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1. Introduction 
 

1.1. Streptococcus agalactiae 

 Streptococcus agalactiae est un cocci à Gram positif de la famille des Streptococcaceae 

qui se présente sous forme de chainettes de longueur variable. Il appartient au groupe B de la 

classification de Lancefield basée sur les propriétés antigéniques d’un composant de la paroi 

bactérienne, le polyoside C (Lancefield, 1933).  

 

1.1.1. Pouvoir pathogène 

 Historiquement, cette bactérie a d’abord été décrite en pathologie animale et 

particulièrement pour son implication dans les mammites bovines (Nocard E., Mollereau R., 

1887). C’est de là que lui vient son nom puisque « agalactiae » signifie « absence de lait ». 

Dans les années 1960, les premiers cas d’infection chez l’Homme sont décrits et il se voit 

qualifié de pathogène émergent.  

D’une part, cette bactérie est connue principalement dans le domaine de la gynécologie-

obstétrique comme étant responsable d’infections materno-fœtales précoces (de la naissance 

jusqu’à 7 jours de vie) et tardives (au-delà de 7 jours et jusqu’à 3 mois, Verani and Schrag, 

2010). En effet, c’est une bactérie commensale de l’Homme, présente de manière 

asymptomatique au niveau digestif et au niveau du tractus génital. Environ 15 à 30% des 

femmes sont porteuses de S. agalactiae au niveau vaginal, de manière asymptomatique et 

parfois transitoire, y compris les femmes enceintes (Van der Mee-Marquet et al., 2008). Ce 

portage constitue un facteur de risque important d’infection néonatale par la possible 

transmission des bactéries par voie ascendante (du vagin vers le liquide amniotique), ou au 

moment du passage de la filière génitale par le nouveau-né lors des accouchements par voie 

basse (Figure 1, Tazi et al., 2011). En effet lors de ce passage, le nouveau-né peut inhaler les 

sécrétions vaginales et par conséquent les bactéries lorsque la mère est colonisée. Les bactéries 

iront alors se multiplier au niveau pulmonaire et pourront entraîner des infections précoces, 

principalement des pneumonies, qui pourront être accompagnées ou non de bactériémies. Les 

bactériémies, qu’elles soient consécutives à une pneumonie ou dues à une transmission 

ascendante, pourront engendrer secondairement une méningite chez le nouveau-né. Les 

infections tardives, quant à elles, semblent plutôt dues à un portage digestif persistant de la 

bactérie chez le nouveau-né. En présence de circonstances favorisantes et de certaines souches, 



 

une translocation peut ensuite avoir lieu et pourra engendrer une bactériémie pouvant se 

compliquer, plus fréquemment que dans les infections précoces, d’une atteinte méningée. Les 

souches possédant certains facteurs de virulence, tels que l’adhésine HvgA, qui favorise 

l’attachement de la bactérie aux cellules et permet un passage plus aisé pour la bactérie de 

l’endothélium vasculaire ainsi que le franchissement de la barrière hémato encéphalique, sont 

particulièrement impliquées dans ces infections (Tazi et al., 2010).  

 

 

Figure 1 : Physiopathologie de l’infection néonatale à streptocoque du groupe B (Tazi et 

al., 2011).  

A. Le nouveau-né se contamine lors de l’accouchement par inhalation et ingestion des sécrétions 

vaginales ou du liquide amniotique contaminés de la mère.  

B. Le syndrome précoce (au cours de la première semaine de vie) résulte d’une infection pulmonaire 

qui peut aboutir à une bactériémie et secondairement à une invasion du système nerveux central.  

C. Le syndrome tardif (de 7 à 89 jours) est probablement dû à une colonisation intestinale précoce qui 

dépend de l’adhésine HvgA, suivie d’une translocation digestive, et secondairement d’une bactériémie 

avec invasion possible du système nerveux central. Les deux encadrés (1 et 2) illustrent la localisation 

digestive des streptocoques du groupe B (clone ST-17) in vitro (1) sur des cellules intestinales Caco2 et 

in vivo (2) sur des coupes de côlon de souris infectées par voie orale avec du streptocoque du groupe B. 

LP : lamina propria. Pointes de flèches : bactéries intraluminales. Flèche : bactéries dans la lamina 

propria.  

D. L’invasion du système nerveux central par les bactéries circulantes (quel que soit le mode de 

contamination initial) est favorisée par l’adhésine HvgA. Le résultat de l’analyse immuno-

histopathologique du système nerveux central d’un nouveau-né décédé d’un syndrome tardif avec 

méningite est présenté en 3, 4, 5, 6. Les méninges (3, 4) et les micro-vaisseaux cérébraux (5, 6) sont 

envahis de streptocoques du groupe B révélés à l’aide d’un anticorps polyclonal spécifique de SGB 

(flèches). 



 

 Le système immunitaire des nouveau-nés étant immature, ceux-ci sont plus susceptibles 

de développer une infection et la mortalité due à ces infections est importante. C’est pourquoi 

depuis 2001, en France, un dépistage systématique du portage de S. agalactiae chez la femme 

enceinte par écouvillonnage vaginal est recommandé entre la 34ème et la 38ème semaine 

d’aménorrhée, afin de pouvoir mettre en place une antibioprophylaxie au moment du travail si 

le dépistage est positif (Recommandations HAS, 2001). Cela a permis de diminuer le nombre 

d’infections néonatales précoces mais n’a eu que peu d’impact sur les infections tardives 

(Jourdan-Da Silva N. et al., 2008; Phares et al., 2008). Les infections précoces restantes sont 

dues soit à une absence de dépistage, soit à un dépistage faussement négatif, le portage vaginal 

étant intermittent et transitoire.  

D’autre part, S. agalactiae émerge dans d’autres domaines puisqu’il cause également 

des infections invasives chez le sujet âgé et chez l’immunodéprimé dans les pays développés, 

pouvant entraîner des infections urinaires, des infections de la peau et des tissus mous, des 

infections ostéo-articulaires ou plus rarement des atteintes méningées ou cardiaques (Farley et 

al., 1993). Ces différentes infections sont aujourd’hui de plus en plus nombreuses par rapport 

aux infections materno-fœtales et différentes lignées phylogénétiques de S. agalactiae sont 

impliquées (Ballard et al., 2016). En effet, grâce aux différentes méthodes de typage existantes, 

il a été montré que selon la pathologie, les souches impliquées étaient de lignées génétiques 

différentes. La virulence et la pathogénicité de la bactérie semblent donc variables selon la 

souche impliquée. 

 

1.1.2. Classification phylogénétique 

 Pour étudier l’épidémiologie des infections à S. agalactiae, différentes techniques de 

typage des souches ont été développées. Historiquement, la première méthode utilisée était 

basée sur la composition des polysaccharides formant la capsule et ainsi 10 sérotypes de S. 

agalactiae ont été définis (Ia, Ib, et de II à IX). Les sérotypes les plus impliqués en pathologie 

humaine sont les sérotypes Ia, Ib, III et V. Parmi ceux-ci, le sérotype III a été identifié comme 

étant le plus impliqué dans les infections néonatales, qu’elles soient précoces ou tardives 

(Poyart et al., 2008).  

 



 

Par des techniques plus récentes de Multi-Locus Sequence Typing (MLST), les souches 

de cette espèce bactérienne ont pu être classées en divers sequence type (ST). Cette technique, 

plus discriminante, est la méthode de référence actuelle et repose sur le séquençage de 7 gènes 

de ménage dont chaque allèle obtenu porte un numéro spécifique et dont la combinaison des 

différents allèles donne le ST (Jones et al., 2003). Par analyse phylogénétique, les ST peuvent 

être regroupés au sein de plus grands ensembles, les complexes clonaux (CC), lorsqu’ils 

possèdent au minimum 6 allèles en communs sur 7. Le numéro attribué au CC est celui du ST 

majoritaire au sein du CC soit, par exemple, le CC17 dont le ST fondateur est le ST17. Les CC 

les plus retrouvés dans les infections de l’Homme sont les CC1, CC10, CC17, CC19 et CC23. 

Ces souches dérivent de souches de colonisation, présentes en portage et il a été démontré que 

le caractère pathogène et les capacités invasives diffèrent selon le sequence type (ST) 

d’appartenance. Il a notamment été observé qu’un sequence type particulier, le ST17, a une 

implication majeure dans les infections néonatales et les atteintes méningées du nouveau-né 

(Jones et al., 2003; Poyart et al., 2008; Tazi et al., 2010). Ces souches particulières de ST17, 

qualifiées d’hypervirulentes, sont significativement plus impliquées dans les infections 

néonatales précoces et tardives que dans les infections invasives de l’adulte. Ceci démontre une 

capacité d’adaptation des souches bactériennes à leur environnement et un pouvoir pathogène 

ainsi qu’une virulence variables selon les souches.  

L’analyse des génomes a permis de montrer des différences d’organisation pouvant être 

responsables de ces observations. En effet, il existe une partie conservée au sein des génomes 

de chaque souche bactérienne nommée « core genome ». Il est également retrouvé, chez 

certaines souches, des îlots génomiques renfermant des séquences diverses et variées et 

notamment des séquences prophagiques ou provenant d’éléments génétiques mobiles (EGM) 

étrangers, acquises par transfert horizontal au cours du temps. Cette partie variable du génome 

entre les différentes souches de l’espèce est appelée « dispensable genome » (Tettelin et al., 

2005). Ces éléments acquis peuvent être associés à une virulence particulière de la bactérie, par 

exemple en codant pour une protéine de surface permettant à la bactérie d’adhérer à sa cible. 

Ils peuvent également contribuer à une résistance particulière par l’apport d’un gène de 

résistance aux antibiotiques ou avoir un impact sur la régulation de l’expression de certains 

gènes. 

Les bactéries sont capables, de manière plus ou moins permissive, de lutter contre « l’attaque » 

de ces EGM via divers mécanismes de défense, pouvant expliquer les différences de virulence 

et d’implication en pathologie des différentes souches de S. agalactiae. En effet l’acquisition 



 

de certains gènes à partir de ces EGM présente un intérêt majeur pour la bactérie mais certains 

d’entre eux, et particulièrement les phages, sont très virulents pour la bactérie et menacent 

grandement son intégrité, c’est pourquoi il est important de pouvoir les éliminer. 

 

1.2. Les systèmes CRISPR-Cas 

 Afin de lutter contre ces EGM, la bactérie dispose d’un arsenal de mécanismes de 

défenses divers et variés. Différents systèmes peuvent être cités tels que les systèmes de 

défenses spécifiques vis-à-vis des phages, les systèmes de restriction-modification, les systèmes 

toxines-antitoxines, et, plus récemment découverts, les systèmes CRISPR-Cas. 

 

1.2.1. Généralités 

 La découverte de ces systèmes date de 1987, lorsqu’une équipe décrit une alternance de 

courtes séquences répétées partiellement palindromiques et de séquences variables à proximité 

du gène iap chez Escherichia coli (Ishino et al., 1987). Le terme CRISPR-Cas n’est employé 

qu’à partir de 2002 (Jansen et al., 2002) après un essor concernant la recherche sur la 

compréhension et le fonctionnement de ces systèmes, depuis les années 2000. 

Les systèmes CRISPR-Cas (pour Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats 

et Cas pour CRISPR associated proteins), présents chez environ 45% des bactéries, ont été 

décrits initialement comme impliqués dans la défense des bactéries vis à vis des phages et des 

plasmides (Barrangou et al., 2007). Ils représentent le seul système de défense immunitaire 

adaptatif des bactéries. Ces systèmes jouent, de plus, un rôle dans l’évolution génétique 

bactérienne en intervenant dans les réarrangements, les recombinaisons et la régulation de 

l’expression de gènes pour certaines espèces bactériennes (Bikard and Marraffini, 2013; 

Louwen et al., 2014). 

Le locus CRISPR comprend une région alternant des séquences répétées conservées 

(Direct Repeats ou DR) et des séquences uniques intercalées (spacers) spécifiques. Les DR sont 

partiellement palindromiques ce qui leur confèrent une stabilité de structure et leur permet 

d’interagir avec des protéines essentielles au fonctionnement du système, les protéines Cas. Les 

spacers, pour la plupart, correspondent à des séquences d’origine extra-chromosomique puisque 

des homologies ont été retrouvées avec des séquences appartenant à des EGM (Bolotin et al., 

2005; Mojica et al., 2005). En 5’ du locus se trouve le leader, une région riche en Adénine et 



 

en Thymine, qui contient le promoteur de transcription de ce locus. Associés à ce locus et 

organisés en opérons se trouvent les gènes cas, qui codent diverses protéines aux fonctions 

enzymatiques variées et qui sont indispensables pour le fonctionnement du système (Figure 2).   

 

 

 

Figure 2 : Organisation générale d’un système CRISPR-Cas (d’après van der Oost et al., 

2014). 

Les systèmes CRISPR-Cas sont composés du locus CRISPR qui consiste en une alternance de 

direct repeats (rectangles noirs) et de spacers (rectangles colorés) et de l’opéron cas, situé à 

proximité, constitué d’un nombre de gènes variables (représentés par les flèches colorées). Le 

leader contient le promoteur de transcription du locus CRISPR. 

 

Il existe différents types de systèmes CRISPR-Cas, dont la classification, complexe, repose sur 

l’organisation des gènes cas (Makarova et al., 2020). Chacun contient les protéines Cas1 et 

Cas2, puis chaque type possède une protéine Cas signature telle que Cas3 pour les types I, Cas9 

pour les type II et Cas10 pour les types III. 

 

 

1.2.2. Le système CRISPR-Cas de type II-A chez Streptococcus agalactiae 

 Chez S. agalactiae, il existe deux loci CRISPR. Le locus CRISPR2, qui renferme un 

système CRISPR-Cas de type I-C, est présent uniquement chez environ 20% des souches. Le 

locus CRISPR1, lui, se compose d’un système CRISPR-Cas de type II-A dont chaque DR 

comporte 36 pb et chaque spacer 30 pb et qui est retrouvé pour l’ensemble des souches (Figure 

3). Le leader, long de 103 pb, est spécifique et très conservé au sein de cette espèce. En amont 

se trouve l’opéron cas constitué des gènes caractéristiques des systèmes CRISPR de type II-A, 

dans l’ordre cas9, cas1, cas2 et csn2, dont cas9 a un rôle primordial puisqu’il code pour 

l’endonucléase Cas9, élément central du système. Un autre élément, le trans-activating 

CRISPR RNA (tracrRNA), caractérise ce système et est indispensable à son bon 

fonctionnement. Ce système CRISPR-Cas9 est ubiquitaire et dynamique et pourrait également 



 

jouer un rôle dans la régulation des EGM de cette espèce. En effet, le locus CRISPR1 de S. 

agalactiae se compose de spacers issus de séquences d’EGM tels que des phages et des 

plasmides, mais aussi d’acides nucléiques de S. agalactiae lui-même ou d’espèces proches. Il 

serait donc un système de défense immunitaire adaptatif mais également un système de 

régulation des gènes de la bactérie elle-même, de son « mobilome » (Lopez-Sanchez et al., 

2012).  

 

 
 

Figure 3 : Organisation du système CRISPR-Cas de type II-A (d’après Doudna et 

Charpentier, 2014). 

Le système CRISPR-Cas de type II-A se compose de l’opéron cas avec l’enchaînement des 

gènes cas9, cas1, cas2 et csn2 ainsi que du locus CRISPR avec ses DR et spacers. Il comporte 

également le tracrRNA en amont de l’opéron cas et le leader en amont du locus CRISPR. 

 

 Ce système fonctionne en 3 étapes distinctes que sont l’acquisition, l’expression et 

l’interférence (Figure 4, Mali et al., 2013). La première étape, l’acquisition, correspond à la 

première rencontre de la bactérie avec un EGM étranger, dont un fragment d’acide nucléique 

va être excisé pour former ce qui est appelé un pré-spacer pour ensuite être intégré au sein du 

locus CRISPR (Figure 4.A). Cette acquisition se fait de manière polarisée puisque les nouveaux 

spacers intégrés le sont du côté du leader, ce qui permet d’avoir une vision chronologique des 

rencontres de la bactérie avec les EGM. Vient ensuite l’expression, qui se définit comme la 

transcription des différents éléments du système CRISPR-Cas. Le locus CRISPR est en premier 

lieu transcrit en un long et unique ARN appelé le pré-crRNA qui sera ensuite, après une étape 

de maturation, clivé en crRNA (Figure 4.B). Ces crRNA matures sont des ARN CRISPR, 

correspondant chacun à un spacer associé à une partie de la DR adjacente. Un autre élément 

important de cette étape est la transcription du tracrRNA qui possède une homologie de 

séquence avec le DR du locus CRISPR et permet donc de s’hybrider tout d’abord avec le pré-

crRNA puis les crRNA afin de les stabiliser (Deltcheva et al., 2011). Divers acteurs, tels que la 

protéine Cas9 et la RNase III endogène, permettent la maturation du long pré-crRNA et le 



 

clivent afin de former des couples tracrRNA/crRNA. Pour finir, l’interférence correspond à la 

reconnaissance par hybridation d’éléments étrangers préalablement rencontrés, grâce à la 

complémentarité des séquences de ces EGM avec les crRNA mais également, par la présence 

du protospacer adjacent motif (PAM), un di ou tri-nucléotide situé juste en aval du protospacer 

et reconnu spécifiquement par le système (Mojica et al., 2009). Chez S. agalactiae il est 

constitué très majoritairement du dinucléotide NGG en position +2 et +3 (Lopez-Sanchez et al., 

2012). Cette hybridation permet à la protéine Cas9 d’exercer son activité endonucléase afin de 

dégrader l’EGM (Figure 4.B).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

 

Figure 4 : Représentation schématique du mécanisme d'action d'un système CRISPR-Cas 

de type II-A (Mali et al., 2013). 

