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Avant-propos 

Pendant ma thèse, j’ai travaillé sur deux projets différents : 

 

Le premier projet, dirigé par Emmanuelle Delagoutte, a consisté à la mise au point d’un 

modèle d’étude in vitro pour les topoisomérases. La finalité de ce travail a été la publication 

d’un article en Août 2015. Cette première année de thèse m’a également permis de commencer 

à étudier la topologie de minicercles d’ADN en présence de magnésium et de calcium. 

Emmanuelle Delagoutte a ensuite poursuivi ce projet avec un manuscrit actuellement en 

préparation. La partie II de mon manuscrit traitera de cet ensemble. 

 

 Le second projet, encadrée par Erika Brunet, a été réalisée pendant les trois années 

suivantes, en collaboration avec le laboratoire d’Agnel Sfeir à New York. Son objectif a été 

d’étudier la réplication et la réparation de l’ADN mitochondrial et plus particulièrement la 

formation d’une délétion appelée la « Common Deletion ». Ce travail publié en février 2017 

sera présenté dans la partie I de mon manuscrit. 
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L’origine des mitochondries au sein des cellules eucaryotes est expliquée par la théorie 

endosymbiotique. De par ses caractéristiques morphologiques, il a été suggéré dès l’année 1926 

que les mitochondries auraient une origine bactérienne (Wallin 1926). En 1985, les alpha-

protéobactéries sont considérées comme étant les meilleurs candidats pour être les ancêtres de 

la mitochondrie (Yang et al. 1985). Cette hypothèse a été depuis confirmée et il est admis que 

la mitochondrie est issue d’une alpha-protéobactérie intégrée dans les cellules par 

endosymbiose (Thrash et al. 2011). 

Concernant sa morphologie, la taille d’une mitochondrie est en moyenne d’1 µm. Elle 

est entourée de deux membranes : la membrane externe et la membrane interne. L’espace entre 

ces deux membranes est appelé espace intermembranaire. A l’intérieur de la mitochondrie, se 

situe la matrice, dans laquelle se trouvent plusieurs copies d’ADN circulaire (Figure 1).  

Les mitochondries ne peuvent pas être créées de novo. Ainsi, la régulation du nombre 

de mitochondries se fait par des mécanismes de fission et de fusion. Ces deux mécanismes sont 

présents en permanence dans la cellule et fonctionnent en équilibre selon ses besoins. Lorsque 

la cellule requiert davantage de mitochondries, notamment pour assurer son métabolisme ou 

lors des divisions cellulaires, les mitochondries fissionnent alors afin de fournir de nouvelles 

mitochondries. La fusion des mitochondries, quant à elle, permet de maintenir une 

hétérogénéité de l’ADN mitochondrial et de complémenter des mitochondries endommagées 

avec de l’ADN intact provenant d’une autre mitochondrie. Avant la division cellulaire, il a été 

observé que les mitochondries fusionnent puis fissionnent préalablement, permettant la 

transmission d’un patrimoine hétérogène de la cellule mère aux cellules filles. La fission est 

aussi observée lors du mécanisme de mort cellulaire appelé apoptose. Les protéines 

responsables de la fusion et de la fission sont des protéines de la famille de la Dynamine, GTP 

dépendantes (Scott & Youle 2010) (van der Bliek et al. 2013).   

 

II. Les fonctions de la mitochondrie 

1) La production d’ATP 

La mitochondrie permet la production d’adénosine triphosphate (ATP) à partir des 

sucres, des lipides et des protéines. Les sucres rentrent dans la mitochondrie sous forme de 

pyruvate après la glycolyse et sont transformés en acétyl-CoA. La b-oxydation qui permet le 

métabolisme des lipides a lieu dans la mitochondrie, aboutissant elle aussi à la production 
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d’acétyl-CoA. Concernant les protéines, selon les acides aminés, elles peuvent être converties, 

soit directement en acétyl-CoA, soit en passant par une étape intermédiaire donner lieu à la 

formation de pyruvate. L’acétyl-CoA obtenu par les différentes voies métaboliques est converti 

en ATP via le cycle de Krebs. Les électrons obtenus lors du cycle de Krebs sont pris en charge 

par le coenzyme NADH. Ces électrons vont servir d’énergie à la chaine respiratoire qui se situe 

au niveau des crêtes de la membrane interne de la mitochondrie. La coordination des différents 

complexes de la chaine respiratoire via des réactions d’oxydo-réduction aboutit à la synthèse 

d’ATP (Figure 2). Cet ATP, source d’énergie, sera ensuite redistribué à la cellule. 

Les acteurs principaux de la chaine respiratoire sont :    

- Le complexe 1 : -la NADH-coenzyme Q-oxydoréductase- est constitué de 45 sous-

unités. Il utilise les électrons provenant du NADH et transporte quatre ions H+ de la 

matrice vers l’espace intermembranaire. 

- Le complexe 2 : -la succinate-coenzyme Q–oxydoréductase- est entièrement codé par 

les gènes nucléaires. Ce complexe utilise les électrons provenant du FADH2 et les 

transfère au coenzyme Q. 

- Le coenzyme Q est une molécule qui diffuse dans la membrane interne. Il transfère sous 

forme réduite les électrons du complexe I et II vers le complexe III. 

- Le complexe 3 : -la cytochrome c réductase- oxyde le coenzyme Q et transmet les 

électrons libérés au cytochrome c et transporte deux ions H+ de la matrice vers l’espace 

intermembranaire. 

- Le cytochrome c, une petite molécule de 13 kDa, assure le transport des électrons entre 

le complexe III et le complexe IV.  

- Le complexe 4 : l’apport des électrons par le cytochrome c permet la formation de 

molécules d’H2O à partir d’O2 et transporte quatre ions H+ de la matrice vers l’espace 

intermembranaire 

Le transfert des électrons réalisé par ces complexes crée une force protomotrice, 

composée d’une part d’un gradient de pH (plus acide dans l’espace intermembranaire) et d’autre 

part d’une différence de charge électrostatique (plus positive dans l’espace intermembranaire). 

Le complexe V est l’ATP synthase. La découverte du mécanisme de ce complexe a 

donnée lieu au prix Nobel de chimie en 1997 pour Paul Boyer et John Walker (Boyer 1975). Il 

fonctionne comme un « moteur moléculaire » grâce à la force protomotrice.  Il est composé de 

deux domaines Fo et F1. Les ions H+ sont transportés par le canal F0 de l’espace 
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3) Le métabolisme du Fer 

La mitochondrie participe à l’homéostasie du fer. Le fer rentre dans la mitochondrie 

grâce à la mitoferrine. Le fer peut ainsi former l’hème qui sera ensuite utilisé pour la production 

d’hémoglobine. Les premières et les dernières étapes de la synthèse sont réalisées dans la 

mitochondrie. Cette dernière joue aussi un rôle dans la synthèse des groupements fer-soufre des 

protéines, comme par exemple celles du complexe de la chaine respiratoire. La mitochondrie 

participe aussi à l’homéostasie du fer en participant à son stockage grâce à la mitoferritine 

(Chifman et al. 2014) (Barupala et al. 2016). 

4) L’homéostasie du calcium 

La mitochondrie joue un rôle dans l’homéostasie du calcium. Elle a la capacité de 

stocker le calcium, agissant tel un réservoir pour les ions calcium afin qu’ils soient rapidement 

disponibles selon les besoins de la cellule. Le calcium rentre dans la mitochondrie via le canal 

VDAC (Voltage-Dependent Anion Channel) pour passer la membrane externe puis la 

membrane interne via le MCU (Mitochondrial Calcium Uniporter). Le calcium dans la 

mitochondrie est aussi impliqué dans l’apoptose, et participe donc à la morphologie des 

mitochondries, car le mécanisme de fission est associé à l’apoptose. Enfin, le calcium est un 

régulateur du cycle de Krebs, trois enzymes étant dépendantes du calcium : la pyruvate 

déshydrogénase, l’isocitrate déshydrogénase et l’α-cétoglutarate déshydrogénase. Ainsi, il y a 

une régulation entre l’activité des enzymes du cycle de Krebs et le calcium disponible (Bianchi 

et al. 2004) (Contreras et al. 2010). 

5) Le métabolisme des lipides 

La mitochondrie est impliquée dans la dégradation des acides gras. La dégradation 

fournit de l’acétyl-CoA qui sera utilisé par le cycle de Krebs. Seuls les acides gras à chaine 

courte (moins de quatorze carbones) peuvent diffuser à travers les membranes mitochondriales. 

Pour les acides gras à chaine longue (plus de quatorze carbones), le système de la carnitine 

translocase permet aux acides gras de passer la membrane externe sous forme d’acyl-carnitine 

grâce aux acyl-carnitine transférases puis le passage de la membrane interne de la mitochondrie 

se fait par une translocase, la carnitine-acylcarnitine translocase. Une fois dans la matrice, au 

terme de quatre étapes de dégradation des acides gras, l’acétyl-CoA finalement libéré rentrera 

dans le cycle de Krebs. Les mitochondries du foie peuvent réaliser la cétogénèse lors d’un excès 

d’acétyl-CoA ou lors d’un jeûne (Kastaniotis et al. 2017). 
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6) Les interactions mitochondrie-noyau 

La mitochondrie établit des liens étroits avec le noyau. En effet, son rôle dans le 

métabolisme nécessite une bonne communication pour adapter ce dernier au besoin de la 

cellule. Le noyau code pour la majorité des protéines mitochondriales. De ce fait, la régulation 

de leurs expressions est une façon de réguler les différentes fonctions de la mitochondrie. Les 

petites molécules comme le calcium, l’AMPc, les ROS (Reactive Oxygen Species), sont 

impliquées dans de nombreuses voies de signalisation cellulaires, et participent donc aux 

interactions noyau-mitochondrie. Un autre exemple est celui de la régulation de la morphologie 

des mitochondries, fission et fusion ayant lieu lors de la division cellulaire. (Dominy & 

Puigserver, 2013). 
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L’ADN mitochondrial 

 

La mitochondrie est la seule organelle dans la cellule qui possède son propre ADN 

(mtADN). En 1991, l’équipe de Kuroiwa observe par microscopie à épifluorescence que chaque 

mitochondrie possède de 1 à 15 copies de son ADN, regroupées au sein de structure de type 

nucléoïdes (Satoh & Kuroiwa 1991). Le nombre de copies peut être très différent selon les 

tissus. Ainsi, il est d’environ 3700 molécules pour les cellules du muscle squeletique tandis 

qu’il est de 7000 pour les cardiomyocytes (Miller et al. 2003). 

I. L’ADN mitochondrial humain 

 Chez l’homme, l’ADN mitochondrial est un ADN double-brin circulaire de 16 569 

paires de bases (bp). Cet ADN est essentiellement codant. L’ADN mitochondrial possède 37 

gènes dont 13 codent pour 13 des 90 protéines du complexe de la chaine respiratoire, 2 pour 

des ARNs ribosomiaux et 22 pour des ARNs de transfert (Anderson et al. 1981). Les deux brins 

de l’ADN mitochondrial s’appellent respectivement brin H pour « heavy » (lourd) et brin L 

pour « light » (léger). Leur nom vient de leurs différences de densité observées par gradient de 

chlorure de césium. Le brin H est en effet plus riche en guanine comparé au brin L, 31% pour 

le brin H au lieu de 13% pour le brin L pour l’ADN mitochondrial humain (Figure 3). 

1) Les origines de réplication 

Le génome mitochondrial est essentiellement codant. Les parties non codantes 

serviraient essentiellement pour l’initiation de la réplication et de la transcription. 

a) L’origine de réplication du brin H : La D-loop 

La principale partie non codante de l’ADN mitochondrial est retrouvée au niveau d’une 

structure D-Loop. Cette structure particulière servirait pour l’initiation de la transcription et de 

la réplication. En effet, on y retrouve l’origine de réplication du brin H (OH) et deux promoteurs, 

un pour chaque brin. Le LSP (Light-Strand Promoter) est le promoteur pour le brin L, tandis 

que le HSP (Heavy-Strand Promoter) est le promoteur du brin H qui peut utiliser deux sites 

pour l’initiation de la transcription : HSP1 et HSP2.  

 Cette structure en D-loop a une taille de 1124 bp (positions 16024-576), elle est 

délimitée de part et d’autre par la séquence codante de deux ARNs de transfert. Des alignements 

de séquence réalisés chez le rat, la souris et l’homme montrent que la séquence de la D-loop est 
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intermédiaires de réplication différents. Il est par ailleurs très souvent reconnu que l’analyse 

des gels 2D est très délicate. Concernant l’incorporation d’ARN lors de la synthèse du brin L, 

lorsque des résultats montrent l’absence d’ARN le long de ce brin, certains auteurs parlent de 

présence de RNAse lors des préparations d’ADN mitochondrial. 

 

Les modèles de réplication font donc encore l’objet de débat et les différentes 

publications de ces dernières années donnent à penser que pour l’heure les techniques utilisées 

ne sont pas optimales pour pouvoir conclure avec certitude. Par conséquent, il parait nécessaire 

de trouver des techniques plus directes afin de mieux appréhender la réplication de l’ADN 

mitochondrial. 

III. Transcription 

L’ADN mitochondrial contient un promoteur pour chaque brin, le LSP (Light Strand 

Promotor) et le HSP (Hight Strand Promotor) mais il y a en fait trois sites d’initiation de la 

transcription car le HSP contient deux sites d’initiation : HSP1 et HSP2. Ces sites d’initiation 

ont été identifiés dans des cellules Hela par l’équipe de Attardi (Montoya et al. 1982). Le HSP1 

transcrit un ARN polycistronique pour les deux ARNs ribosomiaux : le 12S et le 16S. La 

terminaison de ce transcrit se fait au niveau du 3’ de l’ARN 16S et sa transcription est vingt 

fois celle du transcrit initié au niveau du HSP2. Le transcrit issu de l’HSP2 code pour le brin H 

entier et forme un unique ARN polycistronique qui sera ensuite maturé afin de donner les 

différents ARNm et ARNt. Le LSP permet aussi la synthèse d’un ARN polycistronique et de 

l’ARN 7S présent dans la D-loop. Les sites de terminaison pour les deux ARNs 

polycistroniques provenant du HSP2 et LSP sont méconnus actuellement (Figure 9). Les ARNs 

polycistroniques doivent être ensuite clivés et maturés. Il est proposé que les ARNt servent de 

signaux de clivage, ce modèle est appelé « tRNA punctuation model » (Ojala et al. 1981). 

Concernant les ARNm, une queue polyA leur est ajoutée par la Poly(A) Polymérase 

mitochondriale (mtPAP) (Nagaike et al. 2005). 

Les protéines essentielles pour la transcription sont TFAM (mitochondrial transcription 

factor A), TFB1M et TFB2M (mitochondrial transcription factor B1 et B2) (Falkenberg et al. 

2002) ainsi que la POLMRT (mitochondrial DNA-directed RNA polymerase) (Morozov and 

Temiakov, 2016). 

Une étude  présente pour la première fois des résultats de séquençage du transcriptome 

mitochondrial (Mercer et al., 2011). Les auteurs obtiennent des transcrits représentant 99,9% 
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machinerie de traduction. De façon originale, il a été observé dans la mitochondrie qu’il existait 

quelques différences de codons par rapport au code génétique universel (Tableau 1). 

 

Codon Code génétique universel Code génétique de la 

mitochondrie 

AUA Isoleucine Codon start 

UGA Codon stop Tryptophane 

AGA Arginine Codon stop 

AGG Arginine Codon stop 

Tableau 1 : différences de codons entre le code génétique universel et celui retrouvé au 

sein de la mitochondrie 

 
La traduction se déroule comme au sein du noyau en trois grandes étapes : l’initiation, 

l’élongation et la terminaison de la traduction. La traduction mitochondriale se fait grâce à un 

ribosome mitochondrial aidé de nombreux facteurs. Dans la mitochondrie, le ribosome 

mitochondrial a un coefficient de sédimentation de 55S composé d’une petite sous-unité 28S et 

d’une grande sous-unité 39S (O’Brien 1971). Pour l’initiation de la traduction, deux facteurs 

mitochondriaux sont nécessaires, IF2mt et IF3mt (mitochondrial initiation factor 2 ou 3) qui 

vont aider à charger le premier tARN-Met au niveau de l’ARNm au sein du ribosome (Spencer 

& Spremulli 2004). L’étape suivante est l’élongation. Trois facteurs semblent y participer : EF-

TU, EF-TS, EF-G. La terminaison s’accomplit grâce au facteur de terminaison : le 

mtRF1  (release factor) qui reconnaît le codon stop et participent à la dissociation du ribosome 

avec la chaîne peptidique (Cristodero et al. 2013). 

Les mécanismes exacts ne sont pas encore complètement décryptés pour chacune des 

étapes. Concernant la traduction humaine, l’identification des différents facteurs participant à 

la traduction n’a notamment été faite qu’à partir d’extraits bovins et nous n’avons donc pas une 

idée précise sur les facteurs présents chez l’homme. 

V. Import des protéines 

1% des protéines étant traduites dans la matrice mitochondriale, les 99% de protéines 

restantes présentes dans la mitochondrie, sont codées par l’ADN nucléaire et doivent être 

importées dans la mitochondrie. Les protéines importées iront soit dans la membrane externe 

ou bien dans la membrane interne, soit dans l’espace inter-membranaire ou dans la matrice 

mitochondriale.  
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Des travaux chez la levure ont montré grâce à des expériences de FISH (Hybridation in 

situ en fluorescence) que des ARNm codant pour des protéines à importer sont retrouvés à la 

surface de la mitochondrie, ce qui suggère un mécanisme de rapprochement spatial pour 

faciliter l’import (Garcia et al. 2007). Chez l’homme il a ensuite été observé le même 

phénomène que chez la levure, les ARNm codant pour les futures protéines mitochondriales 

étant retrouvés au sein de polysomes proches de la mitochondrie (Sylvestre et al. 2003). 

Les protéines seront importées sous forme de chaines polypeptidiques non structurées. 

L’adressage à la mitochondrie des protéines repose sur la reconnaissance d’un signal d’import. 

Dans la très grande majorité des cas, cette séquence d’import se situe en N terminal de la 

protéine. Elle possède une charge globale positive grâce à la présence d’acides aminés comme 

l’arginine et présente une fréquence élevée d’acides aminés hydrophobes tels que la leucine et 

l’alanine. Ce signal mitochondrial sera clivé à la dernière étape de l’import. Ces propriétés 

permettent l’identification par bioinformatique du signal d’import mitochondrial potentiel au 

sein d’une séquence protéique (Negi et al. 2015). Cette séquence d’import peut néanmoins ne 

pas se trouver en N terminal, et rend l’identification par les outils bioinformatiques plus ardue. 

C’est par exemple le cas de la protéine APE-1 qui possède son signal d’import en C terminal 

(Li et al. 2010).  

Après traduction proche de la mitochondrie, les protéines non structurées sont amenées 

près de la membrane externe grâce à des protéines chaperonnes, notamment Hsp70 et Hsp90 

(Young et al. 2003). La première étape de l’import est le passage de la membrane externe de la 

mitochondrie par les protéines via le complexe oligomérique TOM (Translocase of the Outer 

Membrane). L’élément central du canal TOM est la protéine TOM40 qui permet de former 

deux canaux au sein de ce complexe (Ahting et al. 1999). Quant aux protéines qui sont adressées 

dans la matrice, elles empruntent le canal TIM (Translocase of the Inner Membrane) à la sortie 

du canal TOM (Horst et al. 1995). Le complexe TIM coopère avec celui de la membrane 

externe, son élément central étant la protéine TIM23 (Berthold et al. 1995) et il utilise le 

potentiel de membrane créé par la chaine respiratoire (Bauer et al. 1996). Les protéines sont 

donc prises en charge via la reconnaissance de leur séquence d’import par le complexe TIM qui 

est associé au PAM (Presequence translocase-Associated import Motor). Le PAM se lie à la 

chaîne peptidique à importer et la dirige vers la matrice mitochondriale. Le PAM nécessite un 

apport d’énergie obtenu grâce à l’hydrolyse de l’ATP en ADP (Ting et al. 2014). La séquence 

d’import est ensuite clivée lorsque la chaine polypeptidique arrive dans la matrice par la MPP 

(Mitochondrial Processing Peptidase) (Taylor et al. 2001). Une fois dans la matrice, les 





 

 19 

VI. Quelques protéines essentielles de la mitochondrie 

1) La polymérase POLG  

 La polymérase POLG est, à ce jour, la seule polymérase identifiée dans la mitochondrie. 

Elle a été identifiée pour la première fois en 1977 dans des cellules Hela (Bolden et al. 1977). 

Elle est codée par le gène POLG et composée de deux sous-unités, a et b.  La sous-unité a de 

140 kDa comporte une activité exonucléase 3’ vers 5’ (en N terminal), une activité 5’dRP lyase 

et une activité polymérase (en C terminal) (Graves et al. 1998). La sous-unité b de 55 kDa 

participe en effet à la liaison à l’ADN mais aussi à la processivité de l’enzyme (Lim et al. 1999). 

La cristallisation de la sous-unité b a révélé qu’elle interagit en homodimère et participe à la 

liaison à l’ADN (Fan et al. 2006). POLG est impliquée dans la réplication de l’ADN 

mitochondrial, en faisant partie du réplisome minimal (Korhonen et al. 2004) et dans la 

réparation notamment dans la voie de la réparation par excision de base (BER) (Longley et al. 

1998).  

2) L’hélicase Twinkle 

La protéine Twinkle a été identifiée pour la première fois en 2001 comme étant une 

hélicase présente dans la mitochondrie (Spelbrink et al. 2001). Cette hélicase fonctionne de 5’ 

vers 3’ et a besoin d’ATP. Elle possède un domaine primase en N terminal et un domaine 

hélicase en C terminal. Elle fonctionne en hexamère (Korhonen et al. 2003). Elle fait partie du 

réplisome minimal (Korhonen et al. 2004). En effet, in vitro, Twinkle agit sur les intermédiaires 

de réplication ainsi que sur la structure de la D-loop (Khan et al., 2016). Des travaux 

(Milenkovic et al. 2013) démontrent que Twinkle est nécessaire dans l’embryogénèse chez la 

souris, les embryons KO pour Twinkle n’étant pas viables. Il est alors utilisé des souris avec un 

KO inductible uniquement dans les cardiomyocytes. Ces expériences mettent en évidence que 

chez une souris avec un KO Twinkle induit uniquement dans ses cellules cardiaques, l’ADN 

mitochondrial restant n’est plus que de 6% à 16 semaines de vie. Comme observé in vitro, ces 

résultats tendent aussi à prouver que Twinkle joue un rôle au niveau de la D-loop, dans la 

régulation de la réplication et de la transcription car le KO de Twinkle perturbe la quantité 

d’ADN 7S et de transcrits. 

