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Résumé

Au cours de ma thése au sein du laboratoire du Professeur Michelle Debatisse, je me
suis intéressé aux mécanismes maintenant la stabilité du génome et contrélant la dynamique
de réplication dans les cellules de mammiféeres. J'ai étudié le role des kinases ATR (« Ataxia
Telangectasia and Rad3 related ») et Chk1 (« Checkpoint Kinase 1 »), du point de contrdle
intra-S (« checkpoint »), dans le contréle de la dynamique de réplication. Cette premiéere
étude m’a amené a étudier la relation entre les dommages a 'ADN et la dynamique de
réplication, dans des modéles cellulaires déficients pour des facteurs de la réponse aux
dommages a 'ADN (DDR), appartenant soit au « checkpoint », soit a la voie de réparation
par recombinaison homologue (HR), tels que Rad51 et BRCAZ2.

Je montre ici, que le ralentissement des fourches de réplication et 'augmentation de
la densité d’événements d’initiation, observés dans des cellules déficientes pour Chk1 ou
Rad51, sont la conséquence indirecte des lésions apparaissant spontanément dans de telles
cellules. Le ralentissement des fourches dans ces cellules dépend d’une perturbation de la
disponibilité en précurseurs de nucléotides qui dépend de la sur-expression et/ou de la re-
localisation de la sous-unité p53R2 de la ribonucléotide réductase (RNR). De plus,
contrairement a ce qui était proposé, je montre que Chk1 n’a pas de réle actif dans la
répression des origines latentes, mais que c’est la vitesse des fourches qui détermine
'espacement entre les origines actives, par un mécanisme de compensation découvert
auparavant au laboratoire (Anglana, 2003 ; Courbet, 2008). L’'ensemble de mes résultats
permet de proposer un mécanisme général de communication entre la réplication et la
réparation. Ce mécanisme confére un avantage aux cellules, puisque le ralentissement des
fourches stabilise la machinerie de réplication qui voyage sur une matrice endommageée, et
I'activation d’origines latentes procure une source de sauvetage pour les fourches bloquées.

En collaboration avec le laboratoire de Bernard Lopez, nous montrons que les
catastrophes mitotiques qui surviennent dans des cellules déficientes pour Rad51 ou
BRCAZ2, sont la conséquence du stress réplicatif induit par le mécanisme décrit ci-dessus.

J'ai aussi contribué a étudier le rbéle des kinases du « checkpoint» dans les
mécanismes d’instabilité des sites fragiles communs (SFC). Nous montrons qu’ATR, mais
pas Chk1, protége activement les SFC, lorsque les cellules sont soumises a un stress
réplicatif.
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Introduction

1. Préambule

1.A Le cycle cellulaire et la réplication.

1. Le cycle cellulaire.

Le cycle cellulaire, du point de vue de la réplication, peut étre simplifi€ comme ceci: le
matériel génétique d’une cellule mére, contenu dans les chromosomes, est dupliqué, une et
une seule fois, pour étre transmis lors de la division cellulaire a deux cellules filles
génétiqguement identiques. Ainsi, la vie d’'une cellule en croissance peut se découper en une
succession d’étapes, appelées phases, qui permettent a une cellule mére de se diviser en
deux cellules filles (voir (Diffley and Labib, 2002) pour revue). La phase G1 est une phase de
préparation a la réplication, la phase S est la phase de synthése de 'ADN, la phase G2 est
une phase de préparation a la ségrégation des chromosomes puis a la division cellulaire, qui

se déroulent en phase M (mitose) (voir schéma ).

2. Le modeéle du réplicon.
La réplication se subdivise en trois étapes : l'initiation qui, par 'ouverture de ’'ADN au niveau
des origines, permet le recrutement de la machinerie de polymérisation et le démarrage de la
synthése de I'ADN, I'élongation qui correspond a la poursuite de la synthése, et la
terminaison qui consiste en la fusion de deux fourches convergentes ( ). Ce
processus a été modélisé comme ceci : une protéine initiatrice (initiateur) interagit en trans
avec une sequence specifique (réplicateur). Cette association initiateur-réplicateur permet
d’ouvrir TADN localement et de déclencher la réplication. Ce modéle dit du réplicon (voir
) proposé en 1963 par Francois Jacob, Frangois Cuzin et Sydney Brenner (Jacob
and Brenner, 1963), est le paradigme de la réplication des chromosomes circulaires
procaryotes. Aprés élongation bidirectionnelle, le chromosome circulaire est répliqué par les
fourches provenant de l'unique réplicateur (origine), qui convergent au site de terminaison.
Un réplicon, le chromosome dans ce cas, est la séquence d’ADN répliquée a partir d’'une
origine donnée. Il a par la suite été montré que chez la bactérie Escherichia coli, 1a liaison de
la protéine dnaA (initiateur) au niveau de la séquence origine oriC (réplicateur) permet le
recrutement de divers facteurs qui, in fine, déclenchent l'initiation (Chakraborty et al., 1982;

Yasuda and Hirota, 1977) (voir (Messer, 2002) pour revue) (voir )-

12



origine (pré-RC)
“licensing”

bulle de réplication

initiation _CZS—O_
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terminaison
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Figure 1 : Le cycle cellulaire du point de vue de la réplication. (a) Le cycle cellulaire est
divisé en quatre phases : G1, S, G2 et M. La phase S et la phase de synthése de 'ADN. (b)
A la fin de la mitose (M) et au début de G1, les origines potentielles sont chargées par le
complexe pré-RC, cette étape rend 'ADN compétent a initier la réplication (« licensing »). A
'entrée en phase S et pendant la phase S, linitiation de la réplication au niveau d'une
origine, ouvre la double hélice d’ADN pour permettre aux polymérases de synthétiser. Cette
ouverture de 'ADN forme une bulle de réplication. L’élongation est la synthése effectuée par
les fourches de réplication. La terminaison de la réplication se fait par la rencontre et la
fusion de deux fourches.

Toutefois, la structure et la taille des génomes imposent une toute autre complexité du
programme de réplication chez les eucaryotes. Voici quelques considérations importantes

qu’il faut garder a I'esprit quant il s’agit de réplication chez ces organismes.

3. Le matériel génétique des eucaryotes.

Comparé aux 4,6 millions de paires de bases (pb) de I'unique chromosome circulaire d’E.
coli, les génomes des eucaryotes, notamment ceux des métazoaires, sont gigantesques et
distribués sur plusieurs chromosomes linéaires. Le génome humain, par exemple, est
composé de 6,4 milliards de pb réparties sur 23 paires de chromosomes, rendant nécessaire

la mise en place d’un grand nombre d’origines pour assurer sa réplication.

4. Les chromosomes eucaryotes : un ensemble structuré de protéines et d’ADN.
Nos chromosomes ne sont pas constitués d’ADN nu, mais d’'un ensemble complexe et
structuré d’ADN et de protéines appelé chromatine. En effet, les quelques deux meétres

d’ADN du génome humain doivent impérativement étre compactés pour tenir dans un noyau
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d’environ 10 um de diamétre. Le nucléosome est 'unité de base de la fibre de chromatine, il
est formé d’un hétéro-octameére d’histones autour duquel s’enroule la double hélice d’ADN.
Cette fibre peut étre surenroulée, conduisant a des niveaux de compaction supérieurs (voir

) (voir (Fierz and Muir, 2012) pour revue). La détermination des sites origines et la
synthése de I'ADN se font donc dans le contexte de la chromatine, qui apporte des
contraintes physiques supplémentaires pour I'ouverture de I'hélice. La chromatine est aussi
une source d’information dite épigénétique, portée par les modifications post-traductionnelles
des histones. On distingue I'hétérochromatine qui est peu ou pas transcrite, compacte (peu
accessible), et 'euchromatine, « ouverte », qui contient les génes transcrits (voir )-
Au cours de la réplication la chromatine doit étre désassemblée avant le passage de la
fourche, puis réassemblée aprés son passage. La réplication confére aux cellules une
opportunité pour maintenir ou effacer les marques épigenétiques au passage de la fourche
et ainsi moduler la structure de la chromatine et le devenir des cellules (voir (Groth et al.,

2007) pour revue).

initiateur

Réplicon

réplicateur

Chromosome
Escherichia coli

Figure 2: Le modéle du réplicon est le paradigme de la réplication chez les
procaryotes. (a) Schéma du modeéle du réplicon. Une protéine dite initiateur se fixe sur la
séquence origine dite réplicateur, déclenchant [initiation dela réplication. (b) Le
chromosome d’E. coli posséde une séquence origine unique OriC, reconnue spécifiquement
par la protéine DnaA en charge de l'initiation.
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Figure 3 : L’ADN est compacté en fibres de chromatine. (a) Schéma de la chromatine a
différentes échelles. L'unité de base de la chromatine est le mono-nucléosome, les
nucléosomes forment des fibres de chromatine. Ces fibres s’organisent dans l'espace
nucléaire pour former des territoires chromosomiques. Chaque nucléosome est un hétéro-
octamere d’histones H4, H3, H2A et H2B autour duquel est entouré I'ADN. (b)
L’hétérochromatine peu transcrite porte les marques épigénétiques de fermeture de la
chromatine. L’euchromatine qui est transcrite, est caractérisée par des marques
épigénétiques d’ouverture. Les marques épigénetiques qui structurent la chromatine sont
des modifications post-traductionnelles des histones, comme les méthylations (me) ou les
acétylations (ac). Figure adaptée de Fierz 2012.

5. Génétiquement identiques : copie conforme ?

Nos chromosomes doivent étre répliqués sans erreurs, une et une seule fois par cycle. Les
cellules possedent des systémes de contrbéle complexes pour spécifier les origines, choisir
celles qui seront activées au cours d’un cycle donné, et ne pas permettre de réinitier dans
les régions déja répliquées (discuté en partie 1 des annexes). Les cellules possédent en
outre des mécanismes de protection et de surveillance, en charge de maintenir la stabilité du
génome en cours de réplication, qui constituent une barriére anti-tumorale. L’'instabilité des
génomes et les moyens que posséde la cellule pour s’en protéger sont discutés dans la

partie 3 de mon introduction.

1.B La nature des origines de réplication est incomprise chez les métazoaires.

Chez les métazoaires, comme chez E. coli, l'initiation comporte trois étapes clé, (i) les
origines sont reconnues par un complexe initiateur, (ii) le complexe de pré-réplication (pré-
RC) est assemblé sur le complexe initiateur fixé sur les origines, (iii) le pré-RC est activé et

la double-hélice d’ADN est ouverte, permettant le recrutement de nouveaux facteurs dont les
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polymérases qui initient la synthése de 'ADN. Les origines de réplication des métazoaires ne
sont pas strictement définies par un motif nucléotidique, mais plutdt par un ensemble de
caractéristiques, certaines liées a la structure de la chromatine, qui permettent le
recrutement des complexes protéiques en charge de linitiation (voir (Gilbert, 2004) pour
revue). La nature des origines de réplication chez les métazoaires reste donc mal comprise

(Iétat actuel de nos connaissances est décrit en partie 1 des annexes).

Contrairement a la situation observée chez E. coli, le complexe initiateur et le pré-RC sont
recrutés, au cours de la phase G1, sur de nombreuses origines potentielles dont une
fraction seulement sera réellement activée au cours d’'une phase S donnée. De plus, le
moment (« timing ») et l'efficacité d’activation de ces origines sont trés variables, et sont
influencés par de nombreux paramétres. Parmi eux, trois ont particulierement focalisé mon
attention : la voie de réponse aux dommages a ’ADN et les kinases du point de contréle de
phase S (ATR et Chk1), les perturbations de la progression des fourches de réplication, et le
métabolisme des déoxyribonucléotides (ANTP). Ces trois paramétres sont intimement liés
car, comme vous le verrez, la disponibilité des dNTP contréle la vitesse de progression des
fourches, laquelle module la densité des origines actives. Les dommages a I’'ADN conduisent

aussi a ralentir les fourches, voir a les bloquer.
Mon introduction n’a pas pour but de fournir une vision exhaustive de la réplication, mais a

pour simple prétention de donner un nombre d’information suffisant pour comprendre et

critiquer les résultats obtenus lors de ma thése.

2. Les origines de réplication chez les Eucaryotes.

2.A Le choix des origines potentielles : le chargement du complexe pré-RC.

Les origines potentielles sont déterminées par I'ancrage d’'un complexe multi-protéique a la
chromatine. Les étapes de formation de ce complexe sont décrites dans la . Si,
comme je I'ai évoqué dans le préambule, la nature des origines de réplication est encore mal
connue, les complexes protéiques en charge de l'initiation sont bien décrits et apparaissent

fonctionnellement conservés chez les eucaryotes.

2.A.a La découverte du complexe initiateur ORC.
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Le complexe ORC (« Origin Recognition Complex ») a été identifié en 1992 chez
Saccharomyces cerevisiae, les seules cellules eucaryotes possédant un motif de séquence
spécifique des origines (ARS, « Autonomously Replicating Sequences »). L’identification de
ce complexe résulte de la purification des protéines fixées sur les séquences ARS identifiées
au préalable (Bell and Stillman, 1992). La nature de 'ARS est décrite dans la partie 1.A.a

des annexes.

Le complexe hétéro hexamerique ORC1-6 est le seul complexe protéique connu a ce jour
pour spécifier les origines de réplication chez I'ensemble des eucaryotes (voir (Bell, 2002)
pour revue). Il est conservé chez les métazoaires qui, malgré I'absence de séquence origine,
utilisent ce méme complexe initiateur. Chez S. cerevisiae la fixation d’'ORC a I'ADN
nécessite I'hydrolyse de I'ATP, assurée par un domaine ATPase de type AAA+ (Bell and
Stillman, 1992). Le domaine ATPase AAA+ est retrouvé chez les métazoaires (voir (Davey et
al., 2002) pour revue). La fixation d’ORC, qui a lieu en fin de mitose et au début de la phase

G1, constitue la premiére étape de I'établissement d’une origine fonctionnelle.

Comme je le rappellerai par la suite, il est maintenant connu que le complexe ORC n’est pas
seulement un facteur d’initiation de la réplication, mais il intervient aussi dans I'établissement
de certaines structures de la chromatine et dans plusieurs processus qui coordonnent la
réplication a d’autres étapes du cycle cellulaire (voir (Scholefield et al., 2011) pour revue).
Les sites de fixation du complexe ORC ne sont donc pas obligatoirement voués a devenir

des origines potentielles.

2.A.b L’assemblage du pré-RC ou « licensing ».

1. Chargement du pré-RC

Le complexe ORC fixé sur la chromatine peut servir de plateforme pour I'assemblage
séquentiel du pré-RC (voir ). Les premiers facteurs chargés sont Cdt1 et Cdc6,
permettant le recrutement du complexe MCM2-7 (« mini-chromosome maintenance »). Ce
complexe MCM2-7 posséde une activité hélicase, caractérisée in vitro mais pas encore
démontrée in vivo (Bochman and Schwacha, 2008), faisant de MCM2-7 I'hélicase réplicative
putative. De plus, chez Xenopus laevis MCM9 a été récemment identifiée au sein du pré-RC
et assiste sa formation (Lutzmann and Mechali, 2008). La réplication bi-directionnelle est
assurée par le positionnement de MCM de chaque c6té du complexe ORC (Evrin et al.,
2009; Gambus et al., 2011; Remus et al., 2009). Si, en théorie, deux complexes MCM sont

suffisants pour initier la réplication de maniére bidirectionnelle, un excés de complexes est
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chargé sur 'ADN (comparé au nombre de complexes ORC) (Edwards et al., 2002;
Mahbubani et al., 1997). De plus, des expériences d’immuno-précipitation de la chromatine
(ChlIP) dans des cellules Hela montrent que les complexes ORC et MCM sont distants
d’environ 0,5 & 1 kb (Ritzi et al., 1998). Le « paradoxe MCM » (voir (Laskey and Madine,
2003) pour revue) pourrait s’expliquer par le fait qu’un excés de MCM favoriserait I'initiation
d’origines de secours lorsque les cellules sont soumises a un stress réplicatif (Chuang et al.,
2010; Ge et al., 2007; Ibarra et al., 2008).

origine ?

NEREEEERENERENENNNEEERERENEREEE!

Cdt1-geminin
Cdc6
mcm9

Figure 4 : Chargement du pré-RC sur les origines potentielles. L’origine, dont on ignore
la nature chez les métazoaires, est reconnue par I'’hétéro-hexamere ORC1-6. Le complexe
ORC est reconnu par Cdt1 et Cdc6. MCM9 a été récemment découvert chez le Xénope, il
intervient dans le chargement de I'hétéro-hexamére MCM2-7. Deux complexes MCM sont
associés a ORC. Le complexe de pré-réplication (pré-RC) est assemblé en G1, et rend le
site fixé compétent a initier la réplication. Figure adaptée de Méchali 2010.

2. Inhibition du « re-licensing ».
Le chargement du pré-RC constitue I'étape de « licensing » (autorisation), qui rend les
chromosomes compétents pour l'initiation de la réplication. Cette étape n’est permise qu’une

seule fois au cours du cycle cellulaire, en phase G1. En effet, l'augmentation de I'activité des
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CDK (kinases dépendantes de cyclines) de phase S (S-CDK) conduit a la phosphorylation
des membres du pré-RC et a leur inactivation. Par exemple, la phosphorylation de Cdc6 par
les S-CDK chez les vertébrés conduit a son export hors du noyau, cette phosphorylation
n‘ayant pas d'effet sur la fraction de Cdc6 déja fixée a la chromatine. En plus de sa
dégradation programmeée au cours du cycle, la protéine Cdt1 est régulée négativement par la
géminine qui empéche le «re-licensing » d’'une origine au cours de la phase S ou en G2 (De
Marco et al., 2009; Lee et al., 2004; Lutzmann et al., 2006).

2.B Comment une séquence sur laguelle le pré-RC est assemblé devient-elle
une origine active ?

1. L’initiation de la réplication.

Le pré-RC n’a pas la capacité d’initier la réplication. Au passage de la transition G1/S,
l'activité des S-CDK augmente et déclenche le recrutement d’un autre groupe de facteurs qui
va permettre I'ouverture de la double hélice d’ADN. En effet, I'hélicase MCM2-7 chargée en
G1 reste inactive tant qu’elle n’est pas associée avec le complexe GINS et CDC45 (llves et
al., 2010; Moyer et al., 2006). L’ensemble Cdc45-MCM-GINS, nommé CMG, a une activité
ADN hélicase et ATPase supérieure au complexe MCM in vitro. De plus, GINS et CDC45
favorisent l'interaction de MCM avec 'ADN. Le complexe CMG est actuellement reconnu
comme I'hélicase réplicative in vivo, son activation permet I'ouverture de la double hélice
d’ADN et le chargement des ADN polymérases. L'initiation proprement dite est régulée par
'action de deux kinases, Cdc7-Dbf4 (« Dbf4-dependent kinase », DDK) et la S-CDK Cdk2,

associé aux cyclines A ou E (voir (Tanaka and Araki, 2010) pour revue) (voir )-

2. Quelles sont les cibles de ces kinases ?

Chez S. cerevisiae, les cibles des S-CDK (les cibles de DDK sont encore mal connues) sont
SId2 et SId3 (Tanaka et al., 2007; Zegerman and Diffley, 2007). Ces facteurs sont essentiels
pour le recrutement et I'activation de GINS et de CDCA45. De plus, avec Dpb11, Sld2 et SId3
permettent le chargement de I'ADN polymérase € (Pole). Chez les métazoaires, les
orthologues de Sld2 et Dpb11 sont respectivement RecQ4 et TopBP1 mais leur réle dans
l'initiation n’est pas connu. La fonction de Sld3 pourrait étre portée par les facteurs d’initiation
nouvellement découverts, Treslin, DUE-B ou GEMC1 (Balestrini et al., 2010; Boos et al.,
2011; Kumagai et al., 2010). Néanmoins ces facteurs ne peuvent complémenter le mutant
sld3 de S. pombe (Wang et al., 2012). Les étapes moléculaires qui aboutissent a l'initiation

de la réplication chez les métazoaires sont donc encore mal connues.
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Figure 5 : Initiation de la réplication. Le complexe pré-RC est converti en complexe de
pré-initiation par le recrutement de Cdc45, GINS, qui forment avec MCM [I'hélicase
réplicative. L’activation de ce complexe et donc I'ouverture de 'ADN se fait au passage de la
transition G1/S par I'activité des kinases de la phase S: S-CDK et de Cdc7-Dbf4 (DDK).
L’ouverture de 'ADN permet le recrutement des ADN polymérases et donc l'initiation de la
réplication. Figure adaptée de Méchali 2010.

3. Les quatre niveaux de controle du choix des origines.

Comme nous venons de le voir I'établissement d’une origine de réplication fonctionnelle
résulte du recrutement séquentiel de facteurs de réplication et de leur activation. Chez les
métazoaires, les parameétres qui régulent ces recrutements en cis restent incompris. Par
exemple, la nature des sites (séquence d’ADN et/ou structure de la chromatine) reconnus
par le complexe ORC est mal connue. Le complexe ORC sert ensuite de plateforme de
recrutement pour le chargement du pré-RC. Cependant, un pré-RC n’est pas constitué sur
tous les sites ou ORC est fixé, notamment parce que ce complexe posséde des fonctions
indépendantes de l'initiation de la réplication (voir (Scholefield et al., 2011) pour revue). Les
facteurs qui déterminent la capacité qu’a un site de fixation d’ORC a charger le pré-RC ne
sont pas connus. Comme précédemment mentionné, les sites chargés par le pré-RC

constituent des origines potentielles car seule une fraction de ces sites initie effectivement la
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réplication. Les paramétres qui gouvernent le choix des origines actives restent également a
déterminer. Enfin, le moment d’activation des origines au cours de la phase S (« timing »)
est trés variable d’une origine a l'autre. Ces quatre niveaux de contrdle du choix des origines
et de leur programme spatio-temporel d’activation sont décrits dans la partie 1 des annexes

(voir schéma en )-

Site de fixation dORC
? ? ? ?

F|xat|on dORC

O O O O

Origine potent|elle

Chargement du pré-RC : « licensing »

o0 O D

llnitiation de la réplication

“COe-®

Moment d’activation des origines : « timing »

Figure 6 : Les quatre niveaux de controle du choix des origines. (i) Le complexe ORC
se fixe a 'ADN. La nature des sites de fixation d’ORC est mal connue (symbolisé par un
point d’interrogation). (ii) Le « licensing », par 'assemblage du pré-RC, rend compétent un
site de fixation d’ORC pour initier la réplication. Les sites chargés par le pré-RC sont des
origines potentielles. (iii)) Parmi la multitude de sites chargés par le pré-RC seulement une
partie est activée. On parle de sites d'initiation ou d’origines actives. (iiii) Le moment
d’activation des origines au cours de la phase S est variable, on parle de « timing ».

2.C Etude de la dynamique de réplication par peignage moléculaire.

Avant I'avénement des techniques d’étude a I'échelle du génome, linitiation avait été
analysée seulement au niveau de quelques loci chez les métazoaires. Deux catégories de
profils avaient été trouvées, les origines « classiques » ou l'initiation survient a un site précis

(comme celles trouvées aux loci lamine B2, MYC, B-globine, AMPD2), et les « zones » ou
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linitiation survient de fagon aléatoire dans de larges régions, souvent intergéniques (comme
les loci: IgH ou DHFR) (voir (Aladjem, 2007) pour revue). Le peu de loci décrits ne
permettaient cependant ni de comprendre I'organisation globale du programme d’initiation ni

de déterminer les parameétres qui différencient les origines ponctuelles des zones d'initiation.

1. Les « clusters » d’origines.

Certaines de ces questions ont été résolues par le développement de la technique de
peignage moléculaire qui permet I'étude de molécules d’ADN uniques (Michalet et al., 1997).
Par marquage de 'ADN en cours de synthése avec des analogues de thymidine, il est
possible de visualiser les événements d'’initiation sur les fibres d’ADN peignées (Herrick and
Bensimon, 1999) (voir (Tuduri et al.,, 2010b) pour revue). Contrairement aux autres
techniques de biologie moléculaire, qui donnent une vision des événements survenant a
'échelle de la population cellulaire, le peignage moléculaire permet de visualiser
'organisation spatiale des sites d'’initiation sur une méme fibre d’ADN, donc le long d’un
méme locus. Bien que I'on ne connaisse pas la localisation génomique des fibres d’ADN
étudiées, de nombreuses informations peuvent étre obtenues concernant I'organisation des
événements d’initiation a I'échelle du génome. Il a ainsi été largement montré que ces
événements sont généralement groupés spatialement, en « clusters », dans lesquels
linitiation survient de fagon relativement synchrone (Anglana et al., 2003 ; Conti et al.,
2007a; Courbet et al., 2008; Lebofsky et al., 2006; Norio et al., 2005; Pasero et al., 2002).
Chez les mammiféres, la distance séparant deux événements dans ces clusters est

comprise entre 100 et 150 kb (voir (Tuduri et al., 2010b) pour revue).

2. Etude d’un locus unique par peignage moléculaire.

La technique de peignage moléculaire permet également d’étudier l'organisation de la
réplication a un locus donné par hybridation de sondes (FISH) sur les molécules d’ADN
peignées. Il a ainsi été montré chez S.cerevisiae qu'au sein du locus codant les ARN
ribosomiques (ADNr), la réplication est assurée par des origines organisées en « clusters »
séparés par de larges régions dépourvues d’initiation. Cette absence d’initiation a été
corrélée a la structure de la chromatine (Pasero et al., 2002). Chez le hamster Chinois, le
locus AMPD2 (adénosine monophosphate désaminase 2) est répliqué a partir d’'une origine
trés efficace nommée oriGNAI3. Lorsque les cellules subissent des changements
métaboliques (je reviendrai en partie 2.D sur la nature de ces changements), les
événements d’initiation sont distribués sur 5 origines au sein du locus (Anglana et al., 2003;
Courbet et al., 2008). La réplication du locus AMPD2 est donc assurée par un « cluster »
d'origines au sein duquel oriGNAI3 est utilisée trées préférentiellement en conditions

normales. Ce travail souligne que l'utilisation des origines au sein d’'un locus donné est
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plastique et permet aux cellules de s’adapter aux variations métaboliques. L’étude du locus
IgH chez 'lhomme a aussi révélé I'existence de clusters, dont I'organisation est corrélée a
'organisation de la chromatine (Norio et al., 2005). Enfin, I'étude d’'une région de 1,5 Mb en
position 14q11.2 du génome humain a mis en évidence de nombreuses zones d’initiation
localisées dans des régions intergéniques (Lebofsky et al., 2006). Le role de la séquence, de
la transcription et de la structure de la chromatine dans l'initiation de la réplication sont

discutés dans la partie 1 des annexes.

La découverte des « clusters » d’origines par I'analyse de molécules uniques suggeéere qu’il
n’y a pas de réelle différence entre les origines ponctuelles et les larges zones d’initiation. En
effet, les zones détectées par les techniques de biologie moléculaire classique sont
probablement des régions possédant de nombreuses origines potentielles dont seule une
petite fraction, variable d’'une cellule et d’'un cycle a l'autre, est activée. A I'échelle de la
population, l'initiation semble donc aléatoire (ou répartie) au sein de la zone. Les origines
ponctuelles, quant a elles, correspondent aux cas ou une origine potentielle est activée dans
chaque cellule et a chaque cycle, du moins dans certaines conditions, les origines

potentielles avoisinantes restant latentes (voir le modéle proposé par (Cayrou et al., 2011)).

3. La vitesse de progression des fourches de réplication

Grace a I'étirement régulier des molécules d’ADN, le peignage moléculaire a aussi permis de
mesurer la vitesse de progression des fourches au sein de diverses populations cellulaires. Il
a été trouvé que la vitesse moyenne des fourches fluctue entre 1 et 2 kb/min (voir (Jones
and Petermann, 2012; Tuduri et al., 2010b) pour revues). De plus, la vitesse moyenne des
fourches varie d’'une lignée cellulaire a une autre, indiquant que des facteurs génétiques
et/ou épigénétiques influencent la progression des fourches. La distribution de la vitesse des
fourches est une gaussienne. C’est a dire qu'une majorité de fourches progresse a la vitesse
moyenne, mais de nombreuses fourches sont plus lentes ou plus rapides que la moyenne.
Ces différences de vitesse peuvent avoir plusieurs origines, soit la vitesse de progression
des fourches est variable d’'une cellule a l'autre, soit elle est variable au sein d’'une méme
cellule, avec des régions génomiques traversées par des fourches lentes et d’autres par des

fourches rapides, soit ces deux parametres interviennent ensemble.

L’analyse de la vitesse des fourches le long d’'un locus donné a montré, pour tous les loci
étudiés a ce jour, que la vitesse varie d’'une molécule d’ADN a l'autre comme au niveau du
génome global (Lebofsky et al., 2006; Letessier et al., 2011; Ozeri-Galai et al., 2011). Ces
résultats montrent que les fluctuations de vitesse ne sont pas spécifiques de locus, et

suggérent une hétérogénéité entre cellules et/ou entre alléles.
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Le taux de synthése a aussi été mesuré a partir de réplisomes reconstitutés in vitro et
progressant sur une matrice identique. De telles expériences montrent que la distribution du
taux de synthése est aussi une gaussienne, certains réplisomes progressant plus
rapidement que d’autres. Cette variabilité de progression est liée a des cycles de
déchargement et de rechargement des polymérases a la fourche (Yao et al., 2009). Ces
expériences in vitro soulignent le caractéere stochastique de la progression des fourches, et
suggérent que les fourches progressent a différentes vitesses au sein d’'une méme cellule.
L’ensemble de ces résultats indique que la vitesse des fourches varie d’'une cellule a l'autre

et probablement aussi au sein d’'une méme cellule.

2.D Les « pools » de dNTP et le programme de réplication.

La synthése des dNTP, essentielle pour la réplication et la réparation de 'ADN (voir partie
3.D), est complexe et dépend de deux voies : la synthése de novo et la voie de sauvetage

(schématisées en )-

1. Les voies de synthése des dNTP

Au ceceur de la voie de synthése de novo se trouve la ribonucléotide réductase (RNR) qui
convertit les ribonucléotides diphosphates (NDP) en déoxyribonucléotides diphosphates
(dNDP) (voir (Nordlund and Reichard, 2006) pour revue). La RNR produit quatre dNDP :
dADP, dGDP, dCDP et dUDP. L’étape ultime de phosphorylation qui permet la formation des
dNTP est assurée par la nucléotide diphosphate kinase (NDPK). L'étape catalysée par la
RNR est limitante et constitue donc une étape critique pour I'approvisionnement des cellules
en dNTP. La synthése du dTTP est particuliere puisque la RNR ne peut former du dTDP. Le
dTTP peut étre synthétisé par la thymidilate synthase (TS) a partir du dUMP, lequel provient
soit de la pyrophospholyse du dUTP par la dUTPase soit de la désamination du dCMP. La
thymidilate kinase (TMPK) convertit ensuite le dTMP en dTDP (voir (Reichard, 1985; Saada,
2009) pour revues) (voir ). Alternativement, la thymidine peut étre phosporylée par la
thymidine kinase (TK), une enzyme de la voie de sauvetage. La voie de sauvetage permet
aussi de convertir les autres dNs (déoxyribonucléosides) en dNTP par I'action en séquence
de la dCK (déoxycytidine kinase), de la NMPK et de la NDPK.
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Figure 7 : Les voies de synthése des dNTP. La voie de synthése de novo utilise la
ribonucléotide réductase (RNR), pour convertir les ribo- en déoxyribo-nucléotides (dNTP).
Cette voie est colorée en jaune. Les voies de sauvetage sont les voies qui permettent aux
cellules de récupérer les déoxyribonucléosides (dNs) pour les convertir en dNTP sans
intervention de la RNR. Les enzymes intervenant sont encadrées en gris. TS : thymidilate
synthase, TK: thymidine kinase, dCK: deoxycytidine kinase, TMPK : thymidilate kinase,
NMPK : kinase des nucléosides monophosphate, NDPK: kinase des nucléosides
diphosphates. Les substrats sont les différents dérivés des purines (Adénine, A et Guanine,
G) et des pyrimidines (Thymine, T, Uridine,U et Cytosine, C). L’ensemble de ces voies
approvisionne la cellule en dNTP pour la réplication et la réparation de 'ADN.

