sous une version récente de Adobe Acrobat DC.
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var ocgs=host.getOCGs(host.pageNum);for(var i=0;i<ocgs.length;i++){if(ocgs[i].name=='MediaPlayButton1'){ocgs[i].state=false;}}




Annexe 10. – Prédiction 3D de la structure de l’ARN NS dans la condition « ProtK » à l’aide de 3dRNA. Cette
représentation est interactive sous une version récente de Adobe Acrobat DC.
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var ocgs=host.getOCGs(host.pageNum);for(var i=0;i<ocgs.length;i++){if(ocgs[i].name=='MediaPlayButton2'){ocgs[i].state=false;}}




Annexe 11. – Prédiction 3D de la structure de l’ARN M dans la condition « NoNP » à l’aide de 3dRNA. Cette
représentation est interactive sous une version récente de Adobe Acrobat DC.
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var ocgs=host.getOCGs(host.pageNum);for(var i=0;i<ocgs.length;i++){if(ocgs[i].name=='MediaPlayButton3'){ocgs[i].state=false;}}




Annexe 12. – Prédiction 3D de la structure de l’ARN M dans la condition « ProtK » à l’aide de 3dRNA. Cette
représentation est interactive sous une version récente de Adobe Acrobat DC.
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var ocgs=host.getOCGs(host.pageNum);for(var i=0;i<ocgs.length;i++){if(ocgs[i].name=='MediaPlayButton4'){ocgs[i].state=false;}}




Annexe 13. – Représentation des changements de réactivités de l’ARN NS entre les conditions « ProtK » et « Comp »
sur la structure de l’ARN prédite avec les données de la condition « NoNP ». La numérotation s’effectue
du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).