3) La protéine mitochondriale de liaison à l’ADN simple brin : mtSSB  

La protéine mitochondriale SSB fonctionne en tétramère et se lie à l’ADN simple brin 

(Tiranti et al. 1993) (Yang et al. 1997) (Oliveira & Kaguni 2010). Elle fait partie du réplisome 
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minimal en stimulant la polymérase POLG et l’hélicase Twinkle (Korhonen et al. 2004). Une 

étude en cellules humaines (cellules Hela) utilisant un siARN contre mtSSB constate une 

diminution de 40% de l’ADN mitochondrial (comme pour les autres membres du réplisome) 

reflétant une inhibition de la réplication. De surcroit, comme pour les autres protéines de la 

réplication, après trois jours d’inhibition de mtSSB, il n’y a seulement que 20% d’ADN 7S 

restant (Ruhanen et al. 2010). 

4) La protéine endo/exonucléase MGME1 

La protéine MGME1 (mitochondrial genome maintenance exonuclease1) est codée à 

partir du gène C20orf72 (Szczesny et al. 2013). Cette équipe identifie chez cette protéine une 

séquence d’adressage potentielle à la mitochondrie et transfecte le cDNA afin de valider la 

localisation de cette protéine à la mitochondrie. Les tests in vitro qui ont été réalisés témoignent 

que cette protéine est une exonucléase qui dégrade spécifiquement un substrat d’ADN simple 

brin de 3’ en 5’ et qui n’est pas capable de dégrader de l’ARN ou de l’ADN circulaire. Elle 

semble aussi posséder une activité endonucléase car elle peut cliver l’ADN d’un substrat ARN-

ADN-ARN. Concernant leurs résultats en cellules, l’inhibition par siARN de la protéine 

provoque une augmentation de la quantité d’ADN 7S alors qu’une surexpression conduit à une 

diminution en ADN 7S.  Ces travaux identifient donc cette nouvelle nucléase de la mitochondrie 

avec un potentiel rôle dans la régulation de l’ADN 7S (Szczesny et al. 2013). Des travaux 

publiés au même moment réalise les mêmes observations sur les fonctions de la protéine 

MGME1 (Kornblum et al. 2013). De plus, des protéines MGME1 possédant des mutations non-

sens identifiées chez des patients entrainent une diminution du nombre de copies d’ADN 

mitochondrial  et une augmentation de délétions comparables à celles observées avec des 

protéines POLG mutées (Kornblum et al. 2013). Les travaux de l’équipe de Falkenberg (Uhler 

et al. 2016) montrent que MGME1 peut agir sur les structures Flap. Les auteurs reconstituent 

un système minimal qui mime la réplication. Cela leur permet de constater le rôle primordial 

de MGME1 pour résoudre la structure Flap présente lors de la réplication. 

5)  L’hélicase/nucléase DNA2 

L’hélicase/nucléase DNA2 est une protéine de 120 kDa qui possède un domaine 

nucléase et ATPase ainsi qu’un domaine hélicase. Une première publication (Zheng et al. 2008) 

conclut à la présence de la protéine DNA2 uniquement dans la mitochondrie. Ces résultats 

montrent que la protéine est retrouvée au niveau de l’ADN mitochondrial (colocalisation avec 

le marquage de l’ADN mitochondrial). Peu après, d’autres travaux contredisent cette 
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conclusion affirmant que DNA2 est présente aussi au sein du noyau (Duxin et al. 2009). Ces 

deux études s’accordent sur le rôle de DNA2 agissant sur les structures Flap qui sont présentes 

lors de la réplication et de la réparation par excision de base du « long patch BER ». Leurs 

expériences montrent que DNA2 clive les structures Flap, en tant qu’endonucléase. Il est aussi 

proposé que DNA2 en interagissant avec POLG stimule l’activité de cette dernière d’après des 

expériences de coimmunoprécipitation (Zheng et al. 2008). Lors de dommages induits par un 

traitement avec de l’H2O2, quand DNA2 est inhibée,  il est observé une baisse concomitante de 

la réparation et de la réplication de l’ADN mitochondrial (Zheng et al. 2008). L’inhibition de 

DNA2 fait aussi état d’une diminution de la réplication par analyse en électrophorèse 2D  

(Zheng et al. 2008). Ces différents travaux attribuent donc une fonction dans la réplication et 

dans la réparation à la protéine DNA2 en tant qu’endonucléase sur les structures Flap. 

6) Le facteur de transcription A mitochondrial : TFAM 

La protéine TFAM (mitochondrial transcription factor A) d’environ 25 kDa a été 

purifiée et identifiée pour la première fois comme un facteur de transcription en 1988. Elle peut 

se lier aux deux promoteurs, le LSP et le HSP mais aussi à l’ADN de façon non spécifique 

(Fisher & Clayton 1988) (Litonin et al. 2010). La présence de TFAM permet d’augmenter 

l’efficacité de transcription (Fisher & Clayton 1988) . Des années plus tard, une autre fonction 

pour la protéine TFAM est suggérée. En effet, elle pourrait former les structures nucléoïdes de 

l’ADN mitochondrial, car il est démontré que dans les cellules Hela, 900 molécules de TFAM 

se lient à une molécule d’ADN et que ces foyers interagiraient avec les membranes internes de 

la mitochondrie (Alam et al. 2003). Quelques années plus tard, l’équipe de Shoubridge 

(Kaufman et al. 2007) identifie TFAM comme un dimère qui a les capacités de compacter 

l’ADN mitochondrial, et qui serait à la base de la formation de structures nucléoides contenant 

plusieurs copies d’ADN mitochondrial. 

7) La polymérase ARN mitochondriale : POLMRT 

La polymérase POLMRT est la polymérase ARN de la mitochondrie. Sa taille est 

d’environ 126 kDa et son domaine polymérase se trouve dans sa partie C terminale (Tiranti et 

al. 1997) (Ringel et al. 2011). La polymérase POLMRT est impliquée à la fois dans la 

transcription de l’ADN mitochondrial mais aussi dans la réplication du brin L.  

Concernant la transcription, une interaction a été observée entre POLMRT et TFAM, et 

la structure du complexe de transcription a été obtenue avec les facteurs TFM1 et 2 au niveau 

du promoteur (Yakubovskaya et al. 2014). Il a été montré que POLMRT reconnaît 
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spécifiquement les séquences promotrices (la séquence murine n’étant pas reconnue par la 

protéine humaine) (Gaspari et al. 2004). 

Au niveau de sa fonction dans la réplication, une étude montre en cellules et in vitro que 

POLMRT permet l’initiation de la réplication au niveau de l’origine OL grâce à son rôle de 

primase. Cette étude met en évidence que la POLMRT reconnaît une série de T au niveau de l’ 

OL et qu’après 25 nucléotides en cellules et 25 à 75 nucléotides in vitro, POLG prend le relai de 

POLMRT (Fusté et al. 2010). 

VII. L’import des ARNs 

Il semblerait que chez l’Homme plusieurs types d’ARN soient importés dans la 

mitochondrie (Kim et al. 2017). Il a été observé que des ARNs non codants (Mercer et al. 2011), 

des ARNt provenant du noyau (Rubio et al. 2008), l’ARNr 5S et l’ARN MRP (Wang et al. 

2010) seraient importés au sein de la mitochondrie. Cependant, à l’heure actuelle, chez 

l’Homme, il n’existe pas de voie d’import des ARNs qui soit décrite. 

 L’équipe de Tarassov (Kolesnikova et al. 2000) réussit pour la première fois à importer 

un ARNt dans des mitochondries humaines. L’équipe de Alfonzo  (Rubio et al. 2008) démontre 

in vitro l’import du ARNtGln dans des mitochondries purifiées. Ses expériences mettent en 

évidence que le mécanisme d’import est ATP dépendant mais n’est pas lié au potentiel de 

membrane. Ces résultats suggèrent une voie d’import différente de celle des protéines. L’équipe 

de Tarassov (Kolesnikova et al. 2000) avait pourtant conclu à l’utilisation du potentiel de 

membrane pour permettre l’import. L’équipe de Teitell (Wang et al. 2010) évoque que la 

polynucleotide phosphorylase (PNPase), retrouvée au sein de l’espace intermembranaire, 

participerait à l’import des ARNs, notamment concernant l’ARN de la RNase P. La voie 

d’import reste donc encore très mal comprise. 

Quelques caractéristiques des ARNs importés ont pu être décrites dans les travaux de Wang 

(Wang et al. 2012). Ses expériences ont permis d’identifier des séquences d’adressage, dont 

une structure en loupe en 5’ de l’ARN semblant faciliter l’import, ainsi qu’une séquence en 

3’UTR permettant d’approcher l’ARN à la surface de la mitochondrie. Des études utilisent des 

ARNs comme outil thérapeutique afin d’éliminer des copies délétées (Comte et al. 2013) ou 

encore afin de compenser un ARNt muté (Karicheva et al. 2011). Par exemple, afin de bloquer 

la réplication de copies d’ADN mitochondrial délétées impliquées dans le syndrome de Kearns 

Sayre, l’import d’un ARN modifié qui reconnaît l’ADN mitochondrial muté a été utilisé. Deux 
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2) Les différentes voies de réparation au sein de la mitochondrie 

a) La réparation par excision de base (BER) dans la mitochondrie  

La réparation par excision de base (BER) est la voie de réparation de l’ADN 

mitochondrial la mieux décrite. Cette voie est utilisée pour enlever des bases modifiées au sein 

de l’ADN. Cette voie fonctionne comme le BER présent dans le noyau. 

 

Le BER se déroule en quatre grandes étapes. La première étape est la reconnaissance et 

l’élimination de la base modifiée. La seconde étape est l’élimination du site abasique (AP) 

engendré par le retrait de la base endommagée. L’étape suivante est de combler la brèche 

formée puis la dernière étape est celle de la religation au niveau des bases ajoutées. Il existe 

deux sous-voies dans le BER au niveau de la troisième étape, soit le « short patch » dans le cas 

de l’élimination d’une seule base, soit le « long patch » si plusieurs bases consécutives sont 

éliminées (de 2 à 6 nucléotides).  

 

L’étape 1 est réalisée par des glycosylases qui peuvent être monofonctionnelles ou 

bifonctionnelles. Les glycosylases monofonctionnelles enlèvent la base endommagée en 

laissant un site abasique (AP) au sein de l’ADN. Les glycosylases bifonctionnelles enlèvent 

aussi la base endommagée mais possèdent en plus leur propre activité lyase éliminant le site 

abasique, elles réalisent alors l’étape 1 et 2. Dans la mitochondrie, trois glycosylases 

monofonctionnelles ont été identifiées : l’uracil DNA glycosylase (UNG1), l’alkyladenine 

DNA glycosylase (AAG), la «MutY homolog» DNA glycosylase (MUTYH) (Ohtsubo et al. 

2000) et 4 glycosylases bifonctionnelles : la 8-oxoguanine DNA glycosylase (OGG1) (Takao 

et al. 1998), la «NTH endonucleaseIII-like 1» glycosylase (NTH1) (Takao et al. 1998), la «NEI 

like 1» glycosylase (NEIL1) (Holt & Reyes 2012b) (Hu et al. 2005) et la «NEI like 2» 

glycosylase (NEIL2) (Mandal et al. 2012). L’étape 2 est réalisée par l’apurinic/apyrimidinic 

(AP) endonucléase (APE-1). Elle a été identifiée dans la mitochondrie (Chattopadhyay et al. 

2006). Elle reconnaît le site abasique et laisse le 3’OH et le 5’P de part et d’autre de la base 

manquante. L’étape 3 est réalisée par la polymérase POLG. Dans le cas du « short patch », 

après l’action de POLG, la ligase 3 réalise la ligation de la nouvelle base. Dans le cas du « long 

patch », après le remplissage des plusieurs bases manquantes, une structure Flap est formée et 

est éliminée par l’exonucléase EXOG ou par l’action concomitante des protéines DNA2 et 
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endommagées. Il faut aussi rester critique sur la présence de certaines protéines de réparation à 

la mitochondrie. En effet, la majorité des publications démontrant la présence des protéines du 

BER au sein de la mitochondrie, notamment celles concernant les glycosylases, repose sur des 

analyses bioinformatiques recherchant un potentiel signal d’adressage à la mitochondrie et/ou 

sur leur présence dans des extraits mitochondriaux. Or la préparation d’extraits mitochondriaux 

reste délicate et est facilement contaminée par d’autres compartiments cellulaires. La réparation 

des dommages oxydatifs dans la mitochondrie, bien qu’elle soit très étudiée, nécessite encore 

une meilleure compréhension et doit être discutée avec prudence étant donné le nombre 

d’études présentant des résultats différents.  

b) La réparation par Excision de Nucléotides (NER) dans la mitochondrie 

Dans le noyau, la réparation par excision de nucléotides (NER) est le système utilisé 

pour la réparation des adduits, comme les dimères de thymines, provoqués notamment par les 

rayonnements ultraviolets (UV). Dans la mitochondrie, il ne semble pas que cette voie de 

réparation soit utilisée. Dès les années 70, l’équipe de Friedberg (Clayton et al. 1974) n’observe 

pas la réparation des adduits provoqués par les UV au sein de l’ADN mitochondrial et conclut 

à l’absence de NER au sein de la mitochondrie. Après exposition aux UV puis action de la T4 

endonuclease V, les auteurs analysent la proportion d’ADN présentant des brèches (nicks). En 

effet, en présence d’un adduit, la T4 endonuclease V va convertir cette lésion en nick. Les 

auteurs ont testé différentes lignées cellulaires humaines et murines et conviennent de l’absence 

de NER dans tous ces types cellulaires. L’équipe de Bohr étudie l’impact des rayonnements 

UV sur l’ADN mitochondrial dans les cellules de hamster CHO (Ledoux et al. 1992). Après 

exposition aux UV, l’ADN mitochondrial a été purifié et traité comme précédemment par la T4 

endonucléase V. Leurs résultats confirment, de la même façon que les travaux précédents, 

l’absence de NER au sein de la mitochondrie.  

Il est maintenant largement accepté que la mitochondrie ne possède pas la voie de 

réparation du NER. 

c) La réparation des mésappariements (MMR) dans la mitochondrie 

La présence de la voie de réparation des mésappariements (MMR) au sein de la 

mitochondrie fait encore débat. Dans le noyau, cette voie de réparation est utilisée pour corriger 

une erreur d’incorporation en face de la base complémentaire, par exemple quand un T est 

incorporé face à un G. La réparation des mésappariements est aussi utilisée dans le cas où des 
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bases supplémentaires ont été intégrées sur un des brins créant une petite boucle sur un des 

deux brins. Seule l’équipe de Lightowlers (Mason et al. 2003) s’accorde sur l’existence d’une 

voie de réparation MMR dans la mitochondrie dans des extraits mitochondriaux de cellules de 

foie de rat. Toutefois, ces travaux reposent uniquement sur des tests in vitro à partir de 

préparation d’extraits mitochondriaux. La pureté du fractionnement n’est pas présentée, et cette 

méthode de préparation reste extrêmement délicate pour être parfaite au point de n’avoir 

absolument aucune contamination par des protéines nucléaires de réparation (dans ce cas). De 

plus, les auteurs ne détectent pas la protéine Msh2, protéine essentielle du MMR au sein du 

noyau. Si la réparation par MMR est utilisée au sein de la mitochondrie, cela serait donc grâce 

à d’autres protéines que celles identifiées dans le noyau. Les protéines de la voie du MMR dans 

la mitochondrie n’ont toujours pas été identifiées chez l’Homme à ce jour. 

d) Le Non Homologous End Joining (NHEJ) dans la mitochondrie 

i. Le NHEJ classique 

Dans le noyau, la voie du Non Homologous End joining (NHEJ) peut être utilisée pour 

la réparation des cassures double-brin tout au long du cycle cellulaire. Cette voie relie les deux 

extrémités cassées avec ou sans modifications de séquences. Cette voie se décline en trois 

grandes étapes : 1-reconnaissance de la cassure double-brin (CBD), 2-maintien à proximité et 

nettoyage/maturation si besoin des deux extrémités, 3-religation (Lieber 2008). 

 Ku est la protéine qui reconnaît la cassure double-brin. Cette protéine de deux sous-

unités (Ku70 et Ku86) forme un anneau autour de l’ADN cassé. Ku permet de garder les deux 

extrémités de la cassure à proximité et va interagir et stimuler les protéines nécessaires à la 

réparation.  

Après la fixation de Ku, la DNA-PKcs (DNA-dependent protein kinase) arrive au 

niveau de la cassure. Sa liaison à l’ADN lui permet de s’activer par autophosphorylation. Il 

semblerait que la DNA-PKcs puisse se lier indépendamment de Ku ou interagir avec Ku et 

former le complexe Ku/DNA-PK. Ku glisse alors vers l’intérieur de l’ADN pour laisser la 

DNA-PKcs au niveau de la cassure (Yaneva et al. 1997). La DNA-PKcs s’autoactive en se liant 

à l’ADN par phosphorylation. Elle peut activer de très nombreuses protéines par 

phosphorylation. L’ensemble de ses protéines cibles n’est pas encore démontré in vivo.  

Ku va ensuite permettre de recruter le complexe XRRC4-DNA LIGASE 4 (X-ray repair 

cross-complementing protein 4) et de stimuler l’activité de ligation du complexe (Nick 

McElhinny et al. 2000). Plus récemment, il a été démontré que la protéine XLF/Cernunnos 
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Lorsque les extrémités ne sont pas directement religables, des nucléases ou des 

polymérases vont être nécessaires pour rendre les extrémités compatibles. Une des nucléases 

identifiées est Artémis (Moshous et al. 2001). Une étude in vitro (Ma et al. 2004) purifie les 

principaux acteurs du NHEJ et montre que le complexe DNA-PKcs/Artemis peut réséquer les 

extrémités après cassures et que les polymérases Pol µ et Pol l ajoutent si nécessaire des 

nucléotides aux extrémités (Figure 14). 

 

L’activité du NHEJ classique dans la mitochondrie n’est pas clairement démontrée et 

semble peu probable. En effet, au sein de la mitochondrie, une seule DNA ligase, la DNA 

LIGASE 3, est présente (Simsek et al. 2011). La DNA LIGASE 4, une des protéines clés du 

NHEJ, est donc manquante. De plus, la présence des autres protéines du NHEJ n’a pas été 

clairement démontrée, même si certaines ont été suggérées comme ayant une localisation 

mitochondriale, comme par exemple XRCC4 (Wisnovsky et al. 2016). La réparation des 

cassures double-brin au sein de la mitochondrie via le NHEJ classique fait donc encore débat. 

 

ii. Le NHEJ alternatif 

Au sein du noyau, il a été détecté une activité résiduelle de type NHEJ lorsque le NHEJ 

classique est inhibé. Cette voie a été décrite comme la voie alternative du NHEJ (alt-NHEJ) 

(Boulton & Jackson 1996) (Kabotyanski et al. 1998). Elle est dite moins fidèle que le NHEJ car 

au niveau du site de cassure plus de délétions sont retrouvées. Des microhomologies sont 

fréquemment utilisées. Une microhomologie est une séquence d’au moins 2 nucléotides 

homologues. Dans la voie du alt-NHEJ, l’utilisation de microhomologies de part et d’autre de 

la CBD, peut participer à stabiliser les extrémités cassées en s’appariant. Cette voie est 

maintenant considérée comme une voie présente en permanence dans les cellules et pas 

seulement en voie de secours lorsque le NHEJ classique n’est plus fonctionnel. Toutes les 

protéines de cette voie n’ont pas été identifiées clairement. L’inhibition de Ku favorise 

l’utilisation du alt-NHEJ  alors que sa présence l’inhibe (Bennardo et al. 2008). L’initiation de 

cette voie repose sur une compétition entre les protéines Ku et PARP-1 (Poly (ADP-ribose) 

polymerase 1) (Wang et al. 2006). L’initiation du alt-NHEJ repose donc sur la liaison de PARP-

1 aux extrémités cassées. Comme Ku, PARP-1 se lie directement aux extrémités cassées mais 

avec deux fois moins d’affinité. Le complexe MRN (Mre11-Rad50-Nbs1) et la nucléase CtIP 

participent ensuite à la résection (Truong et al. 2013).  
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Pour combler les brèches engendrées par la résection, la polymérase q pourrait être la 

polymérase utilisée (Kent et al. 2015). L’étape finale passe par la religation des deux brins de 

l’ADN. Elle est effectuée par la DNA LIGASE 3 voire la DNA LIGASE 1 (dans le cas où on 

ne retrouve pas de microhomologies) (Audebert et al. 2004) (Figure 15).  

 

Dans la mitochondrie, seule la DNA LIGASE 3 est présente et son isoforme 

mitochondriale est essentielle à la survie cellulaire (Simsek et al. 2011). De plus, 85% des 

délétions identifiées dans l’ADN mitochondrial présentent des microhomologies de part et 

d’autre de leur séquence. Ces découvertes pourraient suggérer l’utilisation du alt-NHEJ par la 

mitochondrie dans le cas des cassures double-brin.  

L’équipe de Raghavan (Tadi et al. 2016) a donc cherché l’activité du alt-NHEJ au sein 

de la mitochondrie et conclut à son utilisation à partir d’expériences sur des extraits 

mitochondriaux de rat. Les auteurs ont obtenu les mêmes résultats sur les cellules humaines 

Hela (données non publiées). Ses travaux sont réalisés grâce à des expériences in vitro qui 

mettent en présence des substrats de réparation présentant ou non des microhomologies avec 

des extraits mitochondriaux. Ils observent que contrairement aux extraits totaux qui montrent 

une activité de réparation par NHEJ, les extraits mitochondriaux présentent une activité de 

réparation utilisant des microhomologies de 5 nucléotides minimum, ce qui suggèrent une 

réparation par alt-NHEJ. Par déplétion et par l’utilisation d’inhibiteur, les auteurs identifient les 

protéines FEN1, CtIP, Mre11, PARP1 et la DNA LIGASE 3 comme étant impliquées dans la 

voie du alt-NHEJ au sein de la mitochondrie. 