A. Etape d’adaptation. Après détection d’un acide nucléique étranger, ici un ADN phagique, 

par le système CRISPR-Cas, il y a excision d’un fragment de cet acide nucléique, appelé le pre-

spacer. Ce dernier est ensuite intégré dans le locus CRISPR, en parallèle de la duplication d’un 

DR. Ceci permet l’acquisition d’une nouvelle unité repeat-spacer, du côté du leader.  

B. Etape d’expression (bas de la figure B). Cette étape correspond à la transcription du locus 

CRISPR, à partir du promoteur présent dans le leader, en un long précurseur : le pre-crRNA. 

Divers acteurs permettent ensuite sa maturation, par clivage, en crRNA. Celui-ci se compose 

alors d’un spacer et d’un fragment du DR adjacent.  

Etape d’interférence (haut de la figure B). Lors d’une nouvelle infection par le même phage, le 

crRNA, associé à Cas9 et au tracrRNA, va se lier à la séquence étrangère complémentaire de 

son spacer, après reconnaissance du PAM. Ceci entraine alors la dégradation de la cible par la 

protéine Cas9. 

 



 

 Le système CRISPR-Cas9 de S. agalactiae est étudié au sein de l’équipe de recherche 

« bactéries et risque materno-fœtal », afin de comprendre quelle(s) implication(s) celui-ci 

pourrait avoir dans les différences de pouvoir pathogène observées entre les souches des 

différentes lignées phylogénétiques. 

 

1.2.3. Le système CRISPR-Cas9 comme outil génétique  

 Depuis une dizaine d’années l’utilisation la plus recherchée du système CRISPR-Cas au 

plan international est son application dans le « genome editing » (Jiang et al., 2013). Cet 

engouement scientifique est dû à la relative simplicité du fonctionnement de l’étape 

d’interférence du système CRISPR-Cas de type II-A, qui ne fait intervenir qu’un couple formé 

d’un duplex d’ARN et une protéine. En effet, grâce à l’activité endonucléase de la protéine 

Cas9, celle-ci peut être utilisée à des fins de modification génétique en la guidant pour cliver 

l’ADN et ceci dans le but de muter, insérer ou déléter des nucléotides au sein de séquences 

d’ADN préalablement ciblées (Barrangou and Horvath, 2017). Cela en fait un outil intéressant 

et prometteur dans la thérapie génique (Hsu et al., 2013; Gori et al., 2015). Le système CRISPR-

Cas9 le plus utilisé est celui dérivant de Streptococcus pyogenes et, a encore été simplifié, 

puisque le duo d’ARN guides composé du crRNA et tracrRNA a été fusionné pour n’en former 

qu’un via une boucle reliant ces deux composants. Pour son utilisation, il ne reste alors plus 

qu’à designer une séquence complémentaire de l’ADN cible au sein de l’ARN guide (Jinek et 

al., 2012). 

 

1.2.4. Le système CRISPR comme outil de typage  

 

 L’acquisition de nouveaux spacers se faisant de manière polarisée, du côté du leader, le 

séquençage du locus permet de comprendre les rencontres, dans le temps, de la bactérie avec 

des EGM. Cela permet donc de caractériser les souches et d’établir les liens phylogénétiques 

qui les relient. En effet, il a été montré que les spacers ancestraux proviennent d’un ancêtre 

commun alors que les spacers les plus récemment acquis sont spécifiques de l’isolat, de ses 

rencontres (Lier et al., 2015). De ce point de vue, cela semble un outil épidémiologique 

intéressant pour le typage moléculaire des souches bactériennes. Cet outil est d’ores et déjà 

utilisé chez certaines bactéries telles que Mycobacterium tuberculosis (Brudey et al., 2006) ou 

Yersinia pestis (Pourcel, Salvignol and Vergnaud, 2005) et est également un outil très 



 

performant, même s’il n’est pas encore utilisé comme méthode de référence, chez Streptococcus 

agalactiae (Beauruelle et al., 2021). 

 

1.2.5. Eléments de régulation des systèmes CRISPR-Cas 

 A l’état basal, les systèmes CRISPR-Cas des bactéries sont plus ou moins transcrits, 

mais il a été montré qu’ils pouvaient être stimulés selon les conditions environnementales dans 

lesquelles se trouve la bactérie et les stress auxquels elle peut être soumise (Young et al., 2012). 

En effet, l’expression de ces systèmes est importante pour la défense de la bactérie et assurer 

sa survie et sa croissance dans les différents milieux, mais elle représente également un coût 

énergétique non négligeable d’où l’importance d’une régulation fine (Vale et al., 2015).  

Il a tout d’abord été montré que certains éléments génétiques étrangers, tels que les 

bactériophages et les plasmides, étaient capables d’activer les systèmes CRISPR-Cas. C’est 

notamment le cas chez Streptococcus thermophilus, pour lequel il a été mis en évidence une 

transcription constitutive de certains éléments composant ces systèmes, ainsi qu’une 

augmentation importante de cette transcription lors de l’infection de la souche bactérienne par 

un phage connu de celle-ci (Young et al., 2012). 

Par la suite, il a également été décrit que les bactéries, par l’action de leur système CRISPR-

Cas, étaient capables de réguler des éléments de leur propre génome, selon les conditions dans 

lesquelles elles se trouvaient. C’est le cas chez Francisella novicida, qui est notamment capable, 

lorsque les conditions sont favorables à l’infection, de diminuer la transcription d’une 

lipoprotéine de surface, pour échapper au système immunitaire et pouvoir survivre dans les 

macrophages, afin de se multiplier et progresser dans l’infection (Louwen et al., 2014; Ratner 

et al., 2019). 

De plus, il a été montré que selon les conditions environnementales dans lesquelles se trouvent 

les bactéries, la transcription des systèmes CRISPR-Cas pouvait être différente. C’est 

notamment le cas lorsque la densité cellulaire augmente. En effet, les bactéries peuvent alors se 

retrouver, de manière plus importante, au contact de virus et autres éléments pathogènes 

pouvant porter atteinte à leur intégrité. Ce phénomène a été décrit chez Serratia sp. ATCC39006 

et il a été montré que lorsque la densité cellulaire augmente, le quorum sensing de la bactérie 

est stimulé et engendre une augmentation de la transcription des systèmes CRISPR-Cas (Figure 

5), dans le but d’activer les mécanismes de défense immunitaire pour assurer sa protection 

(Patterson et al., 2016).    

 



 

 

 

Figure 5 : Modification de la réponse du système CRISPR-Cas par le quorum sensing 

(d'après Patterson et al., 2016).   

Sont représentées schématiquement des cellules bactériennes produisant l'auto-inducteur (AI). 

À l'intérieur de la cellule, l'AI se lie à un régulateur de transcription conduisant, directement ou 

indirectement, à une augmentation de la transcription des systèmes CRISPR-Cas. La 

transcription de l’ensemble du locus CRISPR est donc activée par l'AI. L’augmentation de 

transcription des différents effecteurs des systèmes CRISPR-Cas de type I augmentent la 

capacité d'interférence (dégradation de l'ADN étranger) et par conséquent, stimulent 

l'acquisition de nouveaux spacers au sein du locus CRISPR. L’augmentation de transcription 

des différents effecteurs des systèmes CRISPR-Cas de type III empêche l'activation d'éléments 

génétiques mobilisables tels que les prophages qui pourraient engendrer un cycle lytique. 

 

L’existence de divers éléments de régulation des systèmes CRISPR-Cas a donc été décrite 

chez plusieurs espèces bactériennes et dans des conditions environnementales particulières. 

C’est pourquoi il nous semble intéressant d’identifier ces éléments chez S. agalactiae, qu’ils 

soient similaires ou différents, car ils pourraient apporter des éléments explicatifs sur les 

différences de pouvoir pathogène observées selon les lignées phylogénétiques. 

 

 

 



 

1.3. Travaux préalablement réalisés au sein de l’équipe 

 Le système CRISPR-Cas9 de S. agalactiae a déjà fait l’objet de plusieurs travaux au 

sein de l’équipe de recherche, afin de mieux comprendre son fonctionnement et connaître 

l’impact qu’il pourrait avoir sur les différences de virulence observées entre les différentes 

souches. 

Il a d’ores et déjà été montré au laboratoire que la composition en certains spacers était corrélée 

aux grands groupes phylogénétiques de cette espèce bactérienne, définis par MLST (Lier et al., 

2015), ce qui le place comme un outil de typage très efficace. De plus, les DR sont très 

conservées, à l’exception de la DR terminale, ce qui permet de relier leur analyse au typage 

MLST. Il a également été montré que le système fonctionnait in vivo avec l’acquisition de 

séquences phagiques ou plasmidiques (Beauruelle et al., 2017) et qu’il permettait d’étudier la 

diversité des populations de S. agalactiae en portage (Beauruelle et al., 2018). Dans des travaux 

plus récents, il a été mis en évidence des différences de structure au niveau de l’organisation du 

locus CRISPR1 et de son fonctionnement selon les lignées phylogénétiques. En effet, les 

souches hypervirulentes de ST17, possèdent significativement moins de spacers que les autres 

ST (Figure 6).  

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Figure 6 : Nombre moyen de spacers au sein du locus CRISPR1 de S. agalactiae en 

fonction des principales lignées phylogénétiques (Lier et al., 2015). 

Les rectangles de couleur rouge représentent la médiane. Les lignes bleues et vertes 

représentent, respectivement, les valeurs maximales et minimales. Les extrémités basses et 

hautes des rectangles blancs représentent les premiers et troisièmes quartiles. 

 

 

Chez ces souches, une délétion de 103 pb en amont des gènes cas, renfermant le 

promoteur de transcription de l’opéron, a été objectivée (Figure 7, Pastuszka et al., 2021). 

L’hypothèse d’un système moins fonctionnel qui expliquerait alors en partie la virulence de ses 

souches a été émise. En effet si la bactérie ne se défend pas vis-à-vis des EGM elle peut alors 

potentiellement acquérir des facteurs de virulence via ces EGM. Il a d’ailleurs déjà été mis en 

évidence, chez des espèces bactériennes variées, un lien entre ce système et la virulence des 

souches (Louwen et al., 2014). Les travaux réalisés ont montré que malgré cette délétion, une 

faible transcription du gène cas9 existe et que le système reste fonctionnel et capable 

d’interférer avec des EGM connus. 

 

 

 

 



 

  

 

Figure 7 : Représentation schématique de la région intergénique en amont de cas9 de S. 

agalactiae, chez différentes lignées phylogénétiques majeures (Pastuszka et al., 2021). 

A. Organisation du locus système CRISPR1-Cas chez la souche Streptococcus agalactiae 

NEM316. Les gènes cas sont représentés par des flèches bleues, le gène en amont du système 

CRISPR1-Cas en vert, le tracrRNA antisens en jaune et srn036 en rose. Le leader est situé en 

aval des gènes cas et en amont du locus CRISPR. Le locus CRISPR1 contient 14 alternances 

de DR et spacers, représentées respectivement par des rectangles noirs et colorés. Les TSS du 

promoteur du gène cas et du promoteur du locus CRISPR1 sont représentés par des flèches 

noires orientées vers la droite.  

B. Agrandissement de la région intergénique en amont de l'opéron cas de trois souches 

représentatives de trois lignées majeures. Les promoteurs ont été cartographiés par RNA-Seq. 

Ils sont représentés en noir : les flèches noires représentent les TSS, et les cases noires 

représentent les box -10 et -35 prédites. Les étoiles noires indiquent les SNP observés dans les 

souches appartenant aux CC1, CC10, CC19 et ST17 par rapport aux souches du CC23. Les 

cases hachurées en rouges indiquent les deux régions délétées chez les souches de ST17. (CCs : 

complexes clonaux ; SNP : single nucleotide polymorphism ; TSS : site d’initiation de la 

transcription).  

 

 Le système CRISPR-Cas pourrait donc jouer un rôle clé dans la régulation de 

l’intégration d’EGM chez S. agalactiae, participant ainsi à la virulence des souches et à 

l’évolution de l’espèce. C’est pourquoi il apparait important et intéressant d’améliorer la 

compréhension du fonctionnement de ce système et notamment, chez les souches 

hypervirulentes du ST17.  



 

2. Objectifs  
 

 Le système n’étant que peu ou pas transcrit à l’état basal et restant néanmoins 

fonctionnel dans certaines conditions, les objectifs de cette thèse, poursuite du travail réalisé en 

Master 2, ont donc été d’étudier son fonctionnement, en comparant cet état basal à l’application 

de divers stimuli, afin d’identifier des éléments qui activent le système et permettre une 

meilleure compréhension de sa régulation. Les stimuli testés ont été la présence de plasmides 

pour mimer les « attaques » auxquelles la bactérie peut être soumise, mais également diverses 

conditions environnementales, telles que des variations de pH et particulièrement en pH acide 

pour mimer le pH vaginal, compris entre 3,8 et 4,2. Les souches de ST17 étant particulièrement 

impliquées dans les infections néonatales, l’acidité présente au niveau vaginal pourrait jouer un 

rôle.  

Pour cela, la réponse quantitative de la transcription du gène cas9 ainsi que l’expression de la 

protéine correspondante, préalablement marquée, ont été étudiées en présence des différents 

stimuli précités. En effet, la protéine Cas9 est un élément essentiel des systèmes CRISPR-Cas 

de type II-A, tant au niveau de l’intégration de nouveaux spacers que dans l’étape 

d’interférence. Ainsi, le suivi de Cas9 au niveau génétique et protéique devrait permettre 

d’apporter des éléments de compréhension à propos de la régulation du système CRISPR-Cas 

chez S. agalactiae. 

  



 

3. Matériels et méthodes 

 

3.1. Souches bactériennes 

 Pour l’ensemble des expériences qui seront décrites par la suite, trois souches de S. 

agalactiae ont été utilisées : BM110 qui appartient au sequence type d’intérêt, le ST17, A909 

qui appartient au ST7, proche phylogénétiquement du ST17, et NEM316, une souche de ST23, 

qui est plus éloignée phylogénétiquement du ST17. Ces souches sont toutes les trois des souches 

de référence dont le génome complet est disponible sur la base de données du National Center 

for Biotechnology Information (NCBI). Elles appartiennent au sérotype III pour BM110 

(Brochet et al., 2006) et NEM316 (Glaser et al., 2002) et au sérotype Ia pour A909 (Tettelin et 

al., 2005) et ont été isolées au cours d’infections invasives. Plus précisément, NEM316 et A909 

ont été isolées d’hémocultures de nouveau-nés et BM110 d’une méningite. Ces trois souches, 

conservées au laboratoire à -80°C, ont été cultivées sur gélose Trypticase Soja + 5% de sang de 

mouton (TSS, Biomérieux) en aérobiose à 37°C pendant 16 à 24h. 

 

3.2. Plasmides 

 Quatre plasmides ont été utilisés et multipliés chez des souches d’Escherichia coli XL1-

Blue (conservées au laboratoire à -80°C). 

• pG1ts : ce plasmide mime la présence d’un EGM étranger inconnu de la souche 

utilisée 

• pG1ts-protospacerBM110 : ce plasmide contient un protospacer homologue d’un 

spacer déjà intégré dans le locus CRISPR de la souche BM110 afin de mimer un 

EGM connu de cette souche 

• pG1ts-protospacerNEM316 : plasmide contenant un spacer déjà intégré dans le locus 

CRISPR de la souche NEM316 afin de mimer un EGM connu de cette souche  

• pG1ts-protospacerA909 : plasmide contenant un spacer déjà intégré dans le locus 

CRISPR de la souche A909 afin de mimer un EGM connu de cette souche 

 

 



 

 Les souches d’E. coli contenant ces différents plasmides ont été cultivées en bouillon 

LB (Lysogeny Broth) additionné d’érythromycine à 150µg/mL, sous agitation (230 rpm) à 

37°C pendant une nuit. Les plasmides ont ensuite été extraits à l’aide du kit Nucleospin® 

plasmid (Macherey-Nagel), selon le protocole du fournisseur. 

 

3.3. Conditions de cultures et stimuli 

 

3.3.1. Stimulation du système CRISPR-Cas en présence d’un stress acide 

 

 Les trois souches testées ont été cultivées dans 55 mL de bouillon Todd Hewitt (TH) à 

37°C. En mi-phase exponentielle de croissance, objectivée par la mesure d’une densité optique 

(DO) comprise entre 0,4 et 0,5 à une longueur d’onde de 600 nm, 50 mL de suspension ont été 

prélevés et répartis en deux tubes de 25 mL. Ces deux tubes ont été centrifugés 5 minutes à 

7000 rpm à 4°C pour obtenir un culot bactérien et le surnageant a été éliminé. Le culot bactérien 

du premier tube, correspondant à la condition de référence, a été remis en suspension dans 25 

mL de TH (pH 6,8). Le second culot, correspondant à la condition « stress acide », a été remis 

en suspension dans 25 mL de TH, dont le pH a été abaissé à 4 par l’ajout d’acide chlorhydrique 

(HCl) 10M. La mesure du pH a été réalisée à l’aide d’un pH-mètre préalablement étalonné. Les 

suspensions bactériennes ont été incubées à 37°C et un aliquot de 5 mL a été prélevé, pour 

chaque condition, après 5 et 10 minutes d’incubation. Les aliquots ont immédiatement été 

centrifugés 5 minutes à 7000 rpm à 4°C et les culots bactériens ont été récupérés pour extraire 

les ARN, de façon immédiate ou après congélation du culot à -80°C. Chacune des conditions a 

été réalisée en triplicata, pour chacune des trois souches. 