165



Annexe 14. – Représentation des changements de réactivités de l’ARN M entre les conditions « ProtK » et « Comp »
sur la structure de l’ARN prédite avec les données de la condition « NoNP ». La numérotation s’effectue
du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le domaine des virus à ARN (-).
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Tableau A1. –Données calculées par deltaSHAPE pour le segment NS pour la comparaison ΔNoNP-ProtK.
Nuc Seq DeltaSHAPE Z-factor Std_Score Smoothed_Data1 Smoothed_Data2 Unsmoothed_Diff Data1 Data2
564 C -2.49 0.11 -2.41 -1.70 0.79 -1.24 0.02 1.26
565 A -3.10 0.21 -3.13 -2.62 0.48 -4.83 -4.01 0.83
566 G -3.25 0.28 -3.30 -3.41 -0.16 -3.21 -3.87 -0.65
567 G -1.82 0.17 -1.63 -2.39 -0.57 -1.70 -2.35 -0.65
594 U -3.68 0.11 -3.81 -2.91 0.77 -4.80 -3.49 1.31
595 U -4.97 0.26 -5.32 -4.89 0.09 -5.77 -5.79 -0.02
596 G -3.69 0.19 -3.82 -4.09 -0.40 -4.34 -5.37 -1.03
597 U -1.89 0.18 -1.72 -2.34 -0.44 -0.95 -1.11 -0.16
653 A -2.18 0.00 -2.05 -1.45 0.72 -0.38 0.07 0.45
654 C -3.38 0.25 -3.46 -3.32 0.06 -5.96 -5.12 0.84
655 C -3.97 0.34 -4.15 -4.16 -0.19 -3.81 -4.93 -1.12
656 C -2.15 0.28 -2.02 -2.45 -0.30 -2.14 -2.44 -0.30
658 C -2.29 0.05 -2.18 -1.50 0.79 -1.06 0.28 1.34
659 U -4.38 0.23 -4.63 -2.40 1.98 -5.31 -4.78 0.53
660 G -5.23 0.34 -5.62 -4.06 1.17 -6.77 -2.69 4.08
661 G -4.43 0.29 -4.68 -3.95 0.48 -3.60 -4.70 -1.11
662 A -2.59 0.27 -2.53 -3.73 -1.15 -2.91 -4.45 -1.54
700 G -1.35 0.03 -1.08 -1.42 -0.07 -1.72 -2.02 -0.30
701 U -1.82 0.19 -1.64 -1.98 -0.16 -2.15 -2.22 -0.07
702 U -1.92 0.26 -1.74 -2.14 -0.23 -1.60 -1.70 -0.10
703 A -1.57 0.27 -1.33 -1.78 -0.21 -2.00 -2.52 -0.51
704 A -1.30 0.28 -1.02 -1.56 -0.26 -1.10 -1.13 -0.03
705 U -2.19 0.13 -2.07 -2.87 -0.68 -0.80 -1.04 -0.23
706 C -2.39 0.14 -2.29 -3.29 -0.90 -4.68 -6.46 -1.77
707 C -2.14 0.05 -2.00 -2.96 -0.82 -1.67 -2.38 -0.71
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Tableau A2. –Données calculées par deltaSHAPE pour le segment M pour la comparaison ΔNoNP-ProtK.
Nuc Seq DeltaSHAPE Z-factor Std_Score Smoothed_Data1 Smoothed_Data2 Unsmoothed_Diff Data1 Data2
151 G 0.24 0.46 1.09 0.44 0.20 0.23 0.32 0.09
152 U 0.35 0.58 1.52 0.55 0.20 0.28 0.66 0.38
153 A 0.26 0.04 1.15 0.67 0.41 0.53 0.66 0.14
165 U 0.26 0.62 1.17 0.45 0.19 0.20 0.18 -0.02
166 C 0.36 0.46 1.59 0.43 0.07 0.20 0.15 -0.06
167 U 0.34 0.30 1.47 0.53 0.19 0.69 0.97 0.28
168 G 0.24 0.01 1.08 0.56 0.32 0.11 0.46 0.35
203 A -0.69 0.38 -2.79 1.46 2.15 -0.43 1.15 1.57
204 A -0.68 0.40 -2.73 1.26 1.94 -1.40 1.95 3.35
205 U -0.65 0.42 -2.61 0.81 1.46 -0.20 0.69 0.90
229 C 0.93 0.43 3.94 1.48 0.55 0.20 0.31 0.11
230 G 0.83 0.34 3.52 1.51 0.68 2.21 3.50 1.29
231 G 0.77 0.30 3.28 1.45 0.68 0.07 0.72 0.65
281 C 0.30 0.08 1.31 0.30 0.00 0.06 0.04 -0.02
282 C 0.28 0.12 1.26 0.21 -0.08 0.56 0.41 -0.15
283 C 0.41 0.40 1.77 0.34 -0.07 0.23 0.17 -0.06
284 U 0.35 0.54 1.53 0.58 0.23 0.43 0.42 0.00
465 A 0.24 0.68 1.06 0.49 0.25 0.33 0.80 0.47
466 U 0.32 0.76 1.39 0.65 0.34 0.31 0.50 0.19
467 A 0.25 0.24 1.10 0.52 0.27 0.30 0.66 0.36
489 G -0.26 0.44 -1.00 0.47 0.73 -0.10 0.04 0.14
490 A -0.37 0.45 -1.45 0.79 1.16 -0.70 1.36 2.06
491 C -0.42 0.51 -1.68 0.98 1.41 -0.30 0.98 1.28
546 C 0.22 0.52 1.00 0.56 0.34 0.29 0.59 0.30
547 U 0.34 0.52 1.51 1.07 0.72 0.27 0.62 0.35
548 G 0.42 0.49 1.84 1.27 0.85 0.47 1.98 1.52
549 U 0.47 0.55 2.04 1.40 0.93 0.53 1.20 0.67
582 G 0.23 0.42 1.02 0.42 0.19 0.04 0.05 0.02
583 A 0.31 0.32 1.36 0.69 0.38 0.58 1.06 0.48
584 U 0.32 0.02 1.40 1.03 0.71 0.31 0.97 0.66