Ses résultats sont à considérer avec prudence car il s’agit d’expériences in vitro faites à 

partir de préparation d’extraits mitochondriaux. A ce jour, la présence des protéines CtIP, 

Mre11 et PARP1 à la mitochondrie n’est toujours pas encore bien établie. De surcroit, l’étude 

bioinformatique réalisée par les auteurs n’a pas permis de détecter un signal d’adressage à la 

mitochondrie au sein des séquences de ces protéines. 

e) La recombinaison homologue (HR) dans la mitochondrie 

Le noyau utilise la recombinaison homologue (HR) pour réparer ses cassures double-

brin ou lors de fourches de réplication bloquée. Elle fonctionne majoritairement en phase S/G2 

du cycle cellulaire. Le principe de cette voie repose sur l’utilisation par la cellule d’une matrice 

de réparation homologue. Cette matrice de réparation peut être la chromatide sœur ou rarement 

le chromosome homologue.  
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Après cassure double-brin, la première étape est de réséquer les brins cassés afin 

d’obtenir des brins avec des extrémités 3’ sortantes. Cette étape est réalisée par les mêmes 

partenaires que dans la voie du alt-NHEJ : le complexe MRN et CtIP. La recombinaison 

homologue nécessite une résection importante. Pour cela, la cellule fait appel à Exo1/BLM 

(Truong et al. 2013). La protéine RPA (Protein Replication A) se lie à l’ADN simple-brin et 

empêche la formation de structures secondaires. L’étape suivante est l’invasion du brin cassé 

au sein du chromosome homologue ou la chromatide sœur qui va lui servir de matrice de 

réparation. Pour cette étape, RPA est chassée puis remplacée par Rad51. La protéine Brca2 

interagit avec Rad51, ce qui la stimule pour chasser RPA (Moynahan et al. 2001). L’ADN 

simple-brin protégé par Rad51 est appelé nucléofilament. Il y a ensuite formation d’une D-loop 

lors l’invasion du nucléofilament au sein de l’ADN homologue. Après formation de la D-loop, 

la restauration de l’ADN peut être effectuée via le « Synthesis Dependent Strand Annealing » 

(SDSA) ou par le « Double Strand Break Repair » (DSBR) via la résolution de la jonction de 

Holiday. Cette jonction de Holiday formée pourra être résolue par l’hélicase Bloom aidée par 

la topoisomérase 3a (Figure 16). 

 

Etant données les copies multiples d’ADN présentes dans une mitochondrie, il a été 

proposé que la recombinaison homologue pourrait être un bon candidat de voie de réparation. 

En effet, lors de cassures double-brin sur une copie d’ADN mitochondrial, la mitochondrie 

pourrait utiliser une autre copie comme matrice de réparation. Une étude réalisée dans la levure 

suggère l’utilisation par la mitochondrie d’une voie proche de la recombinaison homologue 

(Stein et al. 2015). Chez le rat, une étude in vitro réalisée à partir d’extraits mitochondriaux 

conclut à la possibilité de la présence d’une activité de réparation par recombinaison homologue 

au sein des mitochondries (Thyagarajan et al. 1996). 

 

Il n’y a pour autant aucune démonstration pertinente de l’utilisation de la recombinaison 

homologue dans les mitochondries de cellules humaines, la présence des acteurs de la 

recombinaison homologue étant notamment loin d’être statuée. 
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3) Maintien de l’intégrité de l’ADN mitochondrial par dégradation  

Il semblerait que l’ADN mitochondrial possède une façon originale de ne conserver que 

les molécules d’ADN mitochondrial intactes contrairement à l’ADN nucléaire. Cette méthode 

consiste à dégrader son ADN au lieu de le réparer. Cette propriété a même été utilisée pour 

créer une lignée sans ADN mitochondrial. L’équipe de Seibel (Kukat et al. 2008) utilise une 

enzyme de restriction EcoRI modifiée pour aller à la mitochondrie. Les cassures double-brin 

provoquées par cette enzyme provoquent la dégradation de l’ADN mitochondrial. En utilisant 

cette propriété particulière de non réparation des cassures double-brin, ils ont ainsi obtenu une 

lignée cellulaire sans ADN mitochondrial. D’autres travaux menés par l’équipe d’Alexeyev 

(Shokolenko et al. 2009) ont permis de mettre en évidence que la dégradation n’avait pas lieu 

uniquement dans le cas des cassures double-brin. Après exposition à des ROS, l’équipe 

d’Alexeyev n’observe pas d’accumulation significative de mutations au sein de l’ADN 

mitochondrial, contrairement à ce qui était attendu, mais une augmentation de sites abasiques 

et de coupures intra-brin. Cette équipe se rend alors compte par Southern Blot que l’ADN 

mitochondrial a été dégradé rapidement (une heure après exposition à un stress oxydatif) en 

passant par une étape de linéarisation de l’ADN mitochondrial (50% d’ADN linéaire 

supplémentaires est détecté comparé au control). Ces différents travaux illustrent que la 

mitochondrie semble, du fait de ses multiples copies d’ADN au sein de chaque organite, ne pas 

privilégier la réparation de ses copies endommagées mais plutôt leur dégradation. 

 

Pour résumé, les mécanismes de réparation de l’ADN mitochondrial sont encore mal 

compris. Il manque notamment d’études réalisées en cellules pour étoffer les études in vitro. 

De surcroît, les études actuelles tendent peut-être à trop rechercher l’équivalent des voies de 

réparation du noyau sur la mitochondrie. Du fait de ses nombreuses copies d’ADN, la 

mitochondrie pourrait simplement dégrader ses molécules trop endommagées et stimuler 

ensuite la réplication. Par ailleurs, le protéosome réduit de la mitochondrie est différent de celui 

du noyau. L’absence de certaines protéines n’exclut peut-être pas l’absence de certaines voies 

de réparation qui pourrait être prises en charge par la polyvalence de certaines protéines.
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Les pathologies de la mitochondrie  

 

De nombreuses mutations et délétions sont retrouvées au sein de l’ADN mitochondrial. 

Ces modifications du génome mitochondrial ne sont pas nécessairement associées à des 

pathologies. En effet, selon le nombre de copies modifiées présentes dans la cellule ou dans un 

tissu, les conséquences sont très différentes (non pathologiques à pathologiques, plus ou moins 

sévères). Le rapport du nombre de copies mitochondriales mutées/délétées et sauvages est 

appelé degré d’hétéroplasmie. Il est considéré que les pathologies neurologiques, cardiaques et 

musculaires surviennent lorsque le degré d’hétéroplasmie atteint 50 à 90% de copies modifiées 

(Wallace 2016). Les tissus qui sont le plus sensibles à l’apparition de copies modifiées de leur 

ADN mitochondrial sont en général les tissus qui nécessitent le plus d’énergie tels que les 

muscles et le cerveau.  

 L’apparition de délétions/mutations de l’ADN mitochondrial peut survenir soit (i) à la 

suite de dommages, par exemple lors de l’exposition aux ROS soit (ii) à cause de mutations 

dans des protéines essentielles pour la réplication, comme par exemple PolG et Twinkle. Les 

protéines mutées possèdent alors des fonctions altérées, engendrant une modification du 

nombre de copies de l’ADN mitochondrial car elles sont moins efficaces pour la réplication, 

et/ou l’apparition de délétions et/ou de mutations par un manque de fidélité. Ces deux 

circonstances auront pour conséquences une perturbation des besoins énergétiques de la cellule. 

I. Les délétions dans l’ADN mitochondrial 

Les délétions au sein de l’ADN mitochondrial sont associées à de nombreuses 

pathologies : vieillissement, cancers, maladies mitochondriales comme le syndrome de Kearns-

Sayre, des myopathies, l’ophtalmoplégie externe progressive, surdité, etc… (Schapira 2006) 

(Chen, et al. 2011). A ce jour, il est considéré que l’apparition des délétions a pour origine soit 

une perturbation de la réplication soit un mécanisme de réparation utilisant des séquences 

répétées. La délétion la plus souvent retrouvée est une délétion de 4977 bp appelée « Common 

Deletion » (Figure 17). 
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et al. 2008). Pourtant, dans d’autres études, les patients de plus de 65 ans ne présentent pas de 

quantité plus importante en « Common Deletion » au sein de leur tumeur (Wang et al. 2013) 

(Chen et al. 2011). Les résultats contradictoires de plusieurs études sont souvent dus à la taille 

des échantillons. C’est pourquoi, l’équipe de Nebel (von Wurmb-Schwark et al. 2010) quantifie 

la proportion de « Common Deletion » dans le sang de plus de 400 individus âgés (61–75 ans) 

ou très âgés (95–109 ans) et constate que le groupe « âgé » est porteur d’une quantité plus 

importante de « Common Deletion » que le groupe « très âgé ».  

Contrairement à l’idée reçue, l’accumulation des délétions ne semble donc pas 

s’accumuler au cours du temps sans régulation mais pourrait être contrôlée par différents 

mécanismes. 

II. Les pathologies liées à des mutations des protéines du réplisome 

Les maladies liées à une perturbation de la mitochondrie peuvent aussi être la 

conséquence de mutations dans les protéines essentielles à la réplication, telles que les protéines 

POLG et Twinkle. De la même façon, ces pathologies touchent des organes jouant un rôle dans 

le métabolisme et des tissus ayant des besoins énergétiques importants.  

1) Les maladies dues à des mutations de POLG 

Actuellement, 147 mutations dans la polymérase POLG ont été recensées, ces mutations 

pouvant être dominantes ou récessives. De nombreuses pathologies sont associées à ces 

mutations, notamment le syndrome d’Alpers, le syndrome MCHS (myocerebrohépatopathie 

pédiatrique, ataxie, syndrome neuropatique), le syndrome MEMSA (épilepsie myoclonique, 

myopathie et ataxie sensorielle), et l’ophtalmoplégie externe progressive. Les mutations sont 

retrouvées tout au long de la protéine, et touchent aussi bien le domaine exonucléase, le linker, 

que le domaine polymérase. Les conséquences de ces mutations dans la protéine sont soit des 

délétions, soit une diminution du nombre de copies dans l’ADN mitochondrial, notamment dans 

le syndrome d’Alpers (Stumpf & Copeland 2011).  

 

Etant donné le nombre de pathologies et leur gravité, beaucoup d’études se sont 

intéressées à mieux comprendre les effets des mutations de POLG. Un nombre important 

d’études ont été publiées comprenant des expériences in vitro. Par exemple, la mutation A467T 

située dans la partie linker de la protéine entre le domaine exonucléase et le domaine 

polymérase, est la mutation la plus retrouvée dans le syndrome d’Alpers. Cette mutation 

provoque une activité polymérase inférieure à 4% et une activité exonucléase diminuée de deux 
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fois comparée à la protéine WT. De plus, il y a été observé une perte d’interaction avec la sous-

unité POLG b, (Chan et al. 2005). Deux autres mutations G848S and R852C présentes cette 

fois dans le domaine polymérase de POLG entrainent une activité polymérase de seulement 1% 

comparée à la protéine WT, ces mutations semblant perturber la liaison à l’ADN de la protéine 

(Kasiviswanathan et al. 2009). De façon intéressante, un mutant de POLG D198A dans le 

domaine exonucléase révèle une augmentation du pouvoir mutagène (à savoir une mutation 

toutes les 1700 bp soit environ 10 mutations par molécule d’ADN au lieu d’un taux entre 0 et 

1 mutation par génome mitochondrial pour la protéine WT)  (Spelbrink et al. 2000).  

Des modèles de souris transgéniques ont aussi été mis au point afin d’étudier les effets 

des mutations de POLG. Un modèle souris exprimant la POLG mutée D181A dans ses 

cardiomyocytes montre qu’à un mois de vie, 1,4 mutations par 10 000 bp sont présentes 

comparées à 0,06 par 10 000 bp dans les autres tissus n’exprimant pas la protéine mutée. Ces 

souris ne présentent pas de modification du nombre de copies, ni de perturbation de la chaîne 

respiratoire pourtant elles développent une cardiomyopathie dès 4 à 5 semaines (Zhang et al. 

2000). Une souris transgénique possédant la mutation Y955C connait une mortalité prématurée 

associée à une cardiomyopathie. L’analyse de son ADN mitochondrial montre une diminution 

d’un facteur 2 dans le nombre de copies, une augmentation d’un facteur 3 en 8 oxoguanine 

illustrant l’augmentation du stress oxydatif (Lewis et al. 2007). Une autre étude compare des 

souris WT, POLG mut/WT et POLG mut/mut (Vermulst et al. 2008). Les souris transgéniques POLG 

mut/mut font état d’un vieillissement prématuré associé à la présence de délétions augmentée d’un 

facteur de 7 à 11 fois. Les souris POLG mut/WT n’affichent pas d’augmentation en délétions mais 

une augmentation en mutations d’un facteur 100 comparée aux souris WT.  

2) Les maladies dues à des mutations de Twinkle 

La principale pathologie liée à des mutations de la protéine Twinkle est 

l’ophtalmoplégie externe progressive (OPE) dans des formes autosomales dominantes ou 

récessives. L’équipe de Larrson analyse onze mutations retrouvées dans la protéine Twinkle 

chez des patients atteints de OPE (Spelbrink et al. 2001). Ces mutations n’empêchent pas la 

localisation mitochondriale ou la multimérisation de la protéine in vitro, bien que ces mutations 

soient présentes dans le domaine de la protéine permettant la multimérisation (partie linker de 

la protéine). Ces patients présentent un nombre plus important de molécules d’ADN 

mitochondrial délétées associées à leurs différentes mutations dans la protéine Twinkle.  



 

 41 

L’équipe de Spelbrink  testent sept mutations présentes dans des formes 

d’ophtalmoplégie externe progressive (Goffart et al. 2009). Ces sept mutations touchent la 

partie N terminale, le linker ou le domaine hélicase de la protéine. L’expression en cellules 

(HEK293) des différents mutants montre une diminution d’ADN mitochondrial dès trois jours 

d’expression. Par exemple, la surexpression du mutant Twinkle R374Q (mutation présente dans 

le linker de la protéine) provoque une diminution de 25% d’ADN mitochondrial à trois jours. 

Ce mutant possède aussi une activité hélicase réduite in vitro bien que la mutation ne soit pas 

dans le domaine hélicase. L’étude de la réplication par électrophorèse 2D montre 

l’accumulation d’intermédiaires de réplication. Ce mutant présente les mêmes caractéristiques 

que les six autres mutants étudiés. Les auteurs concluent donc que les mutations dans la protéine 

Twinkle entraînent des pauses dans la réplication ce qui provoque des perturbations dans l’ADN 

mitochondrial (délétions et baisse du nombre de copies). Comme pour POLG, des modèles 

souris ont été établis. Des souris transgéniques avec une duplication d’un acide aminé en 

position 352 et 364 dans Twinkle ont été créées (Tyynismaa et al. 2005). Cette mutation est 

retrouvée dans l’ophtalmoplégie externe progressive et ce modèle de souris recrée les mêmes 

symptômes que ceux observés chez les patients. En effet, ces souris accusent une restriction de 

50% d’ADN mitochondrial dans le cerveau, et montrent diverses délétions (environ 5%) dans 

le muscle et le cerveau ainsi que des modifications morphologiques de leurs fibres musculaires.  

L’apparition des pathologies étant rattachée à des effets seuil selon l’hétéroplasmie, 

maîtriser le degré d’hétéroplasmie constitue un objectif majeur en tant qu’outil thérapeutique 

face aux pathologies liées à l’ADN mitochondrial. Il reste donc encore beaucoup à comprendre 

sur les changements d’hétéroplasmie. Il est par exemple surprenant que certains patients 

développent des maladies avec des degrés d’hétéroplasmie très différents (Rossignol et al. 

2003). Il a été suggéré que les molécules délétées auraient un avantage réplicatif (Fukui & 

Moraes 2009) (Diaz et al. 2002). Pourtant il semblerait que ces hypothèses soient remises en 

cause. En effet, les souris transgéniques ont par exemple permis d’observer une repopulation 

en molécules d’ADN WT lors de la pratique d’exercices physiques (Safdar et al. 2011). Un 

autre argument réside dans le fait que l’étude concernant des personnes très âgées démontre 

l’absence d’augmentation de molécules délétées liée au vieillissement (von Wurmb-Schwark 

et al. 2010). Les mécanismes de régulation de l’hétéroplasmie semblent donc mal compris. Une 

autre raison importante de pouvoir agir sur l’hétéroplasmie est que la transmission des 

mitochondries est uniquement maternelle (Gyllensten et al. 1985). Les copies mutées ou 
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délétées seront transmis à la descendance. Des outils sont donc nécessaires pour la modification 

du génome mitochondrial.
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Comment modifier le génome mitochondrial ? 

 

Le nombre de pathologies touchant l’ADN mitochondrial est très important. Les outils 

thérapeutiques étant à ce jour très insuffisants, il est donc nécessaire de mettre au point de 

nouvelles stratégies. L’une d’entre elles consiste à éliminer et/ou corriger les copies d’ADN 

mitochondrial endommagées. Afin d’y parvenir, les nucléases artificielles semblent être une 

piste prometteuse. Cette technologie est une révolution en thérapie génique qui permet de 

modifier « à façon » l’ADN nucléaire. De ce fait, depuis quelques années, les chercheurs tentent 

d’adapter cette technologie à la mitochondrie. 

I. La modification du génome mitochondrial dans les cellules cybrides 

Les cybrides sont la fusion de l’ADN mitochondrial de cellules donneuses enuclées avec 

des cellules acceptrices sans ADN mitochondrial. Leur ADN mitochondrial a été éliminé à 

l’aide d’un traitement au bromure d’éthydium (BET). Cette méthode est notamment utilisée 

pour créer des lignées cellulaires modèles de pathologies. Selon l’hétéroplasmie des 

mitochondries donneuses, des clones avec des hétéroplasmies variables seront obtenues. Ce 

seront ensuite de bons outils pour comprendre les effets de seuils dans l’apparition des 

pathologies. Des modèles cellulaires ont ainsi pu être obtenus. Par exemple, un modèle a été 

conçu à partir de cellules Hela avec l’intégration d’ADN mitochondrial portant une délétion de 

5196 bp entre les nucléotides 8563 et 13758 impliquée dans une forme d’ophtalmoplégie 

progressive externe (Hayashi et al. 1991). Des lignées cellulaires présentant des hétéroplasmies 

variables pour la « Common Deletion » ont aussi été établies en utilisant des fibroblastes 

provenant de patients atteints d’ophtalmoplégie progressive externe fusionnés avec des cellules 

143B sans ADN mitochondrial (Peng et al. 2006). 

II. La modification du génome mitochondrial par l’utilisation des nucléases 

La stratégie générale afin de modifier le génome mitochondrial a été d’adapter la 

technologie des nucléases artificielles utilisée dans la modification du génome nucléaire. Pour 

appliquer cette technologie à la mitochondrie, il convient d’ajouter aux nucléases artificielles 

des signaux d’import afin qu’elles empruntent la voie d’import des protéines mitochondriales 

pour pénétrer dans la matrice mitochondriale (cf partie voie d’import).  
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1) Les enzymes de restriction 

L’utilisation d’enzymes de restriction importées à la mitochondrie a été la première 

stratégie pour éliminer des copies de l’ADN mutées (Srivastava & Moraes 2001). Plusieurs 

études montrent que cette méthode réussit à modifier le degré d’hétéroplasmie (Bacman et al. 

2007) (Fukui & Moraes 2009). L’équipe de Seibel (Kukat et al. 2008), quant à elle, a utilisé la 

transfection de l’enzyme EcoRI pour obtenir des cellules sans ADN mitochondrial. Dans 

certains cas, l’apparition d’une mutation crée un site de reconnaissance pour l’enzyme de 

restriction. La transfection avec l’enzyme de restriction pourra donc permettre l’élimination des 

copies mutées. Le problème de cette méthode reste la limitation du nombre de sites de 

restriction existants ainsi que le fait que la majorité des mutations ne créent pas un site de 

restriction. Cette technologie a même été mise au point pour faire des souris transgéniques 

(Srivastava & Moraes 2005) (Fukui & Moraes 2009) (Reddy et al. 2015). Par exemple, la 

transfection d’un ARNm codant pour l’enzyme de restriction ApaLI dans des oocytes de souris 

possédant 2 formes asymptomatiques d’ADN mitochondrial, BALB ou NZB (seule BALB 

possède un site ApaLI) conduit à une diminution drastique de la forme BALB (de 80% à 15%) 

(Reddy et al. 2015). Ce succès de modification de l’ADN mitochondrial d’oocytes de souris est 

très prometteur. En effet, l’ADN mitochondrial étant hérité par la mère, cette stratégie peut être 

un vrai outil thérapeutique pour limiter la transmission de maladies génétiques liées à l’ADN 

mitochondrial à sa descendance. 

L’utilisation des enzymes de restriction est donc un outil très intéressant pour 

l’élimination de copies mutées mais reste limitée par la nécessité que les mutations forment un 

site de restriction. 

2) Les nucléases à doigt de zinc  

a) Description 

Les nucléases à doigts de zinc sont composées d’un domaine de liaison à l’ADN 

spécifique d’une séquence choisie séparé par un linker du domaine endonucléase non spécifique 

provenant de la protéine FokI (Kim et al. 1996) (Figure 19). Ce domaine de liaison à l’ADN est 

un enchainement de doigts de zinc qui permet une reconnaissance spécifique d’une séquence 

d’ADN. Le domaine de liaison à l’ADN peut enchainer 3 à 6 doigts de zinc.  Le motif doigt de 

zinc est appelé de forme Cys2-His2 car il est composé de la séquence suivante : X3-Cys-X2-4-

Cys-X12-His-X3-4-His-X4 (X correspond à n’importe quel acide aminé). Un doigt de zinc forme 
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la mutation T8993G impliquée dans plusieurs pathologies (le syndrome NARP (neuropathie, 

ataxie, rétinite pigmentaire) et syndrome de Leigh). Pour permettre l’import à la mitochondrie 

de l’enzyme, les auteurs testent différents signaux d’import à la mitochondrie. Ils observent que 

selon les signaux d’import, l’adressage dans la mitochondrie est plus au moins efficace et 

qu’une partie des protéines à doigt de zinc se retrouvent exprimées dans le noyau. L’ajout d’un 

signal d’exclusion nucléaire en C terminal résout ce problème. L’ajout de la séquence 3’ UTR 

de l’ARNm de l’ATP synthase participe aussi à un meilleur import des protéines à doigt de zinc 

(cf partie import). Après transfection, leurs résultats montrent une augmentation de la 

méthylation sur les cytosines adjacentes à la base G mutée d’un facteur 6 au niveau de la 

séquence mutée comparée à la séquence WT (le domaine méthylase méthyle les CpG donc 

seule la séquence mutée sera méthylée). 

Deux ans plus tard, la même équipe (Minczuk et al. 2008) utilise à nouveau la stratégie 

des nucléases à doigt de zinc pour cette fois éliminer des copies mutées. Ils s’intéressent à la 

même mutation. Ils utilisent les mêmes signaux d’adressage pour importer une nucléase à doigt 

avec quatre domaines doigt de zinc et deux domaines FokI. Cette stratégie permet la 

transfection d’un seul monomère de nucléase à doigt de zinc. Les deux domaines FokI de cette 

nucléase sont séparés par un linker de 40 acides aminés. Cette structure empêche la coupure 

des molécules non mutées par des homodimères et augmente la spécificité de coupure pour les 

molécules mutées (Figure 20). Les résultats montrent que 2 et 30 jours après transfection, la 

lignée cellulaire qui possédait 85% de molécules mutées et 15% de molécules WT récupère 

environ 40% de molécules WT, ce qui a permis une diminution de 25% de forme mutée. 