 

3.3.2. Stimulation du système CRISPR-Cas en présence d’un plasmide 

 Nous avons choisi ce stimulus, car la présence d’un plasmide mime la rencontre de la 

bactérie avec un EGM étranger. Auparavant, il est nécessaire de préparer la bactérie. La 

première étape consiste à rendre les bactéries compétentes, afin de fragiliser leur membrane. La 

seconde, l’électroporation, consiste en l’application d’un choc électrique, en présence du 

plasmide, ce qui permet de perméabiliser de manière transitoire les membranes bactériennes et 

ainsi favoriser l’entrée du plasmide.   

 Les trois souches bactériennes ont été cultivées dans 15 mL de bouillon TH, incubés à 

37°C. Après croissance des bactéries jusqu’en mi-phase exponentielle, 10 mL d’un mélange 



 

glycine/saccharose ont été ajoutés à 10 mL de suspension bactérienne. Le mélange a été incubé 

pendant 1h à 37°C sous agitation douce, à 50 rpm. Les tubes ont ensuite été centrifugés 5 

minutes à 7000 rpm à 4°C, afin de récupérer le culot bactérien et le remettre en suspension dans 

1 mL de tampon d’électroporation. Les tubes ont ensuite été centrifugés 1 minute à 13 000 rpm. 

Après élimination du surnageant, le culot a été remis en suspension dans 1 mL de tampon. Ce 

lavage a été répété 3 fois, puis le culot a été repris dans 120 µL d’un mélange tampon 

d’électroporation/glycérol 10%. La suspension obtenue ainsi que 1500 ng de plasmide ont alors 

été transférés dans une cuve d’électroporation, préalablement refroidie dans la glace, puis un 

choc électrique a été appliqué sur les parois de la cuve (Bio-Rad MicroPulser electroporator). 

La suspension a ensuite été récupérée de la cuve et reprise dans 5 mL de bouillon TH, 

préchauffé à 30°C. Après une incubation de 15 minutes à 30°C, la suspension a été centrifugée 

5 minutes à 7000 rpm à 4°C, pour récupérer le culot bactérien pour l’extraction des ARN, 

immédiatement ou après conservation à -80°C.  

 Afin de pouvoir objectiver l’action de chacune de ces étapes sur l’expression du système 

CRISPR-Cas9, plusieurs conditions ont été testées. La condition de référence, l’état basal, 

correspondait uniquement à la culture de chaque souche en bouillon TH, dont 10 mL ont été 

prélevés en mi-phase exponentielle et centrifugés comme indiqué précédemment. Une étape 

supplémentaire a ensuite été ajoutée pour chaque condition, afin de décomposer l’intégralité du 

protocole. Ainsi pour la deuxième condition, les bactéries ont été rendues électro-compétentes 

par l’ajout de la solution de glycine/saccharose. Cette deuxième condition a ensuite été divisée 

en deux conditions distinctes afin de visualiser l’effet de chaque composant du mélange 

individuellement, soit une solution de glycine d’une part et une solution de saccharose d’autre 

part. Pour la condition suivante, les bactéries ont en plus subi le choc électrique correspondant 

à l’électroporation permettant la perméabilisation des membranes bactériennes, en absence de 

plasmide. Pour la sixième condition, le plasmide pG1ts vide a été ajouté à la suspension 

bactérienne, dans la cuve d’électroporation, pour appliquer le choc électrique en présence de ce 

plasmide. La septième et dernière condition correspond à la sixième condition mais pour 

laquelle le plasmide pG1ts utilisé contenait le protospacer spécifique respectif des trois souches 

testées. Chacune de ces conditions a été réalisée en triplicata pour chacune des trois souches. 

 

 



 

3.3.3. Stimulation du système CRISPR-Cas en présence d’un stress antibiotique 

 

 Les antibiotiques ayant pour objectif d’empêcher la croissance bactérienne, 

représentent, pour ces raisons, un stress pour les bactéries. Ici, deux antibiotiques ayant pour 

cible la paroi bactérienne, la pénicilline G et la vancomycine, ont été choisis et testés afin de 

voir leur impact potentiel sur l’expression du système. 

 Dans un premier temps, des courbes de croissance ont été réalisées afin de déterminer 

la concentration sub-inhibitrice pouvant être utilisée, sans impacter la croissance (à minima 

jusqu’en mi-phase exponentielle), pour chacun des antibiotiques et chacune des trois souches. 

Pour cela les différentes souches ont été cultivées en milieu liquide TH et une suspension à 

DO600nm = 0,05 a été réalisée. Dans une microplaque de 96 puits à fond plat, 150 µL de 

suspension bactérienne ont été ajoutés à 150 µL d’antibiotique et cela pour chaque souche, avec 

chaque antibiotique, à différentes concentrations. Les concentrations à tester ont été 

déterminées selon la concentration moyenne inhibitrice (CMI) mesurée pour chacune de nos 

trois souches de référence utilisées. Une méthode de diffusion en milieu gélosé, utilisant des 

bandelettes E-test® a été effectuée à partir d’une suspension bactérienne à 0,5 McFarland en 

milieu salé. Pour la pénicilline G ont donc été testées des concentrations allant de 0,004 à 0,5 

µg/mL et pour la vancomycine de 0,008 à 1 µg/mL. Afin de valider l’expérience des puits 

contrôles ont été réalisés, contenant uniquement du milieu liquide TH pour certains, de 

l’antibiotique pour chaque concentration pour d’autres et les suspensions bactériennes pour les 

derniers. Chaque condition testée a été déposée en triplicata. La microplaque a été incubée à 

37°C sous agitation dans un spectrophotomètre BiotekTM et l’absorbance a été mesurée 

immédiatement, afin d’obtenir le bruit de fond, puis toutes les 20 minutes pendant 24h. Après 

24h, les résultats d’absorbance ont été récupérés par l’intermédiaire du logiciel Gen5TM, puis 

en effectuant la moyenne des triplicatas de chaque condition et en y retranchant la valeur du 

bruit de fond, les courbes de croissance ont été dessinées. Une fois les courbes obtenues, la 

première concentration n’affectant pas la croissance de nos souches, jusqu’en mi-phase 

exponentielle correspondant à la phase d’intérêt, a été choisie pour la réalisation des 

expériences. 

 Chaque souche a été cultivée dans 15 mL de milieu liquide TH pour mimer la condition 

de référence, sans stress, et en parallèle dans 15 mL de milieu liquide TH additionné 

d’antibiotique à la concentration déterminée, soit 0,008 µg/mL pour la pénicilline G et 0,25 

µg/mL pour la vancomycine, pour la condition de stress. Lorsque les cultures bactériennes ont 

atteint la mi-phase exponentielle de croissance (DO600nm = 0,4-0,5), 10 mL des suspensions ont 



 

été centrifugés 5 minutes à 7000 rpm à 4°C et les culots bactériens récupérés pour extraction 

immédiate des ARN, ou conservés à -80 °C jusqu’à l’extraction. 

 

3.4. Mesure de la transcription du gène cas9 par RT-qPCR 

 Le niveau de transcription du gène cas9 (Tableau 1) a été mesuré dans les différentes 

conditions décrites précédemment et pour chacune des trois souches, par une méthode de PCR 

quantitative (qPCR). Celle-ci était précédée d’une étape de reverse transcription (RT), pour 

obtenir les ADN complémentaires (ADNc) à partir des ARN messagers.  

 

3.4.1. Extraction des ARN totaux 

 L’extraction a été réalisée selon une méthode d’extraction liquide-liquide 

phénol/chloroforme dans le but de séparer les ARN des protéines présentes dans l’échantillon. 

L’extraction a été réalisée sur les culots bactériens obtenus dans les diverses expériences.  

Les culots bactériens ont été remis en suspension dans 400 µL de solution de re-suspension 

(glucose 20%  + Tris 25 mM pH 7.6  + EDTA 10 mM) et 60 µL d’EDTA 0,5 M. Cette 

suspension a ensuite été transférée dans un tube contenant 500 µL de phénol acide (pH 4,5) et 

0,4 g de billes de verre. Afin de lyser les bactéries, ces tubes ont été placés dans un Fastprep-

24TM  (ThermoFisher Scientific) 3 fois successivement à une vitesse de 6 mètres/secondes 

pendant 30 secondes, avec un temps de repos dans la glace de 1 minute à 4°C entre chaque 

passage. Les tubes ont ensuite été centrifugés 5 minutes à 13 000 rpm à 4°C, puis la phase 

aqueuse supérieure a été récupérée et additionnée de 500 µL de Trizol (thiocyanate de 

guanidium) afin de dénaturer les protéines. Après les avoir homogénéisés soigneusement par 

retournement, les tubes ont été laissés 5 minutes à température ambiante, avant d’y ajouter 100 

µL d’un mélange chloroforme/alcool isoamylique (IAA) (24/1 v/v). Après les avoir mélangés 

par retournement et laissés 3 minutes à température ambiante, les tubes ont été centrifugés 5 

minutes à 13 000 rpm à 4°C. Les ARN étant solubles dans la phase aqueuse supérieure, celle-

ci a été transférée dans un nouveau tube dans lequel ont été ajoutés 200 µL du mélange 

chloroforme/IAA précédent. Après les avoir homogénéisés doucement par retournement et 

laissés 5 minutes à température ambiante, les tubes ont de nouveau été centrifugés 5 minutes à 

13 000 rpm à 4°C. La phase aqueuse a de nouveau été récupérée et 500 µL d’éthanol 100% ont 

été ajoutés. Les tubes ont été placés pendant une nuit à -20°C afin de précipiter les ARN. Une 

centrifugation de 30 minutes à 13 000 rpm à 4°C a ensuite été réalisée et les culots ont été lavés 



 

avec 1 mL d’éthanol à 70%. Une nouvelle centrifugation de 5 minutes à 13 000 rpm à 4°C a été 

réalisée et l’éthanol restant a été éliminé. Une fois l’éthanol évaporé, les culots ont été remis en 

suspension dans 100 µL d’eau Milli-Q, pré-incubée à 37°C et les ARN extraits ont été dosés au 

Nanodrop Lite (ThermoFisher Scientific). 

 

3.4.2. Elimination de l’ADN génomique résiduel 

 Afin d’éliminer les traces d’ADN génomique pouvant contaminer les ARN et perturber 

la suite des manipulations, l’ensemble des extraits d’ARN ont été traités à la Turbo-DNase™ 

(kit Turbo DNA-free™). Pour cela 10 µg d’ARN ont été traités avec 2U de Turbo-DNase™ et 

1X de tampon (10X Turbo-DNase™ Buffer). Le volume a été ajusté à 50 µL avec de l’eau 

(DNA free water). Les tubes contenant ce mélange ont été incubés 30 minutes à 37°C, puis 2U 

de Turbo-DNase™ ont de nouveau été ajoutées et les tubes ont été réincubés 30 minutes à 37°C. 

Une fois cette incubation terminée, l’enzyme a été inactivée par ajout dans les tubes de 0,2 

volumes de réactif d’inactivation. Ces tubes ont été laissés 5 minutes à température ambiante 

puis centrifugés 2 minutes à 10 000 rpm, afin d’éliminer le réactif d’inactivation qui s’est 

retrouvé au fond des tubes. Le surnageant a ensuite été récupéré et les ARNont de nouveau été 

dosés au Nanodrop Lite. Afin de vérifier la qualité des ARN extraits, une migration en gel 

d’agarose 2% a été réalisée, l’intégrité des ARN se traduisant par la présence de trois bandes 

correspondant aux ARN ribosomaux 23S, 16S et 5S.  

Pour s’assurer de l’absence de contamination par de l’ADN génomique après ce 

traitement, une PCR permettant d’amplifier un gène de ménage de S. agalactiae a été réalisée. 

Le gène de ménage utilisé pour objectiver la contamination était gyrB (Tableau 1) car la taille 

de son amplicon est de 123 pb et permet donc une séparation correcte des produits de PCR en 

gel d’agarose. Le mélange réactionnel utilisé contenait pour chaque échantillon 1X de One Taq 

Standard Reaction Buffer 5X, 200 µM de dNTPs à 10 mM, 0,2 µM de chaque amorce du gène 

de ménage utilisé (Forward et Reverse), 0,625 U de One Taq® DNA polymerase (New England 

Biolabs), 50 ng d’ARN et le volume a été ajusté à 25 µL avec de l’eau Milli-Q. Le programme 

d’amplification utilisé comportait une étape de dénaturation de 30 secondes à 94°C puis 40 

cycles d’amplification dont chaque cycle comportait 20 secondes à 94°C, 20 secondes à 58°C 

(Melting Temperature (Tm) ou température d’hybridation des amorces) et 20 secondes à 68°C 

et pour finir une étape d’élongation de 5 minutes à 68°C. Une migration sur gel d’agarose 2% 

a été effectuée pour vérifier l’absence de bande dans les puits correspondant aux échantillons, 

la présence d’une bande témoignant d’une contamination par de l’ADNg. Pour valider la PCR, 



 

un témoin positif constitué d’ADNg d’une souche de S. agalactiae A909 a été utilisé (présence 

d’une bande), ainsi qu’un témoin négatif (eau + mélange réactionnel = absence de bande). 

 

3.4.3. Synthèse des ADN complémentaires 

 Les ARN « DNasés » (ARNd) ont ensuite subi une étape de rétrotranscription pour 

obtenir les ADN complémentaires (ADNc). Pour cela, pour chaque échantillon, 1 µg d’ARNd 

a été mélangé avec 1 U d’iScript™ Reverse Transcriptase (Bio-Rad) et 1X d’iScript™ Reaction 

Mix 5X et le volume ajusté jusqu’à 20 µL avec de l’eau Milli-Q. Le programme utilisé 

comportait une étape de 5 minutes à 25°C puis 30 minutes à 42°C et 5 minutes à 85°C. Les 

ADNc obtenus ont été dilués (par l’ajout de 80 µL d’eau) afin d’avoir une concentration finale 

de 10 ng/µL dans chaque tube pour effectuer la PCR quantitative. 

 

3.4.4. Quantification de la transcription de cas9 

 Pour mesurer le niveau de transcription du gène cas9, une PCR quantitative (qPCR) a 

été réalisée. Cette qPCR reposait sur une méthode utilisant du SYBR Green, un agent intercalant 

capable de se lier aux ADN double brins. Lors de cette intercalation entre les deux brins d’ADN, 

il va émettre une fluorescence qui est quantifiable et proportionnelle à la quantité de transcrits 

présents dans l’échantillon. Chaque extrait d’ARN a été traité en triplicata et les résultats 

obtenus ont été normalisés grâce à l’utilisation d’un gène de ménage, recA ou rpoB (Tableau 

1), pour pouvoir comparer les niveaux de transcription de cas9 entre les différentes souches et 

les différentes conditions testées. Le mélange réactionnel, pour chaque gène, était constitué de 

1X de LightCycler® 480 SYBR GreenI Master 2X (Roche), 0,3 μM d’amorces sens et anti-

sens 40 ng d’ADNc soit 4 µL et le volume ajusté à 15 µL avec de l’eau Milli-Q. Pour valider 

la technique, un témoin négatif composé du mix et d’eau a été utilisé pour chaque mélange 

réactionnel. Le protocole de RT-qPCR a été réalisé sur le thermocycleur LightCycler® 480 

Instrument II (Roche) et comprenait une étape de dénaturation à 95°C pendant 5 minutes, puis 

40 cycles de 10 secondes à 95°C, 20 secondes à 58°C et 20 secondes à 72°C. Après cette 

amplification, une courbe de fusion a été réalisée en augmentant progressivement la 

température jusqu’à 95°C. 

 

 



 

Tableau 1: Tableau des amorces utilisées pour amplifier les gènes de ménages recA, gyrB 

et rpoB et le gène cas9. (F = amorce sens ; R = amorce antisens) 

 
Amorces Gène cible Séquence 5’-3’ Taille de 

l’amplicon (pb) 

OLM_021 (F) gyrB GCTCACATCAGAACTTTACTTTTAACTC 123 

OLM_022 (R) gyrB TTTAATCTCACTTCCTACTTTGACACC 123 

OLM_319 (F) recA ATTCAGGCGCAGTTGATTTAGTT 67 

OLM_320 (R) recA TCAATCTCAGCACGAGGAACA 67 

OPL_12 (F) cas9 CCATATTCAATAGGYCTYGACATC (Y=T/C) 155 

OPL_13 (R) cas9 CCATCAAAAAGCAGAGCACCTAT             155 

OLM_019 (F) rpoB TATTGAAAAAGACATTCATAAAAATCCA 137 

OLM_020 (R) rpoB CAAAGAAACGTGCAACTAAAAGACTAC 137 

 

 Le calcul de l’efficacité (E) du couple d’amorce rpoB a été effectué et validé lors de ce 

travail, alors que l’efficacité des couples d’amorces recA et cas9 avait déjà été déterminée lors 

de travaux antérieurs réalisés dans l’équipe. Pour calculer cette efficacité, une gamme de 

dilution d’ADNg a été utilisée (10ng/µL, 1ng/µL, 0,1ng/µL et 0,01 ng/µL) et chaque dilution a 

été testée en triplicata. Le mix et le protocole utilisés étaient les mêmes que pour le traitement 

de nos échantillons. Avec les résultats obtenus, une droite standard a été réalisée, représentant 

la valeur des Ct pour chaque dilution en fonction du logarithme de la concentration en ADNg. 