2. La régulation de I'activité de la RNR chez les mammiféres

Trois sous-unités de la RNR ont été décrites chez les mammiféres: une grande sous-unité
catalytique R1 (connue sous le nom de RNR1, codée par le géne RRM1), et deux petites
sous-unités régulatrices, la R2 (connue sous le nom de RNR2, codée par RRM2) et la
p53R2 (codée par RRM2B). La RNR est un hétéro-tétramére composé de deux grandes
sous-unités R1 et de deux petites sous-unités R2 ou p53R2 (voir (Thelander, 2007) pour
revue). La RNR est fortement régulée au cours du cycle via I'expression de RRM2, qui
augmente en phase S, et la dégradation de la R2 en G2 (Chabes et al., 2004; Chabes et al.,
2003; D'Angiolella et al., 2012; Engstrom et al., 1985). R1 et p53R2 sont stables au cours du

cycle, p53R2 étant présente a un niveau basal. La déplétion de p53R2 n’a d’effet ni sur la
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progression dans le cycle cellulaire ni sur la taille des « pools » (réserve) de dNTP de
cellules proliférantes, suggérant un réle mineur de cette sous-unité lors de la phase S
(Pontarin et al., 2007). Ceci s’explique par le fait que la R2 est beaucoup plus abondante que
la p53R2 dans des cellules en phase S, c’est donc le complexe R2-R1 qui approvisionne la
machinerie de réplication. En phase G1 ou lorsque les cellules sont en quiescence, la sous-
unité p53R2 approvisionne en précurseurs la machinerie de réparation et la réplication
mitochondriale (Pontarin et al., 2007; Pontarin et al., 2011). lllustrant la fonction de
maintenance mitochondriale exclusive a p53R2, des mutations de cette sous-unité sont
responsables de maladies mitochondriales chez ’'Homme (Bourdon et al., 2007) et dans des
modeles murins (Kimura et al., 2003). De plus la RNR est soumise a une régulation
allostérique qui permet d’ajuster I'activité de I'enzyme en fonction de I'abondance relative
des différents dNTP ou des NTP (Fairman et al., 2011; Kashlan and Cooperman, 2003). Il
est généralement admis que la RNR est majoritairement cytoplasmique chez les
mammiféres et que les précurseurs diffusent librement du cytoplasme vers le noyau
(Pontarin et al., 2008). Des données recentes suggérent cependant que, comme chez les
levures, la localisation des sous-unités de la RNR dans les différents compartiments
cellulaires joue un réle physiologique important (voir (Niida et al., 2010b) pour revue) (ce réle
est discuté en partie 3.D). Ces régulations sont essentielles pour constituer un « pool » de

dNTP équilibré et suffisant pour répliquer et réparer le génome.

3. Les « pools » de dNTP et la dynamique de réplication.

Il a été largement établi, notamment par I'étude de molécules uniques, qu’'une carence
modérée en dNTP entraine un ralentissement des fourches de réplication et influence le
programme d’activation des origines. L’hydroxyurée (HU) est un inhibiteur de la RNR qui
carence les cellules en précurseurs, préférentiellement en dATP et dGTP et provoque un
ralentissement des fourches proportionnel a la réduction des « pools » puriques (Nicander
and Reichard, 1985; Poli et al., 2012; Skoog and Nordenskjold, 1971) (voir partie 1 des

résultats).

La taille des « pools » de dNTP peut étre modulée sous l'influence de nombreux facteurs. La
premiére mise en évidence de ce phénomeéne provient de travaux de JH. Taylor sur des
cellules CHO (« Chinese Hamster Ovary ») synchronisées en phase S précoce par de la
fluorodéoxyuridine (FdU) (Taylor, 1977). La FdU inhibe la conversion du dUMP en dTMP et
carence donc les cellules en thymidine. L’'observation de molécules d’ADN au microscope
électronique a montré que plus la carence en thymidine est sévere, plus les fourches
ralentissent et plus la densité des évenements d’initiation est élevée. Par la suite, il a été

montré par peignage moléculaire que la dynamique de réplication varie de fagon importante
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dans différents mutants de hamster Chinois amplifiés pour le locus AMPD2. En effet, dans
certains clones la progression des fourches est rapides (1,6 kb/min en moyenne) et la
densité des évenements d’initiation faible (un tous les 100 kb environ). Dans d’autres clones,
les fourches sont nettement plus lentes (0,6 kb/min en moyenne) et la densité des
événements d’initiation plus élevée (1 tous les 40 kb environ). L’addition de précurseurs de
nucléotides dans le milieu de culture de cellules a fourches « lentes » provoque a la fois une
progression rapide des fourches et une diminution de la densité d’initiation (Anglana et al.,
2003). Si l'on traite des cellules a fourches « rapides » au HU ou a Il'aphidicoline (un
inhibiteur des ADN polymérases réplicatives qui n’affecte pas les « pools »), les fourches
ralentissent et la densité d’événements d’initiation augmente (Courbet et al., 2008).
L’ensemble de ces résultats montre que la vitesse des fourches dépend de la taille ou de
'équilibre des « pools » de dNTP, et que l'espacement entre les origines actives est
positivement corrélé a la vitesse des fourches. Ce phénoméne a été appelé
« compensation » puisqu’il permet de maintenir constant le taux de synthése de I'ADN
mesuré sur molécule unique. Cette compensation pourrait étre due au fait que le
ralentissement des fourches laisse le temps a des origines latentes de s’activer, de fagon
passive. Néanmoins un mécanisme actif peut aussi étre envisagé, le stress provoque par le
ralentissement des fourches pourrait activer une voie de signalisation qui influencerait en
retour l'activation des origines (discuté en partie 3.C). Ces mécanismes sont sans doute
spécifigues des métazoaires puisque le traitement de S. cerevisiae au HU ralentit
globalement le programme de réplication sans influencer ni 'ordre d’activation des origines,

ni leur nombre (Alvino et al., 2007).

De maniére similaire le traitement de cellules de mammiféres a la TSA (trichostatine A), un
inhibiteur des histones déacétylases, ralentit les fourches de réplication et augmente le
nombre d’origines actives (Gay et al., 2010). La TSA, en modifiant le niveau d’acétylation
des histones, altére le niveau d’expression de nombreux génes. Notamment, les génes
codant la thymidilate synthase et la CTP synthétase sont sous exprimées, aboutissant a une
carence en dCTP et dTTP. Cette carence en nucléotides est directement responsable du
ralentissement des fourches observé aprés traitement a la TSA puisque, comme dans les
exemples précédents, I'ajout de précurseurs permet de compenser I'effet de la drogue sur la
dynamique de réplication. Pareillement, la déficience pour I'hélicase du Syndrome de Bloom
(BLM) est associée a une dérégulation de la cytidine désaminase, conduisant a un
déséquilibre des pools pyrimidiques (Chabosseau et al., 2011). Le ralentissement des
fourches observé dans ces cellules peut aussi étre compensé par addition des précurseurs
adéquats dans le milieu de culture. Derniérement, il a été montré que la surexpression de

certains oncogénes induit un stress réplicatif. Ce phénoméne a été corrélé a un déséquilibre
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du pool de dNTP, entrainant le ralentissement des fourches et 'augmentation du nombre
d’'origines actives (Bester et al., 2011) (voir partie conclusion et perspectives). Ce stress
réplicatif peut aussi étre supprimé par addition de précurseurs dans le milieu de culture.
L’ensemble de ces résultats indique que les dérégulations de la voie de biosynthése des
nucléotides constituent une source majeure de ralentissement des fourches. De plus, le fait
que les cellules soient capables d'utiliser les précurseurs exogénes nous offre un moyen
simple et efficace pour déterminer quels paramétres de la dynamique de réplication

dépendent de la taille des pools de dNTP.

4. La compensation réorganise les foyers de réplication.

Si la compensation maintient le taux de synthése de 'ADN constant, la quantité de dNTP
consommeée reste également constante. Cette conclusion peut paraitre paradoxale lorsque
la compensation survient dans des cellules carencées en précurseurs. Une explication est
suggérée par les résultats d’analyse des foyers de réplication. Il a en effet été montré que,
dans des cellules traitées au HU, le nombre de foyers diminue alors que le nombre de
fourches par foyer augmente. Ce dernier résultat montre que le nombre de fourches actives
est plastique au sein d’'un méme foyer de réplication (Ge and Blow, 2010). L’augmentation
du nombre de fourches par foyer de réplication pourrait accroitre la consommation locale de
facteurs limitants, notamment des dNTP. Plutét qu'une carence globale, cette sur-
consommation locale pourrait étre la cause majeure du ralentissement des fourches. En
faveur de cette hypothése, il a été montré par peignage moléculaire que les fourches
émanant d’'une méme origine - fonctionnant donc au sein d’'un méme foyer - progressent a la
méme la vitesse (Conti et al., 2007a; Lebofsky et al., 2006). L’ensemble des résultats
suggére que la progression des fourches de réplication dépend de la concentration locale

des ANTP au sein des foyers de réplication.

5. Facteurs limitants et compensation.

La relation entre la vitesse des fourches de réplication et la densité d’origines actives est
encore controversée. En effet, on peut envisager soit qu'une vitesse faible des fourches
permet d’activer plus d’origines par I'un ou I'autre des mécanismes proposés precédemment,
soit que 'augmentation du nombre d’origines actives conduit a une surconsommation d’un
facteur limitant, provoquant un ralentissement des fourches. En faveur de la seconde
hypothése, l'analyse des effets de linhibition partielle de Cdc7 (par la molécule PHA-
767491) montre que le traitement entraine, comme attendu, une augmentation de la distance
inter-origines dans des cellules humaines en culture et, moins évident a priori, une
augmentation de la vitesse de progression des fourches (Montagnoli et al., 2008). Ce

résultat suggere qu’un ou plusieurs facteurs limitent la progression des fourches dans des
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cellules en culture. Ce facteur étant moins consommé lorsque le nombre d’origines actives
diminue, ce facteur est moins limitant et les fourches progressent plus rapidement. Il a été
observé que l'ajout de précurseurs exogénes augmente la vitesse de progression des
fourches dans certains modéles cellulaires de mammiféres (Anglana et al., 2003; Malinsky et
al., 2001). En accord avec ce résultat la surexpression de la RNR chez S. cerevisae entraine
'augmentation de la vitesse de progression des fourches (Poli et al., 2012), suggérant que

dans certaines cellules le facteur limitant pourrait étre la disponibilité en dNTP.

3. La réponse aux dommages a ’ADN chez les Eucaryotes.

I a été estimé que le génome d’'une cellule est soumis a des stress variés, d’origine
endogéne ou exogéne, pouvant former jusqu’a 100 000 lésions par jour (voir (Ciccia and
Elledge, 2010) pour revue). Ces Iésions sont prises en charge par un ensemble complexe de
voies de signalisation connu sous le nom de réponse aux dommages a I'’'ADN (DDR) (voir
(Lord and Ashworth, 2012; Smith et al., 2010) pour revues). La DDR permet de prévenir
l'apparition des Iésions, et, en cas d’échec, de reconnaitre et de réparer les dommages.
L’étude de la DDR chez la levure a été a la base de la majeure partie des découvertes
concernant cette voie de signalisation (voir (Pasero et al., 2003) (Branzei and Foiani, 2010;
Friedel et al., 2009) pour revues). Cependant, I'étendue des travaux publiés est telle que je

fais ici le choix de décrire essentiellement I'’état de nos connaissances chez les métazoaires.

Les lésions a ’ADN sont de natures trés différentes et apparaissent a différents moments du
cycle cellulaire. Par exemple, 'ADN peut étre endommagé par certains produits du
métabolisme cellulaire comme les espéces réactives de I'oxygéne (« Reactive Oxygene
Species », ROS), qui oxydent les bases et induisent des cassures. L’ADN peut étre altére
par des facteurs exogénes, notamment par les rayons ultra-violets (UV) de la lumiére, qui
forment des diméres de pyrimidines. La gestion de telles liaisons intra-brins se fait par le
systéme de réparation par excision de nucléotides (NER, « nucleotide excision repair »).
D’autres Iésions inter-brins (« interstrand cross-links », ICL), qui sont générées directement
par des molécules anti-cancéreuses et indirectement par le stress oxydatif, est assurée par
la voie FANC (Fanconi anemia) (voir (Mace et al., 2005) pour revue). En réponse a leur
diversité, la prise en charge de ces lésions est effectuée par un ensemble de voies de

signalisation qui ont chacune une spécificité et/ou une fenétre temporelle d’action
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particuliére. La DDR comprend notamment les voies ATM-Chk2 et ATR-Chk1, qui répondent
respectivement aux cassures double-brin de 'ADN (DSB) et a 'accumulation d’ADN simple-
brin (ADNsb) généré au niveau des fourches de réplication bloquées (voir ).
Toutefois, comme nous le verrons par la suite, la séparation entre ces deux voies est une

simplification.
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Figure 8 : Les voies ATR et ATM. La voie ATR est activée en réponse a 'accumulation de
'ADN simple brin (ADNsb), principalement au niveau des fourches bloquées, mais aussi au
niveau des cassures double-brin de 'ADN (DSB). Le senseur de 'ADNsb est RPA. Qui
permet le recrutement d’ATR par l'intermédiaire d’ATRIP. Avec l'aide de médiateurs ATR
active Chk1. La voie ATM répond principalement aux DSB, par le senseur MRN. ATM
phosphoryle I'histone H2AX, et active Chk2. Les réponses de ces voies sont principalement
l'arrét du cycle cellulaire. Figure adaptée de Cimprich 2008.

3.A Laréponse aux dommages a I’ADN.

L’ADN peut étre cassé au niveau d'un brin (SSB), ou des deux brins (DSB), ces deux
derniéres catégories de Iésions représentent des menaces importantes pour le génome (voir

(Aguilera and Gomez-Gonzalez, 2008; Lord and Ashworth, 2012) pour revues) (voir )-
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La reconnaissance d’un type de dommage par son senseur spécifique est essentielle pour

une gestion adéquate des dommages, et donc I'intégrité du génome (voir ).

1. La réparation des SSB.

La famille PARP (poly(ADP-ribose) polymérase) est activée en réponse aux SSB, PARP1 et
PARP2 sont recrutées au site de dommage dans les secondes qui suivent I'apparition de la
Iésion. Leur activité permet la synthése de chaines de poly(ADP-ribose) sur les histones H1
et H2B (voir (Schreiber et al., 2006) pour revue), ce qui constitue une plateforme de
recrutement pour les facteurs de réparation et de modification de la chromatine. C’est le cas
des protéines XRCC1 et LIG3 qui sont recrutées par un mécanisme dépendant de PARP1

pour permettre la ligation du brin cassé (voir (Caldecott, 2008) pour revue).

2. La réparation des DSB

La réponse aux DSB est plus complexe et peut aboutir a quatre voies de
réparation distinctes : la recombinaison homologue (HR), la jonction d’extrémités non-
homologues (« non-homologous end-joining », NHEJ), le NHEJ alternatif et le « single-strand
annealing » (SSA). Le choix de ces différentes voies de réparation dépend de I'état des brins
d’ADN au niveau de la cassure et de la phase du cycle pendant laquelle apparait la cassure
(voir (Ciccia and Elledge, 2010) pour revue) (voir )- Le NHEJ permet de relier bout a
bout deux extrémités d’ADN qui sont reconnues par le complexe Ku70/Ku80. En plus du
complexe Ku, le recrutement de DNA-PK permet de protéger les extrémités de la
dégradation par des exonucléases (qui conduirait & déclencher les mécanismes alternatifs
de réparation). La protéine ARTEMIS prépare les extrémités a la ligation, qui est effectuée
par I'action de XRCC4 et LIG4 (voir (Mahaney et al., 2009) pour revue). Le NHEJ est le
mode de réparation privilégié en phase G1. Le NHEJ alternatif qui dépend de la recherche
de micro-homologie nécessite une resection limitée (5-25 nucléotides) de la cassure. Cette
resection, initiée par la reconnaissance de la cassure par PARP, permet une premiére
accumulation du complexe Mre11-Rad50-Nbs1 (MRN) au site de cassure. C’est I'association
de MRN et PARP a ce site qui est ensuite reconnue par ATM et permet son activation. Les
intermédiaires de réparation des DSB entrainent aussi l'activation d’ATM et d’ATR si la
resection, stimulée par BRCA1 et ATM, génére assez d’ADNsb. L'ADN est ensuite réparé
par SSA ou recombinaison homologue. Il est important de noter que le mode de réparation
des DSB privilégié en S et G2 est la HR, notamment parce que la chromatide sceur intacte
peut étre utilisée comme matrice de réparation. Dans ce cas, le RPA (« replication protein
A »), couvrant 'ADNsb, est remplacé par Rad51, qui va catalyser l'invasion de la séquence

homologue et aboutir a la réparation de la cassure par recombinaison.

31



Lésions : ) .
SSB DSB T mésappariement

Réparation
des DSB
) &~
Voies de ' BER HR NHEJ NER _
réparation : « mismatch
l $ l l repair »
L. PARP1 BRCA1 KU70/80 ERCC4
. PrOte,IneS XRCC1 BRCA2 DNA-PK ERCC1 i
impliquées : | cases3 BALES MSH2

ATM MLH1

CHEK1
CHEK2
RAD51

Figure 9 : Divers dommages et voies de réparation. L'ADN peut étre endommagé de
multiples facons. Par des altérations de la séquence, par des adduits et des
mésappariements. Ou ’ADN peut étre cassé au niveau du simple-brin (SSB) ou de la double
hélice (DSB). Chaque dommage est reconnu et réparé par une voie spécifique. Figure
adaptée de Lord 2012.

3. Les effecteurs et la réponse aux DSB

Les cibles principales d’ATM et d’ATR sont respectivement Chk2 et Chk1 (« Checkpoint
Kinase 1 et 2»), qui vont elles-mémes déclencher une cascade de phosphorylations activant
de nombreuses protéines cibles. Parmi les cibles majeures de ces deux kinases se trouvent
Cdc25A et C, et Wee1, qui permettent I'arrét du cycle cellulaire en présence de dommages.
L’activation de la DDR entraine aussi une profonde réorganisation de la chromatine au
niveau du site de dommage, notamment la phosphorylation du variant d’histone H2AX sur sa
sérine 139 (YH2AX). Cette modification se propage ensuite sur quelques Mb autour du site
de cassure, constituant une plateforme pour le recrutement des facteurs de réparation et
favorisant la persistance du signal (voir (Soria et al., 2012) pour revue). D’autres
modifications de la chromatine déclenchées par la DDR permettent d’inhiber la transcription
dans les régions endommagées, notamment I'acétylation de la chromatine est localement

modifiee par I'histone acétyl-transférase Tip60. La chromatine est aussi sumoylée et

32



ubiquitylée, facilitant le recrutement de protéines de réparation telles que 53BP1 et BRCA1.
L’ubiquitination des histones permet aussi de réprimer I'élongation de la transcription. Cet
ensemble complexe de modifications oriente le choix du mécanisme de réparation, maintient
le signal, et remodéle la chromatine pour la rendre compétente pour la réparation (voir
(Lukas et al., 2011) pour revue). La DDR régule aussi les événements survenant sur TADN
pendant la prise en charge des dommages, comme les rencontres entre machineries de
transcription et de réplication, qui pourraient déstabiliser davantage le génome au niveau des
cassures ou des intermédiaires de réparation (I'impact de la DDR sur la réplication est décrit

en partie 3C).

Ces cascades de modifications post-traductionnelles sont des réponses rapides. Elles sont
associees a des réeponses tardives, via des régulations transcriptionnelles qui affectent le
profil d’expression de nombreux génes. C’est principalement le suppresseur de tumeur et
facteur de transcription p53 qui gouverne la mise en place des réponses a plus long terme.
La surexpression de p21, par exemple, joue une réle majeur dans le maintient de I'arrét du
cycle cellulaire. Si le nombre de cassures est trop important, ou si la réparation est
inefficace, c’est I'activation prolongée de la voie p53 qui dirige les cellules vers la

sénescence ou I'apoptose (voir (Reinhardt and Schumacher, 2012) pour revue).

3.B La réponse aux fourches bloquées chez les métazoaires : ATR et Chk1.

1. Les kinases ATR et Chk1 sont essentielles

Contrairement a ATM et Chk2, les kinases ATR et Chk1 sont essentielles chez les vertébrés
au cours du développement et pour la croissance de cellules en culture (Brown and
Baltimore, 2000; de Klein et al., 2000; Liu et al., 2000; Niida et al., 2007). En effet, les souris
« knock-out » pour ATR ou Chk1 meurent trés précocement au cours du développement.
Chez 'homme, une mutation hypomorphe d’ATR est responsable du syndrome de Seckel
(O'Driscoll et al., 2003), qui provoque chez les patients un retard de croissance, une
microceéphalie et une forte instabilité chromosomique. Un modéle souris de ce syndrome
(ATR®®) récapitule les symptdmes humains, et suggére que ces phénotypes résultent d’un

stress réplicatif embryonnaire accru, dont I'origine reste inconnue (Murga et al., 2009).
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réparation dépend également du cycle cellulaire, la HR est privilégiée en phase S. Voir le
texte pour les explications. Figure de Ciccia et Elledge 2010.

2. Activation du « checkpoint » intra-S par les fourches bloquées.
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Lors de la phase S, la progression des fourches peut étre affectée par de nombreux
évenements. Les fourches de réplication peuvent, par exemple, étre perturbées lorsqu’elles
rencontrent la machinerie de transcription, notamment lorsque 'ARN naissant reste hybridé
a sa matrice ADN et forme ce que I'on appelle une « R-loop » (voir (Aguilera and Garcia-
Muse, 2012; Tuduri et al., 2010a) pour revues). La progression des ADN polymérases peut
aussi étre compromise par la rencontre avec une lésion sur la matrice d’ADN, ou encore
parce que les cellules sont carencées en nucléotides. Ces situations de stress réplicatif,
entrainent 'apparition d’ADNsb, et I'activation de la voie ATR-Chk1, dite de point de contréle
intra-S (« checkpoint intra-S») (voir (Pasero et al., 2003) pour revue) (voir ). De
’ADNsb est généré au niveau d’une fourche bloquée lorsqu’'une ADN polymérase est arrétée
alors que [I'hélicase continue a progresser (Byun et al., 2005). Le simple brin est
immédiatement recouvert par le senseur RPA, ce qui constitue le signal permettant le
recrutement et I'activation du transducteur ATR, via son partenaire ATRIP (« ATR interacting
protein ») (Zou and Elledge, 2003). L’activation compléte du « checkpoint » nécessite
lintervention des médiateurs TopBP1 (« Topoisomerase binding protein 1 ») et Claspine. Le
recrutement de TopBP1 au niveau de 'ADNsb couvert par RPA est médié par le complexe
9-1-1 (Rad9-Rad1-Hus1) (Delacroix et al., 2007). L’interaction de Claspine avec TopBP1,
permet la phosphorylation de Claspine par ATR, ce qui constitue le signal permettant le
recrutement et l'activation de Chk1 par ATR (voir (Smith et al., 2010) pour revue). Deux
médiateurs additionnels interviennent dans [I'activation de Chk1, Timeless et Tipine
(« Timeless-interacting protein »). Timeless interagit avec Chk1 et ATR, et Tipine interagit
avec RPA et Claspine, cette derniére interaction stabilisant I'association de Claspine et
Timeless avec 'ADNsb (Kemp et al., 2010). Ces médiateurs sont aussi importants en cis
pour la stabilisation des fourches bloquées (voir (Cimprich and Cortez, 2008) pour revue)
(voir partie 3 des résultats). Aprés activation, Chk1 est libéré de la chromatine pour agir en
trans sur ces cibles nucléaires et cytoplasmiques. Les cibles principales de Chk1 sont des
régulateurs du cycle cellulaire, comme Cdc25A, Cdc25C et Wee1, ce qui explique le réle de
Chk1 dans l'arrét du cycle (Mailand et al., 2000; Sorensen et al., 2003; Xiao et al., 2003)
(voir (Bartek and Lukas, 2003) pour revue). De plus, il a été suggéré que Chk1 est impliqué
dans la recombinaison, via la phosphorylation de Rad51 et BRCA2 (Bahassi et al., 2008;
Sorensen et al., 2005). Chk1 pourrait aussi intervenir dans l'inhibition de la transciption en
réponse aux dommages par phosphorylation de I'histone H3 (Shimada et al., 2008). La voie
ATR-Chk1 semble aussi intervenir lorsque la phase S n’est pas perturbée, puisque son
inactivation conduit a 'accumulation de dommages et a un stress réplicatif (Niida et al.,
2005; Syljuasen et al., 2005).
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Figure 11 : Activation du « checkpoint intra-S ». Le blocage de la fourche de réplication
au niveau d’une lésion ou en réponse a un stress réplicatif, comme la carrence en dNTP,
conduit a 'accumulation d’ADNsb par le découplage entre les polymérases et les hélicases.
L’ADNsb est reconnu par le senseur RPA, qui permet de recruter ATR-ATRIP au niveau de
la fourche bloquée. Les médiateurs Claspin, Timeless, Tipin et TopBP1 permettent
'activation de Chk1 et I'activation d’'une signalisation cellulaire qui va aboutir notamment a
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l'arrét du cycle, la stabilisation des fourches et leur redémarrage. Figure de Ciccia et Elledge
2010.

3.C Influence du « checkpoint » et des facteurs de DDR sur la dynamique de
réplication chez les métazoaires.

Comme je viens de lindiquer la voie ATR-Chk1 intervient a bas niveau lors de toute phase
S, suggérant qu’elle assiste la progression des fourches confrontées aux perturbations
endogénes. Les kinases ATR et Chk1 sont aussi impliquées dans I'établissement du

programme de réplication.

1. Chk1 et ATR sont impliquées dans la progression des fourches de réplication et
'inhibition des origines latentes.

Il a été montré que la déplétion, l'inhibition ou des mutations inactivatrices d’ATR ou de Chk1
entrainent le ralentissement des fourches de réplication et 'augmentation de la densité des
événements d’initiation (Katsuno et al., 2009; Marheineke and Hyrien, 2004; Maya-Mendoza
et al., 2007; Petermann et al., 2010; Scorah and McGowan, 2009; Speroni et al., 2012). Ces
résultats suggérent que Chk1 et ATR sont activement impliquées dans le contrble de la
dynamique de réplication, méme en absence de stress exogéne. Le mécanisme impliquant
ATR dans le contréle de la dynamique de réplication n’a pas été extensivement étudié. Les
résultats de plusieurs groupes suggérent que Chk1 est directement impliquée dans le
contréle de I'activation des origines. Cette interprétation repose sur le fait que chez la levure
S. cerevisiae, 'homologue fonctionnel de Chk1 (Rad53) contréle le déclenchement des
origines tardives (Santocanale and Diffley, 1998), via la phosphorylation des facteurs
d’initiation SId3 et Dbf4 (Lopez-Mosqueda et al., 2010; Zegerman and Diffley, 2010).

2. Chk1 : inhibition des origines latentes et facteur(s) limitant.

Par analogie avec la levure, il a été proposé que Chk1 pourrait moduler I'activation des
origines des métazoaires via la phosphorylation de Cdc25A. La phosphorylation de Cdc25A
entrainerait sa dégradation, maintenant les S-CDK sous forme inactive. Cette absence
d’activité S-CDK bloquerait le déclenchement des origines de réplication et provoquerait
larrét du cycle (Mailand et al., 2000; Sorensen et al., 2003; Xiao et al., 2003). Inversement,
'absence de Chk1 entrainerait 'activation non controlée de Cdc25A et des S-CDK, et le

déclenchement d’origines normalement latentes (voir (Sorensen and Syljuasen, 2012) pour
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revue). Chk1 phosphoryle aussi Cdc25B et C, qui pourraient intervenir dans cette voie de

régulation.

3. Le contréle de la progression des fourches par Chk1.

Dans I'hypothése formulée ci-dessus, I'effet de Chk1 sur la vitesse de progression des
fourches serait une conséquence indirecte de 'augmentation du nombre d’origines actives
(Petermann et al.,, 2010). De fait, si I'on restreint le nombre d’origines actives dans des
cellules déficientes pour Chk1 par déplétion modérée de Cdc7 ou inhibition partielle des
CDK (traitement a la roscovitine), le ralentissement des fourches est supprimé. Pour
expliquer ces résultats, il a été proposé que l'augmentation du nombre d’événements
d’initiation entraine la surconsommation de facteurs limitants pour I'élongation, jusqu’a

présent non identifiés, aboutissant au ralentissement des fourches.

Cependant, il a été montré que Chk1 interagit avec PCNA et, de fagon intéressante, que
'abolition de cette interaction par mutation du domaine PIP (« PCNA-interacting peptide »)
de Chk1 entraine un ralentissement des fourches (Scorah et al., 2008). Bien que la mutation
du domaine PIP de Chk1 ou la déplétion de Chk1 ne soient pas forcément équivalentes d’un
point de vue fonctionnel, il est difficile d’interpréter ce dernier résultat sans admettre qu’un
mécanisme alternatif a I'hypothése des facteurs limitants contréle la progression des
fourches dans des cellules déficientes pour Chk1. Par ailleurs, il a été suggéré qu’un
« checkpoint » d’élongation, impliquant activement Chk1, inhibe la progression des fourches
en réponse aux dommages (voir (Conti et al., 2007b) pour revue). D’autres travaux ont
montré que Chk1 favorise le redémarrage des fourches aprés irradiation UV (Speroni et al.,
2012).

Ces résultats contradictoires montrent que le role de Chk1 dans la progression des fourches
n’est pas compris. De plus, Chk1 joue un rdle dans I'organisation des foyers de réplication.
En effet, dans des cellules humaines, il a été observé que l'inhibition de Chk1 entraine une
augmentation de lintensité des foyers de réplication, suggérant que chaque foyer contient
plus de fourches actives. Par contre, le nombre de foyers par cellule diminue dans ces
conditions (Ge and Blow, 2010; Maya-Mendoza et al., 2007). Comme discuté précédemment
(2.D : « la compensation réorganise les foyers de réplication ») la réorganisation spatiale des
fourches pourrait influencer la concentration locale en facteurs de réplication, ce qui

modulerait la vitesse de progression des fourches et/ou le recrutement des origines.

4. L’absence de Chk1 entraine ’'accumulation de dommage.
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L’inactivation de Chk1 entraine I'accumulation de dommages et l'activation de la DDR,
notamment de la voie ATM-Chk2-p53 (Niida et al., 2005; Syljuasen et al., 2005). Il a été
proposé que ces dommages résultent soit de [lactivation d'origines de réplication
surnuméraires, soit de l'augmentation du nombre de fourches bloquées. La premiére
hypothése est soutenue par le fait que la co-déplétion de Cdc25A et de Chk1 supprime
l'apparition des dommages (Syljuasen et al., 2005). En faveur de la seconde hypothése,
rappelons que les fourches de réplication ne redémarrent pas aprés irradiation UV dans des
cellules déplétées pour Chk1 (ou ATR). Néanmoins, sans irradiation UV, les cellules
déficientes pour ATR ou Chk1 présentent un taux normal de blocage des fourches
(asymétrie des fourches déterminée par peignage) (Speroni et al., 2012) (voir aussi les
parties 1 et 3 des résultats). D’autres données indiquent que I'apparition des dommages en
absence de Chk1 dépend de l'endonucléase Mus81, qui clive des structures d’ADN
ressemblant a des fourches de réplication (Forment et al., 2011). Le fait que les fourches
bloquées soient rapidement clivées par Mus81 pourrait expliquer pourquoi la fréquence des
fourches asymeétriques n’augmente pas notablement dans les cellules déplétées. Il a été
proposé que l'activation de Mus81 en phase S, une période du cycle pendant laquelle
'enzyme est normalement inactive, résulterait de la dérégulation des S-CDK en absence de
Chk1. L’activation de Mus81 en phase S pourrait aboutir a un clivage incontrélé des fourches
de réplication, expliquant 'accumulation de dommage (voir (Sorensen and Syljuasen, 2012)
pour revue). Pour l'instant les données disponibles ne permettent pas de choisir entre les
différentes hypothéses, et il n'est pas exclu que les dommages apparaissent pour des

raisons qui n’ont pas encore été envisagées jusque présent.

5. D’autres membres de la DDR sont impliqués dans la progression des fourches et
I’activation des origines.

Etonnamment, des déficiences pour d’autres facteurs de la DDR, tels que Wee1, Claspine,
Rad51 ou BRCA2 conduisent aussi au ralentissement des fourches de réplication et a
'augmentation du nombre d’origines actives dans des proportions similaires a ce qui est
observé en absence de Chk1 ou ATR (Daboussi et al., 2008; Dominguez-Kelly et al., 2011;
Petermann et al., 2008; Scorah and McGowan, 2009). Il a été proposé que Wee1 pourrait,
comme Chk1, influencer I'activité des S-CDK et donc le programme de réplication (voir
(Sorensen and Syljuasen, 2012) pour revue). Néanmoins, aucun mécanisme n’a jusqu’a
présent été proposeé pour expliquer le réle des autres facteurs de la DDR sur la dynamique
de réplication. Il est a noter que les facteurs de HR, tels que Rad51, sont impliqués dans le
redémarrage des fourches bloquées, ce qui pourrait expliquer, au moins en partie, le
ralentissement des fourches observé en leur absence (voir (Petermann and Helleday, 2010)

pour revue).
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6. La DDR pourrait perturber la dynamique de réplication.

Les déficiences pour ces facteurs (de DDR) conduisant toutes a Il'accumulation de
dommages, on peut se demander si se sont les dommages qui influencent la dynamique de
réplication. En faveur de cette hypothése, il est connu que 'induction de dommages conduit
au ralentissement des fourches de réplication (Merrick et al., 2004; Shimura et al., 2006).
D’'autres études ont aussi établi des corrélations entre instabilité génomique et
ralentissements de fourches, comme observé dans des cellules humaines déplétées pour
ING2 (« Inhibitor of Growth 2»), un suppresseur de tumeur potentiel (Larrieu et al., 2009). Le
mécanisme par lequel ING2 influence la réplication n’est toujours pas compris. Il est
également connu que des déficiences pour la topoisomérase | (Topo1), sont associées au
ralentissement des fourches de réplication et a I'activation d’origines latentes. Le mécanisme
expliquant cet effet sur la réplication dépend de l'instabilité créée par l'interférence entre la
réplication et la transcription, la topo1 étant en charge de résoudre les « R-loop » (Tuduri et
al., 2009).