Concernant les clones exprimant stablement la nucléase, les auteurs constatent que l’expression 

de la nucléase est perdue au fur et à mesure du temps mais que les proportions d’ADN WT 

obtenues après transfection sont maintenues. 

 











 

 51 

 

L’hétéroplasmie de l’ADN mitochondrial est un vrai problème dans l’émergence des 

maladies mitochondriales. Les nucléases artificielles semblent donc apporter des solutions pour 

la correction et/ou l’élimination des copies mutées ou délétées. L’amélioration de ces 

technologies pourrait à terme être une solution thérapeutique pour les pathologies 

mitochondriales. 
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Projet de thèse 

Mon projet de thèse s’intéresse à une délétion de 4,9 kilobases située dans l’ADN 

mitochondrial appelée « Common Deletion ». Cette délétion est impliquée dans de nombreuses 

maladies notamment dans 2 syndromes : le syndrome de Pearson et le syndrome de Kearns 

Sayre et a été retrouvée dans différentes tumeurs. Elle est appelée « Common Deletion » car 

30% des personnes présentant une délétion dans leur ADN mitochondrial possèdent cette 

délétion en particulier. D’un point de vue mécanistique, notre hypothèse de travail était que la 

« Common Deletion » apparaissait soit suite à une erreur de réplication soit suite à la mauvaise 

réparation de l’ADN mitochondrial après une cassure double-brin.  

 

 Les enjeux de ce travail étaient donc de créer dans un premier temps un modèle d’étude 

de la « Common Deletion » en induisant cette délétion dans l’ADN mitochondrial puis en 

identifiant les protéines responsables de l’apparition de cette délétion afin de mieux comprendre 

les mécanismes de réparation et de réplication dans la mitochondrie. Ce projet a été réalisé en 

étroite collaboration avec le laboratoire d’Agnel Sfeir à New York où ils ont particulièrement 

étudié le mode de réplication actif au sein de la mitochondrie par peignage moléculaire. De 

notre côté, nous avons mis au point l’induction de la « Common Deletion » en induisant des 

cassures spécifiques sur l’ADN mitochondrial pour étudier les protéines impliquées dans sa 

formation.  

 

Les objectifs de ma thèse se composaient donc en deux grandes parties :  

 

(i) L’induction de la « Common Deletion » 

Notre stratégie a été d’utiliser des nucléases artificielles adaptées pour être 

importées à la mitochondrie. Nous avons donc transfecté des TALENs (transcription 

activator-like effector nucleases) en leur rajoutant des signaux d’adressage à la 

mitochondrie (Bacman et al., Nat med, 2013) dans des cellules humaines. Nous avons 

ainsi obtenu des TALENs mitochondriales appelées mitoTALENs. Les premières 

étapes étaient de vérifier l’adressage des mitoTALENs à la mitochondrie en fractionnant 

les cellules en un extrait cytoplasmique et un extrait mitochondrial puis de vérifier et de 

quantifier la formation de la « Common Deletion » par PCR et qPCR. 
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(ii) L’identification de protéines impliquées dans l’apparition de la « Common 

Deletion » 

Notre objectif était donc d’induire la formation de cette délétion afin de 

comprendre le mécanisme qui conduisait à son apparition. Pour cela nous voulions 

identifier les protéines impliquées, ce qui nous a également permis de mieux caractériser 

les mécanismes de réplication et de réparation dans la mitochondrie. Notre stratégie a 

été d’inhiber des protéines de réplication et de réparation de l’ADN mitochondrial en 

utilisant des siARNs tout en induisant la « Common Deletion » avec les mitoTALENs 

dans des lignées cellulaires humaines. Ainsi, nous avons pu observer les conséquences 

de l’inhibition de la protéine ciblée sur la quantité de « Common Deletion ».
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Résultats 

I. Article : « Single-Molecule Analysis of mtDNA Replication uncovers the basis of 

the Common Deletion » 

Ce travail a été réalisé et publié en collaboration avec le laboratoire d’Agnel Sfeir à New 

York. J’ai signé cette publication en tant que co-premier auteur.  

Nous avons étudié la réplication de l’ADN mitochondrial en adaptant la technique de 

peignage moléculaire sur l’ADN mitochondrial (laboratoire Agnel Sfeir). Les profils visualisés 

par peignage moléculaire montrent l’utilisation de deux origines de réplication, au niveau de 

l’OH et de l’OL. De plus, la protéine POLMRT est nécessaire à l’utilisation de l’origine de 

réplication OL. L’ensemble des résultats nous ont permis de conclure à l’utilisation du modèle 

de déplacement de brin proposé dès les années 80. Le peignage moléculaire nous a aussi permis 

de conclure que dans le cas où la protéine Twinkle était mutée, nous observions un arrêt de la 

réplication dans la région de la « Common Deletion ». 

En parallèle au laboratoire, j’ai étudié la formation de la « Common Deletion ». 

L’objectif était d’apporter des réponses sur les mécanismes qui mènent à la formation de 

délétions au sein de l’ADN mitochondrial. Pour mieux saisir ces mécanismes, nous avons tout 

d’abord mis au point l’induction de la « Common Deletion » en utilisant des nucléases 

artificielles adaptées à la mitochondrie, les mitoTALENs. Il s’est avéré qu’une seule 

mitoTALEN permettait d’induire la « Common Deletion ». Ensuite, notre approche par siARN 

a montré l’implication des protéines POLG, mtSSB, Twinkle, DNA2, MGME1 et PIF-1 dans 

la formation de la « Common Deletion ». Les protéines identifiées se sont révélées être 

principalement impliquées dans la réplication de l’ADN mitochondrial. Les protéines de 

réparation testées (CtIP, MRE11, RAD51) n’ont pas montré d’effet sur la formation de la 

délétion. Ceci implique que la « Common Deletion » induite par une cassure double-brin est le 

fruit d’une réparation illégitime induite lors de la réplication. Ainsi, nos travaux apportent-ils 

une meilleure compréhension de la réplication et de la réparation au sein de l’ADN 

mitochondrial.
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Marco Tigano, ..., Marion Piganeau,

Erika Brunet, Agnel Sfeir

Correspondence

erika.brunet@inserm.fr (E.B.),

agnel.sfeir@med.nyu.edu (A.S.)

In Brief

Mutations in mtDNA are associated with

human diseases and aging. Phillips et al.

developed a single-molecule mtDNA

combing approach to elucidate the

molecular basis for the most frequent

mtDNA aberration, the ‘‘common

deletion,’’ and provide insights into

mtDNA replication and repair.

Phillips et al., 2017, Molecular Cell 65, 527–538

February 2, 2017 ª 2016 Elsevier Inc.

http://dx.doi.org/10.1016/j.molcel.2016.12.014

http://dx.doi.org/10.1016/j.molcel.2016.12.014
http://crossmark.dyndns.org/dialog/?doi=10.1016/j.molcel.2016.12.014&domain=pdf


Molecular Cell

Article

Single-Molecule Analysis
of mtDNA Replication Uncovers
the Basis of the Common Deletion
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SUMMARY

Mutations in mtDNA lead to muscular and neurolog-

ical diseases and are linked to aging. The most

frequent aberrancy is the ‘‘common deletion’’ that

involves a 4,977-bp region flanked by 13-bp repeats.

To investigate the basis of this deletion, we devel-

oped a single-molecule mtDNA combing method.

The analysis of replicating mtDNA molecules pro-

vided in vivo evidence in support of the asymmetric

mode of replication. Furthermore, we observed

frequent fork stalling at the junction of the common

deletion, suggesting that impaired replication trig-

gers the formation of this toxic lesion. In parallel ex-

periments, we employed mito-TALENs to induce

breaks in distinct loci of the mitochondrial genome

and found that breaks adjacent to the 50 repeat

trigger the common deletion. Interestingly, this pro-

cess was mediated by the mitochondrial replisome

independent of canonical DSB repair. Altogether,

our data underscore a unique replication-dependent

repair pathway that leads to the mitochondrial com-

mon deletion.

INTRODUCTION

Human mtDNA consists of a 16.6-kb double-stranded circular

genome and encodes 37 genes that are essential for oxidative

phosphorylation (Anderson et al., 1981). In addition to point mu-

tations, mtDNA abnormalities comprise several large-scale dele-

tions. The most common aberrancy is a 4,977-bp deletion span-

ning nucleotides 8,483–13,459 of the mitochondrial genome.

The common deletion (also known as mtDNA4977) was first de-

tected in neuromuscular diseases—Kearns-Sayre syndrome

(KSS) and progressive external ophthalmoplegia (PEO) (Shoffner

et al., 1989)—and later found to accumulate in aging tissues

(Corral-Debrinski et al., 1992; Pikó et al., 1988; Yang et al.,

1994). The loss of 12 essential mitochondrial genes within the

deleted region cripples mitochondrial biogenesis. As a result,

the common deletion is heteroplasmic in nature, manifesting

clinically when mtDNA4977 molecules exceed a critical threshold

(Wallace and Chalkia, 2013). The molecular mechanism underly-

ing the formation of the common deletion remains unknown. The

deleted region is flanked by two 13-bp repeats, with only one

repeat being retained in mtDNA4977 (Schon et al., 1989). This

characteristic feature, shared by the majority of mtDNA dele-

tions, implicates replication slippage or aberrant double-strand

break (DSB) repair during the process of common deletion for-

mation (Krishnan et al., 2008; Srivastava and Moraes, 2005; Fig-

ure S1A, available online).

Over the years, the mode of mtDNA replication has been a

matter of controversy (Figure S1B). The strand-displacement

model was put forth in the 1970s based on the visualization of

replicating mtDNA intermediates by electron microscopy (EM)

(Robberson and Clayton, 1972). According to this model,

mtDNA synthesis employs two distinct replication origins

marked by unidirectional fork progression. Heavy-strand syn-

thesis initiates from the origin of heavy-strand replication

(OriH), located in the displacement loop, and advances for

!11 kb before the synthesis of the light chain initiates from

the origin of light-strand replication (OriL) in the opposite direc-

tion. Later, Holt et al. (2000) proposed the strand-coupled model

based on 2D gel electrophoresis analyses of mtDNA replication

intermediates. According to this model, heavy- and light-strand

replication is coupled and proceeds bi-directionally from a

broad initiation zone downstream of OriH (Holt et al., 2000).

The strand-coupled model was later amended to include exten-

sive RNA priming of the lagging strand, which is then replaced

by DNA in subsequent maturation steps (Yang et al., 2002; Ya-

sukawa et al., 2006).

mtDNA replication is accomplished with the help of a unique

set of enzymes, distinct from the nuclear replisome. The minimal

mitochondrial replisome was reconstituted in vitro and consists

of polymerase gamma (POLG), the hexameric Twinkle helicase,

and the mitochondrial single-stranded DNA binding protein

(mtSSB) (Korhonen et al., 2004). Additional factors were found

to assist mtDNA synthesis, including the transcription and
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packaging protein TFAM (Falkenberg et al., 2007), the mitochon-

drial RNA polymerase (POLRMT) (Wanrooij et al., 2008), and the

mitochondrial exonuclease MGME1 (Kornblum et al., 2013). Mu-

tations in POLG and Twinkle have been implicated in mitochon-

drial disease and linked to large-scale mtDNA deletions (Spel-

brink et al., 2001; Tyynismaa et al., 2005; Van Goethem et al.,

2001). 2D gel analysis of mtDNA in cells expressing disease-

associated Twinkle mutations highlights the presence of replica-

tion intermediates (Goffart et al., 2009; Wanrooij et al., 2007),

indicative of replication fork pausing along the major arc of the

mitochondrial genome. These observations provide circumstan-

tial evidence in support of replication slippage as the basis of the

common deletion (Figure S1A).

Originally, it was assumed that mitochondria lack the basic

machinery to fix DSBs. However, recent reports have described

DSB repair activities in this organelle (Bacman et al., 2009;

Kraytsberg et al., 2004; Tadi et al., 2016), and several nuclear

DSB repair proteins appear to localize tomitochondria (Dmitrieva

et al., 2011; Sage et al., 2010; Simsek et al., 2011). Furthermore,

introducing DSBs with restriction endonucleases triggers the

accumulation of deletions across the mitochondrial genome

(Srivastava and Moraes, 2005), thus implicating aberrant DSB

repair during the process of deletion formation. The 13-bp

repeats flanking the junction of the common deletion are pre-

dicted to promote microhomology-mediated end joining

(MMEJ) of broken DNA (Samuels, 2004; Shoffner et al., 1989; Sri-

vastava and Moraes, 2005; Figure S1A). MMEJ is an error-prone

pathway of DSB repair that is associated with both deletions

and the usage of microhomology and is dependent on LIG3,

MRE11/CtIP, and PARP1 (Sfeir and Symington, 2015). Although

mitochondrial protein extracts are known to stimulate MMEJ

ex vivo (Tadi et al., 2016), in vivo evidence in support of a role

for this erroneous pathway in common deletion formation is

lacking.

Figure 1. A Single-Molecule DNA Combing

Approach to Visualize mtDNA Replication

(A) Schematic of mito-SMARD. Cells were sequentially

pulse-labeled with media containing CldU and IdU,

followed by a chase period. mtDNA was purified and

digested with the AleI restriction enzyme, which cleaves

upstream of OriH. Linearized DNA was then stretched

on a silanized glass slide and stained with antibodies

that distinguish CldU (green) from IdU (red).

(B) Left: stretched mtDNA molecules marked with a

fluorescent DNA intercalator (YOYO-1). Center: exam-

ples of mtDNA molecules from HT1080 cells labeled

with mito-SMARD and visualized with conventional

microscopy (Nikon Eclipse Ti-V) using a 1003/1.45 NA

oil objective. Shown aremtDNAmolecules replicating in

the presence of CldU (green molecules) and IdU (red

molecules) as well as those replicating during the switch

between CldU and IdU (dually labeled molecules).

Right: mtDNA molecules detected by mito-SMARD and

imaged with an OMX 3D-SIM super-resolution micro-

scope (Applied Precision).

Here we define the underlying molec-

ular mechanism of mtDNA4977 formation in

mammalian cells and distinguish between

the contribution of replication slippage and DSB repair. We

developed a single-molecule assay based on DNA combing

technology to examine key features (mode, origin, and direction-

ality) of mtDNA replication and investigate stalling of the

replisome in the vicinity of the common deletion. In parallel, using

mitochondrially targeted transcription activator-like effector nu-

cleases (mito-TALENs) to induce breaks in specific loci of the

mitochondrial genome, we investigated the underlying genetic

basis of mitochondrial DSB repair. Our results identify a unique

replication-dependent repair pathway that triggers the formation

of the mitochondrial common deletion. Understanding the basis

of this widespread aberration is an essential first step to prevent

its accumulation in mitochondrial diseases.

RESULTS

A Single-Molecule Approach to Study mtDNA

Replication

We aimed to investigate the dynamics of mtDNA replication

at the single-molecule level and with high resolution. To do so,

we adapted the single-molecule analysis of replicating DNA

(SMARD) technique (Norio and Schildkraut, 2001), a DNA

combing method that has been widely applied to study the repli-

cation of specific loci within the nuclear genome. This method,

which we named mito-SMARD (Figure 1A), is based on labeling

cells sequentially with two halogenated thymidine derivatives

(5-Iodo-20-deoxyuridine [IdU] and 5-Chloro-20-deoxyuridine

[CldU]) that are incorporated into replicating DNA molecules. Af-

ter a short recovery period, during which cells are incubated with

media not supplemented with any thymidine derivatives, circular

mtDNA was isolated from lysed cell extracts using a miniprep

kit (Quispe-Tintaya et al., 2013). The DNA was linearized with a

restriction enzyme that cleaves upstream of OriH and resolved

by gel electrophoresis. The isolated 16.6-kb mtDNA fragment
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was then stretched on silanized glass slides, and the two analogs

were detected with antibodies that distinguish CldU (green) from

IdU (red). The mito-SMARD procedure yielded mtDNA mole-

cules that were substituted with either of the two analogs and,

therefore, replicated fully in the presence of either CldU or IdU.

In addition, a significant fraction of mtDNA molecules were

labeled with both dyes, indicating that such molecules were syn-

thesized during the switch between CldU to IdU (Figures 1B,

S2A, and S2B). This class of molecules was especially informa-

tive to determine the speed, direction, and origin of the replica-

tion fork. Super-resolution microscopy using a DeltaVision

optical microscope experimental (OMX) enabled us to more

accurately delineate the boundaries between CldU and IdU (Fig-

ure 1B). A key optimization step when developing mito-SMARD

involved the identification of the appropriate pulse-labeling pe-

riods. Because it takes more than 1 hr to completely duplicate

an mtDNA molecule (Clayton, 1982; Korhonen et al., 2004),

the optimized procedure consisted of 15-min pulses of CldU

(30 min in the case of mouse cells) and 90-min pulses of IdU, fol-

lowed by a 2 hr chase. Isolation of mtDNA using a miniprep kit

was shown previously to result in !2,000-fold enrichment of

mtDNA molecules (Quispe-Tintaya et al., 2013). To confirm the

purity of the isolated DNA, we monitored the levels of ND5

mtDNA relative to actin. Indeed, the results validate the purifica-

tion method and confirm a significant enrichment for mtDNA in

samples used in mito-SMARD (Figure S2C).

mito-SMARD Supports the Strand Displacement Model

of mtDNA Replication

We first exploited mito-SMARD to uncover key features of

mtDNA replication, including mode, origin, and direction-

ality. To that end, we examined the pattern of CldU/IdU incor-

poration in the dual-labeled mtDNA molecules. We anticipated

thatmito-SMARDanalysis would allow us to distinguish between

the two opposing models for mtDNA replication (Figure 2A).

Should the mtDNA be replicated asymmetrically—according to

the strand-displacement model—mito-SMARD would yield mol-

ecules with two distinct labeling patterns (groups A and B) (Fig-

ure 2A). Heavy-strand synthesis from OriH will appear as mole-

cules labeled with CldU in green at the 50 end, followed by IdU

in red (group A), whereas replication of light-strand through OriL

will result in a set of molecules in which CldU is flanked with IdU

on both sides (group B). In contrast, the strand-coupled model,

which involves firing of a single origin, is expected to yield one la-

beling pattern. Specifically, synchronous replication of mtDNA

molecules from OriH would result in a labeling pattern consisting

of green (CldU) followed by red (IdU, groupA) (Figure 2A). Inspec-

tion of dual-labeled mtDNAmolecules in human andmouse cells

revealed two distinct labeling patterns representing group A and

groupB (Figures 2B andS2B). The visualization of these two con-

figurations with similar frequency (Figures 2B, 2C, and S2B) un-

derscores efficient firing of both OriH and OriL and is, therefore,

consistent with the strand-displacement model of mtDNA repli-

cation (Clayton, 1982; Robberson and Clayton, 1972).

The initiation of light-strand synthesis has been proposed to be

mediated by POLRMT, an RNA polymerase that acts as an OriL-

specificprimaseupon recognizing a stem-like loopwithin the lag-

ging-strand origin (Fusté et al., 2010; Wanrooij et al., 2008). To

validate themito-SMARD results and confirm that group Bmole-

cules are products of OriL firing, we tested the effect of depleting

POLRMT on the efficiency of lagging-strand synthesis in vivo.

To do so, we treated Polrm
F/F and Polrmt

+/+ mouse embryonic

fibroblasts (MEFs) (K€uhl et al., 2014) with Cre recombinase (Fig-

ure S3A). POLRMT-deficient and -proficient cells were pulse-

labeled with CldU and IdU 2 days after Cre treatment and

analyzed by mito-SMARD. We chose to investigate an early

Figure 2. Mito-SMARD Highlights the Mode

of mtDNA Replication In Vivo

(A) Predicted pattern of CldU and IdU incorpora-

tion based on the strand-coupled or strand

displacement models. Taking into consideration

dual-labeled molecules, the strand-coupled

model is expected to yield one replication pattern

in which green is followed by red. In contrast, ac-

cording to the strand displacement model, two

independent groups of molecules will be visual-

ized: one labeled with green followed by red

(group A) and an equivalent fraction with red

flanked by green on either side (group B).

(B) Mito-SMARD analysis of mtDNA in HT1080

cells yields molecules that are categorized in two

distinct groups: group A molecules show CldU

(green) followed by IdU (red) labeling, whereas

groupBmolecules show an IdU-CldU-IdU labeling

pattern.

(C) Quantification of the frequency of group A

versus group B molecules in Polrmt
F/F and

Polrmt
+/+ cells with the indicated treatment. Cells

were analyzed 48 hr after induction of a 4-hy-

droxytamoxifen-inducible Cre-ERT2. Average fre-

quencies were calculated from three independent

experiments (n R 100 molecules in each experi-

ment) with SD.
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Figure 3. Evidence for Replication Fork Stalling in Cells Expressing Mutant Twinkle

(A) Genotyping PCR to detect heterozygous TwinkleR374Q/+ generated by CRISPR/Cas9 targeting of RPE-1. The PCR product was treated with a restriction

enzyme that specifically cleaves the targeted allele. Two independently derived clonal cell lines were generated. Targeting was confirmed by Sanger sequencing

of cDNA from the indicated clones. The asterisks mark mutated residues, including the R374Q mutation and a silent mutation in the protospacer adjacent motif

(PAM) sequence.

(legend continued on next page)
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time point to avoid the confounding effect of POLRMT inhibition

on mtDNA transcription and mtDNA content (Figures S3A–

S3E). Depletion of POLRMT impaired firing of OriL, as depicted

by a significant reduction in the frequency of group B molecules

(Figure 2C). As a control, stable expression of exogenous

POLRMT in cells deficient for this RNA polymerase rescued

OriL firing (Figures 2C and S3F). The demonstration that

POLRMT-mediated priming initiates mtDNA synthesis from

OriL provides further evidence in support of the strand-displace-

ment model of mtDNA replication (Figure S1B, top; Clayton,

1982; Robberson and Clayton, 1972) and argues against both

strand-coupled mtDNA replication (Figure S1B, center; Holt

et al., 2000) and discontinuous lagging-strand synthesis via the

RNA incorporation throughout the lagging strand (RITOLS)model

(Figure S1B, bottom; Yang et al., 2002; Yasukawa et al., 2006).

Using CRISPR/Cas9 to Establish Cells with

Disease-Associated Twinkle Mutations

Having developed mito-SMARD to explore the link between

common deletion and replication infidelity, we next tested

whether disease-associated Twinkle mutations, previously

linked to the formation of the mitochondrial common deletion

(Spelbrink et al., 2001; Tyynismaa et al., 2005), induce replication

fork stalling in the vicinity of the 4,977-bp region. Pausing of the

fork is expected to foster the mis-annealing of the flanking re-

peats, a key step during the genesis of the common deletion.