Avec la valeur de la pente obtenue sur cette droite, l’efficacité a pu être calculée grâce à la 

formule E = 10-1/pente. L’efficacité doit être comprise entre 1,8 et 2,0 pour utiliser les amorces, 

ce qui équivaut au doublement du nombre d’amplicons à chaque cycle de PCR. La dérivée de 

la courbe de fusion obtenue a également été construite afin de s’assurer de la spécificité de la 

réaction. On doit alors observer un pic unique, à une température spécifique appelée 

température de fusion (Tm), qui est caractéristique du produit amplifié et représente la 

température pour laquelle la moitié de l’ADN double brin est dénaturé. 

Une fois les résultats bruts obtenus, la moyenne ainsi que l’écart-type des Ct de chaque 

triplicata, selon la condition testée, ont été calculés. Afin de normaliser les résultats, 

l’expression relative du gène cas9 (cible) par rapport au gène de ménage recA ou rpoB (gène 

de référence = GR) a été calculée par la méthode du 2ΔΔCt. Dans un premier temps, la 

différence entre les Ct obtenus pour les deux gènes a été calculée, puis les conditions testées 

(CT) ont été normalisées par rapport à la condition de référence (CR). Voici le détail de ces 

calculs : 

  ΔCt = Ct (cible) – Ct (GR) ;  

  ΔΔCt = ((ΔCt (CR) – ΔCt (CT)) 



 

Puis le fold change (FC) a été calculé. Celui-ci donne l’expression relative du gène cible en 

tenant compte de l’efficacité des amorces, selon la formule FC = E ΔΔCt. 

Un gène est alors considéré comme sous-exprimé si le FC est inférieur à 0,5 et sur-exprimé s’il 

est supérieur ou égal à 2 pour une condition de référence fixée à 1.  

Afin de mettre en évidence la présence ou non d’une différence significative entre deux 

condition, des tests statistiques de student sur séries appariées ont été réalisés à l’aide du logiciel 

GraphPad Prism 5. Les résultats des tests ont été représentés sur les graphiques des résultats par 

des astérisques (*p<0.05 ; **p<0,005 ; ***p<0,0005 ; ns : non significatif).  

 

3.5. Mesure de la traduction de la protéine Cas9 

 Afin d’étudier la traduction de la protéine Cas9 dans l’ensemble des conditions décrites, 

des mutants ont été réalisés, pour chacune des trois souches étudiées, afin de marquer la protéine 

Cas9 par un 3X flag au niveau chromosomique. 

Pour chaque souche, un mutant possédant le marquage par le 3X flag en N-terminal de la 

protéine Cas9, a été construit (Figure 8). 

 

 

 

Figure 8 : Représentation schématique du lieu d’insertion du 3X flag au sein du génome 

de S. agalactiae pour les mutants marqués en N-terminal. 

La figure représente la position d’insertion du 3X flag chez les mutants après construction des 

différents éléments nécessaires et transformation chez les différentes souches. 

 

3.5.1. Création des inserts 

 Pour réaliser ces mutants, des inserts correspondant à la séquence de la protéine Cas9 

associée à celle du 3X flag ont été construits pour chacune des trois souches étudiées. Le 

marquage a donc été réalisé en N-terminal de la protéine Cas9, soit juste en amont du gène. 

 



 

Pour cela trois fragments ont été amplifiés : 

• un fragment A d’environ 500 pb, juste en amont de cas9 et débutant au gène 

0910 

• un fragment B d’environ 500 pb également, correspondant au début du gène cas9 

• la séquence du 3X flag associé à un morceau d’ADN de Salmonella 

correspondant à un fragment global de 500 pb environ 

 

 Le 3X flag a été amplifié à partir d’ADN de Salmonella contenant ce flag et provenant 

d’une souche fournie par Mme Isabelle Virlogeux-Payant travaillant dans l’équipe de recherche  

« Signalisation, portage et virulence bactérienne » appartenant à l’Unité Mixte de Recherche 

(UMR) « Infectiologie et Santé Publique » (ISP , Abed et al., 2014).  

 Pour amplifier ces trois fragments, des amorces différentes selon les souches ont été 

dessinées en fonction des séquences nucléotidiques de chacune (Tableau 2). Pour réaliser ces 

PCR, x µL d’ADNg de la souche correspondante (selon sa concentration) ont été mélangés avec 

1X de Buffer Q5, 200 μM de dNTPs, 0,5 µM de chaque amorce (sens et antisens), 0,01 U 

d’enzyme Q5 et le volume a été ajusté à 50 µL avec de l’eau Milli-Q. Le même mix a été réalisé 

pour l’amplification du 3X flag mais avec x µL d’ADNg de Salmonella car celui-ci était moins 

concentré. Le programme utilisé comportait une étape de dénaturation de 30 secondes à 98°C, 

suivie de 30 cycles d’amplifications composés de 10 secondes à 98°C, 20 secondes à 55°C et 

30 secondes à 72°C et se terminait par une étape finale de dénaturation de 5 minutes à 72°C. 

La taille des différents fragments a ensuite été vérifiée par migration des produits de PCR en 

gel d’agarose 1%. Une fois la taille vérifiée, les produits de PCR ont été purifiés à l’aide du kit 

« Nucleospin® Gel and PCR Clean up » selon le protocole du fournisseur. 

 

 

 

 

 

 

 



 

Tableau 2 : Tableau des amorces utilisées pour créer les inserts pour marquer la protéine 

Cas9 en région N-terminale.  (F = amorce sens ; R = amorce antisens) 

 

 Les fragments ont ensuite été assemblés par la réalisation de deux PCR overlap. Tout 

d’abord, les fragments A de chacune des trois souches ont été réunis avec les fragments 3X 

flag/Salmonella correspondants. Pour cela les amorces sens utilisées pour amplifier le 3X flag 

et les antisens du fragment A ont été dessinées afin de posséder une dizaine de nucléotides 

supplémentaires à la fin de leurs séquences, créant ainsi des queues flottantes qui avaient la 

  

Souches 

 

Amorces 

 

Gène cible 

 

Séquence 5’-3’ 

Site de 

restriction 

Taille de 

l’amplicon 

(pb) 

 

 

 

 
Fragment A 

NEM 316 

& A909 

OPL_56 

(F) 

gbs0910 CTAACGGAATTC

GTAATTTGGATAC

TTCCTGAAAC  

EcoRI 550 

NEM 316 

& A909  

OPL_168 

(R) 

Intergénique

-ATG cas9 

CTTTGTAGTCCAT

AACTTTTCTCCTT
TTATTTAAA 

Ø 550 

BM110 OPL_60 

(F) 

gbs0910 CCTATTGAATTC

GTAGTATGTGCTT

TTCTGTTGG 

EcoRI 546 

BM110  OPL_174 

(R) 

Intergénique

-ATG cas9 

CTTTGTAGTCCAT

AATTTATCTCCTT

TTATTTAAAA 

Ø 546 

 

 

 

 

 

Fragment B 

NEM 316 

& A909 

OPL_171 

(F) 

cas9 CGACGATAAAAA

TAAGCCATATTCA

ATAGGCC 

Ø 550 

NEM 316 OPL_173 

(R) 

cas9 GTTTTTGGTACCC

GGTATTCCTCACA

TCAAATC 

KpnI 550 

A909 OPL_172 

(R) 

cas9 TTGTTTGGTACC

GTCTGTATTCCTG

ACATCAAAG 

KpnI 550 

BM110 OPL_177 
(F) 

cas9 CGACGATAAAAA
CAAACCATATTCA

ATAGGTCT 

Ø 530 

BM110 OPL_178 

(R) 

cas9 CTCACACTGCAG

CTATCATCCTCAA

TTAGGAAATG 

PstI 530 

 

Coupure 

flag/ADN 

Salmonella 

NEM316 

& A909 

OPL_170 

(R) 

3X flag ATGGCTTATTTTT

ATCGTCGTCATCT

TTGTAG 

Ø 619 

BM110 OPL_176 

(R) 

3X flag ATGGTTTGTTTTT

ATCGTCGTCATCT

TTGTAG 

Ø 615 

 

 

3X flag & 

ADN 

Salmonella 

NEM316 

& A909 

OPL_169 

(F) 

3X flag GAAAAGTTATGG

ACTACAAAGACC

ATGACGG 

Ø ⁓ 500 

BM110 OPL_175 

(F) 

3X flag ATAAATTATGGA

CTACAAAGACCA
TGACGG 

Ø ⁓ 500 

Salmonella OAH283 

(R) 

ADN 

Salmonella 

CGCGCTTGCTGCT

TGGATGCC 

Ø ⁓ 500 



 

capacité de se lier par complémentarité. Le fragment assemblé a ensuite été réamplifié avec les 

amorces sens des fragments A et des amorces antisens correspondant à la fin de la séquence 

nucléotidique du 3X flag afin d’éliminer toute trace d’ADNg de Salmonella. Pour cela x µL 

d’un mélange de fragment A et de fragment 3X flag/ADN de Salmonella dont les proportions 

ont été calculées selon la taille et la concentration des différents fragments, ont été mélangé 

avec 1X de Buffer Q5, 2 µM de chacune des amorces sens et antisens, 200 µM de dNTPs, 0,02 

U de Q5 et le volume a été ajusté à 100 µL avec de l’eau Milli-Q. Le programme utilisé 

comportait une étape de dénaturation de 30 secondes à 98°C, suivie de 5 cycles d’amplifications 

composés de 10 secondes à 98°C, 60 secondes à 50°C et 60 secondes à 72°C afin d’avoir une 

bonne hybridation des queues flottantes par complémentarité, puis 25 cycles d’amplifications 

composés de 10 secondes à 98°C, 30 secondes à 50°C et 30 secondes à 72°C. Le programme 

se terminait par une étape finale d’élongation de 10 minutes à 72°C. La taille des différents 

fragments a ensuite été vérifiée par migration des produits de PCR en gel d’agarose 1%. Une 

fois la taille vérifiée, les produits de PCR ont été purifiés à l’aide du kit « Nucleospin® Gel and 

PCR Clean up » selon le protocole du fournisseur. 

 Par la réalisation de la deuxième PCR overlap, ces fragments purifiés ont été assemblés 

aux fragments B respectifs de chacune des souches. Le fragment final a été amplifié avec les 

amorces sens des fragments A et les amorces antisens des fragments B. Pour cela x µL d’un 

mélange de fragment A/3X flag et de fragment B dont les proportions ont été calculées selon la 

taille et la concentration des différents fragments, ont été mélangé avec 1X de Buffer Q5, 2 µM 

de chacune des amorces sens et antisens, 200 µM de dNTPs, 2 U de Q5 et le volume a été ajusté 

à 100 µL avec de l’eau Milli-Q. Le programme utilisé comportait une étape de dénaturation de 

30 secondes à 98°C, suivie de 5 cycles d’amplification composés de 10 secondes à 98°C, 60 

secondes à 50°C et 90 secondes à 72°C, puis 25 cycles d’amplifications composés de 10 

secondes à 98°C, 30 secondes à 50°C et 60 secondes à 72°C. Le programme se terminait par 

une étape finale d’élongation de 10 minutes à 72°C. La taille des différents fragments a ensuite 

été vérifiée par migration des produits de PCR en gel d’agarose 1%. Une fois la taille vérifiée, 

les produits de PCR ont été purifiés à l’aide du kit « Nucleospin® Gel and PCR Clean up » 

selon le protocole du fournisseur. 

 



 

3.5.2. Construction des plasmides  

 Afin d’intégrer nos différents inserts au sein du plasmide pG1ts, les produits de PCR 

purifiés ont subi une double digestion enzymatique, grâce à la présence de sites de restriction 

sur les amorces utilisées (amorce sens des fragments A et antisens des fragments B). Les 

plasmides pG1ts ont également subi cette double digestion, avec les mêmes enzymes de 

restriction. Pour cela 30 µL d’insert ou de pG1ts ont été incubés pendant 1h à 37°C avec 1X de 

tampon CutSmart™ (New England Biolabs) et 20U de chaque enzyme de restriction (EcoRI-

HF® et KpnI-HF® pour A909 et NEM316 et EcoRI-HF® et PstI-HF® pour BM110, New 

England Biolabs). Les produits de digestion obtenus ont été purifiés à l’aide du kit 

« Nucleospin® Gel and PCR Clean up » selon le protocole du fournisseur. 

 Une ligature a ensuite été effectuée selon un ratio 3:1, soit un mélange contenant trois 

fois plus d’insert que de plasmide. Ce mélange a été additionné de 1 U de T4 DNA ligase (New 

England Biolabs) et de x µL de T4 DNA Ligase Buffer (10X) et le tout incubé à 16°C. Après 

une nuit d’incubation, la ligase a été inactivée par chauffage à 65°C pendant 10 minutes et les 

produits de ligature ont été dialysés pendant 20 minutes sur une membrane de 0.025 μm (Merck 

Millipore) contre de l’eau Milli-Q.  

 

3.5.3. Transformation chez E. coli 

 

 Les produits de ligature dialysés ont ensuite été électroporés chez E. coli. Pour cela 10 

µL de produits ont été mélangés avec 50 µL d’E. coli XL1-Blue compétentes et les 60 µL finaux 

ont été transférés dans des cuves d’électroporation, préalablement refroidies dans la glace 

quelques minutes, afin d’appliquer le choc électrique. Le mélange présent dans la cuve 

d’électroporation a ensuite été repris dans 800 µL de milieu liquide LB et mis à incuber 2h à 

37°C sous agitation à 230 rpm. Après cette incubation la suspension bactérienne a été étalée sur 

gélose LB additionnée de 150 µg/mL d’érythromycine pour sélectionner les bactéries ayant 

intégré le vecteur. Après 24 à 48h d’incubation à 37°C, une PCR sur colonie a été réalisée sur 

les clones ayant cultivé sur la boîte afin de vérifier la présence du plasmide au sein du clone. 

Pour cela des amorces situées de part et d’autre du site de clonage plasmidique, OPL_110 et 

OPL_111, ont été utilisées (Tableau 3). Pour réaliser ces PCR, chaque colonie a été prélevée et 

introduite dans un tube à PCR contenant 16,85 µL d’eau milli-Q et un mélange réactionnel 

contenant 1X de One Taq Standard Reaction Buffer 5X, 0,2 µM de chaque amorce, 200 µM 

de dNTP et 0,625 U de One Taq® DNA polymerase a été ajouté dans chaque tube. Le 



 

programme de PCR comportait une première étape de dénaturation de 5 minutes à 94°C suivie 

de 30 cycles d’amplification de 10 secondes à 94°C, 20 secondes à 58°C puis 2 minutes à 68°C 

puis une étape d’élongation finale de 5 minutes à 68°C. La taille des fragments amplifiés a 

ensuite été vérifiée par migration sur gel d’agarose 1%. 

 

3.5.4. Séquençage des plasmides obtenus 

 

 Les clones dont la taille observée en gel d’agarose correspondaient au plasmide pG1ts 

contenant l’insert ont été mis en culture dans du milieu liquide LB additionné d’érythromycine 

150 µg/mL sous agitation à 230 rpm à 37°C pendant une nuit. La suspension bactérienne 

obtenue a été centrifugée 5 minutes à 7000 rpm à 4°C le lendemain et le plasmide a été extrait 

sur le culot bactérien avec le kit Nucleospin® Plasmid, selon le protocole du fournisseur. Les 

solutions de plasmide obtenues ont été dosées au Nanodrop Lite. Le séquençage des vecteurs a 

ensuite été réalisé. Pour cela, différentes amorces ont été utilisées afin de couvrir l’ensemble de 

la séquence nucléotidique composant l’insert, ici OPL_110, OPL_111, OPL_11 et OPL_15 

(Tableau 3). Le mélange réactionnel final de 10 µL contenait 1 U de BigDyeTerminator® Mix 

v.3.1 (Applied Biosystems), 1X de tampon de séquençage 5X, 4 μM d’amorce et 300 ng 

d’extrait de plasmide. Le programme de réaction comportait une étape de dénaturation d’une 

minute à 96°C, suivie de 30 cycles constitués de 20 secondes à 96°C, 15 secondes à 50°C et 4 

minutes à 60°C. Les produits obtenus ont ensuite été purifiés sur colonnes NucleoSEQ® 

(Macherey-Nagel), selon le protocole du fournisseur et déposés dans une plaque 96 puits afin 

d’être analysés par le séquenceur ABI PRISM® (Applied Biosystems). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Tableau 3 : Tableau des amorces utilisées pour la vérification par séquençage des mutants 

construits.  (F = amorce sens ; R = amorce antisens) 

 

3.5.5. Transformation chez S. agalactiae  

 

 Une fois les constructions vérifiées et validées par séquençage, les vecteurs 

plasmidiques correspondants ont été électroporés chez les différentes souches de S. agalactiae, 

soit A909, BM110 ou NEM316. Pour cela x µL de vecteur, correspondant à une quantité de 

2000 ng, ont été ajoutés à 50 µL de la souche de S. agalactiae compétente correspondante et le 

tout a été transféré dans une cuve d’électroporation et laissé en contact dans la glace quelques 

minutes. Après cela, un champ électrique a été appliqué aux parois de la cuve pour 

perméabiliser de manière transitoire les membranes bactériennes et laisser entrer le vecteur. Le 

contenu de la cuve a été repris dans 800 µL de milieu liquide TH et mis à incuber pendant 2h à 

30°C sans agitation. La suspension bactérienne a ensuite été étalée sur une gélose au sang TSS 

additionnée d’érythromycine à 10 μg/ml. Après 24 à 48h d’incubation à 30°C, les clones ayant 

cultivés ont été testés par une PCR sur colonie, afin de vérifier la présence du plasmide (cf 

paragraphe 2.5.3). Ensuite, à partir d’un clone ayant été validé, des changements de température 

ont été réalisés afin de favoriser l’intégration du plasmide au niveau chromosomique. Pour cela, 

une colonie a été ensemencée dans 5 mL de milieu liquide TH additionné d’érythromycine à 