588 G -0.61 0.66 -2.44 0.49 1.09 -0.45 0.48 0.93
589 A -0.90 0.68 -3.66 0.75 1.65 -1.40 0.83 2.23
590 U -0.95 0.63 -3.86 0.79 1.73 -0.85 0.96 1.80
591 A -0.66 0.16 -2.66 0.85 1.51 -0.59 0.58 1.17
597 U 0.41 0.70 1.79 0.76 0.35 0.35 0.71 0.37
598 U 0.59 0.65 2.53 0.92 0.33 0.77 1.36 0.58
599 U 0.54 0.64 2.32 0.74 0.20 0.65 0.68 0.03
600 A 0.47 0.36 2.03 0.51 0.05 0.20 0.19 -0.01
601 C 0.46 0.39 1.99 0.45 -0.01 0.56 0.68 0.12
602 C 0.37 0.24 1.62 0.36 -0.01 0.62 0.48 -0.14
644 U 0.28 0.55 1.22 0.45 0.17 0.61 1.01 0.40
645 C 0.41 0.60 1.77 0.67 0.26 0.26 0.32 0.06
646 A 0.30 0.44 1.34 0.51 0.20 0.35 0.67 0.32
647 G 0.22 0.29 1.01 0.56 0.33 0.30 0.52 0.22
668 C 0.43 0.24 1.87 1.19 0.76 0.17 0.66 0.48
669 G 0.45 0.27 1.97 1.31 0.85 1.11 2.70 1.60
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Tableau A2. –Données calculées par deltaSHAPE pour le segment M pour la comparaison ΔNoNP-ProtK.
Nuc Seq DeltaSHAPE Z-factor Std_Score Smoothed_Data1 Smoothed_Data2 Unsmoothed_Diff Data1 Data2
670 C 0.35 0.05 1.53 1.12 0.77 0.08 0.56 0.48
708 C -0.69 0.58 -2.80 0.49 1.18 -0.08 -0.01 0.07
709 A -0.73 0.59 -2.94 0.61 1.33 -2.00 1.51 3.51
710 G -0.61 0.49 -2.45 0.82 1.42 -0.10 0.32 0.43
711 A 0.69 0.76 2.94 1.25 0.56 0.28 0.61 0.34
712 U 0.95 0.81 4.05 1.62 0.66 1.90 2.82 0.93
713 U 0.98 0.81 4.17 1.49 0.51 0.69 1.42 0.73
714 U 0.33 0.54 1.43 0.62 0.29 0.36 0.24 -0.12
722 G 0.38 0.59 1.66 0.73 0.35 0.10 0.12 0.02
723 A 0.59 0.71 2.51 1.05 0.46 1.02 1.91 0.89
724 A 0.54 0.67 2.31 1.07 0.54 0.64 1.12 0.48
726 A -0.37 0.60 -1.46 0.23 0.60 -0.38 0.25 0.63
743 A -0.27 0.50 -1.03 0.21 0.48 -0.08 0.27 0.36
744 U -0.27 0.50 -1.03 0.20 0.47 -0.61 0.36 0.97
745 A -0.39 0.41 -1.55 0.29 0.69 -0.11 -0.02 0.08
748 C 0.37 0.43 1.62 0.88 0.51 0.10 0.26 0.16
749 U 0.42 0.54 1.83 0.82 0.40 0.50 0.95 0.46
750 U 0.43 0.72 1.87 0.78 0.35 0.67 1.25 0.57
751 U 0.45 0.74 1.94 0.75 0.31 0.12 0.13 0.01
782 A -0.40 0.64 -1.57 0.28 0.68 -0.49 0.42 0.91
783 C -0.61 0.74 -2.45 0.38 0.99 -0.63 0.47 1.11
784 U -1.09 0.80 -4.45 0.46 1.55 -0.70 0.24 0.94
785 A -0.98 0.81 -4.01 0.30 1.29 -1.93 0.68 2.61
786 G -0.77 0.78 -3.11 0.22 0.99 -0.32 -0.01 0.31
792 C 0.46 0.62 1.97 0.68 0.23 0.60 0.81 0.21
793 A 0.71 0.75 3.04 1.07 0.36 0.77 1.21 0.44
794 G 0.76 0.73 3.23 1.22 0.46 0.76 1.18 0.42
795 U 0.66 0.72 2.84 1.07 0.41 0.74 1.27 0.53
796 A 0.67 0.74 2.87 1.14 0.47 0.49 0.76 0.27
797 A 0.45 0.66 1.94 0.86 0.42 0.78 1.40 0.61
816 U 0.25 0.12 1.11 0.42 0.17 0.22 0.42 0.20
819 A 0.74 0.27 3.17 1.28 0.54 0.46 0.84 0.38
820 A 1.18 0.13 4.98 1.12 -0.06 1.21 2.09 0.88
821 C 1.30 0.09 5.50 0.71 -0.60 1.86 0.42 -1.44
850 A 0.37 0.32 1.64 1.38 1.01 0.27 0.95 0.68
851 A 0.42 0.34 1.81 1.29 0.87 0.71 2.62 1.91
852 A 0.32 0.22 1.40 0.96 0.65 0.26 0.30 0.04
950 U 0.39 0.15 1.70 0.19 -0.20 0.48 0.14 -0.34
951 G 0.48 0.22 2.06 -0.31 -0.79 0.60 -0.41 -1.01
952 U 0.48 0.06 2.07 -0.58 -1.06 0.35 -0.67 -1.02
980 A 0.28 0.45 1.24 0.83 0.55 0.37 0.84 0.48
981 G 0.35 0.32 1.52 1.21 0.87 0.41 1.43 1.02
982 U 0.28 0.10 1.24 1.30 1.02 0.26 1.37 1.11
1017 A -0.43 0.25 -1.72 0.60 1.03 -0.05 1.39 1.44
1018 A -0.39 0.08 -1.54 0.70 1.09 -0.91 0.59 1.50
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Tableau A2. –Données calculées par deltaSHAPE pour le segment M pour la comparaison ΔNoNP-ProtK.
Nuc Seq DeltaSHAPE Z-factor Std_Score Smoothed_Data1 Smoothed_Data2 Unsmoothed_Diff Data1 Data2
1019 C -0.39 0.16 -1.56 0.32 0.71 -0.21 0.14 0.35
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NoNP ProtK Comp
NS M NS M NS M