In the first instance, we utilized the previously established Flp-

In T-Rex-inducible cell lines that express wild-type and mutant

variants of Twinkle (Goffart et al., 2009; Figure S4A; data not

shown). Induction of Twinkle in this heterologous setting was

achieved by treating cells with doxycycline. Upon examining

the mtDNA replication profile, we observed that the expression

of either wild-type or mutant Twinkle led to similar impairment

of mtDNA replication. Specifically, analysis of the ratio of group

A to group B molecules revealed a significant bias toward

mtDNA replication through OriH in cells treated with doxycycline

(Figure S4B; data not shown). These results underscore the lim-

itation of the Flp-In system when examining the function of mito-

chondrial replication factors. It is possible that overexpression of

a core component of the replisome sequesters the remaining

subunits of the complex, leading to dysregulated mitochondrial

replication. Alternatively, tetracycline was recently shown to

impair mitochondrial function (Moullan et al., 2015) and could

indirectly affect mtDNA replication.

To avoid artifacts emanating fromTwinkle overexpression and/

or doxycycline treatment and to address the function of Twinkle

mutations in vivo, we employed the clustered regularly inter-

spaced short palindromic repeats (CRISPR)/CRISPR-associated

protein 9 (Cas9) gene-editing technology and derived indepen-

dent TwinkleR374Q/+ and TwinkleY508C/Y508C sub-clones from

normal human somatic RPE-1 cells. R374Q is a dominant muta-

tion in Twinkle that has been previously identified in patients with

mitochondrial disorders and lies in the linker region that sepa-

rates the helicase domain from the N-terminal primase-like

domain (Martin-Negrier et al., 2011). Y508C is a recessive dis-

ease-associated Twinkle mutation (Nikali et al., 2005) within the

helicase domain. Genotyping PCR and sequence analysis re-

vealed mono-allelic editing for the dominant R374Q mutations

and bi-allelic editing for the Y508C mutant (Figures 3A, S4C,

and S4D). The mtDNA content in Twinkle-mutant cells, as deter-

mined by qPCR, was similar to that of wild-type cells, confirming

that the presence of the disease-linked mutations did not

completely abolish mtDNA replication (Figure S4E).

Evidence for Replication Fork Stalling in Cells

Expressing Mutant Twinkle

We next investigated whether disease-associated mutations in

Twinkle lead to replication fork stalling. We anticipated that tran-

sient pausing of the replisome during the 10-min CldU pulse or

shortly after the switch to IdU would lead to a class of molecules

labeled with green because of CldU incorporation but little or no

red denoting IdU incorporation (Figure 3B). To distinguish fork

stalling events from partially labeled fragments emanating from

broken mtDNA molecules, we further amended mito-SMARD

and included a library of fluorescence in situ hybridization

(FISH) probes tomark the end of the stretchedmtDNAmolecules

(spanning nucleotides 10,000 and 16,400 of the mitochondrial

genome) (Figures 3C, S4F, and S4G).

Upon analyzingmolecules obtained from independent clonally

derived cells comprising TwinkleR374Q/+ and TwinkleY508C/Y508C

alleles, we observed fibers that contained CldU but no IdU label-

ing (Figures 3DandS4H). Importantly, this pattern, which is indic-

ative of fork stalling, was not identified in cells carrying wild-type

Twinkle. Although the number of stalled molecules was small,

they were solely found in cells with mutant Twinkle and observed

in independent experiments (Figures 3D and S4H), providing

qualitative evidence in support of fork stalling in the vicinity of

the common deletion. In conclusion, based on the analysis of

mtDNA replication in vivo,we conclude that the onset of the com-

mon deletion in human cells is potentially coupled to replication

fork stalling adjacent to the 4,977-bp deleted region.

Breaks at the 50 End of the Deletion Breakpoint Trigger

mtDNA4977

So far, our analysis of mtDNA replication using mito-SMARD

provided in vivo evidence in support of the replication model of

(B) Schematic for mito-SMARD to assess replication fork stalling. FISH probes that label the control region of the mitochondrial genome were used to mark the

end of the linearized mtDNA molecules stretched on glass slides. Top: schematic of molecules representative of fully replicated mtDNA. Bottom: schematic of

partially labeled molecules indicative of replication fork stalling.

(C) Representative mtDNA molecules labeled with CldU (green), IdU (red), and CldU-IdU (green-red) and stained with mito-FISH probes (blue).

(D) Evidence of replication fork stalling in the major mtDNA arc in TwinkleR374Q/+ and TwinkleY508C/Y508C cells. Shown are mtDNAs obtained from cells expressing

mutant and wild-type Twinkle. Top: examples of fully replicating mtDNAmolecules with IdU/CldU incorporation patterns consistent with replication initiation from

OriL and OriH. Bottom: molecules represent labeling patterns consistent with fork stalling. It is important to note that the duration of the IdU pulse (90 min) allows

mtDNA molecules that have initiated replication during the CldU pulse to fully complete synthesis (rate of mtDNA synthesis, !190 nt/min) (data not shown;

Clayton, 1982; Korhonen et al., 2004).
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common deletion formation. In an independent set of experi-

ments, we aimed to investigate the role of DNA break repair by

MMEJ during common deletion formation. To do so, we engi-

neered mito-TALENs capable of inducing DSBs in distinct loci

within the mitochondrial genome, including D-loop, common

deletion (CD)30, CD50, CDmid, CDin, and CDout (Figure 4A). Immu-

nofluorescence analysis as well as fractionation experiments

confirmed the import of mito-TALENs to the mitochondria (Fig-

ures 4B, 4C, and S5A–S5C). In addition, using a T7 assay, we

verified that the different TALENs cleave the mtDNA target

sequence with similar efficiency in vivo (Figures S5C–S5F). To

monitor the effect of the different mito-TALENs on the common

deletion, we used a nested PCR designed to detect mtDNA4977

molecules. We observed that generation of a DSB internal to

the 50 repeat (CD50) was sufficient to trigger the common deletion.

In contrast, breaks incurred within the D-loop, CDout, CDmid,

CDin, and CD30 did not trigger the accumulation of mtDNA4977

(Figures 4D and S5D). Furthermore, no deletion was formed

when a DSB was induced within or external to the 50 repeat

(CD50 repeat or CD50 external) or when using an additional alternative

CD30bis mito-TALEN (Figures S5A and S5E–S5H). Analysis of the

junction by next generation (Next-Gen) sequencing confirmed

the loss of one of the two 13-bp repeats and the intervening se-

quences (Figures S5I and S5J). We next assessed whether sin-

gle-stranded breaks (strand-specific) are sufficient to result in

the common deletion. To do so, we used a combination of cata-

lytically inactive andwild-type FokI domains (Wu et al., 2014) and

designed mito-TALEN pairs capable of inducing nicks in the

heavy or light strands. Our results demonstrate that introducing

a single-strand break on the heavy strand of CD50 led to the accu-

mulation of mtDNA4977 molecules. However, nicks at CD30 and

on the light strand of CD50 failed to stimulate the mitochondrial

common deletion (Figures 4E, S5K, and S5L). In conclusion, by

monitoring the outcome of breaks induced at distinct loci within

the mitochondrial genome, we show that mtDNA4977 molecules

specifically accumulate as a result of breaks adjacent to the

50-end repeat.

A Critical Role for LIG3 during the Accumulation of

mtDNA4977

The induction of the common deletion in response to mito-

TALEN-CD50 provided us with a robust tool to decipher the ge-

netic requirement for mtDNA4977 formation. Candidate genes

included nuclear DSB repair factors that localize to the mito-

chondrial matrix as well as mitochondrion-specific factors impli-

cated in mtDNA metabolism. RAD51-mediated recombination

has been shown to stimulate mtDNA rearrangements in yeast

(Stein et al., 2015), and human RAD51 is found in the mitochon-

drial matrix (Sage et al., 2010). We observed that the levels of

mtDNA4977 accruing in response to mito-TALEN-CD50 were not

reduced upon depletion of RAD51 (Figures 5A and S6A). This

observation potentially ruled out inappropriate recombination

as the underlying basis of the common deletion and prompted

us to ask whether the deletion is contingent on end-joining activ-

ity. Of the three DNA ligases involved in replication and repair in

mammalian cells, LIG3 is the only enzyme that localizes to the

mitochondria and is crucial for mtDNA integrity (Gao et al.,

2011; Simsek et al., 2011). To investigate the role of LIG3 during

common deletion formation, we introduced a plasmid express-

ing mito-TALEN-CD50 into LIG3
F/! HCT116 cells. Following

depletion of LIG3 with Cre recombinase, we noted a marked

decrease in the frequency of mtDNA4977. As a control, we

Figure 4. Engineering TALENs to Induce the

Mitochondrial Common Deletion

(A) Schematic of mtDNA with cleavage sites

for each mito-TALEN (D-loop, CD30, CDmid, CDin,

CD50, CDout). Indicated in red are the two 13-bp

repeats surrounding the common deletion (CD).

The primers used for PCR amplification of the

common deletion are also shown.

(B) Immunofluorescence microscopy of U2OS

cells transfected with mito-TALENs that target

CD50 (left) and CD30 (right). Hemagglutinin (HA)-

tagged mito-TALEN was visualized 48 hr after

transfection (top), MitoTracker marks mitochon-

dria (center), and DAPI marks nuclei.

(C) Fractionation experiments followed by western

blot analysis to detect mito-TALENs (HA tag) in the

cytoplasm (C) and mitochondria (M). Glyceralde-

hyde 3-phosphate dehydrogenase (GAPDH)marks

the cytoplasmic fraction, and voltage-dependent

anion-selective channel (VDAC) denotes the mito-

chondrial fraction. (–ve), no mito-TALEN.

(D) PCR detection of mtDNA4977 in U2OS cells

treated with the indicated mito-TALEN and har-

vested 7 days after transfection. The asterisk

marks a catalytically inactive mito-TALEN-CD50.

(E) PCR detection of the common deletion in cells

treated with the indicated mito-TALEN nickase

(Nick-H induces a break in the heavy strand,

Nick-L induces a break in the light strand) and

nuclease (DSB).
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showed that the frequency of mtDNA4977 formation was not

affected by the loss of LIG1 (Figures 5B and S6A). It is important

to note that the levels of mtDNA4977 were normalized to the total

mtDNA content in each setting (Figure S6B). In summary, these

results invoke a LIG3-mediated end joining step during the pro-

cess of common deletion formation.

Induction of the Common Deletion Is Dependent on

mtDNA Replication

Prior to joining of broken DNA ends, end resection is an essential

step to degrade the intervening sequence, resulting in

mtDNA4977. To decipher this key processing step, we targeted

Figure 5. Replication-Mediated Repair

Leads to the Common Deletion

(A) qPCR analysis of mtDNA4977 in cells treated

with mito-TALEN-CD50. The amount of mtDNA4977

was determined 7 days after mito-TALEN trans-

fection and normalized to total mtDNA (12S).

The frequency of mtDNA4977 in cells treated with

siRAD51 is presented relative to siControl.

(B) Relative percentage of mtDNA4977 accumula-

tion in LIG1
F/! and LIG3

F/! cells after Cre induction

and mito-TALEN expression.

(C) qPCR analysis of mtDNA4977 induced by mito-

TALEN-CD50 in cells depleted for the indicated

nucleases and analyzed 7 days after transfection.

(D) Induction of mtDNA4977 upon inhibition of

replication in cells treated with the indicated siRNA

and analyzed 7 days after transfection. The fre-

quency of mtDNA4977 in all genetic perturbations

was normalized to mtDNA content (12S) and is

presented relative to siControl. Values represent

the mean of three independent experiments

with SD.

a number of mitochondrion-residing nu-

cleases, including MRE11 and CtIP (Dmi-

trieva et al., 2011; Tadi et al., 2016)—key

components of the MMEJ pathway. In

addition, we inhibited EXOG, which is

implicated in mitochondrial single-strand

break repair (Cymerman et al., 2008),

and MGME1, a mitochondrion-specific

nuclease that acts together with POLG

to process DNA flap intermediates during

replication (Kornblum et al., 2013). To

identify the resecting nuclease respon-

sible for common deletion formation, we

used a small interfering RNA (siRNA)-

based approach and depleted MRE11,

CtIP, and MGME1 from HCT116 cells

(Figures 5C, S6A, and S6B). Concomi-

tantly, we introduced plasmids encoding

mito-TALEN-CD50 and monitored the fre-

quency of mtDNA4977. We observed no

differences in the levels of mtDNA4977

upon inhibition of repair-related nucle-

ases—EXOG, CtIP, and MRE11. Instead,

upon depletion of the replicative nuclease

MGME1, the levels of common deletion were significantly

reduced (Figure 5C). To account for the variation in mtDNA con-

tent because of these genetic perturbations, the common dele-

tion was normalized to total mtDNA (Figure S6B).

Given the role of MGME1 during mtDNA replication, we

wondered whether other components of the mitochondrial

replisome are also implicated in the formation of mtDNA4977.

To that end, we treated HCT116 cells with siRNA to deplete

POLG, DNA2, Twinkle, and mtSSB independently. We then

expressed mito-TALEN-CD50 and monitored the frequency

of the common deletion by qPCR. Our results reveal an attenua-

tion in mtDNA4977 upon inhibition of various members of the
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mitochondrial replisome (Figures 5D and S6A–S6C). Similarly,

treatment of cells with ethidium bromide (EtBr), known to block

mtDNA replication, led to a significant decrease in the frequency

of TALEN-induced common deletion (Figures S6D–S6F). In

contrast, depletion of PIF1, an ATP-dependent helicase that un-

winds secondary structures and ensures progression of the

replication fork (Paeschke et al., 2011), led to a 2-fold increase

in the common deletion in response to TALEN cleavage of the

mtDNA (Figures S6G and S6H). Altogether, our results highlight

a replication-dependent form of DNA repair acting in the mito-

chondria and capable of stimulating the common deletion.

DISCUSSION

The mitochondrial common deletion was among the first identi-

fiedmitochondrial mutations causative of human diseases and is

currently one of 200 documented pathogenic mtDNA deletions

(http://www.mitomap.org/). Deletions in mtDNA are predomi-

nantly located on the major arc of the genome and are typically

flanked by direct repeats (Samuels et al., 2004), potentially impli-

cating a common underlying mechanism that triggers their for-

mation. The experiments described here define the mechanism

that leads to mitochondrial common deletion in vivo. By deci-

phering mtDNA replication and repair, we highlight a replica-

tion-dependent mode of DNA repair that is unique to mitochon-

dria and leads to accumulation of the toxic common deletion

(Figure S1A, bottom).

The Mechanism of Common Deletion Formation

It has been proposed that the mtDNA common deletion is trig-

gered by replication slippage, MMEJ-mediated repair of DSBs,

or the combination of defective replication coupled with breaks

in the DNA (Figure S1A). According to the DSB repair hypothesis,

any break internal to the two 13-bp repeats is expected to

undergo resection and re-joining, ultimately yielding mtDNA4977

molecules. On the contrary, our data demonstrate that only

breaks adjacent and internal to the 50-end breakpoint trigger for-

mation of the common deletion (Figures 4D, 4E, and S5D–S5H).

Furthermore, we provide genetic evidence indicating that forma-

tion of the common deletion in response to TALEN-induced

breaks is independent of the core MMEJ factors MRE11 and

CtIP (Figure 5C). Altogether, these results argue against a role

for canonical MMEJ during common deletion formation. Instead,

our data demonstrate that mtDNA break repair is executed by

components of the mitochondrial replisome and coupled to

replication (Figures 5D and S6D). According to the replication-

dependent repair model (Figure S1A, bottom), frequent stalling

of the replication fork facilitates the mispairing of the two

13-bp repeats, thereby exposing a long single-stranded loop

on the heavy strand. Damage incurred to the looped DNA trig-

gers loss of the intervening sequence, resulting in an mtDNA4977

genome. In effect, impaired mtDNA replication combined with

aberrant break repair lead to the common deletion.

G4 DNA-forming sequences, typically unwound by PIF1 (Duan

et al., 2015), are prevalent in regions proximal to the deletion

breakpoints (Bharti et al., 2014) and could, therefore, contribute

to stalling of the replisome. Similarly, Twinkle mutations impede

fork progression to foster mispairing of the 13-bp repeats and

stimulate common deletion formation. The mis-annealing of ho-

mologous repeats flanking the deleted region represents a

crucial step during common deletion formation. The exposed

heavy strand is typically covered with mtSSB, but the factor(s)

that promote annealing of the complementary junctions re-

main(s) unknown. Twinkle possesses strand-annealing activity

that could potentially promote the annealing of flanking repeats

(Sen et al., 2012), although we cannot exclude the involvement

of additional factors.

According to the replication-dependent repair mode of the

common deletion, nicks anywhere within the ssDNA loop are ex-

pected to induce the common deletion. On the contrary, our data

indicate that TALEN-induced nicks adjacent to the 30 end of the

common deletion are refractory to common deletion formation

(Figures 4E and S5L). This contradiction is inherent to the source

of the damage in our experimental setup. TALENs recognize dou-

ble-stranded DNA and will, therefore, induce breaks prior to the

unwinding of the double helix during replication. As a result,

breaksat the30 endof thedeleted regionareexpected toobstruct

the progression of the fork and subsequent unwinding of theDNA

and, therefore, hinder formation of the common deletion.

AMethod toAddress a Fundamental Question Related to

the Mode of mtDNA Replication

Replication of mtDNA has been classically studied using 2D gels

and EM analysis (Clayton, 1982; Robberson and Clayton, 1972),

with both methods leading to contradictory results as to what is

the exact mode of mtDNA replication. Here we developed a

method based on DNA combing to examine mtDNA replication

at the single-molecule level and with high resolution. DNA comb-

ing has long been used to address key questions related to nu-

clear DNA replication. By adapting this powerful technology to

the specifics of DNA synthesis in mitochondria, we observed

efficient firing of two replication origins (Figure 2), thus confirm-

ing the strand displacement model of mtDNA replication (Clay-

ton, 1982; Robberson and Clayton, 1972; Figure S1B, top). In

addition, we provided genetic evidence in support of a role for

POLRMT in the initiation of OriL in vivo (Figure 2C). These data

are consistent with previous experiments demonstrating that

POLRMT primes lagging strand synthesis in vitro by recognizing

a specific loop in the unwound OriL (Fusté et al., 2010; Wanrooij

et al., 2008) and argues against strand-coupled mtDNA replica-

tion (Figure S1B, center; Holt et al., 2000) as well as discontin-

uous lagging-strand synthesis via theRITOLSmodel (FigureS1B,

bottom; Yang et al., 2002; Yasukawa et al., 2006).Whether a pro-

tein factor (such asmtSSB) or RNA coats the lagging strand prior

to OriL firing remains to be settled.

It is worth noting that the analysis of mtDNA replication was

carried out in cells in which DNA synthesis served to maintain

steady-state levels of mtDNA molecules following normal turn-

over. In the future, it will be informative to investigate whether

the mode of mtDNA replication is altered in cells undergoing

mtDNA repopulation following a sudden drop in mtDNA content

or in response to increased energy demand.

The Endogenous Source of DNA Damage

Our study raises an obvious question related to the physio-

logical source of damage that induces breaks in mtDNA. The
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mitochondrial genome is in proximity to the electron transport

chain and, therefore, permanently exposed to reactive oxygen

species (ROSs) that can damage the DNA and trigger formation

of deletions (Shokolenko et al., 2009). There is extensive

evidence in the literature to support this idea. For example,

disruption of ANT1 (adenine nucleotide translocator isoform 1)

inhibits the exchange of ADP and ATP across the inner mito-

chondrial membrane, leading to increased production of ROS

and subsequent accumulation of mtDNA deletions (Kaukonen

et al., 2000; Subramaniam et al., 2008). Similarly, mitochondrial

oxidative stress and increased ROS levels in response to partial

loss of SOD2 (manganese superoxide dismutase) correlate with

Figure 6. The Evolution of Repeats in the

Mitochondrial Genome

(A) Phylogenetic distribution of mtDNA repeats

of 142 species. Phylogenetic relationships were

analyzed through the NCBI Taxonomy Database,

and organisms are divided into evolutionary

groups. Bars represent the total number of direct

and inverse repeats (>12 bp) normalized to the size

of the genome.

(B) Bar graph representing the average number of

repeats compared with a theoretical number

computed for each evolutionary group, taking into

account the average size of the mitochondrial

genome and the percentage of GC content.

increased mtDNA deletions (Kokoszka

et al., 2001). Alternatively, mtDNA breaks

could result from the uncontrolled activity

of DNAmetabolic enzymes. For example,

cleavage of abasic sites by apurinic/apyr-

imidinic endonuclease (APEX1) (Tomkin-

son et al., 1988) would induce mtDNA

breaks, particularly when subsequent

base excision repair steps are ineffec-

tive. Similarly, abortive topoisomerase I

(TOP1) activity (Zhang et al., 2001) could

generate DNA nicks that would then

trigger formation of the common deletion.

Lastly, the 50-end breakpoint of the com-

mon deletion is flanked by AT-rich se-

quences that assume a distorted struc-

ture in vitro (Hou and Wei, 1998),

potentially creating a hotspot for DNA

damage.

DSB Repair in Mitochondria

Cells evolved three independent path-

ways (homologous recombination [HR],

non-homologous end joining [NHEJ],

and MMEJ) to repair nuclear DSBs.

Despite the early notion that mitochon-

dria lack the imperative for DSB repair, in-

direct evidence suggests that breaks in

this extra-nuclear genome can be pro-

cessed by DSB repair pathways (Bacman

et al., 2009; Srivastava and Moraes,

2005). Furthermore, it has been hypothesized that misrepair of

DSBs results in deletions, including the common deletion

(Krishnan et al., 2008). In yeast, members of the RAD52 epistasis

groups, which are involved in HR, were recently shown to pro-

mote DSB repair of a reporter construct in a way that triggers

the deletion of sequences flanked by direct repeats (Phadnis

et al., 2005; Stein et al., 2015). Illegitimate recombination has

also been proposed to underlie deletion formation in human

mitochondria (Mita et al., 1990). However, the 13-bp repeats

flanking the common deletion are not sufficiently long for an

HR-mediated homology search (Hua et al., 1997). Instead, it

was recently suggested that the common deletion results from
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the activity of MMEJ, which typically requires less than 12 bp of

homology (Sfeir and Symington, 2015). Our in vivo data indicate

that the formation of the common deletion is not mediated by HR

and MMEJ. In contrast, we report that the mitochondrial com-

mon deletion results from a uniquemode of repair that is coupled

to DNA replication and mediated by the replisome. Interestingly,

the describedmode of replication-dependent DNA repair is high-

ly reminiscent of DNA repair in T7 bacteriophages (Kong and

Masker, 1994; Yu and Masker, 2001). Components of the mito-

chondrial replisome, notably Twinkle and mtSSB, have a striking

similarity to their counterparts in T7 phages (Spelbrink et al.,

2001). It has been proposed that a bacteriophage ancestor might

have contributed to the early ‘‘mitochondrial’’ endosymbiosis

event (Shutt and Gray, 2006). As such, it appears as if mitochon-

dria have retained an autonomous mode of replication-depen-

dent repair independent of nuclear DNA repair.