10 µg/mL et la suspension a été mise à incuber à 30°C. Lorsqu’un léger trouble est apparu, le 

tube contenant la suspension bactérienne a été placé à 38°C sur la nuit. Le lendemain la 

suspension a été diluée au 1/100 dans 5 mL de milieu liquide TH additionné d’érythromycine 

10 µg/mL et mis a incubé à 38°C sur la journée. A la fin de la journée, les dilutions 10-1 et 10-2 

Amorces Gène cible Séquence 5’-3’ 

OPL_010 (R) gbs0910 TGATGAAACAATGGAGGAAAAA 

OPL_015 (R) gbs0911 CTCATCTTCTTAGCAGGTAC 

OPL_011 (F) gbs0911 ATAGGTGCTCTGCTTTTTGATGG 

OPL_13 (R) gbs0911 CCATCAAAAAGCAGAGCACCTAT 

OPL_14 (F) gbs0910 TTTTTCCTCCATTGTTTCATCA 

OPL_39 (F) gbs0909 CAACAGTTGAAGAAGTACCAG 

OPL_72 (R) gbs0911 CGCAGACTTGCTAATCTTATC 

OPL_88 (F) Région intergénique AGGTGTTGTTTTTAGAATGGTG 

OPL_86 (F) Région intergénique TTAGCAAAACTTTAAAGTTTGCG 

OPL_110 (F) Locus CRISPR 
CGCCAGGGTTTTCCCAGTCACGAC 

OPL_111 (R) Locus CRISPR AGCGGATAACAATTTCACACAGGA 



 

ont été étalées sur gélose au sang TSS additionnée d’érythromycine à 10 µg/mL et incubées à 

38°C. Ensuite pour favoriser la perte du plasmide, des passages ont été effectués. Pour cela, 3 

colonies ayant cultivées sur la gélose TSS ont été prélevées, mises en culture dans 10 mL de 

milieu liquide TH, sans antibiotique et incubées à 30°C sur la journée. Cela correspondait au 

passage 1. A la fin de la journée, ce passage a été dilué au 1/1000 dans 10 mL de milieu liquide 

TH et mis à incuber sur la nuit, ce qui correspondait au passage 2. Ceci a été répété sur plusieurs 

jours afin d’atteindre le passage 6. A partir du passage 3, les dilutions 10-5 de chaque passage 

ont été étalées sur gélose au sang TSS et mises à incuber à 30°C. Une centaine de colonies ont 

été repiquées sur gélose TH et gélose TH additionnée de 10 µg/mL d’érythromycine en parallèle 

et les géloses ont été mises à incuber à 37°C. Une PCR sur colonie a ensuite été réalisée sur les 

clones susceptibles d’avoir perdu le plasmide, c’est-à-dire les clones sensibles à 

l’érythromycine. Cette PCR a été réalisée à l’aide d’amorces situées juste en amont et en aval 

du lieu d’insertion du 3X flag, soit en amont de Cas9, ici les amorces OPL_13 et OPL_86 pour 

BM110 et OPL_13 et OPL_88 pour A909 et NEM316 (Tableau 3). La taille des produits de 

PCR a été contrôlée par une migration en gel d’agarose à 1%, la présence du 3XFlag se 

traduisant par une différence de taille de 60 nucléotides. Une nouvelle PCR a ensuite été réalisée 

sur les mutants objectivés afin de confirmer la présence du 3XFlag et de vérifier l’absence de 

mutation secondaire par séquençage de l’ADN. Pour cela chaque colonie a été prélevée et 

introduite dans un tube à PCR contenant 16,85 µL d’eau milli-Q et un mélange réactionnel 

contenant 1X de One Taq Standard Reaction Buffer 5X, 0,2 µM de chaque amorce (OPL_39 et 

OPL_72), 200 µM de dNTP et 0,625 U de One Taq® DNA polymerase a été ajouté dans chaque 

tube. Le programme de PCR comportait une première étape de dénaturation de 5 minutes à 

94°C suivie de 30 cycles d’amplification de 10 secondes à 94°C, 20 secondes à 58°C puis 2 

minutes à 68°C puis une étape d’élongation finale de 5 minutes à 68°C. La taille des fragments 

amplifiés a ensuite été vérifiée par migration sur gel d’agarose 1%. Les produits de PCR ont 

été purifiés à l’aide du kit « Nucleospin® Gel and PCR Clean up » selon le protocole du 

fournisseur, puis vérifiés par séquençage selon le protocole décrit précédemment (cf paragraphe 

2.5.4). Les amorces utilisées pour la réaction de séquençage afin de couvrir l’ensemble de la 

région étaient OPL_39, OPL_10, OPL_14, OPL_13, OPL_11 et OPL_72 (Tableau 3).  

 

 



 

3.5.6. Application des différentes conditions de stress sur les souches mutées 

 

 Les trois mutants ayant été validés (intégration du 3X flag en région N-terminale du 

gène cas9 pour chacune des trois souches), les différentes conditions de culture et stimuli décrits 

dans les paragraphes 2.3.1 à 2.3.3 ont été (ou seront) réalisés chez ces trois mutants. Les 

suspensions bactériennes ont été centrifugées 5 minutes à 7000 rpm à 4°C et les culots ont été 

conservés au congélateur à -20°C jusqu’à extraction des protéines. 

 

3.5.7. Extraction des protéines 

 

 Afin d’extraire les protéines des différents échantillons, les culots bactériens ont été re-

suspendus dans 500 µL de tampon A. Ce tampon A correspondait à un mélange de 4,975 mL 

de tampon Z et 25 µL de dithiothréitol à 1M (DTT). Le tampon Z était lui-même un mélange 

de Na2HPO4 60 mM, NaH2PO4 40 mM, KCl 10 mM et MgSO4 1 mM. Les culots repris dans 

500 µL de tampon A ont été transférés dans des tubes contenant 0,4 g de billes en verre et trois 

passages de 30 secondes à une vitesse de 6 mètres/seconde ont été réalisés au Fastprep-24TM, 

en laissant refroidir les tubes dans la glace pendant une minute entre chaque passage. Les tubes 

ont ensuite été centrifugés 5 minutes à 6000 rpm à 4°C et les surnageants ont été récupérés et 

transférés dans des tubes Eppendorf de 1,5 mL. 500 µL d’extrait ont été prélevés et mis à 

incubés 30 minutes à 37°C en présence de 0,5 µL de DNase. Les concentrations des extraits 

protéiques obtenus ont été mesurées par la méthode de Bradford. Cette méthode correspond à 

un dosage colorimétrique basé sur le changement de couleur du Bleu de Coomassie lorsqu’il se 

lie aux protéines. Pour cela 20 μl d’extrait protéique ont été ajoutés à 980 μl de réactif de 

Bradford dilué au 1/5 (Bio-Rad) dans une cuve pour mesure d’absorbance. Les cuves ont été 

vortexées puis incubées 5 minutes à l’obscurité avant de mesurer la DO595nm à l’aide d’un 

spectrophotomètre. Afin d’obtenir la concentration en protéine de notre extrait, une gamme 

d’étalonnage a été réalisée à l’aide d’une protéine de référence de concentration connue, la 

protéine Bsa (sérum albumine bovine). La gamme a été réalisée pour des concentrations 

s’échelonnant de 0 à 500 µg/mL de protéine et 20 µL de chacune des dilutions ont été mélangés 

à 980 μl de réactif de Bradford dans une cuve. Après 5 minutes à l’obscurité la DO595nm a été 

mesurée et la droite représentant l’absorbance à 595 nm en fonction de la concentration en 

protéine a été tracée. L’équation obtenue était : y = 0,001x – 0,0243 avec y l’absorbance à 595 

nm et x la concentration protéique en µg/mL. La gamme étant stable jusqu’à environ 500 



 

µg/mL, pour les absorbances correspondantes à des concentrations plus élevées, les extraits ont 

été dilués. Grâce à cette équation et aux valeurs d’absorbance mesurées pour chaque extrait, les 

concentrations protéiques ont pues être calculées.  

 Afin de déposer la même quantité de protéines lors de la réalisation des Western-Blot, 

les échantillons protéiques ont été dilués en tampon A à la plus faible concentration mesurée de 

l’ensemble des extraits dosés. Les extraits ont ensuite été repris dans du tampon de charge, 

Laemmli 5X, et chauffés 10 minutes à 95°C afin de finir l’extraction des protéines (soit 40 µL 

d’extrait pour 10 µL de tampon de charge). Le tampon de charge à 5X se composait de tampon 

Tris-HCl  250 mM à pH 6,8, 10% de SDS, 50% de glycérol, 25% de 2-bêta-mercaptoéthanol et 

d’une pincée de bleu de bromophénol. Après chauffage, les extraits ont été conservés au 

congélateur à -20°C jusqu’à la réalisation des Western-Blots. 

 

3.5.8. Réalisation des Western-Blots 

 

 Pour la réalisation des Western-Blots, deux gels ont été réalisés en parallèle. Le premier, 

coloré au bleu de Coomassie (PageBlueTM Protein Staining Solution, Thermoscientific) selon 

le protocole du fournisseur, permettait de s’assurer que la quantité de protéines déposée était 

similaire dans chaque puits pour pouvoir ensuite comparer l’intensité des bandes obtenues, par 

l’intermédiaire du second gel. Le second gel permettait de révéler notre protéine Cas9, à l’aide 

d’un anticorps ciblant le 3X flag. 

 Pour réaliser la migration sur gel, les extraits protéiques ont été décongelés puis les tubes 

ont été de nouveau placés à 95°C pendant 5 minutes. Une quantité déterminée de protéines, 

correspondant ici à environ 5 µg, a ensuite été déposée dans chaque puit d’un gel de 

polyacrylamide 4–15% Mini-PROTEAN® TGX™ (Bio-Rad), placé dans une cuve de 

migration contenant un tampon de migration 1X.  Le tampon de migration 5X contenait 30g de 

Trizma® Base, 144g de glycine et 10g de SDS (Sodium Dodecyl Sulfate–Polyacrylamide) pour 

un volume final de 2L de solution, ajusté avec de l’eau MilliQ. Dans un des puits, 5 µL d’un 

marqueur de taille ont été déposés pour visualiser la taille des protéines marquées après 

révélation. Un courant électrique de 150V a ensuite été appliqué pendant 1h30 environ, temps 

correspondant à la migration totale des échantillons dans le gel (migration visualisée par la 

couleur bleue du tampon de charge présent dans les extraits).   

 Pendant la migration, les papiers filtres Whatman™ ainsi que la membrane de 

nitrocellulose ont été découpés à la taille du gel et imbibés dans du tampon pour permettre, par 



 

la suite, le transfert des protéines du gel de polyacrylamide vers la membrane de nitrocellulose. 

Le tampon de transfert été composé de 5,82g de Trizma® Base (soit 48 mM), 2,93g de glycine 

(soit 39 mM), 200 mL d’éthanol (soit 20%) et de 0,038g de SDS (soit 1,3 mM), ajusté à 1L 

avec de l’eau MilliQ.  Pour réaliser ce transfert, une superposition de plusieurs éléments, 

composée de 2 papiers filtres, la membrane de nitrocellulose, le gel de polyacrylamide et 2 

autres papiers filtres a été placée dans une cuve de transfert Fischerbrand™ et un courant de 

150 mA a été appliqué pendant 1h15 environ. Pour que le transfert se déroule correctement, les 

différentes couches doivent être bien alignées et les bulles d’air éliminées. Le transfert a été 

interrompu lorsque les protéines été bien transférées du gel vers la membrane de nitrocellulose. 

L’indicateur permettant de le visualiser à l’œil était la présence nette du marqueur de taille 

coloré sur la membrane. 

 La membrane de nitrocellulose a ensuite été saturée à l’aide d’une solution de TBS (Tris 

Buffered Saline)-Tween 0,05%-3% de lait écrémé (solution de concentration protéique élevée) 

afin d’éviter les interactions non spécifiques qui pourraient avoir lieu par la suite entre la 

membrane et les solutions d’anticorps. Pour cela la membrane a été immergée dans 15 mL de 

cette solution pendant 1h sous agitation lente à température ambiante. Le mélange TBS-lait a 

été éliminé par retournement et trois lavages successifs de 5 minutes en TBS-Tween 0,05% ont 

été réalisés. 

 Le marquage des protéines par l’anticorps primaire, anticorps monoclonal de souris M2 

anti-flag® (Sigma-Aldrich), a ensuite été réalisé. Pour cela les membranes ont été incubées sur 

la nuit à 4°C, sous agitation lente dans 15 mL d’une solution de TBS-Tween 0,05%-3% de lait 

écrémé contenant l’anticorps primaire dilué au 1/1000.  

 Le lendemain, trois lavages successifs de 5 minutes par une solution de TBS-Tween 

0,05% ont été réalisés. Pour pouvoir détecter les signaux correspondant à notre protéine lors de 

la révélation, le marquage par l’anticorps secondaire, anticorps polyclonal de lapin anti-

immunoglobuline de souris couplé à la peroxydase (Sigma-Aldrich), a été réalisé. Pour cela la 

membrane de nitrocellulose a été incubée 30 minutes à 4°C, sous agitation lente, dans 15 mL 

d’une solution de TBS-Tween à 0,05%-3% de lait écrémé contenant l’anticorps secondaire 

dilué au 1/5000. Trois lavages successifs de 5 minutes par une solution de TBS-Tween 0,05% 

ont ensuite été réalisés. 

 Pour l’étape de révélation, la membrane a été mise en contact avec le réactif de 

révélation SuperSignal™ West Pico PLUS Chemiluminescent Substrate (Thermoscientific). Ce 

réactif se composait d’un mélange volume à volume de deux réactifs, l’un contenant du luminol 

et l’autre du peroxyde. La membrane de nitrocellulose a été incubée avec ce réactif de révélation 



 

pendant 5 minutes, à l’abri de la lumière, puis l’acquisition des images a été réalisée dans 

l’imageur PXi (Syngene) via le logiciel GeneSys®. Lorsque les anticorps primaires et 

secondaires étaient fixés à la membrane de nitrocellulose, signant la présence de notre protéine 

marquée, la peroxydase présente sur les anticorps secondaires a permis de catalyser la réaction 

de chimiluminescence entre le luminol et le peroxyde et d’émettre un signal lumineux, visualisé 

à l’imageur.  



 

4. Résultats 

 

4.1. Mesure de l’expression du gène cas9 par RT-qPCR en temps réel 

 Afin d’identifier d’éventuels éléments régulant l’activité du système CRISPR-Cas9, une 

mesure de l’expression du gène cas9 face aux divers stimuli décrits précédemment a été réalisée 

par RT-qPCR. Cette technique a permis de quantifier les ARN messagers du gène cible et donc 

de refléter sa transcription. Ces mesures ont été effectuées sur les souches BM110, NEM316 et 

A909 et chacune des conditions a été réalisée en triplicata. Chaque extrait d’ARN obtenu a été 

déposé en triplicata sur la plaque de qPCR afin de garantir la reproductibilité des résultats 

obtenus. Pour cela, l’écart-type entre les trois valeurs de Ct obtenues pour chaque extrait devait 

être le plus faible possible et toujours inférieur à 0,25. 

 L’efficacité des couples d’amorces utilisées pour amplifier les gènes cas9 et recA a été 

déterminée sur chaque souche étudiée dans des travaux antérieurs et celle de rpoB a été réalisée 

et validée. Elles étaient toutes comprises entre 1,8 et 2, ce qui permet d’affirmer une bonne 

amplification des gènes pour chacune des souches testées. 

 La mesure en condition de référence a été réalisée en mi-phase exponentielle de 

croissance bactérienne car des expériences antérieures ont montré une absence de différence 

significative de transcription du gène cas9 en phase exponentielle comparativement à la phase 

stationnaire (Pastuszka et al., 2021). 

 

4.1.1. Evaluation de l’impact de la présence d’un stress acide sur l’expression du 

gène cas9 

 

 S. agalactiae est présent en portage vaginal chez un tiers des femmes environ, ce qui 

explique, en partie, son implication dans les infections materno-fœtales. Le pH vaginal étant 

compris entre 3,8 et 4,2, nous avons choisi d’appliquer un stress acide aux bactéries et d’en 

observer les effets sur la transcription de cas9. En effet il a été démontré chez d’autres bactéries 

que le système pouvait être stimulé selon les conditions environnementales, par exemple la 

température chez Pseudomonas aeruginosa, espèce chez laquelle est observée une 

augmentation d’activité du système pour des températures basses (Høyland-Kroghsbo, Muñoz 

and Bassler, 2018). Cela est expliqué par le fait que cette bactérie est une espèce 

environnementale et donc plus fréquemment soumise à la rencontre d’EGM dans ces conditions 



 

par rapport à une condition où la température serait plus élevée, lors de l’infection chez 

l’homme par exemple. Etant donné la physiopathologie des infections néonatales nous avons 

donc choisi de tester, ici, le pH acide comme condition environnementale. Les expériences 

suivantes ont été réalisées, selon le protocole établi et décrit précédemment, dans l’objectif de 

voir si l’acidité présente au niveau vaginal pouvait avoir un impact sur le système CRISPR-

Cas. Pour cela la condition « stress acide » a été comparée à des conditions de croissance 

classiques, à pH neutre. 