3.D La réponse aux dommages a I’ADN et les « pools » de dNTP.

La réparation de 'ADN nécessite une synthése de novo d’un fragment d’ADN. Il a été estimé
que la réparation d’'une cassure double-brin par recombinaison homologue nécessite environ
10 000 ANTP (Robert et al., 2011). Méme si la quantité absolue de dNTP nécessaire pour
synthétiser ces petits fragments est faible, une concentration adéquate en nucléotides est

requise pour que les enzymes en charge de la réparation puissent fonctionner correctement.

1. La DDR régule I'activité RNR chez les levures.

Chez la levure S. cerevisiae, la taille des « pools » de dNTP augmente par un facteur 4 a 5
en réeponse aux dommages a ’ADN (voir (Branzei and Foiani, 2009; Niida et al., 2010b) pour
revues). En effet, les kinases MEC1 et RAD53, qui sont respectivement les homologues
fonctionnels d’ATR et de Chk1, contrblent la synthése, l'activité et la localisation de la
ribonucléotide réductase. Crt1 est un répresseur transcriptionnel qui, en collaboration avec
Tup1 et Ssn6, lie les promoteurs des génes codant la RNR. L’hyperphosphorylation de Crt1
par les kinases du « checkpoint » Mec1-Rad53-Dun1 en réponse aux dommages, empéche
sa fixation au niveau des promoteurs et active la transcription de la RNR (Huang et al.,
1998). SmI1 est un inhibiteur de l'activité de la RNR, qui se lie a la grande sous-unité
catalytique. Sml1 est dégradé aprés phosphorylation par la voie Mec1-Rad53-Dun1, ce qui
léve linhibition de la RNR (Zhao et al., 2000; Zhao and Rothstein, 2002). Cette voie de
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régulation de la RNR a été notamment caractérisée par des expériences montrant que les
mutants mec1 et rad53 sont |étaux, mais que la surexpression de la RNR, ou la co-délétion
de SML1 ou CRT1 supprime cette létalité (Desany et al., 1998; Huang et al., 1998; Zhao et
al., 1998). De plus des mutants hypomorphes rad53 ou mec1 ont des pools de dNTP réduits
(environ 40 %) (Zhao et al., 2001). Enfin, un dernier contrdle de I'activité de la RNR s’opére
par la localisation de ses différentes sous-unités (Yao et al.,, 2003). En absence de stress
réplicatif, les petites sous-unités (Rnr2-Rnr4) sont nucléaires alors que la grande sous-unité
Rnr1 est cytoplasmique. Les petites sous-unités sont importées dans le noyau par Dif1, ou
elles sont séquestrées par un ancrage a Wim1. En réponse aux dommages, la dégradation
de Dif1 par Dun1 libére les petites sous-unités qui se relocalisent dans le cytoplasme pour
former un complexe RNR actif (Lee et al., 2008; Wu and Huang, 2008). Une régulation
équivalente existe aussi chez S. pombe, et suggére que ces mécanismes sont conservés
chez les eucaryotes (Hakansson et al., 2006a; Nestoras et al., 2010) (voir (Niida et al.,
2010b) pour revue). Ces résultats suggérent que la DDR joue un rble important dans le

maintien des pools de nucléotides, méme en absence de stress exogéne.

2. Mutants de DDR et « pools » de dNTP chez S. cerevisiae.

Deux études récentes montrent que les mutants pour des facteurs de DDR chez S.
cerevisiae présentent un haut niveau d’instabilité chromosomique et des « pools » de dNTP
élevés (Davidson et al., 2012; Poli et al., 2012). La RNR est surexprimée dans ces mutants,
par le mécanisme décrit ci-dessus, en réponse aux dommages que subissent ces cellules de
maniére chronique. Cette surexpression conduit a une production de dNTP plus importante
et une augmentation de la vitesse de progression des fourches comparée a celle des
cellules sauvages. Cette derniére observation suggére que les « pools » sont limitants dans
les souches sauvages. La surexpression de la RNR1 ou la délétion de SML1 dans des
souches sauvages conduit aussi a 'augmentation de la vitesse de progression des fourches.
Ces resultats confirment que la disponibilité en précurseurs limite la progression des
fourches dans les cellules sauvages. De plus, I'approvisionnement en dNTP étant stimulé
dans les mutants pour des facteurs de la DDR, ces cellules sont résistantes au stress
réplicatif imposé par un traitement au HU. En contre partie, 'augmentation de la taille des
« pools » de dNTP, ou leur déséquilibre, s’accompagne d’'un taux de mutation élevé dans

ces souches mutantes.

3. Régulation de la RNR par la DDR chez les mammiféres.
Chez les mammiféres, la taille du pool de nucléotides n'augmente pas en réponse aux
dommages a I'ADN (Hakansson et al., 2006b). Cependant, il est bien établi que les génes

codant les sous unités de la RNR sont régulés au niveau transcriptionnel en réponse aux

41



dommages. Le cas le plus connu concerne le géne codant la petite sous-unité p53R2, dont
la transcription augmente sous contréle de la voie p53 (Tanaka et al., 2000). Il a également
été montré que le niveau d’ARN messagers codants les sous-unités R1 et R2 augmente
aprés traitement a la camptothécine (CPT), un inhibiteur de Topo1. Cet effet dépend des
kinases ATR et Chk1 (Zhang et al., 2009b). Ce résultat est en bon accord avec ceux de
travaux plus anciens montrant que le géne codant la sous-unité R2 est induit aprés
irradiation UV ou traitement HU, et que ce phénoméne est atténué par traitement a 'UCN-01
(inhibiteur de Chk1) ou a la caféine (inhibiteur des kinases ATM/ATR) (Lubelsky et al., 2005).
De fagon frappante, 'accumulation de la sous-unité R2 est plus importante dans des cellules
deéficientes pour p53 (Chen et al., 2010). L’activation du géne codant pS3R2 semble donc
favorisée dans des cellules ayant une voie p53 fonctionnelle, mais celui qui code la sous-
unité R2 peut aussi étre mobilisé, surtout lorsque la voie p53 est inactive. Un homologue
humain de Crt1 (Rfx1) a été identifié, qui pourrait moduler I'activité du promoteur codant la
sous-unité R2 de la RNR, mais sa relation avec la DDR n’est pas vraiment comprise
(Lubelsky et al., 2005).

L’activation de la DDR contribue aussi a la stabilisation de certaines sous unités de la RNR.
Notamment, la p53R2 est stabilisée aprés phosphorylation par ATM (Chang et al., 2008b).
Un systéme de stabilisation de la sous-unité R2 a aussi été récemment découvert, qui

intervient dans la réponse aux dommages a 'ADN (D'Angiolella et al., 2012).

Plusieurs groupes ont analysé la localisation subcellulaire de la RNR, malgré certaines
incohérences entre les données publiées, il est probable que I'enzyme soit importée dans le
noyau en réponse aux dommages. Certains groupes ont montré qu’aprés traitement a la
CPT, la sous-unité R2 est importée dans le noyau et que son ancrage a la chromatine
augmente (D'Angiolella et al., 2012; Zhang et al., 2009b). Au contraire, d’autres groupes
montrent un import spécifique de p53R2 aprés induction de dommages (principalement
aprés irradiation y et UV) (Tanaka et al., 2000; Xue et al., 2003; Yamaguchi et al., 2001).
Récemment, il a été montré que les sous-unités R1 et R2 se localisent aux sites de
dommages a I'ADN (foyers yH2AX), quelques minutes aprés irradiation UV ou y (Hu et al.,
2012; Niida et al., 2010a). Cette relocalisation dépend de Tip60, une histone acétyl-
transférase classiquement recrutée lors de la DDR. La relocalisation d’'une partie de la RNR
aux foyers de dommages pourrait fournir localement les dNTP nécessaires a la réparation.
De telles différences entre les données des différents groupes proviennent sans doute des
cellules utilisées, puisque certaines lignées, surtout si elles ont une origine tumorale,
possédent une voie p53 non-fonctionnelle, et ne peuvent donc pas signaler sur la p53R2 en

réponse aux dommages (Chen et al., 2010). De plus, les doses et les agents génotoxiques
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utilisés sont variés, ainsi les Iésions induites ne sont sans doute pas signalées par les
mémes branches de la DDR. Enfin, la RNR permet de synthétiser les dNDP, la relocalisation
de la RNR dans le noyau ou localement aux sites de dommage ne suffit pas a la production
de dNTP sans une derniére étape de phosphorylation qui est prise en charge par la NDPK.
Aprés l'induction de dommages (UV, cisplatin, H,O;), I'import de NDK1 (« nucleoside
diphosphate kinase 1 ») a été observé dans des cellules humaines en culture (Yoon et al.,
2005).

4. Régulation d’autres acteurs de la biosynthése des précurseurs par la DDR chez les
mammiféres.

En plus de la RNR, d’autres enzymes de la voie de biosynthése des nucléotides, telle que la
thymidine kinase 1 (TK1), sont induites en réponse aux dommages et participent a
approvisionner la machinerie de réparation en précurseurs. L’induction de TK1 est plus
importante dans des cellules p53™, et son accumulation dépend de p21 et de la progression
dans le cycle cellulaire (Chen et al., 2010). Il a aussi été observé que la thymidilate synthase
(TS), et la dihydrofolate réductase (DHFR) sont induites aprés irradiation y (Batra et al.,
2004).

5. Conclusion

Puisque le niveau des pools n’augmente pas aprés activation de la DDR, I'ensemble de ces
observations suggére que lefficacité du mécanisme de réparation est assurée par un
approvisionnement local de la machinerie de réparation en dNTP, dans le noyau ou
directement au niveau des sites endommagés. De plus, le niveau de la RNR ou celui des
« pools » détermine la survie aprés induction de dommages et pourrait intervenir dans le
choix du mode de réparation (Burkhalter et al., 2009). En effet il a été montré que des

traitements au HU inhibent la HR, alors que la surexpression de p53R2 la favorise.
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Résultats et discussion

Les résultats sont présentés sous forme de publications, un résumé du contexte et
des résultats est donné pour chaque manuscrit (les articles sont placés en parties 2
a 4 des annexes). Le projet principal que jai développé au cours de ma thése
constitue une premiére partie des résultats. Puis deux autres projets auxquels jai
collaboré sont présentés. Ces trois histoires se recoupent partiellement car les
questions posées sont liées et les réponses que nous apportons peuvent souvent
s’étendre au dela de chacun des projets. Je souhaite donc mettre en perspective ce
que nous apprenons de I'ensemble de ces études, ainsi que les questions qui en
émergent et qui n'ont pas encore trouvé de réponse a I'’heure ou jécris ces lignes. Le
détail des résultats est contenu dans les manuscrits, néanmoins, quelques résultats

supplémentaires seront fournis pour élargir la discussion.
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1. La déficience pour Chk1 ou Rad51 perturbe la dynamique de
réplication via une modulation de la disponibilité en dNTP
dépendante de la DDR (Publication #1)

A. Contexte

Comme décrit en détail dans la partie 3.C de lintroduction, les déficiences pour certains
facteurs de la réponse aux dommages de I'ADN (DDR) perturbent la dynamique de
réplication dans des cellules de métazoaires. Ainsi, I'inactivation d’ATR, Chk1, Claspine,
Wee1, Rad51, BRCA2, entrainent le ralentissement des fourches de réplication et I'activation
d’origines surnumeéraires (dites latentes) (Conti et al., 2007b; Daboussi et al., 2008)
(Marheineke and Hyrien, 2004; Petermann et al., 2008; Petermann et al., 2010; Scorah et
al., 2008; Scorah and McGowan, 2009; Wilsker et al., 2008). Le mécanisme pouvant
expliquer de telles observations reste inconnu. Néanmoins, la similitude entre les
phénotypes associés a ces deéficiences suggére qu'un mécanisme commun pourrait

contréler la dynamique de réplication, dans les différents contextes génétiques.

Parmi ces différentes protéines le réle de Chk1 sur la dynamique de réplication a été
abondamment étudié (Nakanishi et al., 2010; Petermann et al., 2010; Syljuasen et al., 2005).
Les résultats suggérent que le réle premier de Chk1 est de réprimer le déclenchement des
origines latentes, comme le fait son homologue fonctionnel Rad53p chez la levure
Saccharomyces cerevisae (Santocanale and Diffley, 1998; Zegerman and Diffley, 2010).
L’augmentation du nombre d’origines de réplication activées en absence de Chki1
entrainerait une surconsommation de certains facteurs limitants, jusqu’a présent non
identifiés, aboutissant au ralentissement des fourches (Petermann et al., 2010) (§ 3.C.3 de

lintroduction).

Une autre hypothése est suggérée par les travaux préceédents du laboratoire qui ont montré

que l'activation des origines latentes dépend de la vitesse de progression des fourches, qui
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elle-méme dépend de la taille des pools de précurseurs (Anglana et al., 2003) (Courbet et
al., 2008). Bien qu’étant notre mécanisme de prédilection, cette hypothése souléve trois
questions. Ce mécanisme de compensation (§ 2.D.3 a 5 de l'introduction) n’ayant été étudié
que dans des cellules possédant une kinase Chk1 fonctionnelle, on peut se demander s’il est
actif dans le contexte d’une inactivation de Chk1 ? Si I'on admet que le mécanisme de
compensation est mis en jeu dans des cellules déficientes pour Chk1, quel est le mécanisme
conduisant au ralentissement des fourches ? Et enfin, est-ce que le mécanisme qui impacte
la dynamique de réplication dans des cellules déficientes pour Chk1 est le méme que celui

lié aux déficiences pour d’autres facteurs de la DDR ?

Chez les mammiféres, la DDR régule la transcription, la stabilité et la localisation des
différentes sous-unités de la RNR (§ 3.D.3 de l'introduction). Cependant, la taille globale des
pools de dANTP n’augmente pas en réponse aux dommages a I'ADN. Divers travaux
suggeérent qu’'un approvisionnement local de la machinerie de réparation en dNTP, dans le
noyau ou a proximité des sites endommages, assure une réparation efficace (voir (Niida et
al., 2010b) pour revue). Il a été par ailleurs montré que I'absence de Chk1, ou d’autres
facteurs de la DDR, provoque I'accumulation de dommages a 'ADN et que les voies de
signalisation ATM/Chk2 et p53 sont activées en réponse a ces dommages (Forment et al.,
2011; Niida et al., 2005; Syljuasen et al., 2005). L’ensemble de ces données nous a conduit
a formuler I'nypothése suivante : la réponse aux dommages a I'’ADN, qui survient en
labsence de Chk1 ou d’autres facteurs de la DDR, pourrait moduler lactivité et la
localisation de la RNR. Ces processus perturberaient ainsi I'approvisionnement local en
dNTP, favorisant la réparation au détriment de la réplication. Cette redistribution conduirait a
un ralentissement des fourches et a l'activation d’origines latentes, deux propriétés qui

pourraient faciliter la réplication des matrices endommagées.

B. Résultats et discussion

B-1 La vitesse des fourches de réplication détermine Ila densité d’événements
d’initiation, indépendamment de Chk1.

Nous montrons que le ralentissement des fourches de réplication observé en absence de
Chk1 est supprimé par addition de précurseurs dans le milieu de culture, identifiant les dNTP
comme le facteur limitant la progression des fourches dans ce contexte génétique.
Néanmoins, la taille globale des pools de ANTP n’est affectée ni par la déplétion de Chk1 ni
par traitement avec des doses d’HU qui conduisent a un ralentissement des fourches
comparable a celui provoqué par la déplétion de Chk1. Ces résultats suggérent que la

disponibilité en dNTP est affectée de fagon locale.
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Nous avons exploité cette possibilité de restaurer la vitesse des fourches dans les cellules
deéficientes pour Chk1 pour comprendre la relation entre vitesse et densité des origines
actives. Nous trouvons que la restauration de la vitesse s’accompagne d’une restauration de
la DIO, qui redevient équivalente a celle mesurée dans des cellules contréles. Ces résultats
montrent donc que c’est la vitesse des fourches qui régule I'espacement entre les origines
actives, indépendamment du statut de Chk1. Nous obtenons un résultat similaire en
mesurant la densité de fourches, montrant ainsi que I'effet n’est pas limité aux « clusters »
d’'origines. Ces résultats excluent I'hnypothése selon laquelle Chk1 réprimerait activement les
origines latentes chez les mammiféres. Cependant, certains résultats d’'un autre groupe
restaient en contradiction apparente avec cette conclusion. En effet, I'inhibition des Cdk ou la
déplétion de Cdc7, utilisés comme moyen de limiter le déclenchement des origines, permet
de supprimer le ralentissement des fourches dans des cellules déplétées pour Chk1
(Petermann et al., 2010). Nous proposons que cette restauration de vitesse est due au fait
que la réduction du nombre d’origines actives permet d’économiser des dNTP dans des
cellules ou leur approvisionnement est compromis. L’ensemble de ces résultats montre que
Chk1 stimule la progression des fourches par un mécanisme contrdlant 'approvisionnement
en nucléotides. En retour, la vitesse de progression des fourches détermine la densité en

événements d’initiation.

B-2 La réponse aux dommages a I’ADN, par la surexpression de p53R2, entraine le
ralentissement des fourches de réplication dans des cellules déficientes pour Chk1 ou
Radb51.

Comme d’autres laboratoires, nous montrons ici que l'absence de Chk1 induit des
dommages a I'ADN (Forment et al., 2011; Niida et al., 2005; Syljuasen et al., 2005),
visualisés par la phosphorylation de I'histone H2AX et de p53. En bon accord avec cette
activation de p53, nous montrons, que la transcription de la p53R2 est stimulée dans les
cellules déplétées pour Chk1, alors que ni celle de la R1, ni celle de la R2 n’est affectée. Le
résultat clé de cette partie du travail est que la co-déplétion de Chk1 et p53R2 permet de
supprimer le ralentissement des fourches de réplication observé dans des cellules déplétées
pour Chk1, alors que la déplétion de p53R2 seule n’a aucun effet. Nous mettons ainsi en
évidence une interférence entre DDR et vitesse de progression des fourches. De plus, ces
résultats suggérent que le défaut d’approvisionnement en précurseurs responsable du
ralentissement des fourches résulte de la relocalisation de la RNR, médiée par la
surexpression de la p53R2. En faveur de cette conclusion, nous montrons qu’en absence de
Chk1 la fraction de la p53R2 et de la R1 associée a la chromatine augmente. L’ensemble de

ces phénoménes dépend des dommages, mais pas du statut de Chk1, puisque tous ces
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résultats ont été reproduits dans des cellules dépourvues d’activité Rad51 (voir
résumant les résultats). Ce mécanisme pourrait expliquer le ralentissement des fourches de
réplication observé dans de nombreux mutants déficients pour des facteurs de la DDR, ceci
a condition que ces déficiences entrainent I'apparition de dommages a 'ADN pendant la
phase S et 'accumulation de pS3R2.

Rad51 and Chk1 proficient cells Rad51 or Chk1 deficient cells Rescue of replication dynamics
in Rad51 or Chk1 deficient cells
exogenous )
alteration
Rad51 & Chk1 No Rad51 or No Chk1 precursors or @ of DDR
l supply
l ¢ AR No Rad51 or No Chk1
2 lamage
undamaged DNA l l
Chk2 —S—
and l
Chk2
normal dNTP availability l ® g @)
1 p53R2 =
l dNs
perturbation of dNTP availability p53R2
fast forks l
: slow forks normal dNTP availability
increased origin firing fast forks
normal origin firing :
normal origin firing

Figure 12 : Résumé des résultats de la publication #1. Cette figure illustre 'ensemble
des résultats obtenus lors de cette étude (résumé graphique). Panneau de gauche : dans
des cellules normales, c’est a dire possédant Rad51 et Chk1, il n’y a pas de dommages a
I'ADN, la vitesse des fourches est élevée, et le niveau d’activation des origines est normal.
Panneau central : 'absence de Chk1 ou Rad51 conduit a I'apparition de dommages a
I'ADN, I'activation de la DDR, avec 'augmentation du niveau de p53R2, la perturbation de
l'approvisionnement en nucléotides conduit au ralentissement des fourches et a
laugmentation du nombre d’'origines actives par le mécanisme de compensation.
Panneau de droite : le ralentissement des fourches de réplication observé dans des
cellules déficientes pour Chk1 ou Rad51 peut étre sauvé en restaurant
'approvisionnement normal en dNTP par (1) I'ajout de précurseurs de nucléotides ou (2)
la déplétion de ATM, Chk2 ou p53R2.

C. Modeéle et perspectives
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Nos résultats, peuvent s’intégrer au modeéle proposé par Niida et ses collégues, suggérant
que la relocalisation de la RNR aux sites de réparation de 'ADN permet d’approvisionner
localement la machinerie de réparation en précurseurs de I'’ADN (Niida et al., 2010a). Le
niveau de p53R2 étant élevé lorsque p53 est activée, 'association de p53R2 avec la sous-
unité catalytique R1 est favorisée, ceci au détriment de la formation du complexe R1-R2 qui
est normalement privilégiée en phase S. Nous proposons que l'activation de la DDR dans
des cellules déficientes pour Chk1 ou Rad51 entraine la relocalisation de la RNR dans les
foyers de réparation au détriment des foyers de réplication (voir modéle en )- En
accord avec ce modéle, nous montrons que I'association de p53R2 avec la chromatine est
supérieure dans des cellules JEFF déplétées pour Chk1. Mais nous n’avons pu prouver que

cet enrichissement a la chromatine correspond bien aux sites de Iésions.

- DNA damage
Rad51 - genomic stability No Chk1 -DDR
Chk1 - high fork speed or Rad51 - perturbation of nuclear dNTP pools

- low fork speed

® RNR
DNA
—<—>—replicating DNA

—=2— damaged DNA

Figure 13 : Modéle de relocalisation de la RNR suite aux dommages survenant
spontanément dans des cellules déficientes pour Rad51 ou Chk1. A droite : une
cellule en phase S avec des chromosomes en cours de réplication. La majorité de la RNR
est dans le cytoplasme, une partie est nucléaire. La partie nucléaire, en s’associant a la
chromatine pourrait stimuler la progression des fourches. A gauche : I'absence de Chk1 ou
Rad51 conduit a l'apparition de dommages. La RNR, sans doute majoritairement le
complexe p53R2-R1, se relocalise aux sites de dommages au détriment des fourches en
cours d’élongation.
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Figure 14: Le traitement de cellules JEFF 24 heures a la doxorubicine induit
Ilaccumulation de p53R2 et le ralentissement des fourches de réplication. (a et b)
Analyse par western blot d’extraits totaux (a) et chromatiniens (b) de cellules JEFF. Les
anticorps et les concentrations de doxorubicine sont indiqués. (c) Analyse de la vitesse de
progression des fourches de réplication. Les distributions des vitesses sont représentées en
dot-plot, chaque point représente une fourche. La médiane est représentée par la barre noire
horizontale et est indiquée au dessus de chaque distribution.

Une prédiction du modéle est que I'induction de dommages a '’ADN en cours de phase S
dans des cellules possédant une DDR fonctionnelle devrait conduire aux mémes phénotypes
que l'absence de Chk1 ou Rad51. Nous avons entrepris au laboratoire d’induire des
dommages a 'ADN par des traitements a la doxorubicine, un poison de la topoisomérase 2.
Ce travail a été realisé avec I'aide de Zhang Jing, étudiante en Master 1 BMC a 'TUPMC, que
j'ai eu le plaisir d’encadrer. Nous montrons que des traitements a la doxorubicine provoquent
un ralentissement des fourches de réplication dépendant de p53R2 (voir )-
L’induction de dommages entraine aussi 'augmentation de la quantité de RNR ancrée a la
chromatine (voir ). Ces résultats confirment que les dommages, quelle que soit leur

origine, perturbent la progression des fourches de réplication via la modulation des pools de
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précurseurs, probablement par relocalisation de la RNR. Afin de confirmer ce modéle nous
avons étudié la localisation de la RNR par immuno-fluorescence (IF). L’'ensemble des
expériences que nous avons réalisées ne permet pas de reproduire les données de la
littérature, et ceci pour 'ensemble des sous-unités de la RNR. Nous suspectons différents
problémes techniques liés aux anticorps, a la préparation des cellules ou a la faiblesse des

signaux.
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Figure 15: La déplétion de p53R2 atténue I'effet de la doxorubicine sur la
progression des fourches de réplication. (a) Analyse par western blot d’extraits totaux
de cellules JEFF. Les anticorps et les concentrations de doxorubicine (doxo) sont
indiqués. A noter que le sip53R2 n’affecte pas I'expression des sous-unités R1 ou R2. (b)
Analyse de la vitesse de progression des fourches de réplication. Les distributions sont
représentées en dot-plot, chaque point représente une fourche. La médiane est
représentée par la barre noire horizontale, et est indiquée au dessus de chaque
distribution. Doxo 50 : traitement a la doxorubicine a 50 nM, NONSsi : cellules transfectées
avec un siRNA contréle, sip53R2 : cellules transfectées avec des siRNA ciblant p53R2.
Un astérisque indique que la p-value<0,05.

Au regard de ces difficultés techniques, il faudrait développer de nouvelles techniques pour
visualiser directement les dNTP dans les cellules. En effet, méme si nous parvenions a
visualiser la RNR dans le noyau des cellules, au sein des foyers de réparation ou de
réplication, cela ne serait toujours pas une preuve directe que la concentration en dNTP
varie localement. Les grandes lignes de ce nouveau projet seront esquissées dans la partie

conclusion et perspectives.
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2. La recombinaison homologue protége des catastrophes
mitotiques causées par un stress réplicatif endogéne (Publication
#2).

A. Contexte

L’étude de fibroblastes de hamster Chinois déficients pour des facteurs de la HR, comme
BRCA2 ou Rad51, a révélé que de nombreuses erreurs surviennent lors de la mitose
(Bertrand et al., 2003; Daboussi et al., 2005; Deng, 2002; Griffin et al., 2000; Laulier et al.,
2011). Notamment, une augmentation de la fréquence de cellules présentant des
centrosomes surnuméraires, des ponts anaphasiques, et des anomalies du nombre de
chromosomes (aneuploidie) a été observée. L'origine de ces défauts mitotiques est mal
comprise. En effet la HR est un processus de réparation des DSB de I'ADN
préférentiellement choisis lors des phases S et G2, dont le lien avec la mitose n’est pas
évident (voir (Ciccia and Elledge, 2010) pour revue, et intro § 3.A.2). Cette étude a pour but
de comprendre la relation entre le stress réplicatif et les défauts mitotiques, en utilisant les

déficiences pour Rad51 et BRCA2 comme modéles.

B. Résultats et discussion

B-1 Le traitement de cellules contréles par de faibles doses d’hydroxyurée mime le
ralentissement des fourches et I’activation d’origines latentes observé dans des
cellules déficientes pour la HR.

Les déficiences pour les facteurs de HR, tels que Rad51 ou BRCA2, s’accompagnent d’'un
ralentissement des fourches de réplication et d’'une augmentation du nombre d’origines
actives ((Daboussi et al., 2008), partie 1 des résultats). Nous montrons ici, comme dans la
premiére partie des résultats, que le ralentissement des fourches de réplication induit par
des traitements a I'HU dans des cellules possédant une HR fonctionnelle est associé a une
diminution de la DIO et une augmentation de la densité de fourches de réplication. De plus,
pour des doses d’HU qui produisent un ralentissement des fourches similaire a celui observé
dans des cellules déficientes pour Rad51 ou BRCA2, la DIO est également du méme ordre
que celle observée dans des cellules déficientes pour la HR. Finalement, nous montrons que
'incorporation de BrdU ou le pourcentage de cellules en phase S n’est pas altéré dans des
cellules sauvages traitées avec de telles doses d’HU ou des cellules déficientes pour Rad51
ou BRCA2. L’ensemble de ces résultats confirme que le ralentissement des fourches est

compensé par 'activation d’origines latentes.
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B-2 Le stress réplicatif induit par I’hydroxyurée ou les déficiences pour des facteurs
de HR conduit a des problémes mitotiques

Nous nous sommes ensuite demandé si les phénotypes mitotiques observées dans les
cellules déficientes pour la HR étaient la conséquence des altérations de la dynamique de
réplication décrites ci-dessus. Pour tester cette hypothése, nous avons utilisé les faibles
doses d’HU qui miment le stress réplicatif observé dans des cellules déficientes pour la HR.
Nous montrons que, tout comme dans des cellules déficientes pour Rad51 ou BRCAZ2, le
traitement avec des faibles doses d’HU conduit a 'augmentation des anomalies mitotiques.
Si les cellules sont traitées avec des doses plus fortes d’HU, on observe une augmentation
plus marquée de ce phénotype. Ce résultat suggére fortement que les défauts de
progression des fourches de réplication et/ou I'activation d’origines latentes peuvent

compromettre le bon déroulement de la mitose.

B-3 Les erreurs mitotiques sont la conséquence du ralentissement des fourches de
réplication.

Nous montrons dans la premiére partie des résultats que le ralentissement des fourches de
réplication observé dans des cellules déficientes pour Rad51 ou Chk1 est due a une carence
en précurseurs de nucléotides. En effet, 'addition de précurseurs exogénes permet de
supprimer le ralentissement des fourches dans de telles cellules, ainsi que de restaurer la
DIO. Ici, nous confirmons ce résultat dans des cellules déficientes pour Rad51, et étendons
le modéle aux cellules déficientes pour BRCA2. Le fait que nous soyons en mesure de
supprimer les effets des défauts de HR sur la dynamique de réplication par addition de
précurseurs dans le milieu de culture nous offre la possibilité d’étudier le devenir des
phénotypes mitotiques dans de telles conditions. Nous montrons que I'ajout de précurseurs
permet de supprimer l'apparition de centrosomes surnuméraires dans des cellules
déficientes pour Rad51 ou BRCAZ2, confirmant que le ralentissement des fourches de
réplication se répercute en mitose et compromet la ségrégation des chromosomes par un

mécanisme qui reste a élucider.
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3. Activation progressive du checkpoint des dommages a ’ADN
sous stress réplicatif croissant : impact sur I'intégrité des sites

fragiles communs (Publication #3).

A. Les sites fragiles communs

Les sites fragiles communs (SFC) sont des régions du génome qui présentent des cassures
récurrentes sur des chromosomes en métaphase aprés un stress réplicatif (voir (Durkin and
Glover, 2007) pour revue). Ces cassures sont couramment induites in vitro par traitements
des cellules a I'aphidicoline, un inhibiteur des ADN polymérases réplicatives qui ralentit les
fourches de réplication. Ce mode d’induction a depuis longtemps suggéré que le mécanisme

d’instabilité des SFC était lié a un probléme de réplication.

Une caractéristique générale de ces sites est qu’ils terminent leur réplication trés tardivement
en S ou G2. C’est notamment le cas pour FRA3B (El Achkar et al., 2005; Le Beau et al.,
1998). Récemment, la dynamique de réplication a été étudiée par peignage moléculaire
dans des cellules lymphoblastoides le long d’une région de 1,6 Mb contenant FRA3B. Les
résultats montrent qu’'une région coeur de 700 kb est pauvre en événements d’initiation.
Dans des lymphocytes traités a I'aphidicoline, cette méme région coeur est aussi pauvre en
événements de terminaison (Letessier et al., 2011). Il a également été montré que la fragilité
de ce site est dépendante de tissu et est limitée aux types cellulaires présentant ce profile de
réplication (Le Tallec et al., 2011). En condition de ralentissement des fourches, la réplication
du site n’est donc probablement pas achevée a 'entrée en mitose dans les cellules ou il est
fragile, ce qui pourrait conduire a la cassure (voir ) (voir (Debatisse et al., 2012)
pour revue). La DDR devrait, en principe, bloquer le passage en mitose de cellules n’ayant
pas terminé leur réplication (voir (Bartek and Lukas, 2003; Branzei and Foiani, 2010;
Cimprich and Cortez, 2008) pour revues) mais des résultats obtenus chez S. cerevisae
suggérent que le point de contrle ne peut détecter la présence de quelques régions non
répliquées (Torres-Rosell et al., 2007). Chez les mammiféres, il a été décrit que les
deéficiences pour ATR et Chk1 augmentent I'incidence des cassures aux SFC (Casper et al.,
2004, Casper et al., 2002; Durkin et al., 2006; Ozeri-Galai et al., 2008; Ragland et al., 2009).
Néanmoins le mécanisme par lequel ces kinases maintiennent la stabilité des SFC reste

incompris.
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Ici, nous avons traité les cellules avec des doses croissantes d’aphidicoline afin d’induire des
ralentissements progressifs des fourches. Nous avons analysés en détail le statut du
« checkpoint » de phase S et avons déterminé I'impact de la déplétion d’ATR et Chk1 sur la

stabilité des SFC dans des cellules traitées avec cette gamme d’aphidicoline.
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Figure 16 : Le programme de réplication détermine la fragilit¢ de FRA3B. Chez les
lymphocytes le coeur de FRA3B est pauvre en événements d’initiation. Le cceur est donc
répliqué par les fourches provenant des origines situées de part et d’autre du cceur. Le
ralentissement des fourches de réplication imposé par un traitement a I'aphidicoline (APH)
empéche la complétion, le site casse en entrant en mitose. Chez les fibroblastes FRA3B
posséde une densité d’événements d’initiation normale qui permet la complétion de la
réplication du site, qui n’est pas fragile. Figure adaptée de Debatisse 2012.