The Evolution ofmtDNARepeats throughout Eukaryotes

The human mitochondrial genome contains a total of 31 repeats

(direct and inverted) that aremore than 12 bp in length. The pres-

ence of these sequences predisposes our cells to mitochondrial

genome instability and raises the question of why such repeats

have been retained throughout evolution. It would be informative

to address this question by altering the sequence of the 13-bp

repeats and monitoring mitochondrial fitness. Unfortunately, it

is currently impossible to manipulate the human mitochondrial

genome, largely because of the limitations of current gene-tar-

geting approaches. Instead, we decided to carry out a compar-

ative mtDNA analysis by examining the frequency of repeats in

142 eukaryotes and viruses (Figure 6). Our phylogenetic analysis

depicts a trend toward reduced repetitive DNA content in the

mitochondrial genome of higher eukaryotes (Figures 6A and

6B). For example, genomes of primates, mammals, and verte-

brates are less frequently littered with repeats than those of in-

vertebrates and lower eukaryotes. In addition, the demarcation

of vertebrates from invertebrates was marked by a significant

drop in mtDNA repeats, with frequencies that are equivalent to

what would have been predicted by chance alone (Figure 6B).

These observations potentially reflect a selective pressure that

drives the loss of repeats in mitochondrial genomes of higher

organisms. The question of whether the residual repeats

in human mtDNA are critical for optimal mitochondrial function

awaits mitochondrial gene-editing technology to be tested

experimentally.
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ported by a fellowship from Le Cancéropole IdF and La Ligue Contre le Cancer

and A.R.M. by a fellowship from the Fondation pour la Recherche Medicale

(FDT20160435361). We acknowledge the support of the Genome Technology

Center (GTC) and the Perlmutter Cancer Center at NYU LangoneMedical Cen-

ter. The Bio-Imaging Resource Center at the Rockefeller University is thanked

for assistance with OMX imaging.

Received: June 19, 2016

Revised: October 4, 2016

Accepted: December 16, 2016

Published: January 19, 2017

REFERENCES

Ali, S.A., Zaidi, S.K., Dacwag, C.S., Salma, N., Young, D.W., Shakoori, A.R.,

Montecino, M.A., Lian, J.B., van Wijnen, A.J., Imbalzano, A.N., et al. (2008).

Phenotypic transcription factors epigenetically mediate cell growth control.

Proc. Natl. Acad. Sci. USA 105, 6632–6637.

Anderson, S., Bankier, A.T., Barrell, B.G., de Bruijn, M.H., Coulson, A.R.,

Drouin, J., Eperon, I.C., Nierlich, D.P., Roe, B.A., Sanger, F., et al. (1981).

Sequence and organization of the human mitochondrial genome. Nature

290, 457–465.

536 Molecular Cell 65, 527–538, February 2, 2017

http://dx.doi.org/10.1016/j.molcel.2016.12.014
http://refhub.elsevier.com/S1097-2765(16)30852-8/sref1
http://refhub.elsevier.com/S1097-2765(16)30852-8/sref1
http://refhub.elsevier.com/S1097-2765(16)30852-8/sref1
http://refhub.elsevier.com/S1097-2765(16)30852-8/sref1
http://refhub.elsevier.com/S1097-2765(16)30852-8/sref2
http://refhub.elsevier.com/S1097-2765(16)30852-8/sref2
http://refhub.elsevier.com/S1097-2765(16)30852-8/sref2
http://refhub.elsevier.com/S1097-2765(16)30852-8/sref2


Bacman, S.R., Williams, S.L., and Moraes, C.T. (2009). Intra- and inter-molec-

ular recombination ofmitochondrial DNA after in vivo induction ofmultiple dou-

ble-strand breaks. Nucleic Acids Res. 37, 4218–4226.

Bacman, S.R., Williams, S.L., Pinto, M., Peralta, S., and Moraes, C.T. (2013).

Specific elimination of mutant mitochondrial genomes in patient-derived cells

by mitoTALENs. Nat. Med. 19, 1111–1113.

Bharti, S.K., Sommers, J.A., Zhou, J., Kaplan, D.L., Spelbrink, J.N., Mergny,

J.L., and Brosh, R.M., Jr. (2014). DNA sequences proximal to human mito-

chondrial DNA deletion breakpoints prevalent in human disease form G-quad-

ruplexes, a class of DNA structures inefficiently unwound by the mitochondrial

replicative Twinkle helicase. J. Biol. Chem. 289, 29975–29993.

Clayton, D.A. (1982). Replication of animal mitochondrial DNA. Cell 28,

693–705.

Corral-Debrinski, M., Horton, T., Lott, M.T., Shoffner, J.M., Beal, M.F., and

Wallace, D.C. (1992). Mitochondrial DNA deletions in human brain: regional

variability and increase with advanced age. Nat. Genet. 2, 324–329.

Cymerman, I.A., Chung, I., Beckmann, B.M., Bujnicki, J.M., and Meiss, G.

(2008). EXOG, a novel paralog of Endonuclease G in higher eukaryotes.

Nucleic Acids Res. 36, 1369–1379.

Dmitrieva, N.I., Malide, D., and Burg, M.B. (2011). Mre11 is expressed in

mammalian mitochondria where it binds to mitochondrial DNA. Am. J.

Physiol. Regul. Integr. Comp. Physiol. 301, R632–R640.

Doyon, Y., Vo, T.D., Mendel, M.C., Greenberg, S.G., Wang, J., Xia, D.F., Miller,

J.C., Urnov, F.D., Gregory, P.D., and Holmes, M.C. (2011). Enhancing zinc-

finger-nuclease activity with improved obligate heterodimeric architectures.

Nat. Methods 8, 74–79.

Duan, X.L., Liu, N.N., Yang, Y.T., Li, H.H., Li, M., Dou, S.X., and Xi, X.G. (2015).

G-quadruplexes significantly stimulate Pif1 helicase-catalyzed duplex DNA

unwinding. J. Biol. Chem. 290, 7722–7735.

Falkenberg, M., Larsson, N.G., and Gustafsson, C.M. (2007). DNA replication

and transcription in mammalian mitochondria. Annu. Rev. Biochem. 76,

679–699.
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REAGENT or RESOURCE SOURCE IDENTIFIER

Antibodies

anti-MGME1 polyclonal antibody Sigma Cat# HPA040913; RRID: AB_10962835

anti-CTIP monoclonal antibody (clone 14-1) Active motif Cat#61141

anti-human LIG3 monoclonal antibody (clone 7) Becton Dickinson Cat# 611877

anti-LIG1 monoclonal antibody (clone 10H5) Abcam Cat# ab615; RRID: AB_2136117

anti-HA monoclonal antibody (clone 12CA5) Roche Cat# 11-867-423-001

anti-PIF1 polyclonal antibody Sigma Cat# SAB4301117

anti-VDAC1 polyclonal antibody Abcam Cat# ab15895

anti-GAPDH monoclonal antibody (clone 6C5) Abcam Cat# ab8245; RRID: AB_2107448

anti-RAD51 monoclonal antibody (clone 14BH) Novus Biologicals Cat# NB100-148; RRID: AB_10002131

anti-MRE11 polyclonal antibody Novus Cat# NB100-142

anti-POLG polyclonal antibody Novus Cat# NBP1-52300; RRID: AB_11027699

anti-DNA2 polyclonal antibody Abcam Cat# ab194939

anti-mtSSB polyclonal antibody Proteintech Cat# 12212-1-AP; RRID: AB_2195320

anti-c-MYC monoclonal antibody (clone 9E10) Millipore Cat# 05-419; RRID: AB_309725

anti-FLAG monoclonal antibody (clone M2) Sigma Aldrich Cat#F1804; RRID: AB_262044

anti-g-Tubulin monoclonal antibody (GTU-88) Abcam Cat#ab11316

anti-a-Tubulin monoclonal antibody (clone DM1A) Sigma Cat#T9026

mouse anti-BrdU monoclonal antibody BD Biosciences Cat#347580

rat anti-BrdU monoclonal antibody Abd Serotec Cat#OBT0030CX

Alexa Fluor 488-conjugated goat anti-rat Molecular Probes Cat#A-11006

Alexa Fluor 568-conjugated goat anti-mouse Molecular Probes Cat#A-11004

Biotinylated anti-streptavidin Vector Labs Cat#BA-0500

Chemicals, Peptides, and Recombinant Proteins

Protease Inhibitor Cocktail Roche Cat#04693159001

T7 Endonuclease I New England Biolabs Cat# M0302S

Proteinase K New England Biolabs Cat# P8107S

(Z)-4-Hydroxytamoxifen Sigma Cat#H7904-5MG

5-Chloro-20-deoxyuridine Sigma Cat#C6891

5-Iodo-20-deoxyuridine Sigma Cat#I7125

Alexa Fluor 405-conjugated streptavidin Molecular Probes Cat#S32351

(3-Aminopropyl)triethoxysilane Sigma Cat#440140

UltraPure low melting point agarose gel Thermo Fisher Cat#16520050

Critical Commercial Assays

QIAprep Spin Miniprep Kit QIAGEN Cat# 27106

RNeasy Mini Kit QIAGEN Cat# 74106

iScript gDNA Clear cDNA Synthesis Kit Bio-Rad Cat# 1725034

High Capacity cDNA Reverse Transcription Kit Thermo Fisher Cat# 4368814

SYBR Green PCR Master Mix Thermo Fisher Cat# 4309155

Cell Fractionation Kit Abcam Cat# Ab109719

Brilliant III Ultra-Fast SYBR QPCR MasterMix Agilent Cat#600882

Lab-TekChamber Slide system Sigma Cat#C7182

Mito-Tracker Red CMXRos Invitrogen Cat#M7512

Hoechst 33342 Thermo Fisher Cat#H1399
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REAGENT or RESOURCE SOURCE IDENTIFIER

FastStart Taq DNA Polymerase, dNTPack Roche Cat#04738420001

Lipofectamine RNAiMAX Thermo Fisher Cat#13778150

Gel extraction kit EZNA Cat#D2500-02

Experimental Models: Cell Lines

U2OS ATCC HTB-96

HCT116 ATCC CCL-247

HT1080 ATCC CCL-121

BJ-hTERT ATCC CRL-4001

C2C12 myoblasts ATCC CRL-1772

RPE-1-hTERT WT ATCC CRL-4000

MEF This paper N/A

TwinkleR374Q/WT and RPE-1-hTERT

TwinkleY508C/Y508C RPE-1-hTERT

This paper N/A

POLRMT+/+ and POLRMTF/F mouse

embryonic fibroblasts

Laboratory of N.G. Larsson K€uhl et al. (2014)

HCT116 Lig1 F/- E. Hendrickson Oh et al. (2014)

HCT116 Lig3 F/- E. Hendrickson Oh et al. (2014)

Recombinant DNA

pVAX-mitoTALENs, see Table S3 This paper N/A

Plasmid: PLJM1-Flag-POLRMT-puro This paper N/A

Plasmid: pBabe-Cre-ERT2 Laboratory of G. David N/A

Plasmid: pSpCas9(Bbs)(Bsa)-2A-GFP This paper N/A

Sequence-Based Reagents

siRNA sequences, see Table S1 This paper N/A

Custom mito-FISH probe library, see Table S2 This paper MYcroarray custom synthesis

Mito-TALEN target sequences, see Table S3 This paper N/A

Primers for common deletion detection and

quantification, see Table S4

This paper N/A

Primers for muscle cell differentiation q-PCR,

see Table S5

Ali et al. (2008)

Primers for q-PCR, see Table S5 PrimerBank https://pga.mgh.harvard.edu/primerbank/

Primers for POLRMT genotyping: 3F:

50-CCACTAACCATGGCTGTCTGC-30,

3R: 50-GGCACATACTTGATACAGCTTGG-30,

and Int3_Rv3: 50-CTTGCAGGCCAGGCATATG-30

This paper N/A

Primers for semiquantitative PCR of POLRMT: This paper N/A

2F: 50-GCAACATGTCCTGAGGGAGTGG-30

4R: 50- GCCAGCATCCTTCAGCATGAGG-30

Twinkle R374Q CRISPR guides: exon1 gRNA #1:

50-CCATCGTATCTTTCCGGCAGCT-30, Twinkle exon1

gRNA #2: 50-GCTAGGAGAACTGTCAAATGTGG-3

This paper N/A

Twinkle R374Q genotyping primers: Fwd: 50- GCACG

AAAACTGAACCCCAAACG-30 and Rev: 50- CCTTTCG

ATGTCCCTTCAAGATACG-30

This paper N/A

Twinkle Y508C CRISPR guides: Twinkle exon3 gRNA #1:

50-GACAACCTGCAGTT CATGAT !30, Twinkle exon3

gRNA #2: 50-ATTGTATCTATTACAGTCCT-30

This paper N/A

Twinkle Y508C genotyping primers: Fwd: 50- ACTCACAC

TCAGATCCCTGTCC’-30 and Rev: 50-ATCGCTTGAGCCT

AGTAGGTTGG-30

This paper N/A

(Continued on next page)
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CONTACT FOR REAGENT AND RESOURCE SHARING

Further information and requests for reagentsmay be directed to, andwill be fulfilled by, the lead contact, Dr. Agnel Sfeir, agnel.sfeir@

med.nyu.edu.

EXPERIMENTAL MODEL AND SUBJECT DETAILS

Source of cell lines used in the study is reported in the reagent and resource table.

METHOD DETAILS

Cell culture

HT1080, BJ-hTERT, C2C12 myoblasts, RPE-1, and MEF cell lines were grown in DMEM supplemented with 10% FBS (fetal bovine

serum), 2 mM L-glutamine (Sigma), 100 U ml!1 penicillin (Sigma), 0.1 mg ml!1 streptomycin (Sigma), 0.1 mM non-essential amino

acids (Invitrogen) and 200 mMuridine (Sigma) as needed. C2C12myoblasts were differentiated into myotubes by replacing themedia

with DMEM supplemented with 2% horse serum, 2 mM L-glutamine (Sigma), 100 Uml!1 penicillin (Sigma), 0.1 mgml!1 streptomycin

(Sigma), and 0.1 mM non-essential amino acids (Invitrogen) at 90% confluency and cultured for 5-7 days. Polrmt
F/F and Polrmt

+/+

MEFs were a gift from N.G. Larsson (K€uhl et al., 2014). U2OS and HCT116 cells were cultured in McCoy’s 5A medium containing

10% FCS (Fetal Calf serum). LIG3
F/! and LIG1

F/! HCT116 cells were a gift from E. Hendrickson (Oh et al., 2014). Deletion of LIG3

and LIG1was induced by treating cells with 10nM4-hydroxy-tamoxifen for 24 hr. To delete POLRMT, Cre-ERT2was stably expressed

in Polrmt
F/F and Polrmt

+/+ MEFs, and cells were treated with 10 mM 4-Hydroxy-tamoxifen (Sigma) for 24 hr. Cells were pulsed with

CldU and IdU for mito-SMARD, 48 hr post Cre induction. The primers used for Polrmt genotyping are: 3F: 50-CCACTAACCAT

GGCTGTCTGC-30, 3R: 50-GGCACATACTTGATACAGCTTGG-30, and Int3_Rv3: 50-CTTGCAGGCCAGGCATATG-30.

U2OS and HCT116 cells were transfected with 3.5 mg of mito-TALEN using Amaxa Nucleofector technology (Lonza). Typically,

1-2*106 cells were transfected with the Kit V and program D-032 (Amaxa 2b device) or SE. Solution and CM-104 program (Amaxa

4D). For siRNA transfection, cells were plated at a density of 3*105 cells per well in a 6- well and transfected 24 hr later using Lipo-

fectamineTM RNAiMax (Invitrogen) following the manufacturer’s protocol. The siRNA sequences are listed in Table S1. Cells were

then incubated for 24 hr before transfection with Mito-TALEN. mtDNA depletion was achieved by treating cells with 50 ng/mL

EtBr in presence of uridine for a total of 5 days, followed by 2 days of chasing in regular media supplemented with 200 mM uridine.

Mito-SMARD

Cells were initially pulsed with CldU for 2 hr, followed by IdU for 2 hr, yielding mostly all green or all red molecules. Pulse-labeling was

experimentally optimized in order to capture a greater number of dual-labeled molecules. Human cells by sequentially labeling with

15 min of CldU (30 mM) and 90 min of IdU (30 mM), followed by 2 hr chase in standard media. Mouse cells were pulsed with 30 min

CldU, followed by 90minwith IdU. After repeating the procedure twice, cells were collected by trypsinization andmtDNAwas purified

using the QIAprep Spin Miniprep Kit (QIAGEN) (Quispe-Tintaya et al., 2013). mtDNA was eluted from the column with 55 mL of H2O,

mixed with an equal volume of 2% agarose and loaded into a plug mold (Bio-Rad). Plugs were incubated with 10 U of AleI (New En-

gland BioLabs) overnight at 37"C. The plugs were run on a 0.7% UltraPure low melting point agarose gel (Invitrogen) at 30 V for 2 hr.

The linearized mtDNA band was excised from the gel and melted in 100 mL melting buffer (1xTE, 100mM NaCl, and 0.1% beta-mer-

captoethanol) at 68"C for 20 min before being moved to 45"C and incubated for 2 hr with the addition of 3 U Gelase. After melting, an

additional 10 mL of beta-mercaptoethanol and 0.2 mL of YoYo-1 (Invitrogen) were added to the tube and incubated overnight. The

mtDNA was combed by capillary action across microscope cover glasses coated with 3-aminopropyltriethoxysilane (Sigma). The

stretched DNA was denatured in an alkali-denaturing buffer (0.1 N NaOH in 70% ethanol and 0.1% beta-mercaptothanol) for

Continued

REAGENT or RESOURCE SOURCE IDENTIFIER

Software and Algorithms

NCBI Taxonomy database https://www.ncbi.nlm.nih.gov/taxonomy

NCBI Organelle database https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/organelle/

UGENE bioinformatics suite http://www.ugene.net

Random DNA sequence generator http://www.faculty.ucr.edu/#mmaduro/random.htm

Custom python pipeline Renaud et al., 2016 N/A

Other

Next-Gen Sequencing data This paper NCBI Bioproject : PRJNA357534

Unprocessed image data This paper http://dx.doi.org/10.17632/hctwmmpj9r.1
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9min and fixed by adding 0.5%glutaraldehyde for 5min. mtDNA FISH probes were hybridized overnight in buffer containing 2x SSC,

40% formamide, and 10% dextran sulfate. The probe was labeled with Alexa Fluor 405-conjugated streptavidin (Molecular Probes).

The signal was amplified by two rounds of labeling with biotinylated anti-streptavidin antibody (Vector) and additional Alexa Fluor

405-conjugated streptavidin. The thymidine analogs were detected with a mouse anti-BrdU monoclonal antibody recognizing IdU

(Becton Dickinson) and a rat anti-BrdU monoclonal antibody recognizing CldU (AbD Serotec). Secondary antibodies used in these

studies were Alexa Fluor 488-conjugated goat anti-rat (Molecular Probes) and Alexa Fluor 568-conjugated goat anti-mouse (Molec-

ular Probes). Slides were imaged using an Eclipse Ti2 with a 100x Apo TIRF oil objective (Nikon) or on a DeltaVision OMX (GE Health-

care Life Sciences).

Generation of mito-FISH probes

A library of mtDNA probes for FISH analysis was generated using MYtag technology. A library of probes labeling nucleotides 10000-

16400 of the mtDNA genome were custom synthesized by MYcroarray. The library was prepared according to manufacturer’s rec-

ommendations (Murgha et al., 2014). Briefly, the oligonucleotide library was transcribed in vitro to generate RNA. The RNA fragments

were then reverse transcribed using a common biotinylated primer. Degradation of the RNA molecules yielded single stranded oli-

gonucleotides. The sequences for the probes are found in Table S2.

CRISPR/Cas9 targeting to generate Twinkle mutants

Twinkle heterozygote R374Q mutation was introduced into human, retina pigmented epithelium cells (RPE-1) using a CRISPR/Cas9

double nickase strategy. Briefly the plasmid pSpCas9(BB)-2A-GFP (Addgene #48138), harboring a BbsI cloning site for gRNA expres-

sion and theCas9-2A-GFPnickasewas reengineeredwith an additional BsaI gRNA cloning cassette giving rise to pSpCas9(Bbs)(Bsa)-

2A-GFP. Two gRNAs targeting Twinkle Exon 1 (Twinkle exon1 gRNA #1: 50-CCATCGTATCTTTCCGGCAGCT-30, Twinkle exon1 gRNA

#2: 50-GCTAGGAGAACTGTCAAATGTGG-3) were cloned sequentially as dsDNA oligos into BbsI and BsaI sites and sequence

confirmed. The construct was co-transfected with a repair template consisting of an 180bp ssDNA oligo (IDT) introducing the desired

point mutation, a silent point mutation introducing a PstI restriction site for genotyping purposes and silent mutations in the PAM sites.

48 hr post-transfection, GFP-positive cells were sorted as single cells into 96-well plates. Clonal cell lines with heterozygote targeting

were identifiedbygenotypicPCR, followedby restrictiondigest usingPstI (NEB). Positive cloneswere confirmedsequencingbothDNA

and cDNA. The genotyping PCR primers consist of Fwd: 50- GCACGAAAACTGAACCCCAAACG-30 and Rev: 50- CCTTTCGATG

TCCCTTCAAGATACG-30. A similar strategy was used to generate the homozygote Y508C mutation in exon 3. Two gRNAs (Twinkle

exon3 gRNA #1: 50-GACAACCTGCAGTT CATGAT !30, Twinkle exon3 gRNA #2: 50-ATTGTATCTATTACAGTCCT-30) were cloned

sequentially into pSpCas9(Bbs)(Bsa)-2A-GFPand co-transfectedwith a repair template consisting of an 180bp ssDNAoligo (IDT) intro-

ducing the desired point mutation, a silent point mutation introducing a ClaI (NEB) restriction site for genotyping purposes and silent

mutations in the PAM sites. Single clones were screened by genotypic PCR followed by ClaI digestion. The genotyping PCR primers

consisted of Fwd: 50- ACTCACACTCAGATCCCTGTCC’-30 and Rev: 50-ATCGCTTGAGCCTAGTAGGTTGG-30.

Mito-TALEN

For each TALEN subunit, the fragment containing the 16 RVD segment was obtained from single unit vectors: A (NI), T (NG), G (NN)

and C (HD), kindly provided by B. Zhang. Mito-TALENs were assembled into pVax vector and included the 50UTR and mitochondrial

localization signal (MLS) derived from SOD2. 30UTR of SOD2 was also introduced at the C-term end (Bacman et al., 2013). The target

sequences for each TAL domain is described in Table S3. To decrease mitoTALEN off-target effects, we used two obligate hetero-

dimeric domains of FokI: FokI-ELD and FokI-KKR (Enhancing zinc-finger-nuclease activity with improved obligate heterodimeric ar-

chitectures (Doyon et al., 2011). The T2A ‘self-cleaving’ peptide sequence and GFP reporter were fused to FokI-ELD heterodimeric

domain. Similarly, the E2A and RFP reporter coding sequences (kindly provided by T. Auer) were fused to KKR domain. Mito-TALEN

nickases were generated using a catalytically inactive FokI domain (D450A) on one of the monomers (Kim et al., 2012).