 Pour chaque extrait d’ARN, la valeur du Ct obtenue pour le gène cas9 a été normalisée 

à celle obtenue pour rpoB, le gène de référence. Pour chaque condition, le ΔΔCt a ensuite été 

calculé pour normaliser les résultats obtenus, que ce soit pour comparer les différentes souches 

entre elles ou les différentes conditions chez la même souche. Puis le « fold change » (FC), qui 

tient compte de l’efficacité des couples d’amorces, a été calculé pour obtenir l’expression 

relative du gène cas9. Par cette méthode les résultats de l’expression du gène étudié ont été 

normalisés par rapport à la condition de référence, correspondant à la valeur 100. 

 Le but était donc de déterminer si l’application du stress acide, mimant le pH vaginal, 

pouvait stimuler la transcription du gène cas9 par rapport à une condition de croissance à pH 

neutre. La transcription des gènes a été mesurée sur des extraits obtenus après 5 minutes (t=5) 

et 10 minutes (t=10) d’incubation à 37°C suivant l’application du stress acide ou du milieu 

liquide neutre, représentant la condition de référence. Les résultats ont été représentés sur la 

figure 9.A, 9.B et 9.C pour NEM316, A909 et BM110 respectivement.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

Figure 9 : Expression relative du gène cas9 pour chaque souche dans les conditions 

« stress acide » à t = 5 minutes et t = 10 minutes, comparativement à la condition « pH 

neutre » prise comme référence. 

La figure représente l’expression relative du gène cas9 dans la condition « stress acide » à t=5 

minutes (en bleu) et à t=10 minutes (en rose), chacune comparativement à la condition « pH 

neutre » (en gris hachuré) de la même souche prise comme condition de référence, chez 

NEM316 en A., A909  en B. et BM110  en C. Les mesures ont été répétées 3 fois. 

Des tests statistiques de student sur séries appariées ont été réalisés et représentés sur la figure 

(ns : non significatif). 

 

 Les résultats n’ont pas mis en évidence de différence significative de transcription du 

gène cas9 lors de l’application du stress acide, que ce soit après 5 ou 10 minutes d’incubation 

suivant l’application du stress, comparativement à la condition de référence en milieu liquide à 

pH 6,8, et cela quelle que soit la souche. 

 Nous avons ensuite cherché l’existence de différences entre les souches pour chacune 

de ces conditions. Les résultats ont été représentés sur la figure 10.A et 10.B pour A909 et 

BM110 respectivement, dont la transcription du gène cas9 a été comparée à celle de la souche 

NEM316. 

 



 

 
 

Figure 10 : Expression relative du gène cas9 chez A909 et BM110 par rapport à NEM316 

pour le stimulus « stress acide ». 

La figure représente l’expression relative du gène cas9 dans la condition de référence à t=5 

minutes (en vert), référence à t=10 minutes (en jaune), « stress acide » à t=5 minutes (en bleu) 

et « stress acide » à t=10 minutes (en rose), chacune comparativement à la même condition chez 

NEM316, prise comme souche de référence et représentée sur la figure avec une valeur de 

référence fixe à 100 (en blanc hachuré), chez A909  en A. et BM110 en B. Les déterminations 

ont été répétées 3 fois. 

Des tests statistiques de student sur séries appariées ont été réalisés et représentés sur la figure 

par des astérisques (*p<0.05 ; **p<0,005 ; ***p<0,0005 ; ns : non significatif). 

 

 Les résultats montrent une différence significative de transcription entre NEM316 et 

BM110 et cela quelle que soit la condition. Cette différence est présente à l’état basal ce qui 

monte une différence de transcription chez ces souches. En revanche aucune différence 

significative n’a été mise en évidence entre les souches NEM316 et A909.  

 

4.1.2. Evaluation de l’impact de la présence d’un plasmide sur l’expression du 

gène cas9 

 Pour chaque condition, la valeur du Ct obtenue pour le gène cas9 a été normalisée à 

celle obtenue pour recA, le gène de référence.  

 Les premières expériences ont été réalisées dans l’objectif de voir si l’apport d’un 

élément étranger, connu ou inconnu de la souche, pouvait stimuler le système CRISPR-Cas et 

donc augmenter la transcription du gène cas9. Pour cela, pour chaque souche, la transcription 



 

de ce gène a été mesurée en présence d’un plasmide vide pG1ts (élément étranger inconnu) ou 

en présence d’un plasmide contenant un protospacer spécifique de la souche testée (élément 

étranger connu). Les résultats ont été comparés à la transcription du gène cas9 chez la même 

souche, ayant subi uniquement le choc électrique d’électroporation, en absence de plasmide, 

pour conserver des conditions les plus similaires possible. Les résultats obtenus ont été 

représentés sur les figures 11.A, 11.B et 11.C pour NEM316, A909 et BM110 respectivement. 

 

 

 
 

Figure 11 : Expression relative du gène cas9 pour l’ensemble des conditions testées 

concernant le stimulus « plasmide ». 

La figure représente l’expression relative du gène cas9, pour chaque souche, dans les conditions 

« glycine » (en rouge), « saccharose » (en orange), « glycine + saccharose » (en jaune) et « choc 

électrique » (en vert), comparativement à la condition « état basal » (en gris hachuré) de la 

même souche prise comme condition de référence, ainsi que les conditions « plasmide pG1ts 

vide » (en bleu) et « plasmide avec protospacer spécifique » (en rose), comparativement à la 

condition « choc électrique » de la même souche prise comme condition de référence, chez 

NEM316 en A., A909  en B. et BM110  en C. Les graphiques représentent la moyenne de 3 

expériences. 

Des tests statistiques de student sur séries appariées ont été réalisés et représentés sur la figure 

par des astérisques (*p<0.05 ; **p<0,005 ; ns : non significatif). 

 

 Ces résultats montrent que pour chacune des trois souches, il n’a pas été mis en évidence 

de différence significative d’expression du gène cas9, que la bactérie soit en contact avec un 

plasmide vide ou contenant un protospacer spécifique, en comparaison à l’application d’un choc 

électrique, condition prise ici comme référence. L’ajout d’un élément étranger, qu’il soit 

« connu ou non » de la souche utilisée, n’engendre donc pas d’augmentation de la transcription 

du gène cas9, dans les conditions testées. 



 

 Cependant, malgré l’absence de différence objectivée lors de l’ajout d’un plasmide, 

nous nous sommes demandé si cela était réellement le cas in vivo. En effet, in vitro, avant 

d’ajouter le plasmide, nous rendons les bactéries compétentes par un traitement chimique qui 

fragilise les membranes bactériennes puis nous appliquons un choc électrique qui les 

perméabilise. Ce traitement et le choc électrique ne sont pas présents in vivo et constituent une 

différence non négligeable entre nos expérimentations et la réalité. Pour prendre en compte ces 

éléments, nous avons cherché à déterminer si le traitement chimique ainsi que le choc électrique 

subi, pouvaient avoir un impact sur la transcription de cas9. Pour cela, nous avons comparé 

diverses conditions visant à décomposer chaque étape appliquée à la souche bactérienne au 

cours des expériences. Nous avons ainsi testé la condition « glycine + saccharose », lorsque la 

suspension bactérienne, en phase mi-exponentielle de croissance, a été mise en contact avec 

une solution contenant de la glycine et du saccharose. Cette solution est celle de référence 

permettant de rendre les bactéries compétentes et donc de les préparer à recevoir le choc 

électrique nécessaire au passage du plasmide. Cette condition a elle-même été décomposée en 

deux conditions, la condition « glycine » lorsque la souche n’a été mise en contact, après 

croissance, qu’avec une solution de glycine et la condition « saccharose » lorsque la solution 

utilisée ne contenait que du saccharose. Ces deux conditions ont été ajoutées afin de visualiser 

l’effet de chaque composé chimique présent dans la solution initiale. La condition « choc 

électrique » ainsi que les trois conditions décomposant l’étape permettant de rendre les bactéries 

compétentes ont été comparées par rapport la condition « état basal ». Cette dernière condition 

correspondait uniquement à la croissance de la bactérie en bouillon TH jusqu’en mi-phase 

exponentielle (condition de référence, sans stimuli quel qu’il soit). Les résultats ont été 

représentés sur la figure 11.A, 11.B et 11.C pour NEM316, A909 et BM110 respectivement.   

 Ces résultats mettent en évidence, pour chacune des souches, une différence 

significative entre chacune des conditions « glycine », « saccharose », « glycine + saccharose » 

et « choc électrique » comparativement à la condition de référence correspondant à l’état basal 

de la souche. Cela montre que le traitement chimique utilisé pour rendre les bactéries 

compétentes ainsi que le choc électrique appliqué pour perméabiliser les membranes, afin de 

faire pénétrer le plasmide par la suite, ont un impact sur la transcription du gène cas9 puisque 

celle-ci est significativement plus importante. Le traitement pour rendre les bactéries 

compétentes et le choc électrique provoquent donc un stress chez la bactérie, plus remarquable 

proportionnellement pour le choc électrique, qui stimule la transcription du gène cas9 de façon 

plus importante. Ces conditions ayant un impact important, il n’est pas possible de comparer 



 

les conditions « plasmide vide » et « plasmide avec protospacer spécifique » avec la condition 

de référence « état basal », ces conditions étant trop éloignées. 

 Des résultats équivalents ayant été observés pour l’ensemble de nos trois souches, nous 

avons par la suite comparé l’expression du gène entre les souches, dans l’ensemble des 

conditions testées pour voir notamment si une différence été observée entre ces souches. Les 

résultats ont été représentés sur la figure 12.A pour A909 et 12.B pour BM110, 

comparativement à NEM316.   

 

 

 

 

Figure 12 : Expression relative du gène cas9 chez A909 et BM110 par rapport à NEM316 

pour le stimulus « plasmide ». 

La figure représente l’expression relative du gène cas9 dans la condition de référence 

« état basal » (en gris hachuré), « glycine » (en rouge), « saccharose » (en orange), « glycine + 

saccharose » (en jaune), « choc électrique » (en vert), « plasmide pG1ts vide » (en bleu) et 

« plasmide avec spacer spécifique » (en rose), chacune comparativement à la même condition 

chez NEM316, prise comme souche de référence et représentée sur la figure avec une valeur de 

référence fixe à 100 (en blanc hachuré), chez A909  (n = 3) en A. et BM110 (n = 3) en B. 

Des tests statistiques de student sur séries appariées ont été réalisés et représentés sur la figure 

par des astérisques (*p<0.05; **p<0,005; ***p<0,0005; ns: non significatif). 

 

 Ces résultats, tout comme ceux de la condition « stress acide », montrent que quelle que 

soit la condition testée, aucune différence significative n’est mise en évidence entre les souches 

A909 (ST7) et NEM316 (ST23) (Figure 12.A). En revanche, pour chacune des conditions, le 



 

gène cas9 est significativement moins transcrit chez BM110 par rapport à NEM316 (Figure 

12.B), en proportions différentes selon les conditions. Cette différence s’observant à la fois 

lorsque des stimuli sont appliqués mais également à l’état basal cela montre que, quelle que soit 

la condition, la transcription est plus faible chez la souche BM110 (ST17), comparativement 

aux souches NEM316 (ST23) et A909 (ST7). Cependant, malgré la faible transcription 

retrouvée à l’état basal pour BM110, le système peut-être stimulé puisque, comme montré 

précédemment et comme pour les deux autres souches, celle-ci augmente lors de l’application 

de stimuli. 

 

4.1.3. Evaluation de l’impact de la présence d’un stress antibiotique sur 

l’expression du gène cas9 

 

 Le fait de rendre les bactéries compétentes par un traitement chimique et d’appliquer un 

choc électrique sur les membranes bactériennes a montré une stimulation de la transcription du 

gène cas9. Ces actions ayant en commun un stress au niveau de la paroi bactérienne, le troisième 

stimulus choisi a été la présence d’antibiotiques agissant sur cette paroi. Les antibiotiques ont 

été ajoutés au milieu de culture pendant la croissance de nos souches pour voir leurs impacts 

potentiels sur la transcription du gène cas9. Deux antibiotiques ont été testés, d’une part la 

pénicilline G et d’autre part la vancomycine, et comparés à la croissance des bactéries en 

condition de référence, c’est-à-dire sans antibiotique dans le milieu de culture. 

 

4.1.4. Pénicilline G 

 

 La pénicilline G est une bêta-lactamine qui exerce son action en se liant à une enzyme, 

la transpeptidase. Cette enzyme est indispensable à la synthèse de la paroi bactérienne 

puisqu’elle permet la liaison de molécules formant le peptidoglycane. Ce peptidoglycane étant 

un élément majeur de la paroi, en se liant à la transpeptidase, la pénicilline G empêche son 

action enzymatique et inhibe donc la multiplication des bactéries en empêchant la fabrication 

du composant principal de la paroi. 

 Dans un premier temps afin de savoir quelle concentration d’antibiotique utiliser, des 

courbes de croissances ont été réalisées pour chacune de nos souches. Ces croissances ont été 

faites en présence de concentration croissante d’antibiotique afin de déterminer la plus forte 

concentration pouvant être utilisée sans affecter la croissance de nos souches et cela au moins 



 

jusqu’en mi-phase exponentielle de croissance, phase étudiée dans nos expérimentations. Cette 

concentration correspondait donc à une dose sub-inhibitrice pour nos souches. Nous avons 

déterminé la CMI de nos souches qui était à 0,064 µg/mL pour chacune de nos souches. Nous 

avons donc, pour nos courbes de croissance, testé une gamme de concentration assez large 

encadrant cette valeur. Les courbes ont été représentées sur la figure 13.A, 13.B et 13.C 

pour NEM316, A909 et BM110 respectivement. 

 

 

 

Figure 13 : Courbes de croissance de chacune des souches de S. agalactiae étudiées en 

fonction de la concentration en pénicilline G. 

Les figures représentent les courbes de croissance de NEM 316 en A., A909 en B. et BM110 

en C. en fonction de concentrations croissantes en pénicilline G (allant de 0 pour la condition 

de référence sans antibiotique à 0,032 µg/mL). 

 

 Au vu des résultats la concentration sub-inhibitrice de pénicilline G retenue pour la 

condition de croissance en présence d’antibiotique a été fixée à 0,008 µg/mL. Les expériences 

suivantes ont été réalisées selon le protocole établi et décrit précédemment, dans l’objectif de 

voir si la présence d’un antibiotique à action sur la paroi bactérienne tel que la pénicilline G 

pouvait avoir un impact sur le système CRISPR-Cas et modifier la transcription du gène cas9. 

 Avec ces résultats et selon le protocole établi, nous avons voulu savoir si l’application 

du stress antibiotique, ici la pénicilline G, pouvait stimuler la transcription du gène cas9 par son 

action au niveau de la paroi bactérienne comparativement à une condition de croissance de 

référence sans antibiotique. La transcription des gènes a été mesurée sur des extraits obtenus 

après croissance en milieu liquide TH à 37°C jusqu’en mi-phase exponentielle des souches, 

avec ou sans pénicilline G. Les résultats ont été représentés sur la figure 14.A, 14.B et 14.C 

pour NEM316, A909 et BM110 respectivement. 

 



 

 

 

Figure 14 : Effet de deux antibiotiques, la pénicilline G la vancomycine, sur la 

transcription du gène cas9.  

La figure représente l’expression relative du gène cas9 dans la condition de croissance 

« Pénicilline G 0,008 µg/mL  » et « Vancomycine 0,25 µg/mL » comparativement à la 

condition de croissance de référence, sans antibiotique chez NEM316 (n =3) en A.,  A909  (n 

= 3)  en B. et BM110 (n = 3) en C. 

La comparaison des moyennes a été réalisée avec des tests statistiques de student sur séries 

appariées (ns : non significatif). 

 

 Les résultats ne montrent pas de différence significative de transcription du gène cas9 

lors de la croissance bactérienne en présence d’une dose sub-inhibitrice de pénicilline G par 

rapport à la condition de croissance de référence sans antibiotique et ce quelle que soit la souche. 

 

4.1.5. Vancomycine 

 

 La vancomycine est un antibiotique de la famille des glycopeptides qui agit en se liant 

au dipeptide terminal formant le peptidoglycane de la paroi bactérienne. Elle empêche donc la 

formation de ce dernier et par conséquent empêche la formation de la paroi et donc la 

multiplication bactérienne. 

 Dans un premier temps, comme pour la pénicilline G, des courbes de croissances été 

réalisées afin de déterminer la plus forte concentration de vancomycine pouvant être utilisée 

sans affecter la croissance de nos souches. Nous avons déterminé la CMI de nos souches qui 

était à 0,50 µg/mL pour chacune de nos souches. Nous avons donc, pour nos courbes de 

croissance, testé une gamme de concentration assez large encadrant cette valeur. Les courbes 

ont été représentées sur la figure 15.A, 15.B et 15.C pour NEM316, A909 et BM110 

respectivement. 



 

 

 

 

Figure 15 : Courbes de croissance de chacune des souches de S. agalactiae étudiées en 

fonction de la concentration en vancomycine. 

Les figures représentent les courbes de croissance de NEM 316 en A., A909 en B. et BM110 

en C. en fonction de concentrations croissantes en vancomycine (allant de 0 pour la condition 

de référence sans antibiotique à 1 µg/mL). 

 

 Au vu des résultats la concentration sub-inhibitrice de vancomycine retenue pour la 

condition de croissance en présence d’antibiotique a été fixée à 0,25 µg/mL Les expériences 

suivantes ont ensuite été réalisées selon le protocole établi et décrit précédemment, dans 

l’objectif de voir si la présence d’un autre antibiotique à action sur la paroi bactérienne, la 

vancomycine, pouvait avoir un impact sur le système CRISPR-Cas et modifier la transcription 

du gène cas9. 