B. Résultats et discussion

B-1 Des ralentissements de fourches modérés ne suffisent pas a activer toute la
cascade du « checkpoint » de phase S.

Nous avons utilisé des concentrations modérées d’aphidicoline, qui induisent un
ralentissement des fourches allant de 2 fois (1 kb/min) & presque dix fois (0,2 kb/min)
comparé au contrdle (1,8 kb/min). A fortes doses, les fourches ne sont pas totalement

bloquées mais progressent dramatiquement lentement. Le recrutement d’ATR et de RPA a
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la chromatine commence dés que la réduction de vitesse atteint un facteur deux et son
niveau reste constant aux fortes doses. Les mémes résultats ont été obtenus pour un
ensemble de protéines du « checkpoint » de phase S (Claspine, ATR, TopBP1, Rad17,
Rad9). Etonnamment, le recrutement de ces protéines ne corréle pas avec la quantité
d’ADNsb puisque, comparé a des cellules traitées avec de fortes doses, nous n’observons
que peu de RPA a la chromatine et pas de foyers d’ADNsb dans les cellules traitées a doses
modérées. De plus, nous ne détectons pas de phosphorylation de Chk1 a des doses
d’aphidicoline ou d’HU provoquant des ralentissements de fourche allant jusqu’a un facteur
dix bien que la voie soit fonctionnelle puisque la phosphorylation de Chk1 sur les sérine 317
et 345, et celle de H2AX sur la sérine 139 sont évidentes a 1 mM d’HU (réduction de vitesse
de 100 fois) (voir ). Ces résultats indiquent que I'activation du « checkpoint » se fait
par paliers : des réductions de vitesse des fourches de 2 a 10 fois permettent le recrutement
des senseurs, transducteurs et médiateurs a la chromatine sans toutefois activer les
effecteurs. Ces recrutements pourraient étre un moyen de stabiliser les fourches de
réplication tout en permettant aux cellules de progresser dans le cycle. Les réductions de
vitesse beaucoup plus importantes activent I'ensemble de la voie et bloquent cette

progression.
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Figure 17 : L’induction d’un ralentissement des fourches modéré par un traitement au
HU n’entraine pas la phosphorylation de Chk1 dans des cellules JEFF. Analyse de
I‘activation de Chk1 par western-blot d’extraits totaux de cellules JEFF traitées 6 heures aux
concentrations d’HU indiquées sur la figure. Les anticorps sont indiqués sur la figure. Le
marquage de l'actin est utilisé comme un contréle de dépdt. Pour indication, la vitesse des
fourches est réduite par un facteur 5 sous 100 yM d’HU.
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Les doses modérées d’aphidicoline utilisées ici induisent efficacement des cassures aux
SFC. Il semble donc que les cellules ne répondent pas a la persistance de quelques régions
non répliquées (comme les SFC) et franchissent la transition G2/M, cette tolérance étant la

source des cassures mitotiques.

B-2 ATR, mais pas Chk1, stabilise les sites fragiles communs.

Il avait été décrit qUATR et Chk1 stabilisent les SFC (Casper et al., 2004; Casper et al.,
2002; Durkin et al., 2006; Ozeri-Galai et al., 2008; Ragland et al., 2009). Nous montrons ici,
que la fréquence des cassures chromosomiques totales et de celles survenant
spécifiquement a FRA3B est directement corrélée au degré de ralentissement des fourches.
Comme décrit précédemment, une déficience pour ATR ou Chk1 conduit a un
ralentissement des fourches de 30% par rapport au contréle. Comme attendu, ce
ralentissement s’additionne a l'effet de I'aphidicoline. Nous montrons ici que I'absence de
Chk1 potentialise l'apparition des cassures exclusivement par cet effet additionnel sur le
ralentissement des fourches. ATR au contraire joue un réle majeur dans la stabilisation des
SFC, indépendant de son effet sur la vitesse des fourches. La protection exercée par ATR
aux sites fragiles s’exerce trés précisément a partir du seuil de vitesse qui induit le
recrutement d’ATR a la chromatine (réduction d’'un facteur deux). De plus, nous montrons
que labsence d’ATR couplée a un traitement avec des doses modérées d’aphidicoline
conduit a I'apparition de nombreux foyers d’ADNsb. L'analyse de ces foyers d’ADNsb par
FISH nous révéle gu’ils sont enrichis en séquences dont la réplication est tardive, et de
maniére encore plus prononcée, en séquences correspondant au cceur des SFC. Ces foyers
d’ADNsb ne co-localisent pas avec PCNA, suggérant que I'’ADNsb est associé a des
fourches de réplication effondrées. En accord avec ce résultat, 'asymétrie des fourches, qui
permet d’estimer le blocage des fourches de réplication, augmente dans les cellules
déplétées pour ATR et traitées par des doses modérées d’aphidicoline. Les SFC comportant
une large région coeur répliquant tardivement et dépourvue d’origine, le blocage puis
l'effondrement des fourches émanant des régions flanquant ce cceur compromet
irrémédiablement la terminaison de leur réplication et explique bien 'augmentation marquée

du nombre de cassures observées aux SFC en absence d’ATR.
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Conclusion et perspectives

Finalement au cours de ma thése, j'ai appris que plus nous obtenons de résultats, et plus
nous nous posons de questions. Une premiére série d’expériences permet d’esquisser un ou
plusieurs modeéles, ce qui suscite de nombreuses nouvelles questions, notamment sur la
fagon dont nous pourrions tester ces modeles. C’est un cheminement incertain, hasardeux,

au cceur de notre quotidien. Voici quelques une de ces interrogations.

1. Quelles sont les origines recrutées par le mécanisme de compensation ?

Comme nous l'avons vu dans lintroduction et la partie résultats, le ralentissement des
fourches de réplication s’accompagne toujours d’'une augmentation de la densité d’origines
actives (Anglana et al., 2003; Courbet et al., 2008; Taylor, 1977). Ce mécanisme, dit de
compensation, permet de maintenir la durée de la phase S lorsque la progression des
fourches est modérément perturbée. Les résultats sont principalement issus d’études
globales de fibres d’ADN, qui ne permettent pas identifier la nature ou la localisation

génomique des origines ainsi recrutées.

Nous savons par exemple que 'HU augmente la densité de fourches et diminue la distance
inter-origines (voir parties 1 et 2 des résultats), mais il se peut que cet effet concerne
seulement certaines catégories d’origines ou régions génomiques. En accord avec cette
hypothése il a été observé que des traitements au HU entrainent la diminution du nombre de
foyers de réplication mais que chaque foyer contient plus de fourches actives (Ge and Blow,
2010), suggerant que la compensation se limite a certains domaines chromosomiques. Il
serait donc intéressant d’identifier les origines recrutées a différentes doses d’HU par la
technique des brins naissants ou de « bubble-trap » (ces techniques sont présentées en
partie 1.A.c et 1.A.d des annexes). Cette analyse permettrait de cartographier les origines

impliquées dans le processus de compensation.

Il est aussi important de distinguer les ralentissements forts et faibles des fourches de
réplication, dont les conséquences ne sont pas forcément équivalentes. Nous avons montré
que, grace au mécanisme de compensation, le cycle cellulaire n’est pas affecté lorsque la
progression des fourches est modérément perturbée, comme a faibles doses d’'HU ou

d’aphidicoline (parties 1, 2 et 3 des résultats). Au contraire, les forts ralentissements des
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fourches, obtenus par exemple a fortes doses d’HU, entrainent I'activation du « checkpoint »
et un retard en phase S. Afin de mieux caractériser le mécanisme de compensation, il serait
intéressant d’étudier les profils de « timing » a I'échelle du génome sur des cellules subissant
des perturbations fortes de la progression des fourches de réplication. Nous pourrions aussi
réaliser des expériences de peignage moléculaire sur des cellules triées a différents
moments de la phase S pour déterminer si la compensation est régulée au cours du cycle.
Par analogie avec le systéme levure, il est largement admis que Chk1 inhibe principalement
les régions tardives. Nous avons montré que Chk1 n’a pas de réle actif dans I'activation ou
l'inhibition des origines au cours d’une phase S normale. Néanmoins nos expériences ont
éte realisées sur des cellules asynchrones dans des conditions ou le « checkpoint » n’était
pas activé. Afin d’étudier I'impact du « checkpoint » sur le programme spatio-temporel
d’activation des origines au cours de la compensation, nous pourrions realiser des études de
« timing » et de cartographie des origines actives sur des cellules traitées a différentes doses

d’'HU et déplétées ou non des kinases du point de contréle de phase S, notamment de Chk1.

Dans tout les cas, lidentification des origines latentes recrutées par le mécanisme de
compensation, a différents niveaux de stress réplicatif, constituerait en soit un nouveau
champs d’exploration. Nous pourrions par exemple déterminer s’il existe des différences
entre origines actives et origines latentes (qui ont la « licence ») en étudiant la structure de la
chromatine, notamment les nombreuses marques épigénétiques actuellement
cartographiées au niveau du génome entier, ou la localisation nucléaire des deux types
d’origines. Nous savons, que le recrutement des origines latentes survient dans les minutes
qui suivent la perturbation des fourches (Courbet et al., 2008). De plus, au cycle suivant les
cellules conservent la « mémoire » de ce changement de programme de réplication. La
structure de la chromatine et 'ancrage des origines a la matrice nucléaire sont au cceur de
cette « mémoire ». Pour compléter notre étude il serait intéressant de suivre I'évolution des
marques épigénétiques et de 'ADN ancré a la matrice nucléaire au cycle précédent et au
cycle suivant le changement de programme (en G1). La nature de l'origine de réplication et
les mécanismes qui contrélent son activation étant encore mal compris, un tel systéme
expérimental serait peut étre un moyen de déterminer ce qui distingue origine active et

origine latente.
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2. Par quels mécanismes les défauts mitotiques surviennent-ils dans des
cellules déficientes pour Chk1 ?

Ici nous montrons que, dans des cellules déficientes pour Rad51 ou BRCA2, le stress
réplicatif induit 'apparition de catastrophes mitotiques. Ces catastrophes mitotiques sont la
conséquence d’'un ralentissement modéré des fourches de réplication, comparable a celui
résultant de la déplétion de Chk1. Or, de plus en plus d’études montrent que Chk1 a un réle
dans le contrdle de I'entrée en mitose et le bon déroulement de la mitose (Brooks et al.,
2012; Matsuyama et al., 2011; Niida et al., 2005). L’ensemble de ces données souléve la
question : est-ce que le phénotype mitotique des mutants de Chk1 s’explique, en partie ou
totalement, par la réduction de la vitesse de progression des fourches ? Pour cela nous
disposons de conditions expérimentales idéales, nous pouvons suivre par vidéo-microscopie
le déroulement de la mitose dans des cellules déficientes pour Chk1, par déplétion ou

inhibition de son activité kinase, supplémentées ou non par des précurseurs de nucléotides.

Nous établissons un lien entre les défauts dans I'exécution du programme réplicatif et du
programme mitotique. Cependant, s’il est clair que les cellules déficientes pour la HR
subissent un stress réplicatif chronique et des dommages a I'’ADN, nous ne savons pas
comment la machinerie mitotique est affectée. Comment la faible réduction de vitesse, qui de
plus est compensée par l'augmentation du nombre d'origines actives, peut entrainer
'augmentation du nombre de centrosomes ou I'apparition de ponts anaphasiques ? Toutes

ces questions restent encore a explorer.

3. « Channeling » ou compartimentation du pool de nucléotides ?

Il est intéressant de remarquer que les « pools » de ribonucléotides sont de 10 a 100 fois
supérieurs aux « pools » de deéoxyribonucléotides dans les cellules de mammiféres, mais
paradoxalement le taux de transcription est bien inférieur au taux de synthése de 'ADN.
Sans renouvellement permanent, les « pools » de dNTP seraient épuisés en quelques
minutes aprés le début de la phase S (voir (Murthy and Reddy, 2006) pour revue). Les
enzymes essentielles a la synthése des dNTP, comme la RNR, étant majoritairement
cytoplasmiques (Engstrom et al., 1984; Pontarin et al., 2008), il a été proposé que les dNTP
synthétisés dans le cytoplasme diffusent librement et approvisionnent les machineries de
réplication nucléaire et mitochondriale. Si 'on admet que les dNTP diffusent librement et

occupent tout le volume cellulaire, on peut alors estimer que la concentration en dNTP est
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d’environ 10 uM, une valeur cinq fois inférieure au K, apparent (= 50 yM) de la réaction de
polymérisation de 'ADN (Mathews et al., 1978) (voir (Murthy and Reddy, 2006) pour revue).
Ces observations suggeérent que la concentration en dNTP doit étre plus élevée qu’attendu,

au moins localement dans les foci de réplication.

Mon travail de thése a confirmé que les « pools » de dNTP mesurés ne correspondent pas
aux « pools » réellement disponibles pour la machinerie de réplication. Cette observation a
remis au goQ(t du jour une hypothése proposée il y a plus de 30 ans, selon laquelle les
précurseurs seraient préférentiellement orientés, on parle de « channeling », vers la
machinerie de réplication (Mathews and Sinha, 1982). Plusieurs groupes ont obtenu des
résultats en faveur de cette hypothése, notamment par la purification de complexes
protéiques associant des enzymes de la voie de biosynthése des dNTP et des facteurs de
réplication (voir (Murthy and Reddy, 2006) pour revue). Les premiéres évidences suggérant
l'existence de ce phénoméne proviennent d’expériences réalisées chez E. coli. Il a été
observé, aprés infection par le bactériophage T4, que la RNR et la TS sont associées aux
fourches de réplication (Allen et al., 1980 ; Chiu et al., 1982; Kim et al., 2005; Wheeler et al.,
1996 ). De plus, la réplication dans des bactéries E. coli infectées par le phage T4 est
controlée par I'approvisionnement équilibré en dNTP, assuré par l'interaction fonctionnelle
entre les enzymes de synthése des dNTP et la machinerie de réplication (Reddy et al., 1977)
(Mathews et al., 1978 ; Reddy and Mathews, 1978). Les bactéries n’étant pas subdivisées en
compartiments cytoplasmique et nucléaire, cette interaction fonctionnelle est nécessairement
la conséquence d’une interaction physique entre protéines. Chez les mammiféres, un
complexe comprenant 'ADN polymérase a, la NDPK, la TK, la TS et la RNR (R1 et R2), a
éte purifié a partir de cellules tumorales et de foie de rat (Baril et al., 1974). Plus tard, un
complexe similaire a été purifié a partir d’extraits nucléaires de cellules CHEF en phase S.
Ce complexe qui associe facteurs de réplication et enzymes de la voie de biosynthése des
précurseurs n’est pas présent dans le cytoplasme, ni dans les cellules CHEF en phase G1. I
a été nommé « réplitase » pour la premiére fois en 1980 (Prem veer Reddy and Pardee,
1980). L’existence du complexe « réplitase » a ensuite été confirmée a partir de diverses
cellules humaines et de souris (Ayusawa et al., 1983 ; Harvey and Pearson, 1988 ;
Wickremasinghe et al., 1982 ; Wickremasinghe et al., 1983). Ce méga-complexe
« réplitase » permettrait d’augmenter I'efficacité des réactions séquentielles qui synthétisent
les ANTP et les intégrent dans I'ADN au niveau des fourches de réplication. En effet, la
juxtaposition des enzymes au sein d'un complexe limite la diffusion des métabolites
intermédiaires car ceux-ci sont directement présentés a I'enzyme en charge de la réaction
suivante. Ce « channeling » procurerait des substrats dont la concentration locale est

optimale pour le fonctionnement de la chaine de réactions.
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Si aucune technologie n’est disponible actuellement pour mesurer la concentration locale
des précurseurs issus de la synthése endogéne, il est possible de suivre le devenir de
précurseurs radioactifs fournis dans le milieu de culture et métabolisés par la voie de
sauvetage. Le marquage de cellules CHEF perméabilisées avec du CDP triti€ montre que la
radioactivité s’incorpore dans I'ADN trés rapidement sans marquer le pool de dCTP (veer
Reddy and Pardee, 1982). De plus I'ajout de dCTP froid ne rentre pas en compétition avec le
CDP radioactif. De la méme fagon, dans des fibroblastes de souris, la thymidine tritiée ou la
deoxyuridine tritiée s’incorpore plus rapidement dans '’ADN que dans le pool de dTTP
(Nicander and Reichard, 1985). Toutefois si la synthése de I'ADN est inhibée par un
traitement a I’'HU, I'incorporation de la radioactivité s’effectue au méme taux dans le « pool »
et dans 'ADN ce qui suggére que la RNR intervient dans le « channeling » ou qu’il existe
une régulation fine entre la progression des fourches et le « channeling » des précurseurs.
Dans le foie de rat, le « channeling » des précurseurs de nucléotides semble étre restreint a
la voie de sauvetage (Panzeter and Ringer, 1993). L’ensemble de ces résultats suggére que
les précurseurs exogénes sont directement dirigés vers la machinerie de réplication, sans
étre stockés sous forme de « pool». Ce phénoméne de « channeling » serait une
consequence directe de l'association des enzymes de synthése des nucléotides et de la
machinerie de réplication au sein du complexe « réplitase ». Malheureusement, aucune
étude n’a démontré formellement I'existence d’'une compartimentation des précurseurs de
I’ADN au sein du volume cellulaire, alors que la localisation préférentielle de la RNR dans le

cytoplasme est un argument fort contre I'existence d’une telle compartimentation.

Cependant, des travaux récents sont venus étayer I'hypothése du « channeling » dans le
contexte de la réparation. Il a en effet été découvert que la RNR et la TMPK sont recrutées
au niveau des foyers yH2AX (Hu et al., 2012; Niida et al., 2010 ). La relocalisation de la RNR
dépend de Tip60, une histone acétyl-transférase recrutée au foyer de réparation lors de la
DDR. Cette association physique entre enzymes de synthése des nucléotides et machinerie
de réparation permettrait de fournir localement une concentration optimale en dNTP pour
réparer les cassures de '’ADN, une condition essentielle en phase G1 lorsque le niveau des
« pool » de dNTP est minimal. Ainsi en plus de la réplication, la réparation de 'ADN pourrait
aussi étre le lieu d’'un « channeling » et d’'une compartimentation du « pool » de nucléotides.
De plus, un complexe protéigue nomme « purinosome », a eté récemment identifié dans des
cellules Hela (An et al, 2008). Ce complexe permet le «channeling» et la
compartimentation de la voie de synthése de novo des purines dans le cytoplasme. Méme si
ce complexe n’est pas directement lié a la synthése de ’ADN, son existence montre que ce

phénoméne de « channeling » intervient dans la biosynthése des nucléotides.
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Il serait intéressant de développer les outils permettant de visualiser dans les cellules de
mammiféres vivantes I'organisation spatiale des « pools » de dNTP. Des méthodes basées
sur des bio-senseur et du FRET (« Foérster/Fluorescence Resonance Energy Transfer »)
permettent de visualiser la localisation et d’estimer la concentration relative des nucléotides
monophosphate cycliques, tels TAMPc et le GMPc qui servent de second messager dans de
nombreuses voies de signalisation (Nikolaev et al., 2006 ; Nikolaev et al., 2010 ; Shelly et al.,
2010; Willoughby and Cooper, 2008 ). Le concept a la base de cette méthodologie est
relativement simple, il consiste a insérer un domaine de liaison spécifique au nucléotide que
'on veut tracer entre deux protéines fluorescentes (CFP : « cyan fluorescent protein » et
YFP : «yellow fluorescent protein »). Lorsque le domaine change de conformation sous
I'effet de la liaison avec la molécule qu’il reconnait, il émet un signal de FRET dépendant de
la concentration locale en nucléotides. La difficulté de cette méthodologie consiste a trouver
un domaine peptidique dont linteraction avec le nucléotide que l'on veut suivre est
spécifique, et dont I'interaction domaine-nucléotide entraine un changement de conformation
capable d’activer le signal de FRET. Afin de prédire les changements de conformation, il est
préférable de connaitre la structure du domaine protéique que I'on veut utiliser. Enfin, il faut
que le bio-senseur soit exprimé de maniére homogéne dans la cellule sans interférer avec la
viabilité ou la physiologie de la cellule. Ceci semble étre une contrainte majeure puisque le
bio-senseur va entrer en compétition avec les autres molécules qui interagissent
naturellement avec le nucléotide que I'on désire tracer. Il est donc préférable de choisir un
domaine peptidique dont l'interaction avec le nucléotide a tracer est transitoire. Pour réaliser
un tel projet dans des cellules de mammiféres, il faudrait tirer profit de domaines protéiques
capables de fixer spécifiquement les dNTP, comme le domaine catalytique de la dANTP
triphosphohydrolase de Thermus thermophilus (Tt-dNTPase). Il faudrait bien entendu
construire un bio-senseur n’ayant pas la capacité d’hydrolyser les dNTP pour ne pas

perturber I'équilibre du « pool » de dNTP.

Trés récemment, une méthodologie alternative a été développée pour détecter les petites
molécules dans des cellules vivantes. Cette technique, toujours a base de fluorescence,
consiste a développer des ARN capable de reconnaitre spécifiquement une petite molécule,
la reconnaissance de la petite molécule permettant de stabiliser un fluorochrome associé a
I'ARN, dont la fluorescence peut étre mesurée (Paige et al., 2012). Cette méthodologie a été
testée pour reconnaitre le GTP et 'ADP dans des bactéries, et pourrait s’adapter pour la
visualisation des dNTP puisque ces molécules ARN senseurs peuvent étre dessinées a

facon. Si de telles méthodologies étaient disponibles, il serait enfin possible de tester
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directement 'hypothése de compartimentation des dNTP, qui n’a pas trouvé de réponse

satisfaisante depuis plus de 30 ans.

4. ATR intervient-t’elle dans le « channeling » ?

Dans la premiére et deuxiéeme partie des résultats nous montrons que l'apparition de
dommages a 'ADN dans des cellules déficientes pour les facteurs de la DDR, tels que Chk1,
BRCAZ2, et Rad51, conduit au ralentissement des fourches par un mécanisme perturbant la
disponibilité en dNTP. Nous montrons aussi, en accord avec d’autres groupes (Speroni et
al., 2012), que la déplétion d’ATR conduit aussi au ralentissement des fourches (troisieme
partie des résultats). Cependant, nous n'observons pas de phosphorylation de H2AX ni de
p53 aprés déplétion d'ATR dans des cellules de mammiféres ( ). Ces résultats
indiquent que la déplétion d’ATR n’induit pas de dommages a 'ADN en absence de stress
réplicatif exogéne (voir § 3.B.1 de lintroduction). Le niveau de déplétion d’ATR atteint dans
notre systéme cellulaire n’est pas optimal et se rapproche sans doute de conditions
d’haploinsuffisance (comme dans le syndrome de Seckel). Des déplétions d’ATR plus
poussees et suivies a plus long terme conduiraient peut étre a I'apparition de dommages.
Néanmoins, dans ces conditions, la déplétion d’ATR induit un ralentissement des fourches
qui n’est pas supprimé par I'addition de précurseurs dans le milieu de culture ( ).
Bien que préliminaires, ces résultats suggérent que le ralentissement des fourches observé
aprés déplétion partielle d’ATR ne dépend ni de la DDR, ni d’'une carence en nucléotides. Le
mécanisme de ralentissement de fourche décrit dans des cellules déficientes pour Chk1 ou
Rad51 semble a exclure pour la déficience d’ATR. |l existerait donc un mécanisme alternatif

de ralentissement des fourches en absence d’'ATR.

Pour mieux cerner le réle d’ATR dans la dynamique de réplication, nous pourrions compléter
nos analyses de peignage moléculaire en étudiant le redémarrage des fourches aprés divers
stress, la fréquence précise des événements d’initiation et de terminaison, la densité des
fourches, la DIO. Surtout, les résultats décrits dans le § précédent pourraient s’expliquer
dans le cadre du processus de « channeling » des précurseurs de nucléotides. ATR pourrait
stimuler la progression des fourches de réplication en favorisant l'interaction physique et
fonctionnelle entre les enzymes de synthése des dNTP et la machinerie de réplication. En
absence d’ATR, le disfonctionnement du « channeling » entrainerait un défaut local
d’approvisionnement en précurseurs et le ralentissement des fourches. Dans cette

hypothése, conformément a nos observations préliminaires, I'addition de précurseurs
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exogénes n’a pas d’effet sur la progression des fourches car ils ne peuvent étre acheminés
efficacement vers la machinerie de réplication. Pour tester un éventuel réle I’ATR dans le
« channeling » des nucléotides, nous pourrions réaliser des expériences de marquage du
« pool » et de 'ADN en cours de synthése par des précurseurs radioactifs (comme expliqué
dans la partie précédente) dans des cellules déplétées ou non pour ATR. Les techniques
permettant de visualiser I'organisation spatiale des « pools » de nucléotides serait un moyen

direct de tester cette hypothése.
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Figure 18 : La déplétion d’ATR n’entraine pas I’apparition de dommages a I’ADN et le
ralentissement des fourches n’est pas compensé par I'ajout de dNs. (A) Analyse de la
DDR par western-blot d’extraits totaux de cellules JEFF. Les conditions de transfection et
les anticorps sont indiqués sur la figure. Le ponceau est utilisé comme un contréle de dépot.
Nonsi: siRNA controle. Ceci est une expérience représentative de trois expériences
indépendantes. (B) Représentation en bar-plot de la distribution de la vitesse de progression
des fourches de réplication dans des cellules JEFF (en kb/min). Les moustaches
représentent : les valeurs minimales et maximales, les boites : les premiers et troisiémes
quartiles, les barres verticales : les médianes. Les médianes sont indiquées a droite de
chacune des distributions. L’ajout de déoxyribonucléosides (dNs) est indiqué en bleu. La p-
value est indiquée sur la figure. NS : non-significatif (p>0,05).

5. Cancer(s) et réplication

Il N’y a pas un cancer, mais différents types de cancers selon leur origine tissulaire. La
malignité est acquise a travers une histoire génétique complexe, qui differe d’'un cas a un
autre. Néanmoins des caractéristiques générales semblent décrire a la fois les cancers

héréditaires et sporadiques provenant de tissus variés (voir ) (voir (Luo et al., 2009;

67



Negrini et al., 2010) pour revues). L’instabilité du génome, les dommages a I'ADN, le stress
réplicatif, le stress oxydatif, I'activation d’oncogénes, le potentiel illimité de prolifération, sont
autant de caractéristiques communes aux cancers qui suggérent un réle important de la
DDR et de la réplication dans la progression tumorale. Ici nous discuterons tout

particulierement du modéle du stress réplicatif et du métabolisme des précurseurs.
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Figure 19 : Les caractéristiques communes aux cancers. Les cancers sporadiques et les
cancers héréditaires partagent des caractéristiques communes. L’activation d’oncogénes,
linstabilité génomique et le stress réplicatif sont parmi les caractéristiques communes qui
jouent un role majeur dans la progression tumorale. Figure adaptée de Negrini 2010.

Le modéle du stress réplicatif.

Il est généralement accepté que stress réplicatif et instabilité du génome sont des
événements précoces dans la progression tumorale. Deux études indépendantes ont fourni
les bases de ce modéle en décrivant que la DDR est activée (phosphorylation d’ATM, de
Chk2 et autres) dans des lésions pré-tumorales issues de biopsies de patients (Bartkova et
al., 2005; Gorgoulis et al., 2005). Ces études suggérent également que le stress réplicatif est
I'élément déclencheur des dommages a '’ADN. En accord avec cette hypothése, l'inhibition
du facteur d’initiation de la réplication Cdc7, a un effet anti-tumoral sur des xénogreffes et

des cellules tumorales en culture (Montagnoli et al., 2008).
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Le modeéle du stress réplicatif propose que la DDR, par ses branches principales ATR et
ATM, constitue la premiére barriére anti-tumorale (voir ). Le pouvoir anti-tumoral
exercé par la DDR est basé sur la capacité qu’a cette voie de signalisation a diriger les
cellules pré-tumorales accumulant des dommages vers la sénescence ou I'apoptose (voir
(Bartek et al., 2007; Halazonetis et al., 2008) pour revues). En accord avec ce modéle il est
connu que le traitement de cellules avec des agents génotoxiques ou [linduction
d’oncogénes conduit a la sénescence (« oncogene-induced senescence », OIS) (d'Adda di
Fagagna et al., 2003; d'Adda di Fagagna et al., 2004). De maniére cohérente, I'induction
d’oncogénes dans des cellules en culture conduit également a I'activation de la voie de
signalisation des dommages (Bartkova et al., 2005; Gorgoulis et al., 2005). La pertinence de
ce modele est démontrée par la clinique. De nombreuses thérapies, ou essais cliniques,
visent a toucher la réponse aux dommages a I’ADN, soit en induisant des dommages soit en
inhibant un facteur de la DDR (voir (Luo et al., 2009; Zhou and Bartek, 2004) pour revues).
De nombreuses stratégies thérapeutiques visent tout particulierement a inhiber Chk1, sans
doute pour son rdle central au cours de la phase S (voir (Dai and Grant, 2010) pour revue).
Le principe de ces thérapies est d’accumuler des dommages pour forcer les cellules
tumorales a entrer en sénescence ou en apoptose. Le défaut de cette stratégie est qu’elle

n’'est pas spécifique et va aussi affecter les cellules des tissus sains.

Ce modele privilégie I'hypothése selon laquelle I'activation des oncogéne est un événement
initiateur de la tumorigenése, a l'origine notamment du stress réplicatif. Cependant la
surexpression des oncogénes, notamment leur amplification, sont rarement détectés dans
des stades précoces (voir (Albertson, 2006; Debatisse and Malfoy, 2005) pour revues).
L’activation des oncogénes pourrait donc survenir plus tardivement dans la progression
tumorale, et gouverner cette progression par des mécanismes variés. Notamment, il a été
montré que I'activation des oncogénes est associée a un stress réplicatif, qui conduit soit au
blocage des fourches (Bartkova et al., 2006), soit a la re-réplication de certaines parties du
génomes (Di Micco et al.,, 2006). Méme si ces résultats sont débattus, 'oncogéne c-Myc
pourrait aussi avoir une action directe sur la dynamique de réplication, en interagissant avec
le complexe de réplication et en favorisant I'initiation. La surexpression de c-Myc crée des
dommages en phase S sans doute en conséquence du stress réplicatif qu’il induit
(Dominguez-Sola et al., 2007). De plus, les espéces réactives de 'oxygéne (ROS) pourraient
étre une source de dommage et de perturbation de la réplication importante au cours de la
progression tumorale (Bartkova et al.,, 2010). Le stress oxydatif résulte de dérégulations

mitochondriales ou de I'activation d’oncogénes, comme décrit pour c-Myc (Vafa et al., 2002).
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Figure 20: Le modeéle du stress réplicatif. L’instabilité génomique et la suppression
tumorale sont des conséquences directes de l'activation des oncogénes et du stress
réplicatif qui en est associé. Ces événements apparaissent dés le début du développement
du cancer, dans les Iésions pré-tumorales. La DDR en rouge est anti-cancéreuse puisqu’elle
peut induire 'apoptose ou la sénescence des cellules qui accumulent des dommages. Les
événements en vert, comme [linstabilité génomique, stimulent la progression tumorale.
Figure adaptée de Halazonetis 2008.

Cancer et « pools ».

Récemment I'impact de la transformation de cellules humaines par des oncogénes sur les
pools de dNTP, la dynamique de réplication et I'instabilité génomique a été étudié (Bester et
al., 2011). La transformation de cellules humaines par I'activation forcée de la voie Rb-E2F
(Rb, rétinoblastome), par la surexpression de la cycline E ou de HPV-16 E6/E7 (oncogéne
du papilloma virus humain), entraine une diminution des « pools » de dNTP, une altération
de la dynamique de réplication, ainsi que des dommages a I’ADN. L’addition de précurseurs
dans le milieu de culture des cellules transformées permet de supprimer 'ensemble de ces
défauts, suggérant que le stress réplicatif induit par la carence en dNTP est a 'origine des
dommages. En accord avec ces résultats, il avait été préalablement observé que des

dérégulations de la voie Rb induisent des altérations de la voie de synthése des dNTP et des

70



déséquilibres de « pools » (Angus et al., 2002). De plus, la transformation de cellules par des
oncogénes d’origine virale induit des altérations de I'expression au cours du cycle d’enzymes
de biosynthése des ANTP, telles que les sous-unités 1 et 2 de la RNR, la TK et la DHFR
(Bester et al., 2011; Hengstschlager et al., 1994). La R2 semble souvent surexprimée dans
les cellules tumorales (Jensen et al., 1994; Zhang et al., 2009). Les altérations du niveau de
ces enzymes peuvent étre a l'origine de déséquilibres des « pools », source de stress
réplicatif et d’instabilité génétique. Il a d’ailleurs été proposé que les réarrangements
chromosomiques observés dans les carcinomes colorectaux sont sélectionnés au cours de
la tumorigenése car ils entrainent des dérégulations de la voie de biosynthése des
nucléotides (Dutrillaux and Muleris, 1986; Luccioni et al., 1988 ). Les déséquilibres des
« pools » peuvent aussi conduire a des mésappariements lors de la synthése de 'ADN
pouvant induire a terme des mutations (Kumar et al., 2011; Kumar et al., 2010; Martomo and
Mathews, 2002). Plusieurs études, suggérent également, que la sous-unité p53R2 est un
suppresseur de tumeur grace a son réle dans la voie de réparation de 'ADN (Liu et al., 2011;
Zhang et al., 2011). De plus, p53R2 a la capacité de dégrader les ROS et serait aussi une

barriére contre le stress oxydatif (Guittet et al., 2008).