Detection of the common deletion by nested PCR or QPCR

Cells were trypsinized and were re-suspended in 200 mL of PBS buffer containing Proteinase K (0.2mg/ml), SDS (0.2%), EDTA (5mM)

for 3 hr at 56"C. After isopropanol precipitation, DNA was amplified by PCR. For direct detection, 100 ng of DNA was amplified by

nested PCR (PCR1 - 15 cycles; PCR2 - 30 cycles). For quantification of the common deletion formation, 50 ng of DNA is amplified by

Q-PCR (Brilliant III Ultra-Fast SYBR QPCR Master Mix (Agilent)). A list of primers is provided in Table S4.

RT-q-PCR

Cells were collected by trypsinization and RNAwas purified using the RNeasy kit (QIAGEN) according to themanufacturer’s protocol.

cDNA was generated using 1 mg of RNA and the High-Capacity cDNA Reverse Transcription Kit (Applied Biosystems). Q-PCR was

run using SYBR Green PCR Master Mix (Applied Biosystems). Primers listed in Table S5.

Western blotting

Whole-cell extracts were prepared in protein lysis buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.4, 1% Triton X-100, 0.1% SDS, 150 mM NaCl,

1 mM EDTA, and 1 mM DTT), with addition of Protease Inhibitor Cocktail (Complete, Roche). Typically 30 mg of protein extracts
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from cells were resolved on an 8% or 10% SDS-page gel, blotted, and probed with the following antibody: anti-MGME1 polyclonal

antibody (Sigma, HPA040913), anti-CTIP monoclonal antibody (Active motif, 61141), anti-human LIG3 monoclonal antibody (Bec-

ton Dickinson, 611877), anti-LIG1 monoclonal antibody (Abcam, ab615), anti-HA monoclonal antibody (Roche, 11-867-423-001),

anti-PIF1 polyclonal antibody (Sigma, SAB4301117), anti-VDAC1 polyclonal antibody (Abcam, ab15895), anti-GAPDH monoclonal

antibody (Abcam, ab8245), anti-RAD51 monoclonal antibody (Novus Biologicals, NB100-148), anti-MRE11 polyclonal antibody

(Novus, NB100-142), anti-POLG polyclonal antibody (Novus, NBP1-52300), anti-DNA2 polyclonal antibody (Abcam, ab194939),

anti-mtSSB polyclonal antibody (Proteintech 12212-1-AP), anti-c-MYC antibody clone 9E10 (Millipore, 05-419), anti-FLAG anti-

body clone M2 (Sigma Aldrich, F1804), anti-g-TUBULIN antibody clone GTU-88 (Abcam, ab11316) and anti-a-TUBULIN antibody

(Sigma, T9026). Cellular Fractionation was performed using an Abcam fractionation kit (Ab109719) according to the manufacturer

protocol.

Fluorescence in situ hybridization

U2OS cells were cultured in LabTek chambers (Sigma). Mitochondria were stained with 62.5 mMMito-Tracker Red CMXRos (Invitro-

gen) for 25 min at 37!C. Cells were then washed with PBS and fixed for 15 min at room temperature in 4% paraformaldehyde. After

two washes in PBS, cells were permeabilized with 1% triton for 5 min. Pre-blocking was performed for 1 hr in 10% FBS (fetal bovine

serum). After an additional PBSwash, the slides are incubatedwith primary HA antibody (Roche) for 1 hr, washed, and incubated with

Alexa Fluor A488 (Jackson Immuno Research) for an additional hour. After 3 more washes, nuclei were stained with Hoechst 33342

(Thermo Fisher). Images were captured with the Zeiss Axio Observer Z1 system.

Analysis of repeats content in mtDNA sequences

142 organisms with sequenced mtDNA were chosen to cover the whole eukaryotic reign. Two viruses (Enterobacteria phage T7

and Vaccinia virus) were also included in the analysis due to homology of DNA metabolism enzymes with mitochondrial replication/

repair machinery. Phylogenetic relationships were inferred from NCBI Taxonomy database and plotted as circular tree with ITOL

interactive tools v3.1 (Letunic and Bork, 2016). The tree was further annotated with repeat content computed as follow. mtDNA

sequences were retrieved at NCBI Organelle database and repeats content and GC% were analyzed with UGENE bioinformatics

suite (Okonechnikov et al., 2012). Unique direct and inverse repeats > 12bp with 100% identity were computed for each sequence,

normalized to the size of the respective mtDNA (or genome in case of viruses) and multiplied by 100. Additional control sequences

with defined size and GC% were randomly generated (http://www.faculty.ucr.edu/"mmaduro/random.htm) and analyzed in the

same way.

T7 endonuclease assay to determine the efficiency of mito-TALEN cutting

U2OS cells were transfected with 2 mg mito-TALEN target sequence (PCR amplified from U2OS cells (Table S4) and cloned using

TOPO-TA cloning, Invitrogen) and 3.5 mg of the corresponding nuclear TALEN expression plasmids. DNA was extracted after

36 hr and indels formation was monitored using a T7 endonuclease as previously described (Guschin et al., 2010) using the primers

T3: GCAATTAACCCTCACTAAAGG and T7: TAATACGACTCACTATAGGG.

Next-Gen sequencing

Cells treated with mito-TALENs were trypsinized and resuspended in lysis buffer (10 mM Tris-MOPS pH 7.4, 1 mM EGTA/Tris

pH 7.4, 0.2 M sucrose) for 10 min on ice. After douncing, lysates were centrifuged at 700 g for 10 min at 4!C. Supernatants

were incubated with 1,000 Units of DNase I at 37!C for 30-60 min and spin at 10000 g for 30 min at 4!C. Pellets were washed

with 1mL of lysis buffer, centrifuged at 10,000 g for an additional 30 min at 4!C, and resuspended in PBS buffer containing

0.2% SDS, 5mM EDTA and 0.2mg/ml Proteinase K. After incubation at 56!C for 3 hr, mtDNA was precipitated and PCR ampli-

fication was performed using primers from Table S4 to detect the common deletion. PCR fragments were purified using Gel

extraction kit (EZNA). Libraries were prepared with NEBNext DNA Library Prep Master Mix (IDT) and NEBNext Multiplex Oligos

Index Primers (set 1 and set 2, IDT) following manufacturer’s instructions. A custom python pipeline was used to characterize

the indels (Renaud et al., 2016).

QUANTIFICATION AND STATISTICAL ANALYSIS

For Next-Gen sequencing analysis, a custom python pipeline was used to characterize the indels (Renaud et al., 2016).

Quantification of the semiquantitative PCR shown in Figure S3B. Band intensity wasmeasured using Image Lab and the intensity is

normalized to the untreated sample.

Quantification of common deletion: The frequency of common deletion in all genetic perturbations was calculated by RT PCR.

Values were normalized to mtDNA content (12S) and presented relative to siControl. Values are mean of three independent exper-

iments with SDs.

Quantification of group A and group B mtDNA molecules: Average frequencies were calculated from three independent experi-

ments (n R 100 molecules in each experiment) with SDs.
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DATA AND SOFTWARE AVAILABILITY

Original imaging data have been deposited to Mendeley Data and are available at http://dx.doi.org/10.17632/hctwmmpj9r.1. The

accession number for the Next-Gen sequencing data reported in this paper is NCBI BioProject: PRJNA357534 (https://www.ncbi.

nlm.nih.gov/bioproject/357534).

ADDITIONAL RESOURCES

Random DNA sequence generator: http://www.faculty.ucr.edu/!mmaduro/random.htm

NCBI Organelle database: https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/organelle/

NCBI Taxonomy database: https://www.ncbi.nlm.nih.gov/taxonomy

Python pipeline for the analysis of indels: Renaud et al., 2016
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Figure S1. Related to introduction. Schematic of the proposed models for the formation of 

the mtDNA common deletion. (A) Top panel, Replication slippage can lead to the common 

deletion.  Replication fork stalling in the vicinity of the common deletion exposes long stretches of 

single-stranded DNA, allowing the mis-annealing of the flanking repeats. In the event of 

replication slippage, the common deletion would result. Middle panel, MMEJ can lead to the 

common deletion. A DSB (double-strand break) incurred anywhere within the common deletion 

region is subject to exonuclease resection, exposing the 5'- and 3'- complementary repeat 

sequences, which can anneal onto each other. Subsequent degradation of the unbound single-

stranded DNA and ligation of the ends results in a deleted mtDNA. A third hypothetical model 

suggest that replication and repair converge to stimulate the common deletion. According to the 

replication-mediated repair model, mis-annealing of repeats in response to replication fork 

stalling generates a single stranded loop that is susceptible to breakage. The damaged DNA is 

subject to nuclease resection until the free ends ligate to each other, resulting in the loss of 

intervening sequence and formation of mtDNA4977. (B) Schematic representing models that 

explain the mechanism by which mtDNA duplicates. The strand-displacement model (also 

termed asymmetric mode) was put forth based on the visualization of replicating mtDNA 

intermediates by electron microscopy (EM). According to this model, mtDNA synthesis employs 

two distinct origins of replication and progresses uni-directionally for each strand. Heavy-strand 

synthesis initiates from the OriH (origin of heavy-strand replication) located in the displacement 

loop and advances for ~11kb before the synthesis of the light chain initiates from the OriL (origin 

of light strand replication) in the opposite direction. Holt and colleagues later proposed the 

contrasting strand-coupled model (also referred to as synchronous mode), which is based on 2-

dimensional (2D) gel electrophoresis analyses of mtDNA replication. According to this model, 

replication of the heavy- and light- strands is coupled, and proceeds in a bi-directional manner 

from a broad initiation zone downstream of OriH. The strand-coupled model was later amended 

to include an RNA that first coats the lagging-strand and is replaced by DNA in subsequent 

maturation step. According to the RITOLS (RNA incorporation throughout the lagging strand) 

model, RNA intermediates are processed into several small RNA primers that then initiate 

lagging strand DNA synthesis discontinuously.  
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Figure S2. Related to Figure 1. Mito-SMARD: a novel approach to study mtDNA 

replication. (A) Criteria for identifying dual-labeled molecules. Cells were sequentially pulse 

labeled with media containing CldU for 15 minutes and IdU for 90 minutes, followed by a chase 

period. Schematic depiction of the predicted pattern of labeling shown for heavy- and light-strand 

replication. The fragments are organized based on the fork progressing from OriH (Top) and OriL 

(Bottom). Replication termination during the CldU pulse and replication initiation during the ldU 

pulse yield single labeled molecules that were not considered in the analysis. In addition, 

incomplete labeling due to firing of OriH prior to the CldU pulse generate partially labeled 

molecules (shorter tracts and gaps; highlighted with asterisks) that were excluded from the 

analysis. In order to determine key features of mtDNA synthesis, including replication origin and 

speed, we only examined full-length and dual-labeled molecules (highlighted in a box). These 

fragments were organized assuming the fork progresses from OriH copying the leading strand 

and OriL copying the lagging strand. (B) Examples of mtDNA molecules from cells labeled with 

mito-SMARD. Mito-SMARD yields mtDNA molecules that have been labelled with red or green, 

and a third, and very important set of molecules that are dually labelled. When investigating DNA 

replication with combing methods, molecules labelled with one analogue (red or green) are not 

informative to deducing replication speed, direction, and origin, and therefore, these molecules 

were disregarded from our analysis. Instead, key to examining replication parameters are dual-

labeled molecules, which we carefully document throughout the study.  (C) To confirm the purity 

of the isolated DNA, we performed PCR for mtDNA (ND5) and nuclear DNA (actin). The results 

validate the purification method and confirm a significant enrichment for mtDNA in samples 

stretched on glass slides.  
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Figure S3. Related to Figure 2. POLRMT promotes the initiation of OriL. (A) Genotyping 

PCR for POLRMT in Polrmt+/+ and PolrmtF/F MEFs following the expression of a tamoxifen 

inducible Cre-ERT2. Cells were analyzed 48 hours following Cre expression. (B) Semi-

quantitative PCR for PolrmtF/F MEFs following the expression of a tamoxifen inducible Cre-ERT2. 

Cells were analyzed 48 hours following Cre expression. Samples were collected after 25, 30, 35, 

and 40 rounds of amplification. (C) Quantification of the semi-quantitative PCR shown in B. Band 

intensity was measured using Image Lab and the intensity is normalized to the untreated sample. 

(D) Western blot displaying the expression of a flag-tagged POLRMT in Polrmt+/+ and PolrmtF/F 

MEFs with the indicated treatment. (E) Quantification of mtDNA content (D-loop) in MEFs with 

the indicated treatment and analyzed 48 hours post-Cre treatment. Values were normalized to 

GAPDH. It is important to note that while long-term depletion of POLRMT impacts replication 

from both OriL and OriH (OriH effect is due to impaired transcription), the analysis of POLRMT 

depleted cells shortly after Cre depletion (48 hours) did not affect mtDNA content. As such, the 

effect of POLRMT depletion on OriL firing is unlikely to be due to pleiotropic effect. (F) 

Representative images of mtDNA molecules obtained from one of three experiments using MEFs 

with the indicated genotype and treatment, and subject to mito-SMARD.   
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Figure S4. Related to Figure 3. Evidence for replication fork stalling in cells expressing 

mutant Twinkle. (A) Western blot for the expression of myc-tagged Twinkle in doxycycline-

inducible HeLa Flip-In cells. Cells were treated with doxycycline in a concentration dependent 

manner (0, 1, 10, or 100 ng/mL) for 24 hours. (B) Frequency of Group A (OH) and Group B (OL) 

molecules in HeLa Flip-In cells following the induction of wild-type and K319E Twinkle. (C) 

Targeting was confirmed by Sanger Sequencing of cDNA generated from the indicated clones. 

The single asterisk marks the Y508C mutated allele. Silent mutations were introduced in the 

donor sequence to prevent repeated CRISPR cleavage after incorporation of the donor. An 

additional silent mutation was introduced upstream of the targeted residue to create a recognition 

site for ClaI restriction enzyme (marked with two asterisks.). To note, while the Y508C targeting 

was homozygote, the ClaI site is heterozygote). (D) Genotyping PCR to detect homozygous 

TwinkleY508C/Y508C alleles generated by CRISPR/Cas9 targeting of RPE-1. The PCR product was 

treated with a restriction enzyme that specifically cleaves that targeted allele. As mentioned in 

(C), incomplete digestion of the cDNA amplicon by ClaI is due to incorporation of this silent 

mutation on only one locus. (E) mtDNA copy number in RPE-1 cells with the indicated genotype. 

Cells were analyzed shortly (<20 population doubling) after generating the CRISPR/CAS9 

targeted clones. We avoided long term culture of the cells as it is expected to result in mtDNA 

depletion. Values are mean of three independent experiments with SDs. (F) Examples of dual-

labeled mtDNA molecules from Twinkle+/+ cells subject to mito-SMARD and stained with mito-

FISH probes. It is worth noting that the mtDNA probes were designed to be sufficiently distant 

from one another as to allow for the anti-CldU and anti-IdU antibodies to detect halogenated 

nucleotides in this region. (G) Criteria for identifying stalling events in the vicinity of the common 

deletion. Cells were sequentially pulse-labeled with media containing CldU for 10 minutes and 

IdU for 90 minutes, followed by a chase period. Presented is the predicted pattern of labeling for 

heavy- and light-strand replication, marking mtDNA ends with a FISH probe. The fragments are 

organized based on the fork progressing from OriH (Top) and OriL (Bottom). Replication fork 

stalling during the 90 minute pulses will yield partially labeled molecules that contain both green 

and red (highlighted in dotted boxes). On the other hand, replication fork stalling in the proximity 

of the 5’ and 3’ junctions of the common deletion will yield molecules that are labeled in green 

(highlighted in solid boxes). It is important to note that such molecules can be distinguished from 

single-labeled molecules resulting from replication termination during the CldU pulse. In the later 

molecules (marked with asterisk), the green label is expected to exclusively overlap with the 

FISH probes. (H) Representative mtDNA molecules labeled with CldU (green), IdU (red), and 

CldU-IdU (green-red) and stained with mito-FISH probes (blue). Presented mtDNA molecules 
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were obtained from Twinkle+/+ and TwinkleR374Q/+ cells. Top: Examples of fully replicating mtDNA 

molecules with IdU/CldU incorporation patterns consistent with replication initiation from OriL and 

OriH. Bottom: Molecules shown represent labeling patterns consistent with fork stalling near the 

end of a CldU pulse. These molecules were only present in cells expressing mutant Twinkle. 
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Figure S5. Related to Figure 4. Mito-TALENs induce common deletion formation. (A) 

Sequence of mtDNA located downstream of the 3’ repeat with the binding sites for the mito-

TALEN  CD3’ and CD3’bis and around the 5’ repeat with the binding sites for the mito-TALEN CD5’, 

CD5’ external, and CD5’ repeat. Theoretical DSB sites are in bold. TALEN cleavage results primarily in 

5′ overhangs and the cleaved region lies in the center of the spacer region (TAL domain H: 

recognition of the Heavy strand and TAL domain L: recognition of the Light strand) (B) Western 

Blot analysis for HA tagged mito-TALEN in cells with the indicated treatment. Whole cell lysate 

was analyzed. (C) Efficiency of TALEN cleavage monitored by T7 endonuclease assay in U2OS 

cells co-transfected with the indicated nuclear TALENs and a plasmid containing the 

corresponding targeting sequence (36h after transfection). The asterisks indicate T7 

endonuclease cleaved bands. Non-specific bands were detected for CD5’ and CDmid. (D) PCR 

detection of mtDNA4977 in U2OS cells analysed 7 days post-transfection with the indicated mito-

TALENs nuclease. 12S represented total levels of mtDNA. The asterisk marks a catalytically 

inactive version of the mito-TALEN. The mito-TALENs were generated using two obligatory 

heterodimeric FokI endonucleases to reduce potential off-target cleavage due to 

homodimerization of TALENs. (E) Schematic of mtDNA with cleavage sites for mito-TALEN CD3’, 

CD3’bis CD5’, CD5’ external, CD5’ repeat, and CDout. (F) T7 endonuclease assay to test the efficiency of 

CD5’ repeat, CD5’ external and CD3’bis as described in (C). (G) Fractionation experiments in U2OS cells 

followed by western blot analysis to detect CD5’, CD5’ external, CD5’ repeat and CD3’bis, in cytoplasm (C) 

and mitochondria (M) 48h after transfection. GAPDH is a control for cytoplasmic fraction and 

VDAC is a mitochondrial marker (H) PCR detection of mtDNA4977 in U2OS cells analysed 7 days 

post-transfection with the indicated TALENs nuclease (I) Sanger sequencing of the PCR 

fragment across the common deletion junction in cells treated with mito-TALEN-CD5’. (J) 

Frequency of the different types of indels (deletions, insertions, and mutations) estimated by 

deep sequencing of the mitochondrial locus targeted by the mito-TALEN-CD5’. (K) Fractionation 

experiments in U2OS cells followed by western blot analysis detecting mito-TALEN-nickase in 

cytoplasm (C) and mitochondria (M) (L) PCR detection of the common deletion in cells treated 

with the indicated mito-TALEN nickase (Nick-H induces a break in the Heavy-strand, Nick-L 

induces a break in the Light-strand) and nuclease (DSB). The asterisk marks a catalytically 

inactive control TALEN. 
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Figure S6. Related to Figure 5. The role of the mitochondrial replisome during common 

deletion formation. (A) Western blot analysis to confirm the expression of mito-TALEN-CD5’ (HA 

tag) in HCT116 cells with indicated treatment. (B) mtDNA content (12S/Actin) in cells with the 

indicated siRNA treatment. It is important to note that in order to account for the variation in 

mtDNA content due to various genetic perturbations (especially ones in which replisome was 

inhibited), the common deletion was normalized to mtDNA content in each sample. Values are 

mean of three independent experiments with SDs. (C) Q-PCR analysis to determine the levels of 

mtDNA4977 induced by mito-TALEN-CD5’ Nickase in cells treated with the indicated siRNA. The 

frequency of mtDNA4977 was normalized to total mtDNA (12S) and presented relative to siControl. 

Values are mean of three independent experiments with SDs. (D) Graph representing mtDNA 

content in cells treated with EtBr and the indicated mito-TALENs. Values are mean of three 

independent experiments with SDs. (E) Q-PCR analysis to determine the levels of mtDNA4977 

induced by mito-TALEN-CD5’ in cells treated with EtBr. Values are mean of three independent 

experiments with SDs. (F) Western blot analyses for the expression HA-tagged mito-TALEN in 

U2OS cells treated with EtBr. g-tubulin serves as a loading control. (G) Western blot analysis for 

mito-TALEN-CD5’ (HA tag), PIF1, and g-tubulin in HCT116 cells with the indicated treatment. (H) 

Quantification of mtDNA4977 in HCT116 cells with the indicated siRNA treatment, analysed 7 days 

post-transfection with mito-TALEN-CD5’ or – ve Ctrl (no TALEN treatment). Values are mean of 

three independent experiments with SDs. Values were normalized to total mtDNA content (12S).  
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SUPPLEMENTAL TABLES  

Table S1. Related to STAR methods. siRNA sequences used in this study.  

 

Si Control 5’UGUGACUUAUCGGUGUGAC3’ 

Si CtIP 5'GCUAAAACAGGAACGAAUC3' 

Si MRE11 A 5'GAUGCCAUUGAGGAAUUAG3' 

Si MRE11 B 5'GCUAAUGACUCUGAUGAUA3' 

Si RAD51 A 5'GAGCUUGACAAACUACUUC3' 

Si RAD51 B 5'UGUAGCAUAUGCUCGAGCG3' 

Si MGME1 A 5'GGGAGAAGAUGGCUUUAAA3' 

Si MGME1 B 5'GUCUGGUUACAUUGAAAGU3' 

Si PIF A 5'GGCCAGAGCAUCUUCUUCA3' 

Si PIF B 5'GGGAAGUCAUAUCUGCUAA3' 

Si SSB 5'GUACUUCGUCAGUUUGUAA3' 

Si DNA2 A 5'AGACAAGGUUCCAGCGCCA3' 

Si DNA2 B 5'CCACACGCCAAAUGCUAAU3' 

Si Twinkle invitrogen 10620318 

Si POlG A  5'GGAUGGUAAUAGCUGUAAU3' 

Si POLG B Ambion S10787 

Si EXOG A  5'GACCUUACCUCAGACUAGA3' 

Si EXOG B Ambion S19298 

 

Table S2. Related to STAR methods. Mito-FISH probes. Related to STAR methods. 