  Avec ces résultats et selon le protocole établi, nous avons voulu savoir si 

l’application du stress antibiotique, ici la vancomycine, pouvait stimuler la transcription du gène 

cas9 par son action au niveau de la paroi bactérienne comparativement à une condition de 

croissance de référence sans antibiotique. La transcription des gènes a été mesurée sur des 

extraits obtenus après croissance en milieu liquide TH à 37°C jusqu’en mi-phase exponentielle 

des souches, avec ou sans vancomycine. Les résultats ont été représentés sur la figure 14.A, 

14.B et 14.C pour NEM316, A909 et BM110 respectivement 

 Les résultats ne montrent pas de différence significative de transcription du gène cas9 

lors de la croissance bactérienne en présence d’une dose sub-inhibitrice de vancomycine par 

rapport à la condition de croissance de référence sans antibiotique et ce quelle que soit la souche. 

 



 

4.2. Mesure de la traduction de la protéine Cas9 par Western-Blot 

 

 Afin de visualiser une éventuelle différence de traduction de la protéine Cas9 selon les 

diverses conditions et souches testées et permettre de montrer une possible différence de 

régulation des systèmes CRISPR-Cas9, la semi-quantification de notre protéine dans les 

différents échantillons a été estimée par la réalisation de Western-Blot. Pour le moment, seule 

la mise en place de la technique a été réalisée et les expériences restent à faire pour comparer 

la traduction de Cas9 selon les souches et les conditions. 

 

4.2.1. Essai à l’INRAE 

 

 Le premier essai de Western Blot a été réalisé, sur le site de l’INRAE, avec Isabelle 

Virlogeux-Payant, dans l’équipe « Signalisation, portage et virulence bactérienne » pour qui la 

technique de révélation par le 3X flag était déjà en place et bien connue. 

 Pour ce premier essai plusieurs conditions concernant le stimulus « plasmide » ont été 

choisies et appliquées sur chacune de nos trois souches mutées, NEM3163Xflag-Cas9, BM1103Xflag-

Cas9 et A9093Xflag-Cas9, c’est-à-dire dont la protéine Cas9 était marquée par le 3X flag. Les 

conditions testées étaient « état basal », « glycine + saccharose », « choc électrique », 

« plasmide pG1ts vide » et « plasmide avec protospacer spécifique ». Comme décrit dans le 

protocole, deux gels ont été réalisés en parallèle, l’un pour la révélation du marquage de la 

protéine Cas9 via les anticorps primaire et secondaire et le second pour la coloration au bleu de 

Neuhoff (équivalent du bleu de Coomassie), pour visualiser la quantité de protéines déposée. 

Pour cet essai environ 7 µg de protéines ont été déposés soit 15 µL au vu des concentrations de 

nos extraits (750 µg/mL environ). Un extrait de protéines provenant de Salmonella sp dont la 

protéine pagN a été marquée par un 3X flag, fourni par Isabelle Virlogeux-Payant, a été déposé 

afin d’avoir un témoin positif et de valider la technique. La partie basse et haute de la membrane 

ont été découpées pour révéler le marquage 3X flag puisque pagN marquée pèse environ 27 

kDa et Cas9 160 kDa. La partie intermédiaire, quant à elle, a été découpée pour réaliser un 

marquage de la protéine HSP 60 car cette protéine, constitutive chez Salmonella sp est utilisée 

comme référence et témoin de la quantité de protéines déposée. Ce marquage a également été 

réalisé sur nos extraits afin de savoir si cette protéine était présente chez Streptococcus 

agalactiae et pouvait être utiliser pour s’affranchir de la coloration au bleu de Neuhoff, moins 

précise. Les résultats ont été représentés pour les trois souches sur les figures 16 et 17 

représentant respectivement la coloration de Neuhoff et le Western-Blot. 



 

 

 

Figure 16 : Image du gel de polyacrylamide après migration des protéines, coloré au bleu 

de Neuhoff. 

L’image représente la visualisation des bandes correspondant aux différentes protéines 

présentes dans les extraits, après coloration du gel au bleu de Neuhoff. De gauche à droite, les 

lignes de migration correspondent au marqueur de taille puis aux conditions « état basal », 

« glycine + saccharose », « choc électrique », « plasmide pG1ts vide » et « plasmide avec 

protospacer spécifique » pour BM110, A909 et NEM319, puis l’extrait de Salmonella sp et 

enfin de nouveau le marqueur de taille. 

 

 Sur la figure 16, les quantités de protéines ne semblent pas totalement équivalentes 

puisque certains extraits tels que A909 « plasmide pG1ts vide » ou BM110 « état basal », dans 

une moindre mesure, apparaissent plus concentrés, malgré un dosage rigoureux des extraits 

protéiques avant la migration.  

 

 



 

 

Figure 17 : Image reconstituée, après révélation, de la membrane de nitrocellulose du 

western-blot du premier essai. 

L’image représente la visualisation des bandes correspondant aux différentes protéines 

marquées par un 3X flag en A. et HSP 60 pour Salmonella sp en B. De gauche à droite, les 

lignes de migration correspondent au marqueur de taille puis aux conditions « état basal », 

« glycine + saccharose », « choc électrique », « plasmide pG1ts vide » et « plasmide avec spacer 

spécifique » pour BM110, puis A909 et NEM319, puis l’extrait de Salmonella sp et enfin de 

nouveau le marqueur de taille. 

 

 Sur la figure 17, le témoin positif, correspondant à la protéine pagN marquée par un 3X 

flag chez Salmonella sp, possède bien une bande révélée à la taille attendue, soit 27 kDa. Cela 

montre que les étapes du protocole de Western-blot ont bien été réalisées et que l’image est 

interprétable. Les résultats permettent également la visualisation de la protéine HSP 60 dans cet 

extrait, protéine constitutive de la bactérie et témoin de la quantité de protéines dans l’extrait. 

Concernant nos extraits, pour l’ensemble d’entre eux est mise en évidence une bande à environ 

160 kDa, correspondant à notre protéine Cas9 marquée par le 3X flag. Le marquage, via la 

construction des mutants, a donc bien fonctionné. Il n’y a cependant pas de bande correspondant 

à HSP 60 et la protéine ne pourra donc pas être utilisée comme témoin de la quantité de 

protéines déposée. La comparaison de l’intensité des bandes parait difficile ici puisque cet essai 

correspondait à l’apprentissage de la technique et des petites erreurs ont pu être commises. Par 

exemple, la quantité de protéines déposées semble différente ce qui ne permet pas une 

interprétation dans des conditions correctes. Il peut également être noté que l’intensité des 



 

bandes à l’air plus forte sur la partie gauche de la membrane et décroit au fur et à mesure des 

extraits en allant vers la droite ce qui pourrait être lié à un artéfact au moment de la capture de 

l’image. 

 

4.2.2. Mise au point au laboratoire 

 

 Nous avons par la suite reproduit ces expériences au laboratoire, afin de pouvoir tester 

plus de conditions et surtout de vérifier la reproductibilité de nos résultats.  

 Dans un premier temps, nous avons testé les souches NEM316 et BM110 à l’état basal 

puisqu’un facteur compris entre 2 et 5 a été retrouvé concernant la transcription du gène cas9 

en qPCR. Deux témoins négatifs (T-), correspondant à ces deux mêmes souches dont la protéine 

Cas9 n’était pas marquée, ont été mis culture en condition basale et les extraits protéiques 

déposés afin de s’assurer de la spécificité des signaux visualisés après révélation. Un de nos 

extraits, BM110 « état basal », utilisé lors du premier Western-blot, a également été déposé en 

tant que témoin positif (T+) de l’expérimentation. Les résultats du Western-blot ont été 

représentés sur la figure 18. 

 

Figure 18 : Image reconstituée, après révélation, de la membrane de nitrocellulose du 

western-blot du deuxième essai. 

L’image représente la visualisation des bandes correspondant à notre protéine Cas9 marquée 

par le 3X flag. De gauche à droite, les lignes de migration correspondent au marqueur de taille 

puis aux conditions « état basal » pour le témoin positif BM110, les témoins négatifs BM110 

et NEM316 et nos extraits testés BM110 et NEM316 dont la protéine Cas9 est marquée par le 

3X flag. 



 

 L’image reconstituée montre une bande à environ 160 kDa sur notre témoin positif et 

nos deux extraits testés. Aucune bande n’est visualisée sur nos deux témoins négatifs. Avec 

l’ensemble de ces observations nous pouvons dire que la bande visualisée est bien spécifique 

et correspond à notre protéine Cas9 marquée par le 3X flag. Il semblerait qu’il y ait une légère 

sous-expression de la protéine Cas9 chez BM110 par rapport à NEM316. Ce résultat reste à 

interpréter avec précaution car, malgré un dosage protéique de nos extraits et à priori une même 

quantité déposée, le gel coloré au bleu de Coomassie n’a pas été réalisé pour le confirmer.  

Les expériences sont donc à poursuivre avec nos différentes conditions de cultures sur nos trois 

souches dont la protéine Cas9 est marquée par le 3X flag, en colorant un gel au bleu de 

Coomassie en parallèle, afin de pouvoir comparer l’intensité des bandes obtenues selon les 

conditions et semi-quantifier la traduction de notre protéine d’intérêt. 

  



 

5. Discussion 
 

 Chez S. agalactiae, pathogène humain majeur impliqué dans les infections néonatales 

et de plus en plus, dans les infections invasives de l’adulte, une différence de pouvoir pathogène 

a été montrée en fonction de la lignée phylogénétique d’appartenance des souches. Bien que, 

de nos jours et de manière globale, S. agalactiae soit fréquemment retrouvé chez l’adulte, un 

ST particulier, le ST17, est quant à lui significativement associé aux infections néonatales, ce 

qui fait de lui un clone qualifié d’hypervirulent (Jones et al., 2003; Poyart et al., 2008). Ces 

observations sont en faveur de capacités d’adaptation et de virulence de la bactérie différentes 

selon les lignées phylogénétiques. Cette virulence est notamment, mais pas uniquement, due à 

l’intégration de nouveaux gènes au sein d’une souche par transfert horizontal à partir d’autres 

espèces, ou suite à la rencontre de divers éléments génétiques mobiles tels que des 

bactériophages. Pour lutter contre ces éléments et leur intégration au sein de leur génome, les 

bactéries disposent de divers mécanismes de défense. Un mécanisme majeur, identifié et étudié 

depuis plusieurs années, est le système CRISPR-Cas, système de défense immunitaire adaptatif 

dont l’implication a particulièrement été prouvée vis-à-vis des phages et des plasmides (Horvath 

and Barrangou, 2010). Le système de type II-A de S. agalactiae est caractérisé par un acteur 

majeur, l’endonucléase Cas9, indispensable au fonctionnement, que ce soit dans l’étape ultime 

d’interférence mais aussi dans l’étape précoce d’adaptation. Ce système permet à la fois une 

régulation vis-à-vis des éléments étrangers extérieurs, mais aussi une régulation endogène des 

gènes du « core genome » bactérien (Lopez-Sanchez et al., 2012). Il a aussi été montré 

l’importance de la régulation du système en fonction des conditions dans lesquelles se trouve 

la bactérie, afin de maintenir son intégrité et/ou lui permettre d’infecter l’hôte de manière plus 

efficace (Louwen et al., 2014). Cette régulation est donc cruciale puisque tous ces éléments 

montrent que selon la souche bactérienne en jeu et les conditions dans lesquelles elle se trouve, 

la virulence observée est différente. Dans des travaux antérieurs, il a été montré une différence 

de composition du locus selon les ST et notamment, un nombre moins important de spacers au 

sein du ST 17 (Lier et al., 2015). Chez ces souches hypervirulentes, malgré une délétion de 103 

pb retrouvée en amont du gène cas9, engendrant la perte du promoteur de cette région, il a été 

montré que le système restait fonctionnel in vitro (Pastuszka et al., 2021). L’objectif de ce 

travail consistait donc à rechercher et identifier des éléments de régulation du système CRISPR-

Cas9 afin de mieux comprendre son fonctionnement et apporter des éléments explicatifs aux 

différences de pouvoir pathogène observées, particulièrement chez les souches hypervirulentes 



 

de ST17. Pour cela, divers stimuli ont été choisis afin d’étudier leur impact sur l’expression du 

système, pour chacune des trois souches étudiées, NEM316 (ST23), A909 (ST7) et BM110 

(ST17). 

 Pour objectiver cet impact potentiel, dans un premier temps, nous nous sommes 

intéressés à la transcription du gène cas9 dans diverses conditions de pH. Ce premier stimulus 

visait à comparer la transcription du système en pH neutre et pH acide afin de mimer une 

condition environnementale d’acidité pour la bactérie, correspondant au pH vaginal. En effet, 

Streptococcus agalactiae étant présent en portage au niveau vaginal et les clones hypervirulents 

étant impliqués principalement dans les infections néonatales, les conditions environnementales 

présentes au niveau de cette muqueuse pourraient potentiellement jouer un rôle. L’impact non 

négligeable engendré par l’application d’un stress acide a, de plus, déjà été montré chez d’autres 

bactéries et notamment chez Staphylococcus aureus (Bore et al., 2007). Les études réalisées 

chez cette espèce ont montré une modification majeure de la transcription des gènes dans les 

10 premières minutes qui suivent l’application du choc acide puis une stabilisation des 

transcrits. Il a notamment été objectivé une augmentation de la transcription des gènes codant 

pour des protéines impliquées dans la défense de la bactérie vis-à-vis de ce stress, telles que des 

pompes à protons ou des enzymes de réparation de l’ADN. A l’inverse, les gènes codant pour 

la synthèse ribosomale et nucléotidique apparaissent moins transcrits puisque le choc acide, 

représentant un milieu hostile, engendre une moindre croissance bactérienne.  

 Les souches de S. agalactiae appartenant au ST17 étant principalement impliquées dans 

les infections néonatales, cela montre qu’elles possèdent une virulence accrue et pourtant, elles 

ne sont pas les seules à être présentes en portage au niveau de la muqueuse vaginale, c’est 

pourquoi il était donc intéressant de savoir si cet environnement avait un impact particulier sur 

ces souches comparativement aux autres STs. Le protocole de stress acide a donc été établi et 

les expériences ont été réalisées pour voir l’impact de ce stress sur les différentes souches. Les 

résultats, contrairement à notre hypothèse de départ, n’ont pas montré de différence 

significative de la transcription du gène cas9, que ce soit 5 ou 10 minutes après l’application 

du stress acide, comparativement à l’état basal et ce qu’elle que soit la souche. Dans des 

expériences futures il pourrait être envisagé de refaire ce stress mais en prolongeant le temps 

d’incubation après application du stress acide pour voir si une différence pourrait apparaître.  

 Afin d’identifier d’autres éléments potentiels de régulation du système, nous nous 

sommes ensuite intéressés à un second stimulus qui consistait à mettre nos souches en présence 

d’éléments étrangers. En effet, les spacers étant acquis à partir de rencontres avec des EGM, 



 

ces derniers pouvaient avoir un impact sur la stimulation du système. Ainsi, nous avons tout 

d’abord voulu voir si des différences existaient lorsque la bactérie était en contact avec un 

plasmide inconnu (pG1ts vide) ou un plasmide possédant un protospacer « connu » (pG1ts avec 

le protospacer spécifique de la souche), par rapport à l’absence de plasmide. Pour cela, il a été 

décidé de rendre la bactérie compétente et d’appliquer le choc électrique d’électroporation pour 

la condition « absence de plasmide » afin de s’affranchir d’un éventuel impact de ces actions. 

Cette condition « choc électrique » a donc été prise, à ce moment, comme base de comparaison. 

Les résultats ont montré une absence de différence significative que ce soit avec un plasmide 

connu ou inconnu et cela pour les trois souches testées. Le fait ici d’ajouter un élément étranger 

n’a donc pas augmenté la transcription du gène cas9 comme nous aurions pu nous attendre à le 

voir. Nous nous sommes tout de même demandés si le fait d’appliquer le choc électrique aux 

parois bactériennes ne pouvait pas avoir un impact sur la transcription du système et peut-être 

masquer l’éventuelle augmentation de transcription engendrée par l’ajout d’un EGM. En effet, 

in vivo lorsque la bactérie rencontre un plasmide ou un autre EGM, cela se fait naturellement 

sans que la bactérie ne subisse de traitements physico-chimiques préalables comme nous 

pouvons le faire in vitro. Il a donc été décidé d’ajouter une nouvelle condition, prise comme 

référence, pour mesurer la transcription du gène à l’état basal. Cette condition, pour laquelle la 

suspension bactérienne a été prélevée en mi-phase exponentielle de croissance a été réalisée 

chez les trois souches et comparée à la condition qui comporte l’application du choc électrique. 

Les résultats obtenus montrent un impact important de l’application de ce choc puisque le gène 

cas9 est 5 à 25 fois plus transcrit dans la condition « choc électrique » par rapport à la condition 

de référence selon les souches. La stimulation du système est retrouvée chez toutes nos souches, 

par rapport à son activité à l’état basal, mais de manière plus importante chez NEM316 et A909 

comparativement à BM110. Cependant, avant l’application du choc électrique, une autre étape 

est nécessaire, l’étape de fragilisation des membranes par traitement chimique via une solution 

de glycine/saccharose. En effet, outre le choc électrique cette étape pouvait également avoir un 

impact sur la transcription du gène cas9 c’est pourquoi cette condition « glycine + saccharose » 

a été ajoutée et également décomposée en deux autres conditions, « glycine » seule et 

« saccharose » seul. Les résultats ont montré que chacune de ces étapes avait un impact 

puisqu’une augmentation significative de la transcription du gène était observée. C’est donc 

l’ensemble de ces étapes jusqu’au choc électrique inclus, qui augmentent la transcription du 

gène et ce de manière plus importante chez NEM316 et A909 comparativement à BM110. La 

fragilisation puis la perméabilisation transitoire des membranes bactériennes s’apparentent 

donc à un stress pour la bactérie, puisqu’à l’origine d’une diminution de l’intégrité de sa paroi, 



 

et nous montre qu’il a un impact sur l’expression du système CRISPR-Cas9. L’ajout du 

plasmide, par rapport à l’application du choc électrique seul,  n’engendre pas d’augmentation 

supplémentaire de la transcription du système in vitro. Cependant, nous ne pouvons pas 

conclure de manière formelle que cette rencontre bactérie/plasmide in vivo ne stimule pas le 

système puisque le choc électrique peut potentiellement masquer cette stimulation.  