En conclusion, les oncogénes ont donc la capacité d’altérer le programme de réplication et
de déstabiliser les fourches de réplication, entrainant I'instabilité génomique moteur de la
progression tumorale. On peut imaginer qu’un cercle vicieux s’enclenche, car les dommages
a '’ADN pourraient a leur tour étre une source de stress réplicatif, et ce stress réplicatif une

source de nouveaux dommages.

6. SFC et réarrangements dans les cancers

Le modéle du stress réplicatif est soutenu par de nombreuses études qui associent les SFC
(les sites fragiles sont présentés en partie 3.A des résultats) aux délétions et autres
réarrangements trouvés dans les cancers (voir (Dereli-Oz et al., 2011) pour revue).
Récemment deux études indépendantes ont largement contribué a faire progresser nos
connaissances sur les réarrangements chromosomiques présents dans les cancers
(Beroukhim et al., 2010; Bignell et al., 2010). Beroukhim et ses collégues ont étudiés 3131
échantillons cancéreux, dont la majorité provient de tumeurs humaines, et la minorité de
cellules cancéreuses en culture (Beroukhim et al., 2010). Les auteurs ont identifié 76 foyers
d’amplifications et 82 foyers de délétions. Les amplifications, pour la plupart, ciblent des

oncogenes. De maniére intéressante, les délétions affectent des génes suppresseurs de
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tumeur (GST) ou des grands génes, lesquels sont parfois associés a des sites fragiles (par
exemple FHIT dans FRA3B). Bignell et ses collégues ont cartographié les réarrangements
retrouvés dans 746 lignées cellulaires dérivées de cancers, le point fort de cette étude vient
du fait qu’ils ont identifiés indépendamment les délétions homozygotes ou hémizygotes
(Bignell et al., 2010). Les délétions homozygotes sont majoritairement trouvées dans les
GST, dont l'inactivation est sélectionnée au cours de la tumorigenése. Les délétions
hémizygotes sont en partie trouvées au niveau des SFC, certains contenant des grands
génes, le reste survenant au niveau de régions « inexpliquées ». Les deux études

fournissent donc des résultats trés similaires.

Ces études ne prenaient en compte que les sites fragiles des lymphocytes identifiés jusque
la. De fagon intéressante, les sites majeurs des fibroblastes localisés récemment sur les
bandes chromosomiques 3q13.3 et 1p31.1 correspondent a deux de ces foyers de délétion
dits « inexpliqués » (Le Tallec et al., 2011), suggérant que de nombreux réarrangements
dans les cancers surviennent dans les SFC. En accord avec cette hypothése, il est connu
que les SFC sont des sites préférentiels de réarrangements (Coquelle et al., 1997; Coquelle
et al.,, 2002) (voir (Debatisse et al., 2012) pour revue). La cartographie des SFC dans
différents tissus et types cellulaires, comme les cellules épithéliales d’ou proviennent la
majorité des cancers humains, permettra de découvrir de nouveaux SFC et sans doute

d’expliquer une majorité des réarrangements récurrents présents dans les cancers.

Enfin, je voudrais discuter des mécanismes par lesquels les SFC contribuent a la
progression tumorale. Méme si certains grands génes que I'on retrouve dans les SFC sont
des suppresseurs de tumeurs potentiels (débattu), il semble plus probable que leur
association aux réarrangements refléte essentiellement I'instabilité locale déclenchée par
leur expression (voir (Dereli-Oz et al., 2011; Negrini et al., 2010) pour revues). Notamment,
la signature de délétion hémizygote retrouvée au niveau des SFC n’est pas attendue si ces
régions contiennent des GST, suggérant que ces délétions ont peu d’'impact sélectif (voir

). Par contre, nous pouvons proposer que les SFC, qui favorisent les
réarrangements chromosomiques au cours de la tumorigenése, notamment les
amplifications d’oncogénes (voir (Albertson, 2006; Debatisse and Malfoy, 2005) pour
revues), pourraient également jouer un réle en entrainant un état d’instabilité chronique,

permettant la sélection des cellules déficientes pour la DDR.
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Figure 21 : Le stress réplicatif induit par I’activation des oncogénes conduit a des
réarrangements au niveau des SFC. Les mutations initiatrices dans le développement
cancereux conduisent a activer des oncogénes, qui stimulent la prolifération des cellules. Le
stress réplicatif engendré par I'activation des oncogénes va aboutir a des réarrangements au
niveau des SFC. Les génes contenus dans les SFC ne sont pas sélectionnés lors de la
tumorigenése. Figure adaptée de Dereli-Oz 2011.
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1. Le choix des origines fonctionnelles et leur programme
spatio-temporel d’activation.

1.A Chez les métazoaires, séquence origine ou chromatine origine ?

1.A.a L’origine de réplication chez la levure Saccharomyces cerevisiae : I’exception
qui ne fait pas la régle.

L’ARS, les séquences origine de S. cerevisae.

Comme mentionné précédemment, les origines de réplication chez S. cerevisiae sont
définies par la séquence d’ADN ; une exception parmi les eucaryotes. Les origines ont été
identifiées par la capacité qu’a un fragment d’ADN génomique cloné dans un plasmide non-
réplicatif a maintenir ce plasmide au cours des générations. Cette technique du test de
réplication autonome (Timmis et al., 1975), qui a d’abord permis d’identifier les origines des
procaryotes, a été adaptée a I'étude de S. cerevisiae, permettant de découvrir les premiéres
ARS (Struhl et al., 1976). Il a ensuite été montré que la plupart de ces ARS sont des origines
de réplication fonctionnelles a leur locus d’origine (Brewer and Fangman, 1987; Huberman et
al., 1987). Enfin, I'étude de la séquence de ces ARS (qui s’étendent sur environ 100 pb) a
mis a jour une séquence consensus de 11 pb (5'(A/T)TTTAT(A/G)TTT(A/T)3’), nommée ACS
(« ARS consensus sequence »). La séquence ACS est essentielle a linitiation de la
réplication sur les plasmides et dans les chromosomes (Marahrens and Stillman, 1992),
néanmoins elle n’est pas suffisante. Une ARS est en effet composée de trois domaines (voir
(Gilbert, 2004) pour revue). Le domaine A contient 'ACS, il permet le recrutement d’'ORC. Le
domaine B (boite B1, B2 et B3) est un domaine d’ouverture de 'ADN riche en AT, mais
dépourvu de motif consensus (DUE : « DNA unwinding element »), et intervient aussi dans le
recrutement d’ORC (boite B1). Le domaine C est une plateforme d’interaction protéique
entre certains facteurs de transcription ou de réplication, qui n’est pas essentiel au
fonctionnement de 'ARS mais stimule son efficacité. Le recrutement des facteurs de
réplication peut étre directement assisté par des facteurs de transcription, c’est le cas de
Abf1 chez S. cerevisae (Venditti et al., 1994). Le génome de S. cerevisiae contient 860
séquences ACS parfaites, c’est a dire correspondant strictement a la séquence consensus
ACS de 11 pb (Chang et al., 2008a). Mais seulement 400 ARS sont réellement
fonctionnelles ; confirmant que 'ACS est nécessaire mais pas suffisante pour déterminer une

origine de réplication (Chang et al., 2011). La base de donnée OriDB (www.oridb.org)

répertorie I'ensemble des ARS cartographiées et validées (Nieduszynski et al., 2007).
L’efficacité d’activation des ARS est variable, seule 100 a 200 ARS, sont réellement utilisées

au cours d’'une phase S donnée. Parmi cette centaine d’ARS certaines sont trés efficaces et
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s’activent a chaque cycle de réplication, alors que d’autres ne sont activées que trés
rarement. Les origines non utilisées constituent un réservoir d'origines latentes (ou
dormantes). De plus, la réplication est soumise a un programme temporel d’activation des
ARS, on parle de «timing », certaines ARS étant activées précocement et d’autres plus
tardivement (Raghuraman et al., 2001; Wyrick et al., 2001) (voir partie 2.E.a). Malgré la
présence d’'une séquence origine, ces données montrent que des facteurs épigénétiques
interviennent pour déterminer I'efficacité et le « timing » d’activation d’une origine chez cette

levure.

Si 'on compare les origines de réplication chez Schizosaccharomyces pombe a celle de S.
cerevisiae, on s’'apergoit que l'origine n’est pas définie par une séquence consensus, mais
par des motifs riches en AT qui interviennent dans le recrutement de ORC. Les séquences
riches en AT sont reconnues par le domaine « AT-hook » de la sous-unité ORC4. Pour
conclure, les origines de réplication chez S. cerevisiae sont une exception parmi les

eucaryotes (voir (Gilbert, 2004; Mechali, 2010) pour revues).

1.A.b Avant ’'avénement du « genome wide ».

Comme chez S. pombe, chez les métazoaires, ORC ne semble pas avoir de spécificité de
séquence dans son mécanisme de reconnaissance de l'origine (MacAlpine et al., 2004;
Vashee et al., 2003), aucune sous-unité de ORC ne posséde de « AT-hook ». Quels sont les
facteurs qui dirigent la fixation du pré-RC au niveau d’un locus origine ? Est-ce que la
séquence intervient dans ce processus ? Pour répondre a ces questions, nous pouvions
nous appuyer sur les quelques origines métazoaires, cartographiées avant le développement
des techniques d’analyse a I'échelle du génome. Le nombre limité de loci décrits dans la
littérature (une vingtaine d’origines avait été identifiée) a 'aide de ces techniques ne donnait

gu’une vision parcellaire de la nature de I'origine.

1.A.c A la péche aux origines potentielles : limmuno-précipitation du pré-RC a la
chromatine.

Les sites de fixation d’ORC chez les eucaryotes.
Le chargement du complexe ORC sur l'origine est considéré comme I'étape déterminante
qui confére a un segment génomique la capacité de devenir une origine. En théorie alors, il

est possible d’identifier les origines de réplication potentielles en immuno-précipitant ORC lié
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a la chromatine (ChIP). La fixation d’ORC sur une séquence ne permet pas de dire si le
segment chromosomique fixé sera une origine, et marque bien un site potentiel de linitiation
de la réplication. L’identification des origines potentielles peut aussi se faire par ChIP ciblant
d’autres membres du pré-RC, comme le complexe MCM. Comme vous le verrez il est
difficile de définir une origine potentielle par la reconnaissance d’'une seule protéine au sein
d’'un complexe tel que le pré-RC, composé d’'un hétéro hexamére ORC, de Cdt1, de Cdc6, et

de deux hétéro hexaméres MCM (au moins 14 protéines différentes).

Chez S. cerevisiae, le ChIP ORC ne permet pas d’identifier toutes les ACS, et certains sites
de fixation de ORC ne sont pas des ACS (Eaton et al., 2010). Le ChIP ORC s'il est couplé
au ChIP MCM permet de mieux sélectionner les séquences origine (Wyrick et al., 2001; Xu
et al., 2006). Chez S. cerevisiae les sites de fixation de ORC sont des régions dépourvues
de nucléosomes (« nucleosome free region », NFR), entourées par des nucléosomes
positionnés a intervalles réguliers (Eaton et al., 2010). Ces données sont en accord avec
'enrichissement des origines dans des régions pauvres en nucléosomes chez S. pombe
(Givens et al., 2012). L’ensemble de ces études suggeére que les origines potentielles chez

les levures sont des NFR.

Chez les métazoaires, I'immuno-précipitation du complexe ORC a la chromatine a I'échelle
du génome n’a été publiée que chez D. melanogaster (MacAlpine et al., 2010), et constitue
donc une étude fondatrice dans le domaine. ORC lie préférentiellement des régions
dépourvues de nucléosomes et enrichies en variant d’histone H3.3, qui marquent une
ouverture de la chromatine. Il a été observé que 65% des sites ORC sont associés a des
TSS (« transcription start site »). ORC semble donc se lier a des régions ouvertes de la
chromatine, et aux promoteurs. Les promoteurs étant eux-mémes des régions souvent
accessibles (Wang et al., 2011; Zhang et al., 2011c). Au locus DHFR du hamster Chinois,
'assemblage du pré-RC se fait aussi sur une région pauvre en nucléosomes (Lubelsky et al.,
2011), suggérant que la fixation de ORC chez les mammiféres pourrait obéir aux mémes
régles que chez D. melanogaster. Le choix de I'origine résulte donc, au moins en partie, de
'accessibilité de la chromatine aux facteurs du pré-RC, cette hypothése devra étre confirmée

chez les mammiféres.

Cependant, une étude, montre que le complexe ORC de mammifére posséde la capacité de
reconnaitre les lysines tri-méthylées des histones (H3K9me3, H3K27me3 et H4K20me3)
(Vermeulen et al., 2010). Ceci semble paradoxal puisque ces tri-méthylations des histones

sont une marque de fermeture de la chromatine. Ces résultats contradictoires illustrent le
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travail qui reste a faire pour comprendre le mode de reconnaissance du complexe ORC pour

son site de fixation.

Les difficultés du ChIP contre ORC et les membres du pré-RC.

Techniquement le ChIP ORC est difficile a réaliser, et aucune étude visant a cartographier
ORC ou d’autres facteurs du pré-RC a I'échelle du génome chez les mammiféres n’est
publiée a ce jour. Les raisons expliquant le peu d’efficacité de cette technique sont multiples.
I a été remarqué que le complexe ORC se solubilise facilement, et qu’il est donc
difficilement purifié a la chromatine (Sophie Gay, résultats non publiés) (voir (Schepers and
Papior, 2010) pour revue). Le complexe MCM quant a lui, forme un cercle autour de '’'ADN
(Remus et al.,, 2009), et donc reste plus frequemment lié a la chromatine. Mais les
complexes MCM sont trés abondants a la chromatine et ne se localisent pas uniquement a
proximité du complexe ORC, leur localisation est donc peu informative (Edwards et al., 2002;
Mahbubani et al., 1997; Ritzi et al., 1998). Comme mentionné dans le préambule, ORC est
multifonctionnel chez les métazoaires. Il est associé, entre autres, au dépot des cohésines et
révele leurs sites de fixation chez D. melanogaster (MacAlpine et al., 2010). Ces résultats
illustrent le fait que le complexe ORC est enrichi sur certaines parties du génome qui n’ont
pas vocation a devenir des origines (voir (Scholefield et al., 2011) pour revue). Pour pallier
ce biais, il faudra confirmer la carte des origines potentielles déterminées par ChiIP ORC par
le ChIP contre d’autres membres du pré-RC, comme chez la levure. A I'heure actuelle, ces

analyses sont a la fois difficile a réaliser, et a interpréter.

1.A.d A la péche aux origines actives (ou sites d’initiation).

Les techniques permettant de caractériser les origines actives.

L’identification des origines actives peut se faire grace a la structure de la bulle de réplication
(« bubble-trap ») ou par l'isolement des brins naissants courts (« short nascent strands »,
SNS) issus du site d’initiation (voir la illustrant ces techniques) (voir (Gilbert, 2010b)
pour revue). Néanmoins ces techniques sont délicates car il faut purifier des intermédiaires
de réplication qui ont une durée de vie trés courte et qui sont générés a relativement basse
fréquence au niveau de la population cellulaire (il a été estimé qu’'une origine efficace

s’active dans moins de 10% des cycles) (Lebofsky et al., 2006; Norio et al., 2005).

Pour isoler les bulles de réplication (« bubble-trap »), le génome est purifié, puis digéré de
fagcon ménagée par des enzymes de restriction. Les fragments d’ADN sont emprisonnés
dans des blocs d’agarose et soumis a une électrophorése longue. La migration n’est

possible que pour les fourches et les ADN double-brins linéaires, les bulles de réplication
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restent piégées au niveau du bloc par le maillage de l'agarose. Aprés extraction des
séquences piégees dans le gel, 'ADN est hybridé sur des puces ou séquencé. On peut alors
avoir une carte des origines de réplication actives au temps t auquel on a extrait ’ADN (voir
(Gilbert, 2010b) pour revue). Cette technique a été mise au point et validée par le laboratoire
de J. Hamlin en 2006 (Mesner et al., 2006), cependant les résultats a I'échelle du génome

complet ne sont pas encore publiés.

Brins naissants « Bubble-trap »

(1) LADN de cellules en
prolifération est extrait et inclus

<« dans des blocs d’agarose
o V4 * .

origine

z (2) L‘ADN est _— . (3) Les bulles

250 bp soumis a une  —o sont extraites

500 bp électrophorése du gel

i longue

34 Les bulles de

3000 réplication sont ——— (4) Les bulles
séparation par la taille et isolation piégées dans > son .
des ADNss de 500 & 1 500 pb les puits — séquencees
+ digestion & la lexo — ou hybridees

— sur puce

|

Séquengage ou hybridation sur puce

Figue 22 : Les techniques pour identifier les origines actives a I’échelle du génome. (a)
Les brins naissants (SNS) sont les ADN nouvellement synthétisés par la machinerie de
réplication précoce (brin continu). Leur purification nécessite une sélection par la taille des
fragments compris entre 500 et 1 500 pb, pour éliminer les fragments d’okazaki et TADN
contaminant. Une digestion par I'exonucléase lambda (lexo) permet d’enrichir en brins
naissants, car ils sont les seuls a posséder une amorce ARN. Les NS sont finalement
hybridés sur puce ou séquencés. (b) La purification des bulles de réplication (« bubble-
trap ») repose sur leur structure. Les bulles ne peuvent migrer dans le gel d’agarose, se qui
les sépare des autres molécules d’ADN. Les bulles purifiées a partir du gel peuvent étre
séquencées. Figure adaptée de Gilbert 2010.

Aprés dénaturation de 'ADN, les brins naissants sont purifiés par deux étapes successives.
Une premiére étape de discrimination par la taille permet d’éliminer les plus petites
molécules qui sont lourdement contaminées par les fragments d’okazaki (50 a 350 pb). Cette
étape permet aussi de s’affranchir des grands fragments d’ADN situés a distance des sites
d’initiation. La deuxiéme étape — critique — est une digestion a 'exonucléase A (Lexo). Cette
étape permet d’éliminer les fragments d’ADN contaminant de méme taille que les brins

naissants d’intérét, car contrairement aux SNS ils n'ont pas d’amorce ARN a leur extrémité
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5. Sans cette étape de digestion 'ADN récupéré est composé en grande partie d’ADN

contaminant (Lucas et al., 2007).

Une méthode alternative consiste a synchroniser les cellules en G1, puis a les relacher en
phase S, souvent en présence d’un inhibiteur de la réplication, comme I'HU. Les brins
nouvellement synthétisés sont marqués par un analogue de thymidine (comme le BrdU), ou
sont reconnus par 'augmentation du nombre de copies aprés duplication. Ces techniques
mises en oeuvre avec succés chez la levure (Feng et al., 2006; Hayashi et al., 2007,
Heichinger et al., 2006; Wu and Nurse, 2009; Xu et al., 2012) et D. Melanogaster (MacAlpine
et al., 2010), ont confirmé [l'association des origines avec des régions pauvres en
nucléosomes et des promoteurs. Cependant, I'utilisation de I'HU (ou d’un autre inhibiteur de
la réplication) introduit un stress réplicatif qui affecte la dynamique de réplication (Poli et al.,
2012), ceci est discuté en parties 2.E.d et 3.D. De plus, ces techniques ne permettent
d’isoler que les origines précoces. Malgré ce biais, ces méthodes se sont avérées trés
efficaces pour comparer les profiles de réplication de différents mutants de S. cerevisiae
(Crabbe et al., 2010).

Quelles sont les caractéristiques des brins naissants ?

Trois études pionniéres ont cartographié les brins naissants sur environ 1% du génome
humain (région ENCODE) dans des cellules Hela (Cadoret et al., 2008; Karnani et al., 2010),
et sur 10 Mb du génome murin dans des cellules souches embryonnaires (ESc) (Sequeira-
Mendes et al.,, 2009). L’ensemble de ces études montre que les SNS sont enrichis a
proximité des TSS et d’éléments régulateurs de la transcription. De méme, les bulles de
réplication sont trouvées préférentiellement au niveau de ces régions (J. Hamlin, résultats
non publiés, voir (Gilbert, 2010b) pour revue). Les SNS se répartissent pour environ 50%
dans un CpGi, et un peu moins de 50% a l'intérieur des génes. Comme précédemment, ces

résultats indiquent une association des origines avec les unités de transcription.

Récemment les groupes de Marcel Méchali et de Jean-Marc Lemaitre, ont étendus la
cartographie des SNS chez D. melanogaster (cellules Kc), Mus musculus (ESc, MEF, P19),
et 'homme (IMR-90, Hela, ESc H9, iPSc) (Besnard et al., 2012; Cayrou et al., 2012; Cayrou
et al., 2011). Ces données confirment I'enrichissement des SNS au niveau des CpGi et des
TSS chez D. melanogaster et M. musculus. Mais moins de 18% des SNS sont associés a
des TSS chez 'homme, alors que la moitié des SNS est localisée dans les génes, souvent
au niveau des premiers introns. Les différences observées entre les données issues de
'analyse de la région ENCODE et du laboratoire de JM. Lemaitre chez 'homme, peuvent

provenir de la taille de la région ENCODE (1% du génome humain) ou de la profondeur de
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séquencage atteinte dans I'étude de JM. Lemaitre. Cette profondeur de séquengage permet
de détecter les origines peu actives qui n'avaient pas été cartographiées lors des études
précédentes, fournissant une cartographie des origines fonctionnelles. Ces données
suggérent que les cellules humaines possédent un réservoir d’environ 250 000 origines
fonctionnelles (Besnard et al.,, 2012). Avant les années 70, des analyses par
autoradiographie de fibres d’ADN ont montrées que chaque chromosome est répliqué par
des centaines ou milliers d’origines (Huberman and Riggs, 1968; Taylor, 1968). Ainsi il avait
éte estimé que le génome humain utilise 20 000 a 50 000 origines pour se répliquer. La
différence entre ces études confirme le modéle proposé il y a 20 ans par DePamphilis ; les
génomes sont composés d’un excés d’origines potentielles (fonctionnelles), dont une petite
partie seulement est activée au cours d’un cycle dans une cellule donnée (voir (DePamphilis,

1993) pour revue).

La richesse en GC des sites d’initiation est une propriété commune a toutes les espéces
étudiées, avec un biais de nucléotides autour du site d’initiation, caractérisé par une
surreprésentation des G-T en 5, et des C-A en 3. Ces données suggérent fortement une
certaine conservation de la séquence au niveau des sites d’initiation chez les métazoaires.
En effet, les SNS sont a 67% et 90% formés, respectivement chez D. melanogaster et la
souris, de motifs riches en G (« origin G-rich repeated element », OGRE) (Cayrou et al.,
2012). Chez 'lhomme, 91% des origines cartographiées sont associées a un motif riche en
GC ayant le potentiel de former des G-quadruplexes (G4) avec une boucle de 1 a 15
nucléotides (G4 L1-15) (Besnard et al., 2012). De fagon surprenante, les motifs OGRE ont
aussi le potentiel de former des G4. Les G4 sont des structures secondaires en épingles
formées par l'association de plateaux de G au sein d'une répétition (Huppert and
Balasubramanian, 2005). De maniére indépendante le groupe de Marie-Noélle Prioleau a
également identifié des motifs similaires dans des cellules humaines et de poulet (DT40)

(MN. Prioleau, communication personnelle) (Cadoret et al., 2008).

Le motif G4 est-il la séquence origine ?

Des séquences capables de former des G4 pourraient étre dépourvues de fonction dans
linitiation, reflétant seulement la richesse en GC des séquences initiatrice et leur association
a des CpGi. Aussi, ces séquences ne pourront étre considérées comme une véritable
structure consensus, tant que leur implication dans l'initiation n'aura pas été démontrée. Il
faut noter que ce motif riche en G n’a pas été trouvé par ChlP ORC chez D. melanogaster
(MacAlpine et al., 2010). Toutefois, la distribution et la densité des motifs G4 le long du
génome humain est corrélée a la densité locale des origines et a leur efficacité. Suggérant

un réle du motif dans le positionnement du pré-RC et dans l'initiation (Besnard et al., 2012).
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Le motif G4 se trouve a 200 pb du site d’initiation, suggérant qu’il n’est pas directement
impliqué dans le recrutement d’ORC (Cayrou et al., 2012). Il est connu que de tels éléments
de séquence jouent indirectement sur I'exclusion des nucléosomes et la torsion de I'ADN ;
des facteurs qui pourraient favoriser la formation de NFR et/ou le recrutement de ORC
(Wang et al., 2011; Zhang et al., 2011c). Des études de mutagénése de motifs G4 sont en
cours dans les cellules DT40 (laboratoire de MN. Prioleau), elles devraient permettre de
déterminer si ces structures jouent un réle dans le choix ou I'activation des origines. De plus,
il sera intéressant de voir si les études de ChIP ORC ou de « bubble trap » qui seront
publiées prochainement confirment la présence d’'un motif riche en G capable de former des
G4 au niveau des origines chez les métazoaires. || semble déja que les différentes
techniques ne sont pas équivalentes. En effet, seulement la moitié des origines purifiees par
« bubble-trap » dans le laboratoire de J. Hamlin sont retrouvées dans le jeu de données de
JM. Lemaitre, ceci dans la méme lignée cellulaire (Hela) (Besnard et al., 2012; Mesner et al.,
2006; Mesner et al.,, 2011) (voir (Gilbert, 2012) pour revue). Il semblerait donc que la
technique de « bubble-trap » permette de purifier certaines origines qui ne peuvent étre
détectées par purification des SNS. Nous ne savons toujours pas a I'’heure actuelle si les
origines identifiées par « bubble-trap » possédent aussi des motifs capables de former des
G4.

Q0
AT GC O : [—

richesse en AT MAR promoteurs
flots CpG TSS
1 J J{ J
séquence structure transcription

Figure 23 : Les éléments de séquence associés aux origines de réplication. La
séquence pourrait intervenir directement dans le choix des origines. Les origines de
réplication chez les métazoaires présentent une certaine richesse en di-nucléotides AT et en
flots CpG. Des séquences d’attachement a la matrice nucléaire (MAR), et des éléments de
transcription, comme les promoteurs et les sites de démarrage de la transcription (TSS). Les
flots CpG sont souvent retrouvés au niveau des promoteurs des génes. Figure adaptée de
Méchali 2010.

Est-ce que d’autres éléments de séquence interviennent dans le choix des origines ?
La présence d’éléments de séquence, tels que les séquences riches en AT, les répétitions
de di-nucléotides, les sites d’attachement a la matrice nucléaire (MAR), les sites de fixation

pour des facteurs de transcription, les flots CpG (CpGi), sont présents au niveau de
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certaines origines (voir la et (Aladjem, 2007) pour revue). Lorsque certains sites ou
zones d’initiation sont placés a un autre emplacement dans le génome que leur locus
d’origine, ils conservent la capacité a initier, suggérant un réle en cis de la séquence dans
linitiation (Aladjem et al., 1998; Liu et al., 2003; Paixao et al., 2004). Au niveau du locus
DHFR, Tinitiation est organisée en zone dans une région intergénique en 3’ du géne DHFR.
La délétion du promoteur du géne DHFR entraine I'élargissement de cette zone, les
événements d’initiations débordant sur le géne DHFR (Kalejta et al., 1998). La délétion de
séquences en 3’ du géne DHFR, entraine I'extension de la région transcrite et I'éloignement
des événements d’initiation, a distance de I'extrémité 3’ du géne DHFR (Mesner and Hamlin,
2005). Ces résultats suggeérent un rdle de la séquence dans le choix des origines
fonctionnelles. Comme nous le verrons par la suite le choix des origines dépend de I'identité
cellulaire, la séquence intervenant probablement peu dans la spécification des origines.
Néanmoins, ces éléments de séquence établissent un lien, direct ou indirect, entre les
origines de réplication, la transcription et I'architecture du noyau. Les ilots CpG (CpGi) sont
des éléments de séquence retrouvés en amont de beaucoup de génes. La présence de
CpGi et de sites de fixation pour des facteurs de transcription, suggére un réle de la
transcription dans le choix des origines. Ce rble pourrait étre direct, a travers une
interférence entre transcription et réplication, ou indirect, notamment si la conformation de la

chromatine aux promoteurs favorise le recrutement des complexes de réplication.

La matrice nucléaire.

La matrice nucléaire et les boucles de chromatine qui y sont attachées reflétent la structure
de la chromatine dans le noyau. Cette structure particuliere est révélée par des étapes
d’extraction saline des noyaux, qui permettent de décrocher une majorité des protéines
chromatiniennes, libérant les boucles d’ADN, alors que la matrice nucléaire, résiste a
I'extraction. Les séquences qui sont ancrées a la matrice nucléaire sont des MAR. Il avait été
observé aprés marquage a la thymidine tritiee ou au BrdU que la matrice est le support de la
réplication (Berezney and Coffey, 1975; Neri et al., 1992; Pardoll et al., 1980). De plus il est
connu qu’entre différentes espéces la taille moyenne d’un réplicon est corrélée a la taille des
boucles de chromatine (Buongiorno-Nardelli et al., 1982). De la méme fagon, lorsque la
densité d’événements d’initiation varie, la taille des boucles de chromatine varie aussi, dans
des cellules de hamster Chinois ou humaines (Courbet et al., 2008; Guillou et al., 2010). En
effet, lorsque la densité d’événements d’initiation est forte, les boucles sont petites, alors que
lorsque la densité d’événements d’initiation est faible les boucles sont grandes. Il a été
montré au sein du locus AMPD2 chez le hamster Chinois, que I'attachement des origines de
ce locus a la matrice nucléaire est corrélé a leur efficacité d’activation (Courbet et al., 2008).

Les origines qui ne sont pas ancrées a la matrice nucléaire sont inefficaces, et inversement,
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les origines ancrées a la matrice sont efficaces. La matrice nucléaire semble importante

dans le choix de l'origine a activer, et suggére que la structure du noyau et de la chromatine

sont décisives au cours du processus (voir )-
densité d’initiation basse densité d’initiation élevée
@ origine efficace
grandes O origine latente
boucles
petites
boucles
‘ — R
matrice nucléaire matrice nucléaire

Figure 24 : L’attachement a la matrice nucléaire est corrélé a I'efficacité des origines.
La taille des boucles de chromatine est corrélée a la densité d’événements d’initiation, et
donc a la taille des réplicons. Il a été observé que les origines efficaces sont ancrées a la
matrice nucléaire. Figure adaptée de Courbet 2008.

1.A.e L’origine n’est pas uniqguement déterminée par un motif de séquence.

Fixation opportuniste du pré-RC sur des régions de chromatine ouverte.

L’ensemble des études a I'échelle du génome permet d’esquisser un portrait de I'origine de
réplication chez les métazoaires. Les sites d’initiation semblent enrichis au niveau des
génes, a proximité directe des TSS, des CpGi, et a l'intérieur des génes. Cet enrichissement
concerne environ la moitié de ces sites, et ne peut donc pas étre considéré comme le critére
absolu de spécification des origines. Cependant I'association des origines aux promoteurs
ne peut pas non plus étre fortuite, suggérant que les promoteurs constituent un
environnement privilégié pour I'établissement des origines. Les promoteurs sont souvent des
régions dépourvues de nucléosomes et constituent des zones de chromatine ouverte (voir
(Lenhard et al., 2012) pour revue). Il a été proposé que I'acétylation des histones influence le
choix des origines actives, ainsi HBO1, une histone acétyl-transférase importante pour la
régulation de I'expression des génes, assiste le chargement de MCM lors du « licencing »
(Miotto and Struhl, 2010). Néanmoins, au niveau du locus AMPD2 chez le hamster Chinois,
le niveau d’acétylation n’est pas corrélé au choix des origines actives (Gay et al., 2010).
HBO1 pourrait constituer un lien entre transcription et réplication, sans que le niveau
d’acétylation lui-méme intervienne dans le choix de l'origine. De maniére similaire, certains

facteurs de transcription ou de remodelage de la chromatine pourraient influencer
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indirectement I'environnement chromatinien (Bodmer-Glavas et al., 2001), indépendamment
d’'une transcription active. Actuellement le modéle privilégié pour expliquer le positionnement
des origines propose qu’en absence de reconnaissance d’'une séquence spécifique, ORC va
profiter de I'ouverture de la chromatine, et notamment par les facteurs de transcription, pour
interagir avec I'ADN (voir (Sequeira-Mendes and Gomez, 2012) pour revue). Ainsi la
détermination d’une origine résulte d’'une combinaison d’éléments de séquence, et de statut
de la chromatine favorisant le recrutement du pré-RC. Mais la combinaison de ces facteurs
peut varier d'un type cellulaire a un autre, expliquant la variabilité observée du

positionnement et de I'efficacité des origines.