EQ BD EQ BD EQ BD EQ BD EQ BD EQ BD
Minimum -10 -0,4 -0,9 -2,6 -1,8 -0,3 -1,8 -2,2 -7,8 -0,4 -2,1 -1
Maximum 7,3 7,2 3,5 14,3 5,9 7,6 3,5 12,3 11,6 7,6 3,5 6,9
Médiane 0,05 0,4 0,2 0,4 0,1 0,4 0,2 0,4 0,2 0,3 0,2 0,4
Moyenne -0,07 0,5 0,3 0,5 0,4 0,5 0,4 0,5 0,3 0,5 0,3 0,5

Tableau A3. – Statistiques sur les données « NoNP », « ProtK » et « Comp » obtenues au cours de cette thèse et leurs
équivalences au sein des données de B. Dadonaite.
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Annexe 15. – Représentation des changements de catégories et des régions identifiées à l’aide de deltaSHAPE pour
le segment NS entre les conditions « NoNP » et « Comp ». La structure secondaire a été prédite à l’aide
des données « NoNP » et les catégories ont été définies selon les valeurs de réactivité : 0 : non réactif ;
1 : moyennement réactif (entre 0,4 et 0,8) ; 2 : fortement réactif (supérieur à 0,8). Les changements
de catégories ont été calculés pour les positions pour lesquels un changement de la réactivité d’au
moins 40% a été observé. Un changement de catégorie sans un changement suffisant de la réactivité est
indiqué en blanc. Les nucléotides pour lesquels les catégories ne changent pas entre les deux conditions
sont également indiqués. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le
domaine des virus à ARN (-).
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Annexe 16. – Représentation des changements de catégories et des régions identifiées à l’aide de deltaSHAPE pour
le segment M entre les conditions « NoNP » et « Comp ». La structure secondaire a été prédite à l’aide
des données « NoNP » et les catégories ont été définies selon les valeurs de réactivité : 0 : non réactif ;
1 : moyennement réactif (entre 0,4 et 0,8) ; 2 : fortement réactif (supérieur à 0,8). Les changements
de catégories ont été calculés pour les positions pour lesquels un changement de la réactivité d’au
moins 40% a été observé. Un changement de catégorie sans un changement suffisant de la réactivité est
indiqué en blanc. Les nucléotides pour lesquels les catégories ne changent pas entre les deux conditions
sont également indiqués. La numérotation s’effectue du 3’ au 5’, comme le veut la convention dans le
domaine des virus à ARN (-).
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