 Les souches montrant des résultats similaires nous les avons ensuite comparées entre 

elles pour chacune de ces conditions pour voir si des différences pouvaient exister. Pour cela 

nous avons comparé les souches A909 et BM110 par rapport à la souche NEM316. Les résultats 

ont montré une absence de différence significative, qu’elle que soit la condition, entre les 

souches A909 et NEM316. Cependant nous observons une différence significative entre 

BM110 et NEM316 puisque la transcription est 5 à 20 fois moins importante, selon les 

conditions, chez BM110. Il semble donc que le système CRISPR-Cas9 de la souche BM110, 

appartenant au ST17, soit de manière générale moins transcrit comparativement aux deux autres 

ST testés, ce qui confirme les résultats des travaux antérieurs réalisés au sein de l’équipe 

montrant que le système, à l’état basal, chez les souches hypervirulentes de ST17, était moins 

transcrit (Pastuszka et al., 2021). Il existe donc bien une différence au niveau de la régulation 

du système, au moins entre certaines souches hypervirulentes par rapport à des souches d’autres 

STs, qualifiées de « moins virulentes » chez le nouveau-né. Ceci devra être confirmé sur un 

plus grand nombre de souches. 

 Pour ce stimulus « plasmide », même si le plasmide en lui-même n’a pas d’impact in 

vitro, nous avons pu observer que le système pouvait-être stimulé et donc régulé, par 

l’application d’un stress agissant au niveau de la paroi bactérienne. Du fait de ces observations, 

nous avons donc envisagé de tester un autre stimulus, celui de l’impact d’un antibiotique à 

action sur la paroi bactérienne. Nous avons donc choisi de tester deux antibiotiques, une bêta-

lactamine, la pénicilline G, et un glycopeptide, la vancomycine, à dose sub-inhibitrice pour ne 

pas affecter la croissance des bactéries. Contrairement à ce que nous aurions pu attendre au vu 

des expériences précédentes les résultats n’ont montré aucune différence significative de 

transcription du gène cas9 entre les conditions de croissance avec ou sans antibiotique, et ce 

qu’elle que soit la souche. Pour la suite, il pourrait être intéressant de tester ces mêmes 

molécules à dose plus importante pour voir si une différence pourrait apparaître mais également 

tester d’autres molécules ayant des mécanismes d’action différents. Le protocole pourrait 

également être modifié pour ajouter l’antibiotique après culture et non pas pendant la croissance 

et donc agir plus comme un stress à un instant donné pour la bactérie. Cependant cela reste 



 

délicat puisque l’ajout de l’antibiotique pourrait avoir un impact trop important et tuer une 

majorité de la population bactérienne. 

 Le dernier stimulus envisagé à ce jour, car déjà connu pour son impact sur l’expression 

du système chez d’autres bactéries et notamment chez Streptococcus thermophilus, 

streptocoque possédant un système CRISPR-Cas de type II-A, est la présence de phages (Young 

et al., 2012). Les expériences pour obtenir les phages de S. agalactiae sont à effectuer, sachant 

que les phages isolés à ce jour chez cette espèce sont lysogènes. Les génomes complets de 

plusieurs souches de S. agalactiae étant disponibles, il est possible de savoir dans quelles 

souches se trouvent des prophages, complets ou incomplets, afin d’utiliser préférentiellement 

ces souches pour l’obtention des phages. Une fois ces souches choisies, la mitomycine C sera 

utilisée pour induire un cycle lytique chez les phages et donc les exciser du génome bactérien 

dans lequel ils sont intégrés afin de les récupérer dans le surnageant de culture. Une fois filtré, 

le surnageant sera déposé sur des cultures bactériennes de S. agalactiae et si des phages 

spécifiques de l’espèce sont présents, des plages de lyse pourront être observées. Il faudra 

ensuite multiplier le phage dans la souche de S. agalactiae pour laquelle un maximum de plages 

de lyse ont été observées, cette souche est appelée souche de propagation, afin d’avoir des 

filtrats de phage en quantité suffisante pour réaliser les expériences. Une fois les phages 

obtenus, les expériences de mise en contact avec les différentes souches seront à effectuer pour 

étudier l’impact de leur présence sur la transcription de cas9. 

 Dans un second temps, nous nous sommes intéressés à la traduction de la protéine Cas9. 

En effet la régulation pouvant être post-transcriptionnelle, il est important de quantifier la 

traduction de la protéine pour voir si des différences peuvent être observées, qu’elles confirment 

les résultats obtenus pour la transcription ou fassent apparaître de nouvelles différences.  

 Afin de réaliser ces expériences, des mutants ont été construits pour chacune de nos 

souches pour marquer la protéine Cas9 à l’aide d’un 3X flag au niveau chromosomique. Ce 

marquage a été réalisé en N-terminal. Le marquage en C-terminal a également été envisagé 

mais non obtenu à ce jour. Les deux constructions pouvaient être intéressantes car les gènes cas 

étant organisés en opéron et des sites de fixation du ribosome (ou RBS pour Ribosome Binding 

Site) étant présents tout au long de cet opéron, pour la traduction de chaque élément, l’ajout du 

flag entre deux de ces éléments pouvait avoir un impact sur le suivant. Différents impacts 

pouvaient être supposés tels que l’impossibilité de traduction de la protéine Cas1, qui serait 

engendrée par l’éloignement du RBS et du codon initiateur ATG par l’ajout du flag pour le 

mutant en C-terminal. Un autre impact possible était le changement conformationnel de 



 

certaines structures, directement engendré par l’ajout du flag, empêchant le fonctionnement 

correct des autres éléments du système. Tous ces éléments sont importants pour la 

fonctionnalité du système mais ici non primordial puisque c’est la traduction de la protéine 

Cas9 et l’impact des différentes conditions testées sur la régulation du système qui est 

recherchée et non pas la fonctionnalité du système. Ces précautions ont donc été prises dans 

l’éventualité de la réalisation d’expérimentations futures nécessitant la fonctionnalité du 

système. Des expériences récentes ont montré une absence de fonctionnalité du système chez 

nos mutants en N-terminal et les constructions en C-terminal pourraient être réalisées si 

nécessité pour la suite. Il pourrait également être envisager d’utiliser un peptide linker pour 

éloigner le 3x flag de la protéine et, par conséquent, ne pas entrainer d’encombrement stérique 

ou de recourir à des anticorps commerciaux anti Cas9. Cependant, ces anticorps étant dérivés 

de Streptococcus pyogenes il faut savoir si leur utilisation est possible chez S. agalactiae. 

 Une fois les mutants construits et vérifiés par séquençage, les différentes expériences 

réalisées pour mesurer la transcription de cas9 dans la condition « plasmide » ont été refaites 

avec ces mutants afin de quantifier la protéine Cas9 et comparer son niveau de traduction. Pour 

cela, une méthode de Western Blot a été mise en place. Dans un premier temps un premier essai 

a été réalisé sur le site de l’INRAE avec une équipe qui avait préalablement mis au point la 

technique de révélation du 3X flag. Il a également permis de s’assurer que le marquage de Cas9 

dans nos souches avait fonctionné. Pour valider l’expérimentation, un témoin positif 

correspondant à un extrait protéique de Salmonella sp dont la protéine pagN été marquée par 

un 3X flag, soit une bande visible à environ 27 kDa, a été utilisé. La partie moyenne de la 

membrane de nitrocellulose a été utilisée afin de visualiser la protéine HSP 60, constitutive chez 

Salmonella sp, utilisée comme témoin de la quantité de protéine déposée et permettant donc de 

comparer les intensités des bandes observées. Malheureusement cette protéine n’étant pas 

présente chez Streptococcus agalactiae, un gel coloré au bleu de Neuhoff était donc nécessaire 

afin de visualiser la quantité de protéines déposées et pouvoir comparer les bandes observées 

entres les différentes conditions testées. Concernant nos échantillons, les résultats ont montré 

la présence d’une bande à environ 160 kDa correspondant à notre protéine, ce qui a permis de 

valider le marquage réalisé. La quantité déposée pour ce premier essai, objectivée par la 

coloration au bleu de Neuhoff et les artéfacts de capture d’image au moment de la révélation 

ont fait que l’interprétation de l’intensité des bandes observées n’a pas été possible. Cependant 

cela a validé la construction de nos mutants et la mise en place de la technique de Western-blot 

a donc par la suite été mise en place au laboratoire. 



 

 Pour le second essai, réalisé sur notre site, en plus du témoin positif correspondant à un 

de nos extraits préalablement testés et de nos échantillons, nous avons ajouté nos souches de 

référence BM110 et NEM316 à l’état basal. Ces extraits étaient présents en tant que témoins 

négatifs pour s’assurer que la bande visualisée à 160 kDa était bien spécifique de notre protéine 

marquée. Cela a été validé puisqu’aucune bande n’a été observée pour ces deux souches alors 

que pour la condition « état basal » sur nos deux souches marquées pour la protéine Cas9, une 

bande à 160 kDa environ a été visualisée. La technique étant maintenant en place au laboratoire, 

les expérimentations seront à poursuivre pour comparer les niveaux de traduction de la protéine 

Cas9 et notamment pour confirmer ou non la différence que semblerait montrer ce premier essai 

entre les souches BM110 et NEM316 à l’état basal. Les expériences réalisées pour la 

transcription du gène seront donc à refaire dans l’objectif d’extraire les protéines et comparer 

le niveau de traduction de la protéine Cas9. 

  



 

6. Conclusion 
 

 Chez S. agalactiae, pathogène majeur en médecine humaine et en particulier en période 

néonatale, deux loci CRISPR ont été décrits mais un seul est ubiquitaire et dynamique, le locus 

CRISPR1, un système CRISPR-Cas de type II-A. Il a d’ores et déjà été montré dans des travaux 

antérieurs l’existence de différences dans l’architecture de ce système chez les souches 

hypervirulentes de ST17 comparativement aux souches appartenant aux autres lignées 

phylogénétiques. En effet, les souches de ST17 possèdent moins de spacers que les autres ST 

et une différence majeure existe dans l’organisation du locus. Cette différence consiste en la 

délétion de 103 pb en amont du gène cas9, entrainant la perte de son promoteur. Malgré cette 

différence, des expériences ont montré la fonctionnalité du système chez ces souches. C’est 

pourquoi nous nous sommes intéressés à la régulation de ces systèmes afin de mieux 

comprendre leur fonctionnement et apporter des éléments de réponse sur la virulence 

particulière de ces souches. Pour cela, deux approches complémentaires ont été étudiées qui 

sont d’une part, la transcription du gène cas9 et d’autre part, la traduction de la protéine Cas9, 

la régulation pouvant s’effectuer à ces deux niveaux. Trois souches ont été étudiées, BM110, 

représentant le ST d’intérêt, A909, appartenant à un ST proche phylogénétiquement et 

NEM316, souche plus éloignée. Divers stimuli ont été choisis, sur la base de leur implication 

déjà démontrée au niveau de la régulation chez d’autres espèces bactériennes, ou sur la base de 

particularités environnementales des souches hypervirulentes ici étudiées. Les résultats obtenus 

concernant la transcription ont montré une activité du système CRISPR-Cas9 chez les souches 

hypervirulentes mais une différence majeure avec les souches des autres lignées. En effet, on 

retrouve une transcription moindre du système chez la souche BM110 comparativement aux 

deux autres, que ce soit à l’état basal ou après application d’un stimulus. Des éléments, tels 

qu’une action sur la paroi bactérienne pouvant être délétère pour la souche, ont été identifiés 

comme stimulant le système. Cela est en accord avec le principe même du système dont 

l’objectif est de défendre la bactérie vis-à-vis des différentes attaques auxquelles elle peut être 

soumise. Or la première étape lors de la rencontre de la bactérie avec un EGM est l’entrée dans 

la bactérie ce qui correspond à un stress pour la paroi bactérienne et représente donc un danger 

qui provoque une stimulation du système, comme montré dans nos résultats.  

 Les résultats obtenus confirment une activité du système CRISPR-Cas9 chez les souches 

hypervirulentes de ST17, malgré les différences présentes au sein du locus. Ils montrent 

également une stimulation de celui-ci lors de l’application de certains stress pouvant porter 



 

atteinte à l’intégrité de la bactérie et notamment lors d’une action sur sa paroi. Cependant des 

différences sont observées comparativement aux autres ST et notamment une stimulation 

globale moins importante du système. Le système est donc fonctionnel mais transcrit à un taux 

plus faible ce qui peut avoir un impact sur la virulence observée de ces souches ST17. La 

poursuite de ce travail est nécessaire afin de mettre en évidence les différences entre les souches 

hypervirulentes de ST17 et les autres STs. Cela dans l’objectif d’identifier les éléments régulant 

le système CRISPR-Cas9 et de pouvoir établir un lien avec la virulence observée chez les 

souches de ST17 et leur capacité d’adaptation dans des milieux particuliers, tels que la 

muqueuse vaginale. Dans les expériences futures, concernant la transcription, les protocoles de 

certains stimuli vont être adaptés afin de voir si des différences peuvent apparaître, par exemple 

en augmentant le temps d’incubation pour le stress acide. D’autres stimuli sont également 

envisagés comme la présence de bactériophages, déjà cité précédemment. 

 Les stimuli sont des éléments importants à étudier puisque les bactéries possèdent de 

nombreux régulateurs qui leur permettent une adaptation selon l’environnement dans lequel 

elles se trouvent et les stress auxquels elles peuvent faire face. Une grande classe de régulateurs, 

par exemple, est celle des systèmes à deux composants (TCS) composés de deux protéines 

principales (Groisman, 2016). La première protéine, le senseur, capte les signaux de 

l’environnement et la seconde, l’effecteur, engendre la cascade moléculaire aboutissant à la 

régulation des éléments cibles. Ainsi si un stress est ressenti, au niveau de la paroi par exemple, 

ces systèmes vont s’activer pour déclencher une régulation permettant de protéger l’intégrité 

bactérienne. Ces mécanismes de régulation vont permettre à la bactérie de s’adapter à son 

environnement et peuvent engendrer une augmentation de leur virulence ou pathogénicité. Des 

travaux ont notamment montré que le régulateur CovR pourrait intervenir dans la virulence et 

pathogénicité chez S. agalactiae (Lamy et al., 2004; Sullivan et al., 2017). Il a en effet été 

observé que l’absence de ce régulateur chez les souches de sérotype III, incluant les souches 

hypervirulentes appartenant au ST17, entrainait une virulence moindre de ces souches. Ce 

régulateur, présent chez BM110, possède une action de répression sur la transcription du gène 

cas9. En effet, la transcription du gène a d’ores et déjà été mesurée chez des mutants délétés 

pour ce régulateur et les résultats ont montré une transcription plus importante du gène en 

l’absence de ce régulateur. Des mutants sont en cours de construction pour marquer la protéine 

Cas9 à l’aide d’un 3X flag chez BM110 délétée du régulateur CovR afin de réaliser des 

Western-Blots et comparer la traduction de la protéine entre cette souche et la souche BM110 

sauvage. L’ensemble de ces expériences devront également être réalisées chez d’autres souches 



 

appartenant au ST17, autre que BM110, afin de voir si les différences observées sont 

confirmées. Cela dans le but de pouvoir généraliser les conclusions faites à partir de ces résultats 

aux souches hypervirulentes de manière globale. En effet, CovR intervient sur la régulation du 

système CRISPR-Cas9 et semble être un régulateur majeur de la virulence des souches de ST17. 

Cela pourrait donc nous amener à montrer l’importance du système CRISPR-Cas9 dans la 

virulence observée chez les souches appartenant au ST17.  
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ETUDE DE LA REGULATION DU SYSTEME CRISPR-CAS9 CHEZ 

STREPTOCOCCUS AGALACTIAE 

Il existe chez Streptococcus agalactiae, pathogène majeur en médecine humaine, un 

sequence type (ST) « hypervirulent », le ST17, qui est significativement associé aux 

infections néonatales. Il a été montré que le locus CRISPR-Cas9 de S. agalactiae des souches 

appartenant à ce ST17 est différent de celui des souches appartenant aux autres ST. L’objectif 

a été de mettre en évidence des éléments de régulation de ce système chez trois souches 

(ST17, ST23 et ST7) par la mesure de la transcription du gène cas9 et la traduction de la 

protéine Cas9 suite à l’application de divers stimuli tels qu’un stress acide ou la présence de 

plasmides. Les résultats ont montré une transcription moindre de cas9, que ce soit suite à 

l’application de certains des stimuli mais également à l’état basal chez les souches de ST17 

comparativement aux deux autres. Il a également été mis en évidence une augmentation de 

transcription, chez toutes les souches, lors de l’application d’un choc électrique sur la paroi 

bactérienne. Il existe donc bien des différences concernant le système CRISPR-Cas9 des 

souches hypervirulentes et les travaux concernant la transcription et la traduction seront à 

poursuivre afin de mieux comprendre le lien entre ce système et les différentes capacités 

d’adaptation ainsi que la virulence des souches.  

Streptococcus agalactiae, système CRISPR-Cas9, régulation, ST17 
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