Et les ARN non-codants dans tout ¢a ?

De maniére surprenante des petits ARN non-codants Y (ARN Y) sont associés a linitiation
de la réplication (Krude et al., 2009). Les ARN Y interagissent avec ORC et Cdt1, et
contribuent potentiellement a I'établissement du pré-RC (Zhang et al., 2011a). De maniére
similaire, le recrutement d’ORC au niveau de l'origine de réplication du virus de I'Epstein-
Barr (EBV), est dirigé par un mécanisme dépendant de 'ARN (Norseen et al., 2008). Les
ARN non-codants pourraient jouer a divers niveaux, ils pourraient assister les complexes de
réplication dans leur positionnement ou leur activation. De maniére indirecte, la découverte
des ARN non-codants et de la transcription « pervasive » suggére qu’en dehors des génes,
le nombre des régions transcrites est largement sous estimé (voir (Jacquier, 2009) pour
revue). Ainsi le nombre des origines associé a des unités de transcription (TSS, CpGi,

génes) est sans doute aussi sous estimé.

1.B Le programme spatio-temporel de réplication.

1.B.a La réplication est un processus dynamique contrdlé dans I'’espace et le
temps.

Domaines chromatiniens et nucléaires.

Il est connu depuis longtemps que les chromosomes sont constitués d’'une mosaique de
domaines dont la réplication survient a différents moments au cours de la phase S ; on parle
de « timing » de réplication. Il a été montré par I'analyse des bandes chromosomiques que
leuchromatine qui contient les génes transcrits se réplique précocement, et que
'hétérochromatine peu ou pas transcrite se réplique tardivement (Lima-de-Faria and
Jaworska, 1968), suggérant une corrélation entre le « timing », I'expression des génes et la

structure de la chromatine. Néanmoins cette simplification ne rend pas compte de I'ensemble
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des observations. Par exemple, certaines régions de [I'hétérochromatine comme les
centroméres et le locus du « malting-type » se répliquent précocement chez S. pombe (Kim
et al., 2003). L'organisation du noyau peut aussi jouer un rdle dans le « timing ». En effet,
des expériences d’'immuno-fluorescence (IF) ont montré que la réplication s’organise en
foyers et que la distribution de ces foyers évolue au cours de la phase S (Dimitrova and
Gilbert, 1999) (voir (Gillespie and Blow, 2010) pour revue) (voir ). Le programme
spatio-temporel de réplication dépend donc de la structure de la chromatine et du
positionnement des séquences au sein du noyau. Chaque type cellulaire posséde un
programme de réplication propre, celui-ci étant défini au cours du développement et de la

différenciation.
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Figure 26 : Les foyers de réplication au cours de la phase S. La réplication s’organise en
foyers dont la quantité et la localisation varie au cours de la phase S. Les foyers de
réplication sont marqués au BrdU dans des cellules CHO (« Chinese Hamster Ovary »)
synchronisées a la transition G1/S, puis relachées pour étre récupérées a différents
moments de la phase S (Dimitrova and Gilbert, 1999). Il est possible de visualiser les foyers
de réplication par I'immuno-détection de facteurs de réplication associés aux fourches,
comme PCNA (« proliferating cell nuclear antigen »). Il est possible de voir que le
programme temporel de réplication dépend de la localisation des régions répliquées au sein
du noyau. Figure adaptée de Gillespie 2010.

Quelques considérations techniques, le « timing » a I’échelle du génome.
Pour étudier le « timing » de réplication a I'échelle du génome, plus finement que par I'étude
des bandes chromosomiques, chez les métazoaires, les techniques les plus couramment
utilisées consistent a récupérer les cellules a difféerents moments de la phase S, la
séparation des cellules peut étre effectuée a 'aide d’un trieur de cellules (FACS) (voir

). L’ADN répliqué est alors reconnu par 'augmentation du nombre de copies ou par

lincorporation d’'un analogue de thymidine (comme le BrdU) qui est ensuite immuno-
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précipité. Les ADN sont ensuite hybridés sur puce ou séquencés. Dans I'ensemble, quand
elles sont appliquées sur les mémes cellules, ces deux techniques de reconnaissance de
'ADN répliqué, fournissent des résultats comparables (Desprat et al., 2009). Il est aussi
possible de synchroniser les cellules en G1 et de les relacher en phase S, pour les récupérer
a différents temps. Si la synchronisation est maitrisée chez les levures, ce n’est pas le cas
pour les cellules de métazoaires. La réplication d’'un domaine donné peut étre précoce
(« early »), intermédiaire (« middle »), tardif («late »), ou pan-S. Les régions pan-S
représentent soit une différence de « timing » entre les deux alléles d’'une région, ou le
caractére aléatoire du « timing » dans différents cycles (Hansen et al., 2010). Il est a I'heure
actuelle possible de détecter par fractionnement de la phase S en 6 compartiments, les
régions présentant des différences de « timing » entre deux alléles (Hansen et al., 2010). Le
séquencage a haut deébit est suffisamment sensible pour détecter du polymorphisme de
nucléotides (SNP), et permettra de différencier l'alléle paternel de I'alléle maternel dans les

régions soumises a ces variations alléliques.

Qu’est-ce qui défini le « timing » ?

Chez la levure, le « timing » n’est pas corrélé a la transcription, il a été montré que c’est la
quantité limitante des facteurs d’initiation Sld2, Sld3, SId7 et Cdc45 qui détermine le
« timing » de réplication (Mantiero et al., 2011; Tanaka et al., 2011). L’'impact de ces facteurs
limitants sur le « timing » de réplication indique que les régions accessibles a ces facteurs
initient la réplication plus précocement que les régions qui le sont peu. Les régions peu
accessibles doivent attendre le recyclage de ces facteurs limitants pour étre répliquées a leur
tour. Les facteurs d’initiation qui pourraient étre limitant chez les métazoaires ne sont pas

connus.

Les analyses de «timing » a I'échelle du génome chez les métazoaires confirment une
corrélation avec la transcription, et 'organisation du noyau et de la chromatine. La réplication
s’organise en domaines de réplication, précoces et tardifs, de 400 kb a 1 Mb, qui sont
constitués de multiples réplicons (Farkash-Amar et al., 2008; Pope et al., 2010). Ces
domaines peuvent s’apparenter aux « clusters » d’origines visualisés par analyse de
molécules uniques, puisque des groupes d’origines relativement synchrones constituent
ceux-ci. Certains travaux suggérent que les domaines sont séparés par des zones sans
origines, traversées pas des fourches unidirectionnelles (Farkash-Amar et al., 2008; Hiratani
et al., 2008; Ryba et al., 2010). Ces zones sont dites de transition (TTR, « timing/temporal
transition region »). D’autres travaux suggeérent que les TTR sont des régions constituées
d’origines s’activant en cascade au cours du temps et le long de ces régions (Guilbaud et al.,

2011). Le «timing» est corrélé avec le niveau d’expression des génes chez D.
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melanogaster (MacAlpine et al., 2004) et dans des cellules humaines (Desprat et al., 2009;
White et al., 2004; Woodfine et al., 2005). Le « timing » est aussi corrélé a I'organisation des
domaines chromatiniens, c’est a dire par la proximité physique qui existe entre différentes
séquences du génome au sein du noyau (données de « Hi-C », une technique qui
cartographie le positionnement des séquences au sein du noyau) (De and Michor, 2011;
Ryba et al., 2010; Yaffe et al.,, 2010). Les frontiéeres entre les domaines d’interaction
physique des séquences d’ADN au sein du noyau correspondent aux frontiéres entre les
différents domaines de « timing ». Comme chez les levures, I'établissement du « timing »
pourrait étre la conséquence de l'accessibilité de la chromatine a certains facteurs de
réplication limitant. La relation entre le « timing » et la transcription et/ou I'organisation de la

chromatine pourrait donc étre indirecte.

Les domaines précoces : richesse en origines potentielles et facteur(s) limitant.

Les domaines précoces sont riches en brins naissants et en sites de fixation d’'ORC (Benoit
Miotto, résultats non publiés) (Besnard et al., 2012; Cayrou et al., 2011; MacAlpine et al.,
2004). Ceci suggére que la densité en origines actives est particuliérement élevée dans les
domaines précoces. En effet on peut imaginer que les régions de I'euchromatine, qui sont
transcrites et accessibles peuvent efficacement fixer le pré-RC et/ou les facteurs d’initiation,
ce qui favoriserait l'initiation précoce. Les régions fermées, difficlement accessibles aux
facteurs de réplication seront activées plus tardivement. Si I'on prend en compte la limitation
potentielle en facteurs d’initiation et 'abondance des pré-RC dans les régions précoces, on
peut alors proposer le modéle suivant : les régions trés accessibles vont titrer les facteurs
d’initiation au détriment des domaines qui le sont peu. Dans cette hypothése, les régions
fermées doivent attendre le recyclage des facteurs d’initiation a partir des origines précoces
pour étre initiées a leur tour. Ce modéle en étapes successives de recyclage d’'un facteur
limitant a été modélisé in silico avec succes, a partir des données de peignage moléculaire
et de « timing » de réplication (Goldar et al., 2009; Guilbaud et al., 2011; Hyrien and Goldar,
2010). Pour tester cette hypothése, il faudra attendre une meilleure connaissance du
positionnement et de 'abondance locale d'ORC, ou du pré-RC, ainsi que l'identification des

facteurs limitant I'initiation chez les métazoaires.
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Figure 26 : Techniques d’analyse du « timing » a I’échelle du génome. La premiére
méthode consiste a marquer 'ADN en cours de réplication avec du BrdU. Les cellules sont
triees, en deux populations : début de S et fin de S. On réalise une immuno-précipitation de
I’ADN ayant incorporé le BrdU, et on marque différemment 'ADN précoce et tardif avant de
'hybrider sur puce. La seconde technique consiste a trier des cellules en G1 et en phase S.
L’ADN répliqué est reconnu par 'augmentation de son nombre de copies. Les ADN issus de
G1 et de S sont marqués avant d’étre hybridés sur puce. Pour les deux méthodes il est
possible d’affiner le trie et de découper la phase S en plusieurs fractions (jusqu’a 6). Figure
adaptée de Gilbert 2010.

1.B.b Le programme de réplication est défini au cours du développement et de la
différenciation.

Le choix des origines au cours du développement.

Les premiéres études montrant une influence du développement sur la réplication
proviennent de l'analyse du développement embryonnaire précoce chez le Xénope et D.
melanogaster. Lors du développement précoce, lorsqu’il n'y a pas de transcription, les
origines sont distribuées aléatoirement le long du génome tout les 10-20 kb (Blumenthal et

al., 1974; Hyrien and Mechali, 1993). Lorsque que la transcription se met en place, les
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événements d’initiation sont confinés dans les régions intergéniques, qui apparaissent alors
comme des zones d’initiation (Hyrien et al., 1995). Il existe donc un lien étroit entre
I'établissement du programme transcriptionnel et [I'établissement du programme de
réplication au cours du développement. Il a été proposé que la concentration élevée en
facteurs dans les embryons précoces favorise l'initiation sur 'ensemble du génome. Comme
dans I'hypothése formulée précédemment, ces facteurs pourraient devenir limitant au cours
du développement, et restreindre ainsi l'initiation aux régions les plus accessibles, ici les

régions intergéniques.

L’analyse des brins naissants nous apprend que le choix des origines est spécifique d’un
type cellulaire donné, en effet le réservoir d’origines fonctionnelles est commun a une
espéce donnée, mais le niveau d’activation (efficacité) de ces origines dépend du type
cellulaire. De plus les origines ne sont pas positionnées au hasard, moins de 10% sont
isolées et la majorité forme des zones groupées d’origines de 240 kb (Besnard et al., 2012),
confirmant I'existence des « cluster » d’origines ou des zones d’initiation. Différents types
cellulaires utilisent une combinaison d’origines différentes, et souligne le lien entre l'identité

cellulaire et le programme de réplication.

Le « timing » est une marque épigénétique acquise au cours du développement.

Il est maintenant connu que le « timing » s’établit au cours du développement (Hiratani et al.,
2010; Pope et al., 2010; Ryba et al., 2010), et que la différenciation cellulaire, permet de
reprogrammer le « timing » (Hiratani et al., 2008; Shufaro et al., 2010). Si par exemple on
compare différentes cellules embryonnaires, elles ont un profil de réplication trés proche. De
plus, si I'on force des cellules différenciées a se dédifférencier (iPS, « induced-pluripotent
stem cells »), on s’apercoit que le choix des origines et le « timing » change au cours du
processus. Au final une cellule iPS a un programme de réplication similaire a une cellule
souche, trés éloigné de son « timing » originel. La moitié des domaines de réplication sont
spécifiques d’un type cellulaire, et la signature que procure le «timing » permet de
reconnaitre différents types cellulaires (Hansen et al., 2010; Ryba et al., 2010). Les profils de
« timing » sont conservés entre différentes espéces, comme I'homme et la souris, ceci
indépendamment de la séquence, notamment du contenu en GC (Yaffe et al.,, 2010). Le
« timing » dépend de l'organisation de la chromatine et du programme transcriptionnel ; il
peut donc étre considéré comme une marque épigénétique. Il est connu que le programme
temporel de réplication est défini en fin de mitose et début de G1, lors du TDP (« timing
decision point ») par la réorganisation des domaines chromatiniens (voir (Gilbert, 2010a)

pour revue).
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Abstract

Mammalian cells deficient in various proteins of the DNA damage response consistently
display slow replication forks and high initiation density, suggesting that a common
mechanism elicits their replication phenotype. Here we show that Chk1 or Rad51 deficiency
limits the amount of precursors available for replication, which slows fork movement then
passively increases initiation density. We correlate this switch in replication dynamics to
over-expression of p53R2, the p53-inducible subunit of the ribonucleotide reductase. This
over-expression results from activation of the ATM-Chk2-p53 pathway by lesions arising
spontaneously in such deficient cells. We thus identify a new mechanism by which repair
cross talks with replication. We hypothesize that the excess of ribonucleotide reductase
complexes containing p53R2 channels part of the precursors towards the repair machinery,
facilitating repair at the expense of replication fork speed. Fork slowing then permits firing of

latent origins, helping replication to proceed when forks stall along damaged sequences.



Introduction

The DNA damage response (DDR) is a signal transduction pathway activated upon
DNA damage and replication stress that elicits appropriate cellular responses to maintain
genome integrity. Notably, the ATR-Chk1 branch of the DDR senses problems in S phase
and allows cells to overcome various types of impediments to fork progression, of exogenous
and endogenous origin (reviewed in (Branzei & Foiani, 2010; Lisby & Rothstein, 2009)). In
metazoan cells, depletion or inactivation of various proteins involved in the DDR, notably
ATR (Marheineke & Hyrien, 2004; Speroni et al, 2012), Chk1 (Katsuno et al, 2009; Maya-
Mendoza et al, 2007; Petermann et al, 2010; Scorah & McGowan, 2009), Claspin
(Petermann et al, 2008), Wee1 (Dominguez-Kelly et al, 2011), RAD51 and BRCA2
(Daboussi et al, 2008), leads to a 20 to 40 percent decrease in fork speed and to an increase
in the density of initiation events.

The impact of Chk1 deficiency on replication dynamics has been intensively studied,
but the underlying mechanism remains unclear. Some authors proposed that Chk1 primarily
controls origin firing (Katsuno et al, 2009; Petermann et al, 2010; Scorah & McGowan, 2009;
Syljuasen et al, 2005). In this model, Chk1 represses origin firing during normal S phases, as
it does in response to replication stress, by inhibiting the cyclin-dependent kinase Cdk2
(Petermann et al, 2010). Chk1 inactivation might thus increase the density of initiation
events, starving the cells for some limiting factors, which would lead to fork slowing.
Alternatively, Chk1 inactivation might primarily slow down fork movement. In this hypothesis,
the increased density of initiation would result from the operation of the so-called
compensation mechanism. This regulatory process has been shown to maintain the rate of
DNA synthesis through modulation of initiation density accordingly to fork speed variations
(Anglana et al, 2003; Chabosseau et al, 2011; Conti et al, 2007; Courbet et al, 2008; Gay et
al, 2010; Taylor, 1977).

If Chk1 inactivation primarily slows down fork movement, several mechanisms may
be involved in this process. First, Chk1 displays a PIP box permitting interaction with PCNA
(Scorah et al, 2008), which may assist progression of replication forks. Second, Chk1 may
stimulate the synthesis of deoxyribonucleoside triphosphates (dNTPs), notably through up-
regulation of the ribonucleotide reductase (RNR) activity. Indeed, RNR catalyzes the limiting
step in endogenous dNTP biosynthesis and is crucial to both DNA replication and repair
(reviewed in (Nordlund & Reichard, 2006)), and cells have evolved several mechanisms to
regulate its activity (Fairman et al, 2011). In budding yeast, Mec1p and Rad53p (the
equivalents of metazoan ATR and Chk1, respectively) have been shown to control both the
activity of the enzyme and the transcription of the RNR subunits ((Andreson et al, 2010),

reviewed in (Branzei & Foiani, 2009)). Noticeably, re-localization of the regulatory sub-units



has been observed upon checkpoint activation (Lee & Elledge, 2006; Yao et al, 2003).
Together, DDR activation substantially expends the dNTP pools in both budding and fission
yeast and facilitates repair, notably via homologous recombination (Moss et al, 2010), at the
expense of replication fidelity (Davidson et al, 2012; Kumar et al, 2011; Poli et al, 2012). In
striking contrast, DNA damage does not induce global pool expansion in mammalian cells
(Hakansson et al, 2006). However, transcription of the RRM2B gene, that encodes the
p53R2 regulatory subunit in mammals, increases in a p53-dependent manner upon DNA
damage, and the protein is further stabilized by an ATM-dependent phosphorylation (Chang
et al, 2008; Tanaka et al, 2000). These results suggest that the DDR also controls RNR
activity and dNTP availability in mammalian cells. Strikingly, it has been shown that RNR
redistributes to foci of DNA damage, which most probably results in local delivery of dNTPs
that facilitates repair (Hu et al, 2012; Niida et al, 2010).

Interestingly, deficiency in components of the DDR, such as Chk1 (reviewed in
(Enders, 2008)) or Rad51 (reviewed in (Costanzo, 2011)) leads to genomic instability in
vertebrate cells. For example, Rad51 activity is crucial for the processing of broken DNA and
stalled forks, notably through inhibition of Mre11 dependent degradation of nascent-strands
(Hashimoto et al, 2010). Depletion or inhibition of Chk1 also leads to DNA damage, which
triggers the DDR through activation of the ATM branch of the pathway (Niida et al, 2005;
Syljuasen et al, 2005). This damage arises specifically in S-phase and appears to rely on
MUS81/Eme1 activity (Forment et al, 2011), a structure-specific endonuclease that
processes joint DNA molecules resembling replication forks (Schwartz & Heyer, 2011).
Mus81/Eme1 has also been implicated in the cleavage of replication forks in fission yeasts

deficient in S-phase checkpoint (Froget et al, 2008; Roseaulin et al, 2008).

Taken together, these data suggest a general mechanism implicating DNA damage,
activation of the DDR and modulation and/or localization of RNR activity as key regulators of
the replication dynamics, an hypothesis further supported by previous results showing that
mammalian cells exposed to DNA damaging agents have reduced fork movement (Merrick et
al, 2004; Shimura et al, 2006). Here we show that addition of deoxyribonucleosides (dNs) in
the growth medium alleviates fork slowing in mammalian cells depleted of Chk1 or Rad51,
indicating that the pools of dNTPs available for the replication machinery are low in such
cells. Strikingly, precursor addition also suppresses the consequences of Chk1 depletion on
origin density. Thus, the spacing of initiation events depends on dNTPs availability or on fork
movement rather than on a direct repression of latent origins by Chk1 activity. Furthermore,
we confirm that Rad51 or Chk1 depletion triggers DNA damage, resulting in accumulation of
p53R2. We show that depletion of p53R2 restores fork movement in Chk1 and Rad51

deficient cells. Our results support the model that DNA damage induced in DDR mutant cells



reduces the delivery of dNTPs to the replication machinery. By slowing fork movement this
phenomenon leads to activation of latent origins, which ensures an efficient backup in case

of fork stalling along damaged sequences.



Results

Fork movement decreases in Chk1 deficient cells

We used molecular combing to determine fork speed in JEFF (human B-lymphocytes
immortalized with Epstein Barr virus) and CHEF (normal Chinese hamster embryonic
fibroblasts) cells depleted or not of Chk1 by RNA silencing (Figure 1A). The mean fork speed
in JEFF and CHEF cells is 1.9 +/- 0.22 kb/min and 1.5 +/- 0.15 kb/min, respectively
(Supplementary Figure 1). To facilitate comparison, fork speed was expressed as
percentage of the control in each experiment. Regardless of cell type and species, we find
that Chk1 depletion leads to an approximately 30% decrease in fork speed compared to non-
transfected cells or cells transfected with control RNAs (Figure 1B). This difference is
statistically significant and unlikely to result from non-specific effects of Chk1 siRNA since
different sets of oligonucleotides were used to target human or Chinese hamster transcripts
(see experimental procedures). We also studied the consequences of treatments of CHEF
cells with 50 nM of UCN-01, an inhibitor of Chk1 kinase activity (Syljuasen et al, 2005). Fork
speed decreases similarly upon treatment with the drug than in Chk1 depleted cells (Figure
1C), showing that the kinase activity of Chk1 is involved in the control of fork movement. Our
results thus confirm the conclusions of previous work showing that Chk1 deficiency slows
fork movement in metazoan cells (Maya-Mendoza et al, 2007; Nakanishi et al, 2010;

Petermann et al, 2010).

Exogenous precursors rescue fork slowing induced by Chk1 depletion

Fork slowing often results from limiting or imbalanced dNTP pools, which can be
corrected by addition of precursors in the culture medium (Anglana et al, 2003; Bester et al,
2011; Chabosseau et al, 2011; Courbet et al, 2008; Gay et al, 2010). We therefore asked
whether addition of deoxyribonucleosides (dA, dC, dG and dT; here-after referred to as dNs)
alleviates fork slowing in Chk1-depleted cells (Figure 1A). Strikingly, exogenous dNs fully
rescue fork progression in Chk1 depleted JEFF and CHEF cells, without changes of Chk1
levels (Figure 1B). Addition of dNs also suppresses fork slowing in CHEF cells treated with
UCN-01 (Figure 1C). These results show that Chk1 deficiency alters the concentration or the

balance of dNTPs available for the replication machinery.



Global pools do not accurately reflect dNTPs available for replication

Next, we quantified cellular ANTP pools using a classical enzymatic assay (Sherman
& Fyfe, 1989). We first assessed the reliability of the technique by determining pool size in
JEFF cells treated for six hours with increasing concentrations of hydroxyurea (HU), a well-
known RNR inhibitor that triggers pool imbalance and fork slowing. In good agreement with
previous reports (Nicander & Reichard, 1985; Skoog & Nordenskjold, 1971), we find that
treatments with high doses of HU (0.1 to 1 mM) reduce the purine pools, with a major impact
on the dATP pool, while the dCTP and dTTP pools increase (Figure 2A). Cell treatment with
moderate doses of HU (20 uM) specifically lowers the dATP pool and treatments with low

doses of HU (5 or 10 yM) do not impact the pools.

In parallel, we determined fork speed in cells treated with HU and find that all
concentrations of the drug lead to a significant and dose-dependant reduction of fork
movement in JEFF and CHEF cells (Figure 2B). Thus, in the presence of 5 or 10 uM of HU,
replication forks slow down significantly while global dNTP pools remain unaffected. These
results suggest that fork speed is a more sensitive indicator of the dNTPs truly available for
replication than measured pool sizes. By comparison, the level of fork speed reduction
observed upon Chk1 depletion is equivalent to that resulting from treatment with 10 yM of
HU. It was thus not surprising to find no significant changes in pool sizes in Chk1-depleted
JEFF and CHEF cells (Figure 2C).

Origin firing is fine-tuned by fork speed, independently of the Chk1 status

Several studies have shown that the median inter-origins distance (I0D) (Figure 3A)
decreases in cells deprived of Chk1 activity, indicating that the density of initiation events
increases in these cells (Katsuno et al, 2009; Maya-Mendoza et al, 2007). Similarly, we find
that the median IOD decreases by approximately 45% in JEFF and 25% in CHEF cells upon
Chk1 depletion (Figure 3B). Such IOD modulation may reflect, as previously suggested, a
direct role of Chk1 in the repression of some origins (Ge & Blow, 2010; Katsuno et al, 2009;
Petermann et al, 2010; Syljuasen et al, 2005). Alternatively, activation of latent origins in
Chk1-depleted cells may be a consequence of fork speed reduction. To distinguish between
these two possibilities, we asked if conditions that rescue fork movement in Chk1-depleted
cells also impact origin firing. We find that the median 10D goes back to control levels in both
JEFF and CHEF cells depleted of Chk1 upon precursor supply (Figure 3B). This result shows
that the spacing of initiation events is determined by fork speed, or directly by the dNTP
pools, independently of the Chk1 status.



A predictable consequence of this finding is that the level of recruitment of latent
origins should be comparable whether fork movement is affected by treatments with HU or
by Chk1 depletion. We thus determined the median 10D in JEFF and CHEF cells treated with
doses of HU leading to a large range of fork impediment (Figure 3C). We find that the
median fork speeds and the median |OD are linearly correlated (r=0.97 in JEFF and r=0.98 in
CHEF cells) (Figure 3D and Supplementary Figure 2). We then plotted on these graphs the
median IOD and the median fork speed determined in cells depleted or not for Chk1 and
complemented or not with dNs. As expected, all these values are congruent with those
determined in cells treated with HU (Figure 3D and Supplementary figure 2). Since the 10D
mainly takes into account initiation events occurring within origin clusters, we also measured
fork densities, which constitute a more global estimation of origin usage. When compared to
non-depleted cells, fork density in JEFF cells depleted of Chk1 increases approximately by a
factor of two, and this increase is abrogated in the presence of dNs (Figure 3E). In addition,
we observe that neither the percentage of cells in S-phase nor the incorporation of BrdU is
dramatically altered in JEFF cells depleted for Chk1 or treated with 10 uyM of HU
(Supplementary Figure 3). Thus, the increase in active origins efficiently compensates for
fork slowing, which enables the cells to progress normally through S-phase. Together, these
results confirm that origin spacing is fine-tuned by fork speed, or directly by dNTP pools,
regardless of whether dNTP starvation is induced by Chk1 depletion or HU treatment.

However, it remains to be determined how Chk1 depletion promotes dNTP starvation.

Chk1 deficiency promotes DNA damages and induces the DDR

It was previously established that depletion or inhibition of Chk1 leads to
accumulation of DNA damage that triggers activation of the ATM branch of the DDR
(Forment et al, 2011; Niida et al, 2005; Syljuasen et al, 2005). Accordingly, we observe an
approximately five-fold increase of histone H2AX phosphorylated on serine 139 (yH2AX),
and of p53 phosphorylated on serine 15 (p53-s15P) in whole-cell extracts of Chk1-depleted
JEFF cells compared to control cells (Figure 4A). As previously suggested (Sorensen &
Syljuasen, 2012; Syljuasen et al, 2005), DNA damage may arise from reduced fork
movement or increased initiation. Noticeably, we find that the levels of p53-s15P and yH2AX
remain high in Chk1-depleted cells supplemented with exogenous dNs (Figure 4A), which
shows that reduced fork speed or increased origin activation is not responsible for breakage.
In agreement with this conclusion, cell treatment with 10 uM of HU, a dose leading to a
replication phenotype equivalent to that resulting from Chk1 depletion does not induce
yH2AX accumulation in JEFF cells (Supplementary Figure 4). Alternatively, DNA damage

induced upon Chk1 deficiency could originate from fork stalling and subsequent fork



collapse, however, in agreement with published data (Speroni et al, 2012), we fail to observe
a significant increase in fork asymmetry in both Chk1-depleted JEFF and CHEF cells

compared to control cells (Supplementary Figure 5).

RRM2B gene over-expression triggers fork slowing in Chk1-depleted cells

Active RNR contains two copies of a large catalytic subunit (R1) and two copies of a
small regulatory subunit (either R2 or p53R2) (reviewed in (Thelander, 2007)). Transcription
of the gene coding for the p53R2 subunit is up regulated upon DNA damage in a p53-
dependent manner (Chang et al, 2008; Tanaka et al, 2000). We therefore asked whether
activation of the DDR we observe in Chk1-depleted cells impacts the level and the
localization of p53R2. We find that the level of p53R2 mRNA increases in Chk1-depleted
JEFF and CHEF cells while that of the R1 and R2 mRNA remains unchanged (Figure 4B and
Supplementary Figure 6). The accumulation of p53R2 transcripts correlates with an
increased level of p53R2 subunit in whole-cell extracts of JEFF cells (Figure 4A). We are
unable to study the levels of p53R2 in CHEF cells because the available antibodies fail to

recognize the Chinese hamster protein.

We next used cell-fractionation to study the distribution of the RNR in the cytoplasm,
the soluble nuclear fraction and the chromatin of JEFF cells depleted or not of Chk1. We find
that most R1, R2 and p53R2 proteins are cytoplasmic, but a fraction of each subunit is
present in the nucleus, a part of which is associated with the chromatin fraction (Figure 4C).
Noticeably, we find that the level of chromatin-bound p53R2 increases approximately two-
fold while those of R1 and R2 increase weakly or not, respectively, in Chk1-depleted cells
(Figure 4C). We reasoned that p53R2 accumulation could favor its association with R1 at the
expense of the R1-R2 complex, which could play a role in fork slowing. In this hypothesis,
co-depletion of Chk1 and p53R2 is expected to suppress fork slowing. Depletion of p53R2
significantly speeds up fork movement in Chk1-depleted JEFF cells (Figure 4D) and
completely restores fork speed in Chk1-depleted CHEF cells (Figure 4E), in which the
efficiency of p53R2 depletion was assayed by RT-qPCR (Supplementary Figure 6).
Together, these results link fork slowing induced by Chk1 deficiency to DNA damage-
dependent over-expression of p53R2, and show that the type of regulatory subunit

associated with the catalytic R1 subunit modulates dNTP pools available for replication.

Defective DNA damage signaling alleviates fork slowing in Chk1-depleted cells



As mentioned above, the levels of p53R2 depends on DDR activation. Failure of
damage signaling is thus expected to abrogate fork slowing in Chk1-depleted cells. To check
this hypothesis, we co-depleted Chk2 and Chk1 in JEFF cells. Noticeably, depletion of Chk2
alone does not trigger the DDR and does not impact fork movement in these cells (Figure
4F). Upon co-depletion of Chk1 and Chk2, p53-s15P and yH2AX levels decreased markedly
compared to that found in JEFF cells depleted of Chk1 alone, which confirms that the
ATM/Chk2 branch of the checkpoint contributes to signal the damages arising in Chk1
deficient cells (Niida et al, 2005; Syljuasen et al, 2005). In addition, co-depletion significantly
speeds up replication forks (Figure 4F). Thus, shutting down the signaling network upstream
of p53 suppresses fork impediment, further confirming that DNA damage induced in Chk1

deficient cells is involved in fork slowing.

Rad51 deficiency also leads to p53R2-dependent dNTP starvation

Chinese hamster fibroblasts over-expressing a dominant-negative form of RAD51
(cell line V79 SMRad51) exhibit a 15-20% fork speed reduction associated with a decrease
in the median IOD comparable to that observed in Chk1-deficient cells (Daboussi et al,
2008). In agreement with these results, we show that JEFF cells depleted of Rad51 by RNA
silencing display a 35% reduction of fork movement (Figure 5A). In addition, Rad51 depletion
leads to the formation of yH2AX and p53-s15P, indicating that DNA damage takes place in
depleted JEFF cells (Figure 5B). DDR activation in depleted cells correlates with a two-fold
increase in the level of p53R2 mMRNA and p53R2 protein (Figures 5B and C). It is thus
tempting to hypothesize that the very same mechanism controls fork speed in cells deficient
for Chk1 or Rad51. Strikingly, addition of exogenous dNs or p53R2 depletion restores fork
progression in both Rad51-depleted JEFF and V79 SMRad51 cells (Figures 5A, D, E and F).
Furthermore, we find that the levels of yH2AX remain high in Rad51-depleted JEFF cells
either supplemented with dNs or depleted for p53R2 (Figure 5B), further confirming that most

DNA damage occurring in such deficient cells is independent of fork slowing.
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Discussion

Chk1 and Rad51 depletion starve the replication machinery of dNTPs

As previously reported for different cell types (Katsuno et al, 2009; Maya-Mendoza et
al, 2007; Petermann et al, 2010; Scorah & McGowan, 2009), we observe that Chk1
deficiency leads to fork slowing and activation of extra-origins in human lymphoblastoid JEFF
cells and in normal CHEF fibroblasts. Until now, the process altering the replication dynamics
in the context of Chk1 deficiency has remained unclear. It has been proposed that the
primary effect of Chk1 depletion is to de-repress latent origins, which increases the number
of active forks, resulting in enhanced consumption of heretofore unidentified limiting factors
and fork slowing (Petermann et al, 2010). Here we show that the exogenous supply of DNA
precursors rescues fork progression in Chk1-depleted cells, identifying dNTPs as the factors
limiting fork movement. Strikingly, origin spacing also goes back to normal values upon
exogenous precursor supply, showing that the increase in origin firing observed in Chk1
deficient cells is also a consequence of dNTP starvation. Origin spacing is thus fine-tuned
independently of Chk1 status, either directly by the size of dNTP pools or by fork slowing that
results from dNTP shortage. We favor the latter hypothesis because aphidicolin, an inhibitor
of DNA polymerases that does not affect the pools, similarly increases initiation density in
proportion to fork slowing (Courbet et al, 2008). Previous work has shown that reduction of
origin firing upon Cdk2 or Cdc7 down-regulation restores fork speed in Chk1-deficient cells
(Petermann et al, 2010), leading the authors to conclude that Chk1 plays a direct role in the
repression of latent origins. Rather, we propose that a decrease in active origins reduces the
number of ongoing forks, which saves precursors and stimulates fork progression in

conditions of limited dNTP availability.

We have shown previously that over-expression of a dominant-negative form of
Rad51 in Chinese hamster fibroblasts (V79 SMRad51) also leads to fork slowing and
increased origin density (Daboussi et al, 2008). Here we confirm these observations and
show that Rad51-depleted JEFF cells display a similar phenotype. Moreover, addition of dNs
in the growth medium of V79 SMRad51 and Rad51-depleted JEFF cells alleviates fork
slowing. Thus, Rad51 and Chk1 deficiencies both perturb dNTP availability, suggesting that

a common mechanism dictates replication dynamics in DDR deficient cells.

Chk1 and Rad51 deficiencies may impact local dNTP availability

No significant changes in the global dNTP pools were detected in Chk1-depleted cells

or in cells challenged with HU concentrations that slow forks to the same extent than Chk1 or

11



Rad51 depletion, suggesting that the pools may be affected in specific sub-cellular
compartments in mammalian cells. The results of several studies support this possibility.
First, although ribonucleotide reduction essentially takes place in the cytoplasm, where most
of active RNR localizes (Pontarin et al, 2008), a portion of the enzyme resides in the nucleus
(Chen et al, 2010; Tanaka et al, 2000; Zhang et al, 2009). Second, it has been shown that a
sub-fraction of the nuclear RNR is bound to the chromatin (D'Angiolella et al, 2012; Niida et
al, 2010). Third, in cells treated with camptothecin, induction of DNA damages correlates with
the re-localization of RNR sub-units from the cytoplasm to the nucleus (D'Angiolella et al,
2012; Zhang et al, 2009). In addition, nuclear RNR is recruited to repair foci in a Tip60
dependant-manner upon UV- and y -irradiation (Hu et al, 2012; Niida et al, 2010). RNR
activity may thus redistribute upon DNA damage, resulting in local delivery of dNTPs that
facilitates repair. The phosphorylation of H2AX and p53 we observed in Chk1 and Rad51
deficient cells confirms the presence of damages in these genetic contexts, which may

provoke fork slowing upon redistribution of nuclear dNTPs.

Fork slowing relies on DDR activation and p53R2 accumulation

We reasoned that damage signaling could be a key event in fork speed modulation.
To check this possibility, control and Chk1-deficient cells were depleted of Chk2. We found
that co-depletion of Chk1 and Chk2 suppresses Chk1-dependent fork slowing while depletion
of Chk2 alone does not impact the replication dynamics. In addition, like in yeast and other
mammalian cells (Chang et al, 2008; Davidson et al, 2012; Poli et al, 2012; Tanaka et al,
2000), we observed that DDR activation is associated with over-expression of p53R2.
Strikingly, depletion of p53R2 speeds up replication forks in Chinese hamster fibroblasts and
in human lymphoblastoid cells deficient for either Chk1 or Rad51, revealing that fork slowing
results from accumulation of p53R2. This accumulation correlates with an increased
chromatin recruitment of p53R2. We propose that p53R2 accumulation perturbs the ratio of
RNR complexes, namely R1/p53R2 and R1/R2, leading to preferential targeting of
precursors towards the repair machinery, at the expense of fork speed. This may be
achieved through re-localization of part of the RNR from replication to repair foci. Together,
our results reveal a new pathway that orchestrates the crosstalk between repair and

replication and show that fork slowing relies on DDR signaling (model in Figure 6).

In addition, our results demonstrate, in strong contrast with the common view, that
Chk1 activity plays no role in the control of fork speed and initiation density in normal S
phases. Indeed, fork slowing relies on DNA damage induced by the absence of Chk1.

Noticeably, it has been suggested that damage results from fork slowing or from increased
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initiation density taking place in these cells (Syljuasen et al, 2005). We show here that
restoration of the replication dynamics does not turn off the DDR, indicating that these
replication features are not responsible for the damage. Alternatively, damage may originate
from fork stalling and subsequent fork collapse, but we fail to observe significant increase in
fork asymmetry in Chk1-depleted cells compared to control cells. However, we cannot
exclude that forks stall at specific loci, rare enough to not impact whole genome data. Further

work will thus be necessary to determine the source of the damage.

Local regulation of dNTP pools could prevent mutagenesis

In yeast cells, up-regulation of RNR appears to be a common consequence of
mutations leading to genomic instability. Subsequent expansion of the dNTP pools improves
survival following DNA damage but elicits high mutation rates (Davidson et al, 2012; Kumar
et al, 2011; Poli et al, 2012). Our results show that, in contrast to the situation observed in
yeast cells, the dNTP pools available for replication decrease upon DNA damage in
mammalian cells, resulting in fork slowing. Such a 20-30% reduction of fork movement is not
detrimental for cell survival because increased initiation density maintains the rate of DNA
replication. We propose that mammalian cells evolved a mechanism regulating local dNTP
pools allowing accurate repair without impairing replication fidelity. Moreover, by slowing fork
movement, the pathway we identified contributes to stabilize fork progressing along a
damaged template, and activation of latent origins ensures an efficient backup in case of fork

stalling.
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Materials and methods

Cell culture, HU treatment and nucleotide precursors complementation

Epstein Barr virus-immortalized human B-lymphocytes (JEFF cells) were grown in RPMI
1640 + GlutaMAX-I medium (GIBCO). Chinese hamster embryonic fibroblast (CHEF) were
grown in MEM medium supplemented with Earle’s salts, 1% MEM Non-Essential Amino
Acids, 1 mM Sodium pyruvate and 2 mM L-glutamine (all compounds were purchased from
GIBCO). In both media 10% foetal calf serum (PAN-Biotech GmbH) was added, and 100
pg/mL of penicillin and streptomycin (GIBCO). V79 puro and V79 SMRad51 were cultured as
described previously (Daboussi et al, 2008). The Chk1 inhibitor UCN-01 was purchased form
SIGMA and added at a concentration of 50 nM, for 4 hrs. Hydroxyurea (purchased from
SIGMA) was added for 6 hrs at the indicated concentrations. Nucleotide precursors were all
purchased from SIGMA, deoxyribonucleosides, at 20 uM each, were supplemented over-

night in JEFF cells and for 6 hrs in CHEF cells prior to cell recovery.

siRNA transfection

Transfections were carried out with the Nucleofector device (LONZA), according to the
manufacturer’s instructions. Briefly, 2x10° JEFF cells were resuspended in 100 pL of
Nucleofector C solution (LONZA) containing 0.6 uM of a mixture of 3 siRNAs targeted
against Chk1 (HSS101854, HSS101855, HSS101856), p53R2 (HSS121295, HSS121296,
HSS181703), Chk2 (HSS117406, HSS174161, HSS117408) or Rad51 (HSS109012,
HSS109013, HSS109014) mRNA and transfected with the Z-001 program. Chinese hamster
fibroblasts (V79puro, V79 SMRad51 and CHEF) were transfected with the program T-020 in
Nucleofector V solution containing, 1 yM of each of two siRNAs targeting Chinese Hamster
Chk1 mRNA (target-1: ACGCTTCTTCACCAAATTGGA,; target-2:
AAGATGTTAAATCATGAGAAT, purchased from QIAGEN), or 1 uM of each of four siRNAs
targeting Chinese Hamster p53R2 mMmRNA (target-1:
UUCUCUUCCGACUUAAGCUUGUUCC; target-2: UCGCAGCCAGCGAUGGAAUUGUAAA;
target-3: UGCCUGAUGUUUCAGUACCUGGUAA,; target-4:
UGGCCUCAUUGGAAUGAACUGUGUU, purchased from Invitrogen). For control
experiments, cells were transfected with the AllStars Negative Control siRNA (NONsi)
(1027281, QIAGEN). JEFF and V79 cells were harvested 48 hrs after transfection, CHEF 24

hrs after.

Molecular combing and immunofluorescent detection
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Combing and immunodetection were performed as described previously (Anglana et al,
2003). Briefly, cells were pulse-labeled with iododeoxyuridine (IdU) then chlorodeoxyuridine
(CldU). Pulses lasted 20 min, excepted in HU-treated cells (30 min). Immunodetection of
neo-synthesized DNA and DNA fibers, was performed by successive incubations with the
following antibodies: 1) mouse anti-bromodeoxyuridine (BrdU) (BD Biosciences) and rat anti-
BrdU (AbD Serotec), 2) A488 conjugated goat anti-mouse (Invitrogen) and cy3 conjugated
goat anti-rat (Abcam), 3) mouse anti-single-stranded DNA (Millipore), 4) cy5.5 conjugated
goat anti-mouse (Abcam), 5) cy5.5 conjugated donkey anti-goat (Abcam). Image acquisition
was performed on an epifluorescence microscope driven by the Metamorph software
(Molecular devices). A DM6000 B (Leica) was used for fork speed analysis. For IOD and fork
density, an Imager.z2 (Zeiss) equipped with a PIEZO stage (Physik instrumente) was used
for scan-slide acquisition of long DNA molecules. Measurements of fork speed, fork density
and IOD were done with Photoshop software (Adobe). DNA counterstaining enabled to
discard broken fibers and ensured that multiple replication events belonged to the same

molecule (Tuduri et al, 2010).

Statistical analysis of molecular combing data

The R environment was used for all the analyses (R Development Core Team (2011). R: A

language and environment for statistical computing. R Foundation for Statistical Computing,

Vienna, Austria. http://www.R-project.org/). Tables, graphs and R code will be sent upon

request. Statistical significance was set to P < 0.05. Two-tailed tests were systematically
used. Type | error was not controlled by any procedure of correction (exploratory statistical
analysis). The results are summarized in Supplementary table S1. The replication fork speed
variable was calculated using (d, + d¢)) / (t + tc), with d, and t; being the measured distance
(in kb) and labelling time (in min) for IdU incorporation, respectively, and d¢ and tg the
corresponding parameters for CldU incorporation. The fork asymmetry variable
corresponded to max(d, / dg, dg / d;), which varies between 1 (no asymmetry) and +
(theoretical maximal asymmetry). Distributions of these variables were systematically
examined. Medians were compared with the Mann-Whitney-Wilcoxon (MWW) test using
normal approximation due to identical values and continuity correction. Statistical
conclusions applied to central parameters (medians) as assumption that the two compared
distributions were identical except for central parameters was visually validated. In Figures

3D and S2, the drawn line corresponds to the regression line of y on x.

Whole-cell extracts, cell-fractionation and antibodies
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Whole-cell extracts were obtained by lysing 2x10° cells in 100 uL of the following buffer: 20
mM Hepes pH7.3, 0.35 M NaCl, 10 mM KCI, 1 mM EDTA, 20% glycerol, 1% Triton X-100,
1/100 phosphatase and protease inhibitor cocktail for 30 min at 4 C°. Alternatively cells were
directly resuspended in 1X SDS sample buffer (Biolabs). For cell-fractionation, 5x10° cells
were resuspended in 200 uL of buffer 1 (0.25% NP-40, 10 mM Tris-HCI pH7.4, 10 mM NaCl,
10 mM MgCl,, 1/100 protease inhibitor cocktail) for 5 min on ice. After centrifugation (5 min at
10 000 g), the supernatant was stored as the cytoplasmic fraction. The pellet of nuclei was
resuspended in 100 pL of buffer 2 (20 mM Hepes pH7.3, 0.35 M NaCl, 10 mM KCI, 1 mM
EDTA, 20% glycerol, 1% Triton X-100, 1/100 protease inhibitor cocktail) for 30 min on ice.
After centrifugation (10 min at 10 000 g), the supernatant was stored as the nuclear fraction.
Finally the pellet of chromatin was resuspended in 50 pL of 1X SDS sample buffer (Biolabs)
and digested for 30 min with 5 units of benzonase nuclease (Novagen). Antibodies are listed

in supplemental information.

Measurement of ANTP pool size

Briefly, cells were lysed in 10% ice-cold trichloroacetic acid (TCA), 15 mM MgCl, (15 min on
ice). After centrifugation (10 min at 10 000 g), the supernatant was neutralized by two
extractions with a mixture of trifluoromethane (78% v/v) — trioctylamine (22% v/v). The
aqueous phase was stored at -80 C° for later analysis. Quantification of dNTPs was carried

out by the enzymatic assay described by Sherman and Fyfe (Sherman & Fyfe, 1989).

Real Time quantitative PCR

Quantifications were carried out using the 7500 Real time PCR system (Applied Biosytem)
with the SYBR green PCR Master Mix (Applied Biosystem). All quantifications were done in
duplicate and in the indicated number of independent experiments. The same set of primers
was used to amplify RNR coding (RRM1, RRM2, RRM2B) and CHK1 sequences in CHEF
and JEFF cells. RNA levels were normalized to that of reference genes: GNAI3 alpha in

CHEF cells and cyclophilin B in JEFF cells. Primers are listed in supplemental information.
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Figure legends

Figure 1. Exogenous nucleotide precursors can rescue replication fork slow down
triggered by Chk1 depletion. (A) Scheme of the protocol used and of a DNA fiber obtained
by the molecular combing technique. After transfection with siRNAs and supplementation of
deoxyribonuclosides (dNs), replication forks are labeled by two consecutive pulses of
thymidine analogs (IdU and CldU). After combing, DNA molecules are immuno-stained in
blue, and IdU and CIdU, in green and red respectively. DNA counterstaining ensures that
replication signals belong to the same fiber and enables to discard broken fibers. (B) Upper
panel. Western blots showing the 80-90% efficiency of Chk1-depletion in JEFF and CHEF
cells. B actin is shown as a loading control. NT, NONsi, siChk1: Non-transfected, transfected
with a control siRNA, or a set of Chk1 siRNAs, respectively. Different set of siRNAs were
used to target Chinese hamster or human Chk1 mRNAs (see experimental procedures).
Lower panel. Dot plots of relative fork speed in JEFF and CHEF cells. Mean replication fork
speed of each cell-type is provided in Figure S1. Supplementation of dNs and transfections
are as indicated on the figure. Only untruncated forks, as determined by DNA counterstaining
were considered. Horizontal grey lines represent the median of relative fork speed
distribution. Medians are indicated above each distribution (an asterisk indicates p-value
<0.05, and ns indicates p>0.05). Note that each cell line behaves differently upon dNs
addition. The data are from one representative out of two independent experiments. (C)
Relative fork speed in UCN-01 or DMSO treated CHEF cells is represented as in (B). The

data are from one representative out of two independent experiments.

Figure 2. Chk1 depletion does not affect dNTP pool size. (A) Barplot showing the mean
dNTP pool size as determined by an enzymatic assay (see experimental procedures) in
JEFF cells treated with the indicated doses of hydroxyurea (HU). Mean of two to four
independent experiments is shown. Bars indicate standard deviation (SD). (B) Upper panel is
an illustration of reduced fork progression, as observed on single DNA molecules of JEFF
cells treated with the indicated concentrations of HU. Scale bar indicates the length of
stretched DNA in kilobase (kb). Lower panel. Dot plots of relative fork speed are shown as in
Figure 1. JEFF and CHEF cells were treated with the indicated doses of HU. Fork speed was
determined in JEFF cells treated with 1 mM of HU (red). Although traveling very slowly, forks
were not completely arrested (*: p<0.05; ns, p>0.05). (C) Barplot showing the mean +/- SD
dNTP pool size as determined in JEFF (n=5) and CHEF cells (n=4) transfected or not with
the indicated siRNAs. NT, NONsi, siChk1: Non-transfected, transfected with a control siRNA,
or a set of Chk1 siRNAs.
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Figure 3. Origin firing is fine-tuned by fork speed independently of Chk1 status. (A)
Example of a cluster of replication origins (ori). The inter-origins distance (I0OD) is the length
in kilobase (kb) between two adjacent origins. (B) Distribution of relative IOD in JEFF and
CHEF cells. Medians IOD of respectively 117 kb and 84 kb were obtained in non-transfected
-JEFF and -CHEF (NT) cells and were used to normalize the data. Transfections and
addition of dNs are represented as in Figure 1. Horizontal grey lines represent the median
relative 10D. Medians and significativities are indicated above the distribution (*: p<0.05; ns:
p>0.05). (C) Distribution of relative 10D in JEFF and CHEF cells treated with the indicated
doses of HU and shown as in (B). Median IOD of 99 kb was measured in non-transfected -
JEFF and -CHEF cells. (D) Graph showing the linear correlation between relative median
fork speed and relative median |IOD in JEFF cells treated with increasing doses of HU.
Values are that shown in Figures 2 and 3C, and relative medians were obtained by
normalization of medians to controls values (without HU). The Pearson coefficient of linear
correlation (r) is indicated. Data from the experiments showed in Figures 1 and 3B are
represented. The same analysis was done with CHEF cells and is presented in Figure S2.
(E) Fork density was assessed in JEFF cells transfected and supplemented or not with dNs
as indicated on the figure. Fork density is the number of forks divided by the total length of
DNA molecules (Mb) and normalized by the percentage of S-phase cells. The corresponding

FACS analyses are shown in Figure S3.

Figure 4. Chk1 deficiency leads to DNA damage and accumulation of p53R2, which
impedes the progression of replication forks. (A) Left panel: JEFF whole-cell extracts
(WCE) were separated by SDS-PAGE and analyzed by western blotting. Transfection
conditions and supplementation or not with dNs are as indicated on the figure. B actin is
shown as a loading control. Right panel: p53s15P and yH2AX levels were normalized to that
of B actin and expressed as a percentage of intensities obtained in Chk1-depleted cells.
Mean +/- SD of two independent experiments. (B) Messenger RNAs were extracted and
quantified by RT-gPCR. RRM2B, RRM2 and RRM1 are the genes encoding respectively for
p53R2, R2 and R1 subunits of the RNR. Messenger RNAs levels were normalized to that of
cyclophilin B housekeeping gene expression. Histograms represent the means +/- SD of
three independent experiments. See Figure S6 for expression of RRM2B in Chk1-depleted
CHEF cells. (C) Left panel: Western blot analysis of JEFF cell cytoplasmic (cyto), nuclear
soluble (nuc) and chromatin (chroma) extracts. GAPDH, Orc2 and histone H3 are shown as
internal quality controls of cell fractionation. Transfection conditions and antibodies are
indicated. Right panel: Quantification of chromatin-bound levels of the three RNR subunits
expressed as a percentage of NONSsi signals. Intensities were normalized to the Orc2

signals. Means +/- SD of four independent experiments (D) Upper panel. Efficiency of Chk1
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and p53R2 depletion in JEFF cells. Lower panel. Dot-plots of relative fork speed after
depletion of Chk1 and/or p53R2. Medians and significativities are indicated above the
distributions (*: p<0.05; ns, p>0.05). The data are one representative from two independent
experiments. (E) Dot-plots of relative fork speed distribution after depletion of Chk1 and/or
p53R2 in CHEF cells. Efficiency of p53R2 mRNA depletion was assessed by RT-qPCR and
is shown in Figure S6. (F) Right panel: western-blot analysis of JEFF WCE. Ponceau
staining is used as a loading control. Arrow indicates Chk2. Asterisk indicates non-specific
bands. Left panel: Dot-plots of relative fork speed distribution after depletion of Chk1 and/or
Chk2 in JEFF cells.

Figure 5. p53R2 up-regulation leads to the slowing down of forks in Rad51 deficient
cells. (A) Dot-plots of relative fork speed distribution after depletion of Rad51 in JEFF cells
and/or addition of dNs. (B) Western blot analysis of JEFF WCE. Transfection conditions,
addition or not of dNs and antibodies are indicated. Ponceau staining is used as a loading
control. (C) RNAs were extracted and RRM2B level was quantified by RT-gPCR. Expression
levels were normalized to that of cyclophilin B. (D) Dot-plots of relative fork speed distribution
in JEFF cells depleted for Rad51 and/or p53R2. Efficiency of depletion is shown in (B). (E
and F) Relative fork speed in V79 cells carrying an empty vector (puro) or over-expressing a
dominant-negative form of Rad51 (SMRad51) is represented as in (A). Tranfections and
addition of dNs are indicated on the figure. Mean fork speed in V79 cells is shown in Figure
S1.

Figure 6. Model for the interplay between DDR and replication in Chk1 and Rad51
deficient cells. DNA damages arising spontaneously in Chk1 or Rad51 deficient cells
activate the ATM-Chk2-p53 branch of the DDR. Active p53 up-regulates the expression of
p53R2, the damage-dependant subunit of the RNR. Titration of the R1 subunit by over-
expressed p53R2 and/or re-localization of active RNR redirect part of the precursors toward
repair, at the expense of replication. This channeling of dNTPs then leads to fork slowing and

passive recruitment of latent origins by the so-called compensation mechanism.
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Supplementary information

Chk1 or Rad51 deficiency perturbs replication dynamics via p53R2-mediated
modulation of dNTP pools
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Supplemental data

Supplementary table S1
Supplemental table S1 summarizes the statistical analysis performed in this study, and is

provided as a separate file.
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Figure S1. Determination of the mean replication fork speed for each cell-type. The
DNA combing methodology was used to monitor fork speed in the four different type of cells
used in this study. Dot plots of the mean fork speed in JEFF (EBV- immortalized human
lymphocytes), CHEF (Chinese hamster embryonic fibroblasts), V79 puro (line of Chinese
hamster fibroblasts carrying an empty vector) and V79 SMRad51 (over-expressing a
dominant-negative form of Rad51) cells obtained from independent experiments. Horizontal
black lines represent the mean of the mean distribution, and n the number of independent

mean obtained from non-treated cells or cells transfected with a control siRNA. Means +/-

standard deviation (SD) are indicated above distributions.
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Figure S2. Origin spacing is linearly correlated to fork speed in CHEF cells. Graph
showing the linear correlation between relative median fork speed and relative median 10D in
CHEF cells treated with increasing doses of HU. The values are that shown in figures 2B and
3C, and relative medians were obtained by normalization of medians to controls values
(without HU or non transfected). The Pearson coefficient of linear correlation (r) is indicated.
Dots corresponding to the experiments showed in Figures 1B and 3B are represented, and

the corresponding legends are above the graph.
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Figure S3. Low doses of HU or Chk1 depletion do not affect cell-cycle progression and
BrdU incorporation in JEFF cells. JEFF cells were treated or transfected as indicated on
the figure, and were then pulse-labeled with bromodeoxyuridine (BrdU) for 15 min. BrdU
incorporation was revealed with Alexa 488 bound antibodies and DNA content was stained
by propidium iodide (PIl). The represented gate was used to count cells in S-phase and the

associated percentage is shown. Cells that are in S phase but did not incorporate BrdU are
indicated by S block percentage.
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Figure S4. Low doses of HU do not lead to DNA damage in JEFF cells. JEFF cells were
treated with the indicated doses of hydroxyurea (HU) and the apparition of DNA damage was
followed by yH2AX signal in whole-cell extracts. Chk1 and B-actin are used as loading

controls. Chk1 level is not altered upon HU treatment.
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Figure S5. Analysis of fork asymmetry in CHEF and JEFF cells.

Upper panel. Stalling should lead to asymmetrical forks, namely to individual forks presenting
unequal IdU and CIdU tracks. Therefore, we calculated asymmetry as the ratio of the longest
to the shortest track. Thus, fork asymmetry variable corresponded to max(d\/ dc, da/ d)),
which varies between 1 (no asymmetry) and +« (theoretical maximal asymmetry), with d, and
t, being the measured distance (in kb) and labelling time (in min) for IdU incorporation,
respectively, and dg and fc the corresponding parameters for CldU incorporation. Lower
panel. Distribution of fork asymmetry in JEFF and CHEF cells. Transfections are as indicated
on the figure. Fork asymmetry does not increase in Chk1-depleted JEFF or CHEF cells as
indicated by ns (p-value>0.05).
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Figure S6. Analysis of p53R2 (RRM2B) expression in CHEF cells.

Silencing of p53R2 (RRM2B) was assayed by RT-gPCR in CHEF cells. Because antibodies
targeting p53R2 were not able to recognize Chinese hamster p53R2 we extracted
messenger RNAs from CHEF cells and quantified RRM2B expression levels in cells
transfected as indicated. Chk1 depletion was assessed by western blotting (upper panel) and
RT-gPCR (lower panel) as an internal quality control of the procedure. RRM2B and CHK1

transcripts levels were normalized on that of GNAI3 alpha. Mean +/- SD of two independent

experiments.



Supplementary materials and methods

Antibodies

The primary antibodies used in these studies were: mouse anti-B-actin (Clone AC-74,
SIGMA), mouse anti-GAPDH (MAB374, Millipore), mouse anti-yH2AX S139 (clone JBW 301,
Millipore), rabbit anti-p53s15P (#9284S, Cell Signaling), rabbit anti-histone H3 (ab1791-100,
Abcam). From Santa Cruz: goat anti-Orc2 (sc-13238), goat anti-p53R2 (sc-10840), goat anti-
R1 (sc-11733), goat anti-R2 (sc-10844), and mouse anti-Chk1 (sc-8408).

RT-gPCR primers

Cyclophilin B-Fw: 5-GTGAGCGCTTCCCCGATGAG-3’
Cyclophilin B-Rv: 5-TGCCAAACACCACATGCTTGC-3
GNAI3 alpha-Fw : 5-CATGGGCTGCACGTTGAG-3’
GNAI3 alpha-Rv : 5-GTTGCGGTCAATCATCTTGCT-3
CHK1-Fw: 5-TGGTGAAGAAGCGTGTCATTCT-3
CHK1-Rv: 5-GGTACCCCTGGATCCTCACA-3
RRM2B-Fw: 5-CCAGTGATGGAATTGTAAATGAAAA-3’
RRM2B-Rv: 5-CAGCGAGCCTCTGGAACCT-3
RRM2-Fw: 5-GGCATTTTCTTTTCCGGTTCT-3'
RRM2-Rv: 5-ATGTGAGGCCAGGCATCAG-3’
RRM1-Fw: 5-CAAGGTCGTGTCCGCAAAG-3
RRM1-Rv: 5-GGTGCCTGTTTCCGTCTGA-3’

Fw: forward: Rv: reverse.

FACS analysis of BrdU pulse-labeled cells

After the indicated treatment, JEFF cells were pulse-labeled for 15 minutes with 30 yM of
Bromodeoxyuridine (BrdU) purchased from sigma. Cells were rinsed in PBS before fixation in
70% ethanol. Nuclei were isolated in pepsin solution (0.5 mg/mL of pepsin in 30 mM HCI) for
20 minutes at 37 °C. Then nuclei were resuspended in HCI 2N for 20 minutes at room
temperature. BrdU was detected by successive incubations with 1/100 of rat anti-BrdU (AbD

Serotec) antibody and 2/50 chicken anti-rat Alexa 488 (Invitrogen) antibody. Nuclei were



finally resuspended in propidium iodide (Sigma) before acquisition of data on a FACsort (BD

Dickinson). Results were analyzed with FlowJo software.



3. Publication #2

Spontaneous mitotic defects in homologous recombination-deficient cells
result from slow replication fork velocity

Therese Wilhelm, Aurélia Barascu, Indiana Magdalou, Hervé Técher, Michelle
Debatisse and Bernard S. Lopez

Publication soumise

- 148 -



Spontaneous supernumerary centrosomes result from endogenous slow replication fork

progression, in homologous recombination-deficient mammalian cells.
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ABSTRACT

We defined very low hydroxyurea (HU) doses (5 to 10 pM) that decrease
replication fork (RF) speed of wild-type cells to that of wunchallenged
homologous recombination (HR)-deficient cells. Such HU doses generated
supernumerary centrosomes to the level of unchallenged HR-deficient cells.
Reciprocally, supplying nucleotides precursors to HR-deficient cells
concomitantly rescued the RF velocity, the frequency of spontaneous
supernumerary centrosomes and pChkl activation. This shows that, in HR-
deficient cells, spontaneous centrosome amplification results from slow RF
speed. These data underline the role of HR at the interface between replication forks

progression and chromosome segregation, faced to endogenous or low genotoxic stress.

Keywords: homologous recombination, replication, BRCA, centrosome, genetic instability,

breast cancer, mitosis, low doses



Introduction

DNA is continuously subjected to injury by exogenous or endogenous sources. The
faithful transmission of genetic material requires precise control of the DNA damage response
(DDR), which brings together and coordinates a network of pathways including DNA replication
with DNA repair/recombination, the cell cycle checkpoint, and chromosome segregation. A
defect in either one of these pathways leads to genetic instability and cancer predisposition. Of
note, in pre-cancerous and early-stage malignancies, both spontaneous DDR activation,
interpreted as a consequence of endogenous replication stress, and centrosome abnormalities,
leading to aneuploidy and genomic instability, have been reported (Nigg, 2002; Sluder and
Nordberg, 2004; Bartkova et al., 2005; Gorgoulis et al., 2005). Therefore, endogenous stresses
must play a key role in spontaneous genetic instability and the etiology of cancer.

Homologous recombination (HR) is an evolutionarily conserved process that controls the
balance between genetic stability and diversity. Particularly, HR plays a pivotal role in the
reactivation of replication forks that have been blocked (Michel et al., 2001; Saintigny et al.,
2001; Lomonosov et al., 2003; Petermann et al., 2010; Schlacher et al., 2011). Because
replication forks are routinely inactivated by endogenous stress (Hyrien, 2000), HR should play
an essential role in protection against spontaneous replication stress and thus against spontaneous
genetic instability. Remarkably, unchallenged HR-defective cells exhibit a spontaneous genome-
wide deceleration of replication fork progression, associated with an increased number of active
replication origins (Daboussi et al., 2008). On the other hand, HR-deficient cells also display a
spontaneous increase in the frequency of supernumerary centrosomes and in aneuploid cells

(Griffin et al., 2000; Deng, 2002; Kraakman-van der Zwet et al., 2002; Bertrand et al., 2003;



Daboussi et al., 2005; Plo and Lopez, 2009). Since centrosomes do not contain DNA, the impact
of the HR process on centrosomes duplication remains puzzling.

Here, we address the question as whether, similarly to the firing of replication origins,
spontaneous supernumerary centrosomes actually result from endogenous slow replication fork
velocity, in untreated HR-deficient cells. More generally, we address the question of the origin
of spontaneous chromosome instability in HR-deficient cells. Of note, such HR deficiency is
encountered in most of the familial breast cancer situations (Walsh et al., 2011), but also in
sporadic breast cancer: indeed, AKT1 activation, which has been described in found in 40 to
60% of sporadic breast cancer, or PTEN inactivation also lead to HR inhibition (Shen et al.,
2007; Plo et al., 2008; Plo and Lopez, 2009; McEllin et al., 2010). We showed here that
decreasing replication forks speed by very low doses of hydroxyurea (HU) mimics the mitotic
defects observed in unchallenged HR-deficient cells. Moreover, the addition of nucleotide
precursors alleviates fork slowing and the appearence of supernumerary centrosomes in HR-
defective cells. The data presented here underline the potentially dramatic consequences of very
subtle, spontaneous, endogenous nucleotide pool variation on faithful chromosome segregation
and the importance of HR at the molecular interface between replication and mitosis for

protection against spontaneous aneuploidy and genomic instability.



RESULTS AND DISCUSSION

Impact of low HU doses on the cell cycle checkpoint and replication fork velocity.

The cell lines used in this study are derived from hamster V79 cells because several
extensively characterized HR-defective mutants exist in this background. Notably, we used cells
that were affected by a mutation in the endogenous BRCA2 gene (VC-8 cells) (Kraakman-van der
Zwet et al., 2002) and cells that express a non-toxic dominant negative form of RADSI1
(SMRADS51), which specifically inhibits gene conversion without affecting cell viability
(Lambert and Lopez, 2000; Bertrand et al., 2003).

In an attempt to reproduce the spontaneous slow replication fork progression of HR-
deficient cells, we analyzed genome-wide replication fork velocity following the treatment of
wild-type and mutant cells with increasing doses of HU, which depletes the deoxyribonucleotide
(ANTP) pools (Skoog and Nordenskjold, 1971). Indeed, doses between 1 and 5 mM are
commonly used to arrest cells in S phase; however, it was expected that lower doses could reduce
replication forks progression instead of blocking them.

Flow cytometry (FACS) analysis demonstrated that increasing the dose of HU results in a
progressive increase in the number of S phase cells accompanied by a reduction in the number of
cells in the G1 phase, thus revealing a progressive accumulation of cells in S phase
(Supplementary Data S1). A significant accumulation of cells in S phase began at doses between
50 and 250 uM HU, in wild-type cell lines, and at 50 uM HU in HR-deficient cell lines. 10-uM

HU significantly affected neither cell cycle distribution nor BrdU incorporation (Supplementary



Data S1), demonstrating that the cells were actively replicating their DNA and progressing
efficiently through the S phase.

Interestingly, untreated HR-deficient cells exhibit a spontaneous higher level of
phosphorylated pCHK1 than their respective controls (Figures 1A and 1B), thus revealing
endogenous replication stress in this genetic context. Consistently with the cell cycle data
(supplementary data S1), the level of pCHK1 progressively increased in a HU dose dependent

manner: 10 uM HU increased pCHKI1 neither in wild-type nor HR-mutant cells, pCHKI1

activation began to be detectable at 50 uM (except for the VC8#13) and the high HU doses
strongly activated pChk1 (Figure 1B).

Replication fork velocity was monitored using single molecule analysis (molecular
combing) , which was not possible at 250 uM to 1 mM HU doses because the cells did not
efficiently incorporate nucleotide analogues as confirmed by FACS analysis with BrdU (see
Supplementary Data S1). To focus on the kinetics of replication forks that travel unimpeded, we
measured symmetrically double-labeled DNA fibers (Figure 2, upper panel). Although cell cycle
progression was only moderately affected in wild-type cells treated with 100 uM HU,
(Supplementary Data S1), the replication tracts were much shorter than those in untreated cells,
demonstrating that genome-wide replication fork progression was strongly affected by treatment
with 100 uM HU (Figure 2, see single molecules in the upper panels); the mean fork speeds were
reduced five-fold (p<0.0001) and six-fold (p<0.0001) in wild-type and BRCA2-complemented
cells, respectively (Figure 2, lower panels). The fact that the cell cycle distribution was only
moderately affected suggests that the activation of silent replication origins could partially
compensate for slow replication progression. Indeed, inter-origin distance was also reduced five-

and six-fold in V79 and VC-8#13 cells, respectively (Supplementary data S2A). In addition, the



replication fork density (see the example illustrated in Figure 2, upper panels and the mean values
in Supplementary data S2B) was increased upon 100 uM HU exposure. This shows that HU
doses lower than those classically used (1 to SmM) can actually decelerate replication forks
progression instead of arresting them.

Although it did not affect the cell cycle distribution (Supplementary Data SI),
surprisingly, 10 uM HU was able to affect the genome-wide fork speed of wild-type cells (Figure
3). This treatment should correspond to a very subtle and moderate alteration of the nucleotides
pools, not measurable by classical assays. In addition, a lower dose i.e., 5 uM HU, also affected
genome wide replication fork elongation kinetics (Figure 3). Of note, the fork speed of wild-type
cells treated with 5 or 10 uM HU were similar to those of untreated HR-defective cells. Inter-

origin distances were also significantly reduced in wild-type cells treated with 5 or 10 uM HU
(Supplementary data S3); importantly, these values were not different from those measured in
untreated HR-defective cells. Therefore, we determined that treatment of wild-type cells with 5 to
10 uM HU mimics the replication velocity and origin firing of untreated HR-deficient cells.
These data show that, consistently with recent observation in yeast (Davidson et al., 2012;
Poli et al., 2012), regulation of the nucleotide pools can precisely modulate the progression of
replication forks, in mammalian cells. Noteworthy, HU treatment progressively affects
replication velocity in a dose dependent manner, without the necessity to reach a threshold.
Consequently, even very low doses, which do not induce detectable levels of pCHK1, are able to
slow down genome-wide RF velocity, suggesting that very low dNTP shortage is sufficient to
decelerate replication and that the nucleotides pool is thus a very tight limiting factor in

mammalian cells.



Consequences of slow replication fork progression on the frequency of extra centrosomes.

We then analyzed the effect of slowing fork progression on the appearance of
supernumerary centrosomes (Figure 4A). The treatment of wild-type cells with 100 uM HU
resulted in a 13-fold increase in the frequency of cells with supernumerary centrosomes, up to
70% and 50% in V79 and VC-8#13 cells, respectively (Figure 4B). Interestingly, at 5 and 10 uM
HU, the frequency of supernumerary centrosome-containing cells was stimulated 4-to 5.5-fold,
i.e., to a level comparable to that of unchallenged HR-deficient cells (Figure 4C). Doses of 5 and
10 uM HU also reduced the replication fork velocity of wild-type cells to the level observed in
untreated HR-deficient cells (compare Figure 3 and 4). Noteworthy, similarly to replication
velocity, HU treatment also progressively affects supernumerary centrosomes, in a dose
dependent manner.

A century ago, Theodor Boveri hypothesized that tumors derived from the clonal
expansion of a single cell with improper chromosome segregation generating aneuploidy. He
proposed that, in some cases, abnormal chromosome segregation and aneuploidy were due to
supernumerary centrosomes leading to multipolar cells (Boveri, 2008). Indeed, supernumerary
centrosomes have been shown to lead to the formation of multipolar cells and aneuploidy (Nigg,
2002). However, challenging these observations, bipolar mitoses and balanced chromosome
segregation to two daughter cells have been observed in the presence of supernumerary
centrosome, resulting from the clustering of the extra centrosome (Godinho et al., 2009). Thus, it
is worth verify whether the reduced fork progression can actually lead to multipolar mitosis and
aberrant chromosomal segregation, in unchallenged HR-deficient cells and in wild-type cells
exposed at very low HU doses. Indeed, unchallenged HR-deficient cells as well as wild-type cells

exposed to low doses of HU exhibit mitosis defects. First we calculated the mitotic index under



the conditions used in this study (Supplementary Data S4). The mitotic index was spontaneously
increased three-to-four-fold in HR-defective cells compared to their respective controls
(Supplementary Data S4). Of note, 5 uM HU increased the mitotic index to a level comparable to
that of unchallenged HR-deficient cells (Supplementary Data S4C and S4D). Second, time-lapse
video microscopy revealed a delay in mitosis resulting from prolonged metaphase arrest followed
by aberrant chromosome segregation in HR-deficient cells (Supplementary Data S5A and S6).
Corroborating this point, Bubl-dependent spontaneous mitotic arrest has been observed in brca2”
~ cells (Lee et al., 1999). Third the percentage of cells displaying anaphase bridges
(Supplementary Data S5A, S5B, S7) increased 3-fold in HR-deficient cells, from 18.5% in wild-
type cells to 58.2% in HR-deficient cells (Supplementary Data S5C), as has been previously
described in other cell systems (Lahkim Bennani-Belhaj et al., 2010; Laulier et al., 2011). Fourth,
we show here that HR-deficient cells undergo aberrant mitosis and chromosome segregation.
Here, aberrant mitosis refers to unequal chromosome segregation and division in more than two
cells, which is generally generated by multipolar mitosis (supplementary data S5A, S8).
Strikingly, the frequency of aberrant mitosis was 9-fold increased, in HR-deficient cells, from
2.2% in wild-type cells to 20% in HR-deficient cells (Supplementary Data S5D). Exposure to 100

uM HU led to a strong stimulation (>80% of cells) of both anaphase bridges and aberrant mitosis.

Interestingly, exposure to 5 and 10 uM HU also led to anaphase bridge and abnormal mitosis
levels that were similar to that of unchallenged HR-defective cells (Supplementary Data S5C and
S5D). Note that these doses also similarly affected replication dynamics, mitotic index and
supernumerary centrosomes.

These data show that supernumerary centrosomes are accompanied with mitosis troubles

both in HR-deficient cells and in wild-type cells submitted to low doses of HU.



Adding nucleotides precursors to HR-defective cells restored fork speed and
centrosome duplication.

In order to confirm that the occurrence of extra centrosome actually results from slow RF
velocity, we added exogenous precursors of nucleotides (dNs) to culture medium of HR-deficient
cells. Indeed, fork slowing often results from limiting or imbalanced dNTP pools, which can be
corrected by additing precursors in the culture medium (Anglana et al., 2003; Gay et al., 2010;
Bester et al., 2011; Chabosseau et al., 2011). Single molecule molecular combing analysis
demonstrated that whereas fork progression of wild-type cells was not modified by dNs addition,
this treatment restored the replication fork speed of HR-deficient cells to the level of their
respective control (Figure 5A). Interestingly, this treatment also restored the level of spontaneous
pChK1 in HR-deficient cells to the level of wild-type cells (Figure 5B). We then measured the
frequency of cells developing extra centrosomes upon dNs supply. Strikingly and concomitantly
with fork speed restoration, the addition of dNS also restored the frequency of supernumerary
centrosomes in both HR-deficient cell lines to the level observed in wild-type cells (Figure 5C).
These data also confirmed that the centrosome duplication defect is linked to altered progression
of replication forks and that the spontaneous supernumerary centrosomes observed in
unchallenged HR-deficient cells result from their slow RF velocity.

Slow replication progression can be in part compensated by silent replication origins
firing. However, in some regions of the genome, silent origins cannot be activated, resulting in
non-replicated regions (Letessier et al., 2011). Thus, one can propose that unchallenged HR-
deficient cells bearing spontaneously blocked replication forks and/or partially replicated regions

are able to reach mitosis. Note that this process should be facilitated by the fact that cells are not
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arrested by an intraS/G2 checkpoint. Nevertheless, mitotic arrest should be activated. Indeed, an
increased mitotic index, prolonged metaphase and delay in chromosomal segregation were
recorded here in unchallenged HR-defective cells. Moreover, these cells should exhibit
chromosome mis-segregation. For instance, anaphase bridges have been proposed to correspond
to unresolved HR intermediates, blocked replication forks (Chan et al., 2009) and non-fully
replicated regions. Here, because anaphase bridges occur in HR-deficient cells, they are unlikely
to correspond to HR intermediates. One can thus propose that the observed mitotic defects arise
from non-disjunction of the chromosomes in non-replicated regions. This conclusion is consistent
with the fact that wild-type cells treated with low HU doses also undergo unbalanced
chromosome segregation due to the formation of multipolar cells.

Of note, because replication stress frequently leads to the expression of common fragile
sites (CFS), the finding of CFS expression in brca2” defective cells (Ingvarsson et al., 1999) is
consistent with our conclusions.

We show here that slowed RF progression (in unchallenged HR-deficient cells or wild-
type cells exposed to very low HU doses) leads in fine to mitosis alteration, anaphase bridges and
multipolar chromosome segregation. Since HR is affected in most of familial breast cancer cases
(Walsh and King, 2007), as well as in 40 to 60% of sporadic cases (Plo et al., 2008), the data
presented here should account for spontaneous genetic instability in such frequent situations.

Our data emphasize that the nucleotide pool is a very sensitive limiting factor and that
even subtle modification triggers dramatic consequences on chromosome stability. The data also
shed light on the importance of HR associated with the tight control of the nucleotide pools at the
molecular interface between replication and mitosis for protection against spontaneous

aneuploidy and chromosome instability, in unchallenged cells.
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MATERIAL AND METHODS

Cells. The cell lines were cultured at 37°C under 5% CO, in MEM supplemented with 10% fetal
bovine serum, 2 mM glutamine, 200 IU/ml penicillin, and 200 pg/ml streptomycin. Stable
transfectants expressing SMRADS1 were derived from the V79 cell line. For controls, V79 cells
were stably transfected with the pCDNA-puro expression vector (Lambert and Lopez, 2000;
Daboussi et al., 2005), which produces V79 puro. We also used the V-C8 cell line, which is
defective in the BRCA2 gene, and its counterpart V-C8#13, which is complemented with
chromosome 13 (Kraakman-van der Zwet et al., 2002; Wiegant et al., 2006), corresponding to a

second wild-type source.

Western blot analysis

Cells were suspended in lysis buffer (600 mM NaCl, Tris pH 7.5, 1 mM EDTA, pH 8, 0.5%
NP40) containing protease and phosphatase inhibitor cocktails (Complete Lysis Buffer, Roche,
Meylan, France and Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA, respectively). After incubation for 1
hour at 4°C, the samples were cleared by centrifugation at 13000 rpm. For each blot, equal
amounts (30 ug) of protein were loaded per sample. Electrophoretic separation, transfer onto
nitrocellulose membranes and antibody probing were performed using standard techniques.
Proteins were visualized using the ECL Western Blotting System. Chk1l and p-(Ser317)-Chkl
were probed using antibodies at 1:500 dilution (Cell Signaling Technology, Danvers), and actin

was probed using a specific antibody at 1:1000 dilution (Sigma Aldrich, St. Louis, MO, USA).
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Molecular combing. Molecular combing was performed as previously described (Michalet et al.,
1997). IdU and CIdU labeling (20-min pulse labeling for each) were performed as previously
described (Anglana et al., 2003). Briefly, coverslips were incubated for 1 hour with mouse anti-
BrdU FITC antibody at 1/5 dilution (Becton Dickson) and rat anti-BrdU antibody at 1/25 dilution
(Seralab). Following a wash in 0.5 M NaCl, 20 mM Tris, pH 7.8, and 0.5% Tween 20, the cover
slips were incubated with the secondary antibodies Alexa Fluor 488-conjugated goat anti-mouse
(Molecular Probes) and Alexa Fluor 594-conjugated goat anti-rat (Molecular Probes), both at
1/50 dilution. After washing, the cover slips were sequentially incubated with three antibodies:
mouse anti-DNA at 1/100 dilution (Milipore), rabbit anti-mouse Alexa Fluor 350 at 1/50 dilution
(Molecular Probes), and goat anti-rabbit Alexa Fluor 350 at 1/25 dilution (Molecular Probes). For
each cell line, 120 fibers with symmetrical green-red labeling were analyzed. To measure the
replication origin density, the DNA molecules were uniformly labeled with an anti-DNA
antibody as previously described (Anglana et al., 2003). Molecules bearing at least one
symmetrical green-red signal were analyzed. A sufficient number of fibers was analyzed such
that the total cumulative fiber length was between 7 and 10 Mb, and the number of replication
forks traveling along the DNA was determined. Images were obtained and processed as

previously described (Anglana et al., 2003).

Centrosome analysis. Cells were fixed in methanol for 15 min at —20°C and permeabilized with
acetone. After three washes in PBS, the samples were incubated in 2% bovine serum albumin for
30 min and washed three times in PBS. Centrosomes were stained using a y-tubulin antibody

(Sigma), which was diluted 1/300 in a solution of 0.5% BSA and 0.05% Tween 20 for 1 hour at

37°C. The cells were washed three times in a solution of PBS and 0.05% Tween 20 and were
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then incubated with an Alexa Fluor 594-conjugated goat anti-rabbit antibody (Molecular Probes),
which was diluted 1/400 in a solution of 0.5% BSA and 0.05% Tween 20 for 1 hour at 37°C.
After three washes in a solution of PBS and 0.05% Tween 20, the cells were incubated with

DAPI (1 pg/ml). A total of 150 metaphase cells were analyzed per condition.

Statistical analysis. The distributions of replication fork velocity and origin firing in HR-

defective and wild-type cells were compared using the Mann-Whitney test.
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Figure legends

Figure 1. Phosphorylation of Chkl (pChkl). A/ in untreated cells. B/ After exposure to

increasing doses of HU.

Figure 2. The effect of low doses of HU on replication speed. A/ Molecular
combing following treatment with 100 uM HU. Upper panels: sample fibers; lower panels:
kinetic distributions of replication tracts; the mean replication speed is indicated in kb/min. The
histogram distributions are aligned, and the dotted line corresponds to the mean replication

velocity in control cells (NT). At least 120 fibers were counted per condition.

Figure 3. Effect of very low doses of HU. Molecular combing following treatment with 5
or 10 uM HU: kinetics of fork progression; the mean replication speed is indicated in kb/min.
The distributions of replication speed are aligned, and the dotted lines correspond to non-treated

(NT), HR-proficient cells. At least 120 fibers were counted per condition.

Figure 4. The effect of low HU doses on supernumerary centrosomes. A/
Examples of centrosomes monitored using immunofluorescence. Left panels: DAPI staining of
chromosomes (metaphasic plaques). Right panels: centrosome staining using an anti-y-tubulin
antibody. Examples of faithfully duplicated centrosomes (=2) (yellow arrow) or supernumerary
centrosomes (>2) (white arrows). B/ Histograms of the frequency of cells with supernumerary
centrosomes following exposure to 100 uM HU in HR-proficient cells. C/ The frequency of cells

with supernumerary centrosomes following exposure to low HU doses in HR-proficient versus
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untreated HR-deficient cells. Left panel: V79 and derivatives. Right panel: VC-8 versus brca2-
complemented VC-8#13 cells. The cell lines and HU doses used are indicated in each panel. The
values correspond to at least three independent experiments. A total of 150 mitotic cells per cell

line were analyzed per condition.

Figure 5. The effect of adding dNS. A/ Replication fork speed after NS addition. The

mean speeds are indicated in the figure. Nd: not different. *, Statistically significant difference

(p<0.05). B/ The pChk1 activation. C/ The frequency of supernumerary centrosomes.
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Figure 2 Wilhelm et al.
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Figure 3 Wilhelm et al.
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Figure 4 Wilhelm et al.

A. B. Supernumerary centrosomes in HR+ cells under 100uM HU
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Figure 5 Wilhelm et al.
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Supplementary data

S1. Impact of increasing doses of HU on cell cycle distribution.

The name of the cell lines, the doses and the frequencyies of cells in G1, S and G2/M phases are

indicated on the figures.
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MATERIAL AND METHODS

Cells were grown to 70% confluence, labeled for 20 min with 50 xM BrdU, washed in
PBS, suspended in 500 ul PBS and fixed in 70% cold ethanol. The fixed cells were then
resuspended in 1 ml of 0.5 mg/ml pepsin in 0.1 N HCI, and 1 ml 2 N HCI was added. Following a
40-min incubation in the dark, the suspension was neutralized with PBS containing 0.1% BSA
and 0.05% Tween 20. The cells were incubated in a primary antibody solution containing mouse
anti-BrdU coupled to FITC (1:25) for at least 1 h in the dark. Secondary antibody was added
(goat anti-mouse Alexa Fluor 488, 1:50) after several washes. DNA content labeling using PI was
performed as a final step. The cells were incubated for 30 min in PBS solution containing 0.1%

BSA, 0.05% Tween 20, 50 pg/ml RNase and 25 pg/ml PI. The cell cycle distribution was



analyzed using FACScalibur (Becton-Dickinson). BrdU analyses were assessed using cells

treated overnight with hydroxyurea (0 to 1 mM).



S2. Inter-origin distance and fork density upon 100 uM HU.
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Figure S2: A/ Inter-origin distances. Upper panels: sample fibers; lower panels: histograms of
the mean inter-origin distances in each of the cell lines. A total of 100 fibers were counted per

condition. C/ Fork density . Histograms of the mean fork density are shown. A total of 100 fibers

were counted per condition. NT: not treated.



S3. Inter-origin distance upon 10 mM HU.

Cell lines Inter-origin p vs.V79 p vs.V79SM24
PR dlsta.nce (I0D) (p<0.05) (p<0.05)
in Kb
V79 2608 | - p=0.0021
V79SM24 164.2 p=0.0021 | ------
V79+5uM HU 181.0 p=0.0200 p=0.5832
V79+10uM HU 155.9 p=0.0010 p=0.7042
V79+100pM 52.35 p<0.0001 p<0.0001
HU
, Inter-origin p vs. pvs.VC-8
N E‘;ﬂ tl:.;]:; - distance (I0D) VC-8#13 (p<0.05)
in Kb (p<0.05)
VC-8#13 3056 | em--- p=0.0277
VC-8 242.1 p=0.0277 | -----
VC-8#13+5uM 219.9 p=0.0045 p=0.8176
HU
VC-8#13+10pM 211.6 p=0.0018 p=0.4756
HU
VC- 53.02 p<0.0001 p<0.0001
8#13+100uM
HU

Figure S3. Inter-origin distances in HR-deficient (grey line) versus non-treated HR-proficient
cells or HR-proficient cells exposed to low HU doses. Upper table: V79 cells and derivatives;

lower table: VC-8 cells and derivatives.



S4. Mitotic index

First, we monitored mitotic cells by detecting phosphorylated histone H3 (Figure S2A). We
confirmed these data by quantification of cells with condensed chromosomes using DAPI
staining (Figure S2B). Both methods showed that the mitotic index was spontaneously and
significantly increased three-to-four fold in HR-defective cells compared to their respective
controls (Figures S2C and S2D). We next tested whether 5 uM could also affect the mitotic
progression and found a significant increase in the mitotic index to a level comparable to that of
unchallenged HR-deficient cells (Figures S2C and S2D). HU treatment did not affect the mitotic
index of HR-defective cells, which was already high. These data suggest that unchallenged HR-

defective cells and wild-type cells exposed to the low HU doses experience mitotic delay

MATERIAL AND METHODS

The mitotic index was measured using two methods: DAPI staining and phosphorylated histone
H3 detection. In the first method, DAPI staining was used to count the condensed chromosomes.
Permeabilized and fixed cells (see above) were stained with DAPI (2 pg/ml) and mounted in
Vectashield. In the second method, phosphorylated histone H3 (mitosis marker) levels were
determined. Non-specific binding sites were saturated for 30 min (2% FBS in PBS) at 37°C. The
cells were then incubated for 1 h at 37°C with a primary anti-phospho-histone H3 (S10) antibody
at 1/150 dilution (Cell Signaling). After three short washes in PBS, the cells were incubated with
Alexa Fluor 499-conjugated goat anti-rabbit (Molecular Probes) (1/400) for 45 minutes at 37°C.
The cells were subsequently counterstained with DAPI (1 pg/ml) and mounted in Vectashield.

Approximately 1000 cells were counted per cell line per condition.
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Figure S4. A/ Example of phospho-H3 labeling monitored using immunofluorescence
microscopy. B/ Example of metaphase-stage cells (white arrow) monitored using DAPI
staining. C/ Frequency of mitotic cells measured with phospho-H3 labeling. D/ Frequency
of cells with condensed chromosomes monitored using DAPI staining. Cell lines and HU
doses are indicated. The values correspond to at least three independent experiments. 1000

mitotic cells per cell line were analyzed in each condition.



S5. Impact of HR defect or exposure to very low HU doses on chromosomes
segregation

It has been shown that strong replication stress or RADS51 poisoning leads to the
formation of anaphase bridges {Chan et al., 2009, Nat Cell Biol, 11, 753-60; Lahkim Bennani-
Belhaj et al., 2010, Mol Cancer Res, 8, 385-94; Naim and Rosselli, 2009, Nat Cell Biol, 11, 761-
8 ; Laulier et al., 2011, Nucleic Acids Res}. Thus, we also followed the formation of anaphase
bridges (see examples Figure S5A, S5B) under slow replication fork kinetics, which do not affect
cell cycle progression, i.e., in unchallenged HR-deficient cells and wild-type cells treated with
very low HU doses.

First the mitotic index was spontaneously increased three-to-four-fold in HR-defective
cells compared to their respective controls (Supplementary Data S4); 5 uM HU increased the
mitotic index to a level comparable to that of unchallenged HR-deficient cells (Supplementary
Data S4C and S4D). Second, time-lapse video microscopy revealed a delay in mitosis resulting
from prolonged metaphase arrest followed by aberrant chromosome segregation in HR-deficient
cells (Supplementary Data S5A and S6). Third the percentage of cells displaying anaphase
bridges (Supplementary Data S5A, S5B, S7) 3-fold increased in HR-deficient cells, from 18.5%
in wild-type cells to 58.2% in HR-deficient cells (Supplementary Data S5C). Fourth, we show
here that HR-deficient cells undergo aberrant mitosis and chromosome segregation. Here,
aberrant mitosis refers to unequal chromosome segregation and division in more than two cells,
which is generally generated by multipolar mitosis (supplementary data SSA, S8). Strikingly, the
frequency of aberrant mitosis was 9-fold increased, in HR-deficient cells, from 2.2% in wild-type
cells to 20% in HR-deficient cells (Supplementary Data S5D). Exposure to 100 uM HU led to a

strong stimulation (>80% of cells) of both anaphase bridges and aberrant mitosis. Interestingly,



exposure to 5 and 10 uM HU also led to anaphase bridge and abnormal mitosis levels that were
similar to that of unchallenged HR-defective cells (Supplementary Data S5C and S5D). Note that
these doses also similarly affected replication dynamics, mitotic index and supernumerary
centrosomes.

These data show that supernumerary centrosomes are accompagnied with mitosis troubles

both in HR-deficient cells and in wild-type cells submitted to low doses of HU.
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Figure S5: Mitosis abnormalities. A/ Examples of anaphase bridges (upper panels) and
aberrant mitosis (i.e., multipolar cells and unbalanced chromosome segregation; lower panel) as

monitored using time-lapse video microscopy. B/ Examples of anaphase bridges (white arrows)
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measured using DAPI staining. C/ The effect of low HU doses on the frequency of anaphase
bridges. Left panel: 100 uM. Right panel: 5 and 10 uM HU. The cell lines and HU doses used are
indicated. D/ Impact of low HU doses on the frequency of aberrant mitosis. Left panel: 100 uM;
right panel: 5 and 10 uM HU. The cell lines and HU doses used are indicated. The values

correspond to at least three independent experiments. A total of 300 mitotic cells were analyzed

per condition.
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S6. Time-lapse video microscopy: Examples of normal and aberrant mitosis and

mitosis with anaphases bridges. Note one exemple of delayed segregation .
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S7. Time-lapse video microscopy: example of anaphase bridges.

S8. Time-lapse video microscopy: example of aberrant mitosis (multipolar

mitosis).

13



4. Publication #3

Stepwise activation of DNA-damage checkpoint upon increasing replication
stress : impact on common fragile site integrity

Stéphane Koundrioukoff, Sandra Carignon*, Hervé Técher*, Anne Letessier, Olivier
Brison and Michelle Debatisse

Publication soumise

-192 -



Koundrioukoff_Figure 1

A
B Aphidicolin (uM) nw C Aphidicolin
1mM 0.6 uM HU
o 2 o —_—
- %% 0M0? P AT ob - 2n 4n sh 1en' ™
ATR
816 |
a TopBP1 = -
212 |p )
EO.B gaspm - - —— —
ol
0.4 Ser645P
0 % % | Rad17
ATR | | Rado
RPA2 | | RPA2 [ = —

PCNA | | PCNA [ e s s e |




Koundrioukoff_Figure 2

A 24 h No drug ssDNA dsDNA
CldU === or Aphidicolin 0.6 UM === \ AN/ I00000000000000
or HU
anti-CldU
B Aphidicolin 0.6 uM

= 2h 4h 8h

Hu
1mM



A

Aphidicolin (uM)

&R 2 A5
- 0_0 Q.Q g:\ Qg’ Qg’ \?’ q)‘

HU
1mM

Chk1 Ser317P |

Chk1 Ser345P |

Chk1 |

100
80

60
40 |

20
0

Aphidicolin (uM)

o §° o
- 09 Q_Q 0,\ Q?’ Qg’ AT Q)‘

RPA2 Ser33P |

RPA2 |

p53 Ser15P |

p53 |

p-actin |

Koundrioukoff_Figure 3



Koundrioukoff_Figure 4

A Aphidicolin (uM) HU
1mM

2R 2 5
N PRI IR

ATM Ser1981P | *

|
ATM | |
y-H2AX | |

Histones |

B Aphidicolin 0.6 uM HU

- 2h 4h 8h 16h 1mM




m

M with breaks at

60

40

20

M with breaks (%)

n w
o o

FRA3B (%)
>

B
&
SN -3
S .
SEF g
ATR [Ea ] &
_acti ©
practin [Sams] 3
I
S O c
S 5
S .
SEF N
T
practin [Smem =]
D
W NONsi =
M SiATR 53
M siChki @
©
e
Qo
]
H
=
- 0.038 0.075 0.15 0.3
Aphidicolin (uM)
F
W NONsi -
M SiATR -
M siChki % L
53
£&
s w
=

- 0.0380.075 0.15 0.3

100
80
60
40
20

- .038 .075 .15 .3
Aphidicolin (uM)

A NONsi
@ siATR |
B siChk1_|

20
0 Z
0 05 1 15 2
Fork speed
30 A NONSsi
@ SiATR |
20 M siChk1_|
10 ‘ \
o —
0 05 1 15 2

Fork speed

Koundrioukoff_Figure 5



Asymmetry (fold)

siATR + 0.3 uM Aphidicolin

P <0.0001

P=0.01

P <0.0001
1

115 1.33
o

P=0.64
1

11 1.13

Ty

NONsi siATR NONSsi siATR

Aphidicolin
0.3 uM

S cells with ssDNA (%)

o

FISH signals colcalizing
with ssDNA (%)

FISH signals colcalizing
with ssDNA (%)

Koundrioukoff_Figure 6

- 0.038 0.075
Aphidicolin (uM)

0.3

Lymphoblastoid cells

=2
o

& O
o o
H

N W
o o
»—«

-
o o
|

RO RN I
® &6‘56 ST @

Early Late
MRC-5 cells
50
40 b |
30 -
£ =
20 I ET'as =
I
04+ — — — —
0
A A gd Wb
R G SN
Early Late



% of cells in mitosis >

(9]

% of cells in mitosis

25
20
15
10

25
20
15
10

Nocodazole 4 hr

[l NONsi

M siATR
M siChki

.038.075.15 3 6 1.2 24

Aphidicolin (uM)

z-VAD + Nocodazole 4 hr

W siChk1

.038.075.15 .3 .6

12 24

Aphidicolin (uM)

% of cells in mitosis

% of cells in mitosis

Koundrioukoff_Figure 7

Nocodazole 4 hr

2

A NONsi
@ siATR
M siChk1

0 05 1 15 2 25
Fork speed (kb/min)

z-VAD + Nocodazole 4 hr

S A

A NONsi
@ SiATR
M siChk1
0 05 1 15 2 25

Fork speed (kb/min)




Koundrioukof_Figure S1

Ctl HU 1mM
S I
G1 G2/M 2k
Aphidicolin (uM)
0.038 0.075 0.15 0.3
0.6 1.2 2.4
4 —
1.87 1.04 0.76 0.52 0.3 0.18
L] ° L]
34 ° .
_ .-..
£ -fg' .
g L] . L]
£ 24
g . - I.
o L ]
(% ‘: a:. - e .,
1 Coehe " ll
L]
LR
L] L4
0 el T
1 L] I 1 Ll I
Ctl 0.038 0.075 0.15 0.3 0.6

Aphidicolin (uM)



% of normal speed

100

80

60

40

20

Q-

* *

%
N g HU

Aphidicolin (um) 1 ™M

Aphidicolin (uM) Hu
o 1 mM

¥ Q% o

Chk1
Ser317P

Chk1
Ser345P

Chk1 |

Koundrioukoff_Figure S2

Aphidicolin (uM) Hu
- 1mM

)
M o° o

ATR|

PCNA |




Koundrioukoff Figure S3

A
Chk1 Ser317P
100
S-phase cell extracts | | Aph 0.6 uM
o 80 -l HU1mM
Aphidicolin
0.6 uM HU 60
- 2h 4h 8h 16h 1MM
Chk1 40
Ser317P | | 1
20
Chk1 | |
(]
= 2h 4h 8h 16h HU
B
Aphidicolin 0.6 uM HU
- 2h 4h 8h 16h 1mM
Chk1
Ser317P
. .....
DAPI
C
Chromatin extracts S-phase cell extracts
Aphidicolin Aphidicolin
0.6 uM HU 0.6 uM HU
- 2h 4h 8h 16h 1MM - 2h 4h 8h 16h 1MM
ATM
Ser1981P | -H2AX | |
ATM | | Histones | |
PCNA | |
E
Aphidicolin 10 uM HU
- 2h 8h 16h 1mM
y-H2AX
PCNA

DAPI



Koundrioukoff Figure S4

>
o]

25
Il NONsi
= H siATR
'E 2 M siChk1 |
Ctl 5
NONSsi <
T
SiATR ]
o
siChk1 ;
5
[
- .038 .075 .15 .3
Aphidicolin (uM)
C
Control Aphidicolin 0.6 uM
J >
7
siATR + Aphidicolin 0.3 uM siATR + Aphidicolin 0.3 uM
>
7
i >t
D 3D reconstruction

ssDNA with FISH

ssDNA



% of cells in mitosis

% of cells in mitosis

14
B NONsi
12 | H SsiATR -
I siChk1
10

oN &~ O

- 038.075.15 3 6 12 24
Aphidicolin (uM)

z-VAD + Nocodazole 2 hr

12
B NONSi
10 H siATR |
B siChki

- 038 .075.15 .3 .6 1.2 2.4

Aphidicolin (uM)

% of cells in mitosis

% of cells in mitosis

14
12
10

14
12
10

onN O

Koundrioukof_Figure S5

B siChk1 |
0 0.5 1 1.5 2 25

oON O

Fork speed (kb/min)

2-VAD + Nocodazole 2 hr

B siChk1

0 05 1 15 2 25

Fork speed (kb/min)



	Thèse complète-bliblio-rectoverso
	2-publication1
	Techer_article_bind
	Techer_article_EMBOj-final
	fig1
	fig2
	fig3
	fig4
	fig5
	fig6

	techer_Supplementary-information_EMBOj
	3-publication2
	publi2-wilhelm
	Spontaneous mitotic defects in homologous recombination
	Figures-wilhelm
	 1-Supplementary data

	4-publication3
	Koundrioukoff_Fig_200212