5'-GTATAAATAGTACCGTTAACTTCCAATTAACTAGTTTTGACAACATT-3' 

5'-TTCAAAAAAGAGTAATAAACTTCGCCTTAATTTTAATAATCAACACC-3' 

5'-CCCTCCTAGCCTTACTACTAATAATTATTACATTTTGACTACCAC-3' 

5'-AACTCAACGGCTACATAGAAAAATCCACCCCTTACGAGTGCGGCT-3' 

5'-TCGACCCTATATCCCCCGCCCGCGTCCCTTTCTCCATAAAATT-3' 

5'-TCTTCTTAGTAGCTATTACCTTCTTATTATTTGATCTAGAAATTGCC-3' 

5'-CCCTCCTTTTACCCCTACCATGAGCCCTACAAACAACTAACCTGC-3' 

5'-CACTAATAGTTATGTCATCCCTCTTATTAATCATCATCCTAGCCC-3' 

5'-TAAGTCTGGCCTATGAGTGACTACAAAAAGGATTAGACTGAACCG-3' 

5'-AATTGGTATATAGTTTAAACAAAACGAATGATTTCGACTCATTAAAT-3' 

5'-ATTATGATAATCATATTTACCAAATGCCCCTCATTTACATAAATATT-3' 

5'-TTATACTAGCATTTACCATCTCACTTCTAGGAATACTAGTATATCGC-3' 

5'-GCTCACACCTCATATCCTCCCTACTATGCCTAGAAGGAATAATAC-3' 

5'-TATCGCTGTTCATTATAGCTACTCTCATAACCCTCAACACCCACT-3' 

5'-CCCTCTTAGCCAATATTGTGCCTATTGCCATACTAGTCTTTGCCG-3' 

5'-CCTGCGAAGCAGCGGTGGGCCTAGCCCTACTAGTCTCAATCTC-3' 

5'-CCAACACATATGGCCTAGACTACGTACATAACCTAAACCTACTCC-3' 

5'-AATGCTAAAACTAATCGTCCCAACAATTATATTACTACCACTGAC-3' 

5'-ATGACTTTCCAAAAAACACATAATTTGAATCAACACAACCACCCA-3' 

5'-CAGCCTAATTATTAGCATCATCCCTCTACTATTTTTTAACCAAAT-3' 
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5'-CAACAACAACCTATTTAGCTGTTCCCCAACCTTTTCCTCCGACCC-3' 

5'-CCTAACAACCCCCCTCCTAATACTAACTACCTGACTCCTACCCCT-3' 

5'-CACAATCATGGCAAGCCAACGCCACTTATCCAGTGAACCACTATC-3' 

5'-ACGAAAAAAACTCTACCTCTCTATACTAATCTCCCTACAAATCTC-3' 

5'-CTTAATTATAACATTCACAGCCACAGAACTAATCATATTTTATATCT-3' 

5'-CTTCTTCGAAACCACACTTATCCCCACCTTGGCTATCATCACCCG-3' 

5'-ATGAGGCAACCAGCCAGAACGCCTGAACGCAGGCACATACTTC-3' 

5'-CCTATTCTACACCCTAGTAGGCTCCCTTCCCCTACTCATCGCACT-3' 

5'-AATTTACACTCACAACACCCTAGGCTCACTAAACATTCTACTACT-3' 

5'-CACTCTCACTGCCCAAGAACTATCAAACTCCTGAGCCAACAACTT-3' 

5'-AATATGACTAGCTTACACAATAGCTTTTATAGTAAAGATACCTCTTT-3' 

5'-TTACGGACTCCACTTATGACTCCCTAAAGCCCATGTCGAAGCCC-3' 

5'-CCCCATCGCTGGGTCAATAGTACTTGCCGCAGTACTCTTAAAACT-3' 

5'-AGGCGGCTATGGTATAATACGCCTCACACTCATTCTCAACCCCC-3' 

5'-CCTGACAAAACACATAGCCTACCCCTTCCTTGTACTATCCCTATG-3' 

5'-AGGCATAATTATAACAAGCTCCATCTGCCTACGACAAACAGACCT-3' 

5'-AAAATCGCTCATTGCATACTCTTCAATCAGCCACATAGCCCTCGT-3' 

5'-AGTAACAGCCATTCTCATCCAAACCCCCTGAAGCTTCACCGGC-3' 

5'-CGCAGTCATTCTCATAATCGCCCACGGGCTTACATCCTCATTACT-3' 

5'-ATTCTGCCTAGCAAACTCAAACTACGAACGCACTCACAGTCGCAT-3' 

5'-CATAATCCTCTCTCAAGGACTTCAAACTCTACTCCCACTAATAGC-3' 

5'-TTTTTGATGACTTCTAGCAAGCCTCGCTAACCTCGCCTTACCCC-3' 

5'-CCCCACTATTAACCTACTGGGAGAACTCTCTGTGCTAGTAACCAC-3' 

5'-GTTCTCCTGATCAAATATCACTCTCCTACTTACAGGACTCAACAT-3' 

5'-ACTAGTCACAGCCCTATACTCCCTCTACATATTTACCACAACACA-3' 

5'-ATGGGGCTCACTCACCCACCACATTAACAACATAAAACCCTCATT-3' 

5'-CACACGAGAAAACACCCTCATGTTCATACACCTATCCCCCATTCT-3' 

5'-CCTCCTATCCCTCAACCCCGACATCATTACCGGGTTTTCCTCTTG-3' 

5'-TAAATATAGTTTAACCAAAACATCAGATTGTGAATCTGACAACAGA-3' 

5'-AGGCTTACGACCCCTTATTTACCGAGAAAGCTCACAAGAACTGCT-3' 

5'-AACTCATGCCCCCATGTCTAACAACATGGCTTTCTCAACTTTTAA-3' 

5'-AGGATAACAGCTATCCATTGGTCTTAGGCCCCAAAAATTTTGGTG-3' 

5'-CAACTCCAAATAAAAGTAATAACCATGCACACTACTATAACCACC-3' 

5'-CTAACCCTGACTTCCCTAATTCCCCCCATCCTTACCACCCTCG-3' 

5'-GTTAACCCTAACAAAAAAAACTCATACCCCCATTATGTAAAATCC-3' 

5'-ATTGTCGCATCCACCTTTATTATCAGTCTCTTCCCCACAACAATA-3' 

5'-TTCATGTGCCTAGACCAAGAAGTTATTATCTCGAACTGACACTGA-3' 

5'-GCCACAACCCAAACAACCCAGCTCTCCCTAAGCTTCAAACTAGAC-3' 

5'-TACTTCTCCATAATATTCATCCCTGTAGCATTGTTCGTTACATGG-3' 

5'-TCCATCATAGAATTCTCACTGTGATATATAAACTCAGACCCAAAC-3' 

5'-ATTAATCAGTTCTTCAAATATCTACTCATCTTCCTAATTACCATACT-3' 

5'-CTAATCTTAGTTACCGCTAACAACCTATTCCAACTGTTCATCGGC-3' 

5'-TGAGAGGGCGTAGGAATTATATCCTTCTTGCTCATCAGTTGATGA-3' 

5'-TACGCCCGAGCAGATGCCAACACAGCAGCCATTCAAGCAATCC-3' 

5'-CTATACAACCGTATCGGCGATATCGGTTTCATCCTCGCCTTAGCA-3' 

5'-TGATTTATCCTACACTCCAACTCATGAGACCCACAACAAATAGCC-3' 

5'-CTTCTAAACGCTAATCCAAGCCTCACCCCACTACTAGGCCTCCTC-3' 

5'-CTAGCAGCAGCAGGCAAATCAGCCCAATTAGGTCTCCACCCCT-3' 

5'-TGACTCCCCTCAGCCATAGAAGGCCCCACCCCAGTCTCAGCCC-3' 

5'-CTACTCCACTCAAGCACTATAGTTGTAGCAGGAATCTTCTTACTC-3' 

5'-ATCCGCTTCCACCCCCTAGCAGAAAATAGCCCACTAATCCAAACT-3' 

5'-CTAACACTATGCTTAGGCGCTATCACCACTCTGTTCGCAGCAGTC-3' 

5'-TGCGCCCTTACACAAAATGACATCAAAAAAATCGTAGCCTTCTCC-3' 
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5'-ACTTCAAGTCAACTAGGACTCATAATAGTTACAATCGGCATCAAC-3' 

5'-CAACCACACCTAGCATTCCTGCACATCTGTACCCACGCCTTCT-3' 

5'-TTCAAAGCCATACTATTTATGTGCTCCGGGTCCATCATCCACAAC-3' 

5'-CTTAACAATGAACAAGATATTCGAAAAATAGGAGGACTACTCAAA-3' 

5'-ACCATACCTCTCACTTCAACCTCCCTCACCATTGGCAGCCTAG-3' 

5'-GCATTAGCAGGAATACCTTTCCTCACAGGTTTCTACTCCAAAGAC-3' 

5'-CACATCATCGAAACCGCAAACATATCATACACAAACGCCTGAGCC-3' 

5'-CTATCTATTACTCTCATCGCTACCTCCCTGACAAGCGCCTATAGC-3' 

5'-ACTCGAATAATTCTTCTCACCCTAACAGGTCAACCTCGCTTCCCC-3' 

5'-ACCCTTACTAACATTAACGAAAATAACCCCACCCTACTAAACCCC-3' 

5'-ATTAAACGCCTGGCAGCCGGAAGCCTATTCGCAGGATTTCTCA-3' 

5'-ATTACTAACAACATTTCCCCCGCATCCCCCTTCCAAACAACAATC-3' 

5'-CCCCTCTACCTAAAACTCACAGCCCTCGCTGTCACTTTCCTAGG-3' 

5'-GGACTTCTAACAGCCCTAGACCTCAACTACCTAACCAACAAACTT-3' 

5'-AAAATAAAATCCCCACTATGCACATTTTATTTCTCCAACATACTC-3' 

5'-GGATTCTACCCTAGCATCACACACCGCACAATCCCCTATCTAGGC-3' 

5'-CTTCTTACGAGCCAAAACCTGCCCCTACTCCTCCTAGACCTAACC-3' 

5'-TGACTAGAAAAGCTATTACCTAAAACAATTTCACAGCACCAAATC-3' 

5'-TCCACCTCCATCATCACCTCAACCCAAAAAGGCATAATTAAACTT-3' 

5'-TACTTCCTCTCTTTCTTCTTCCCACTCATCCTAACCCTACTCCTA-3' 

5'-ATCACATAACCTATTCCCCCGAGCAATCTCAATTACAATATATAC-3' 

5'-ACCAACAAACAATGTTCAACCAGTAACTACTACTAATCAACGCCC-3' 

5'-ATAATCATACAAAGCCCCCGCACCAATAGGATCCTCCCGAATCAA-3' 

5'-CCCTGACCCCTCTCCTTCATAAATTATTCAGCTTCCTACACTATT-3' 

5'-AAAGTTTACCACAACCACCACCCCATCATACTCTTTCACCCACAG-3' 

5'-CACCAATCCTACCTCCATCGCTAACCCCACTAAAACACTCACCAA-3' 

5'-GACCTCAACCCCTGACCCCCATGCCTCAGGATACTCCTCAATA-3' 

5'-AGCCATCGCTGTAGTATATCCAAAGACAACCATCATTCCCCCTAA-3' 

5'-ATAAATTAAAAAAACTATTAAACCCATATAACCTCCCCCAAAATTCA-3' 

5'-CAGAATAATAACACACCCGACCACACCGCTAACAATCAATACTAA-3' 

5'-ACCCCCATAAATAGGAGAAGGCTTAGAAGAAAACCCCACAAACCC-3' 

5'-CATTACTAAACCCACACTCAACAGAAACAAAGCATACATCATTAT-3' 

5'-TCTCGCACGGACTACAACCACGACCAATGATATGAAAAACCATCG-3' 

5'-TTGTATTTCAACTACAAGAACACCAATGACCCCAATACGCAAAAC-3' 

5'-TAACCCCCTAATAAAATTAATTAACCACTCATTCATCGACCTCCC-3' 

5'-CACCCCATCCAACATCTCCGCATGATGAAACTTCGGCTCACTC-3' 

5'-CCTTGGCGCCTGCCTGATCCTCCAAATCACCACAGGACTATTC-3' 

5'-CCTAGCCATGCACTACTCACCAGACGCCTCAACCGCCTTTTCA-3' 

5'-ATCAATCGCCCACATCACTCGAGACGTAAATTATGGCTGAATCAT-3' 

5'-CCGCTACCTTCACGCCAATGGCGCCTCAATATTCTTTATCTGC-3' 

5'-CCTCTTCCTACACATCGGGCGAGGCCTATATTACGGATCATTTCT-3' 

5'-CTACTCAGAAACCTGAAACATCGGCATTATCCTCCTGCTTGCAAC-3' 

5'-TATAGCAACAGCCTTCATAGGCTATGTCCTCCCGTGAGGCCAAAT-3' 

5'-ATCATTCTGAGGGGCCACAGTAATTACAAACTTACTATCCGCCAT-3' 

5'-CCCATACATTGGGACAGACCTAGTTCAATGAATCTGAGGAGGCTA-3' 

5'-CTCAGTAGACAGTCCCACCCTCACACGATTCTTTACCTTTCACTT-3' 

5'-CATCTTGCCCTTCATTATTGCAGCCCTAGCAACACTCCACCTCC-3' 

5'-CCTATTCTTGCACGAAACGGGATCAAACAACCCCCTAGGAATCAC-3' 

5'-CTCCCATTCCGATAAAATCACCTTCCACCCTTACTACACAATCAA-3' 

5'-AGACGCCCTCGGCTTACTTCTCTTCCTTCTCTCCTTAATGACATT-3' 

5'-AACACTATTCTCACCAGACCTCCTAGGCGACCCAGACAATTATAC-3' 

5'-CCTAGCCAACCCCTTAAACACCCCTCCCCACATCAAGCCCGAA-3' 

5'-ATGATATTTCCTATTCGCCTACACAATTCTCCGATCCGTCCCTAA-3' 
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5'-CAAACTAGGAGGCGTCCTTGCCCTATTACTATCCATCCTCATCCT-3' 

5'-AGCAATAATCCCCATCCTCCATATATCCAAACAACAAAGCATAAT-3' 

5'-ATTTCGCCCACTAAGCCAATCACTTTATTGACTCCTAGCCGCAGA-3' 

5'-CCTCCTCATTCTAACCTGAATCGGAGGACAACCAGTAAGCTACCC-3' 

5'-TTTTACCATCATTGGACAAGTAGCATCCGTACTATACTTCACAAC-3' 

5'-AATCCTAATCCTAATACCAACTATCTCCCTAATTGAAAACAAAAT-3' 

5'-ACTCAAATGGGCCTGTCCTTGTAGTATAAACTAATACACCAGTCT-3' 

5'-TGTAAACCGGAGATGAAAACCTTTTTCCAAGGACAAATCAGAGAA-3' 

5'-AAAGTCTTTAACTCCACCATTAGCACCCAAAGCTAAGATTCTAAT-3' 

5'-TTAAACTATTCTCTGTTCTTTCATGGGGAAGCAGATTTGGGTACC-3' 

5'-ACCCAAGTATTGACTCACCCATCAACAACCGCTATGTATTTCGTA-3' 

5'-CATTACTGCCAGCCACCATGAATATTGTACGGTACCATAAATACT-3' 

5'-TGACCACCTGTAGTACATAAAAACCCAATCCACATCAAAACCCCC-3' 

5'-TCCCCATGCTTACAAGCAAGTACAGCAATCAACCCTCAACTATCA-3' 

5'-CACATCAACTGCAACTCCAAAGCCACCCCTCACCCACTAGGAT-3' 

5'-TACCAACAAACCTACCCACCCTTAACAGTACATAGTACATAAAGC-3' 

5'-CATTTACCGTACATAGCACATTACAGTCAAATCCCTTCTCGTCCC-3' 

 

 
Table S3. Related to STAR methods. mito-TALEN target sequences.  

 

TALEN Target sequences (T-) FOK1 

d-Loop Light strand GGTTCCTACTTCAGGG ELD 

d-Loop Heavy strand TATTTAAGGGGAACGT KKR 

CDin Light strand TCAACCAATAGCCCTG ELD 

CDin Heavy strand GGCCTGCAGTAATGTT KKR 

CDout Light strand CATATACCAAATCTCT ELD 

CDout Heavy strand GAGAGAGTGAGGAGAA KKR 

CD5' Light strand CACCAAAGCCCATAAA ELD 

CD5 Heavy strand TCATTTTGGTTCTCAG KKR 

CD3' Light strand GAACAAGATATTCGAA ELD 

CD3' Heavy strand GAAGTGAGAGGTATGG KKR 

CDmid Light strand AATTATTAGCATCATC ELD 

CDmid Heavy strand AGGTTGTTGTTGATTT KKR 

CD5’repeat Light strand ATTAAACACAAACTAC  ELD 

CD5’repeat Heavy strand TTTTATTTTTATGGGC KKR 

CD5’external Light strand TACACTATTCCTCATC  ELD 

CD5’external Heavy strand AGGTGGTAGTTTGTGT KKR 

CD3’bis Light strand TCGAAAAATAGGAGGA ELD 

CD3’bis Heavy strand GAGGGAGGTTGAAGTG KKR 

 

Table S4. Related to STAR methods. Primers for detection amplification of mito-TALEN 

region (T7 assay) and quantification of the common deletion.  

T7-CD5’ FWD TTACAGTGAAATGCCCCAACT 
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T7-CD5’ REV TCAGGTTCGTCCTTTAGTGTTG 

T7-CD3’ FWD CGCCCTTACACAAAATGACA 

T7-CD3’ REV CAGGGAGGTAGCGATGAGAG 

T7-CDOUT FWD CAATATACTCTCCGGACAATGA 

T7-CDOUT REV ATGGTTATGTTAGGGTTGTACGG 

T7-CDIN FWD TATGAGCGGGCACAGTGAT 

T7-CDIN  REV TGTTGTCGTGCAGGTAGAGG 

T7-CDdLoop FWD CATTACAGTCAAATCCCTTCTCG 

T7-CDdLoop REV TACTGCGACATAGGGTGCTC 

T7-CDMID FWD AGCCCTACTAGTCTCAATCTCCA 

T7-CDMID REV CGTTGGCTTGCCATGATTGT 

Common deletion PCR1 FWD 5’AACCACAGTTTCATGCCCATC3’ 

Common deletion PCR1 REV 5‘TGTTAGTAAGGGTGGGGAAGC3’ 

Common deletion PCR2 FWD 5’ACCCTATAGCACCCCCTCTAC3’ 

Common deletion PCR2 REV 5’CTTGTCAGGGAGGTAGCGATG3’ 

12S FWD 5'TAGCCCTAAACCTCAACAGT3' 

12S REV 5'TGCGCTTACTTTGTAGCCTTCAT3' 

Common deletion Q-PCR FWD 5'TTCCTCATCACCCAACTAAAAA3' 

Common deletion Q-PCR REV 5'TTCGATGATGTGGTCTTTGG3' 

Actin Q-PCR FWD 5'TCACCCACACTGTGCCCATCTACGA3' 

Actin Q-PCR REV 5'CAGCGGAACCGCTCATTGCCAATGG3' 

 

Table S5. Related to STAR methods. Primers for Q-PCR.  

 

TFAM FWD 5′-ATTCCGAAGTGTTTTTCCAGCA-3′ 

TFAM REV 5′-TCTGAAAGTTTTGCATCTGGGT-3′ 

TWINKLE FWD 5′-TTCTCCGACGTGCATATCCC-3′ 

TWINKLE REV 5′-GCGCTTCTTTTCTGTACCTTCT-3′ 

POLG FWD 5′-GCAGGAACAGTTAGTGGTGGG-3′ 

POLG REV 5′-GCTCATAGTATCGAGAAAACGCA-3′ 

POLRMT FWD 5′-TGGGCGCAAAAGCTAGAGG-3′ 

POLRMT REV 5′-GTGAAGGGTCCAGAACTCCTG-3′ 

SSB FWD 5′-TGGCTGACAAGGAGAACACG-3′ 

SSB REV 5′-CGCCACATCTCATTTGTTGCTA-3′ 

TK1 FWD 5′-AAGTGCCTGGTCATCAAGTATG-3′ 

TK1 REV 5′-GCTGCCACAATTACTGTCTTGC-3′ 

TK2 FWD 5′-AGCAGTGGTTTGTATTGAGGG-3′ 

TK2 REV 5′-ACATGAGGCTCAGAGGGTTATG-3′ 

MFN1 FWD 5′-ATGGCAGAAACGGTATCTCCA-3′ 
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MFN1 REV 5′-GCCCTCAGTAACAAACTCCAGT-3′ 

MFN2 FWD 5′-AGAACTGGACCCGGTTACCA-3′ 

MFN2 REV 5′-CACTTCGCTGATACCCCTGA-3′ 

DESMIN FWD 5′-GTGGAGCGTGACAACCTGAT-3′ 

DESMIN REV 5′-GATGGTCTCATACTGAGCCCG-3′ 

CREATINE KINASE FWD 5′-GCGGAGGCAGTGTAACCCTTG-3′ 

CREATINE KINASE REV 5′-CAGACCTCAGCAAGCACAACAATCAC-3′ 

ALPHA-ACTIN FWD 5′-CAGAGCAAGCGAGGTATCC-3′ 

ALPHA-ACTIN REV 5′-GTCCCCAGAATCCAACACG-3′ 

TWINK FWD 5′-AATATGATCACTGGGCTGACC-3′ 

TWINK REV 5′-CGTAGACTGCATGTTGCATTG-3′ 

GAPDH FWD 5′-GAGTCCACTGGCGTCTTCAC-3′ 

GAPDH REV 5′-TTCACACCCATGACGAACAT-3′ 

 

 







 

 96 

La transfection de deux siARNs différents contre PARP-1 (siARNs PARP-1 A et B) 

inhibent bien l’expression de la protéine PARP-1 (Figure 25C). Cependant, les résultats de 

qPCR ne montrent pas d’effet significatif de cette inhibition sur la formation de la délétion 

(même si le siARN PARP-1 B semble induire une inhibition, le siARN PARP-1 A n’a aucun 

effet) (Figure 25A). L’inhibition de PARP-1 n’a pas d’effet sur la quantité d’ADN 

mitochondrial (Figure 25B).  

 

Concernant, les résultats pour RAD52, ils renforcent nos observations préalables faites 

lors de l’inhibition de la protéine RAD51 : la recombinaison homologue ne semble pas 

participer directement à la formation des délétions. Pour PARP-1, les résultats vont aussi dans 

le même sens que ceux obtenus pour MRE11 et CtIP, ils renforcent donc l’idée que le alt-NHEJ 

n’est pas majoritairement impliqué dans la formation de la délétion. 

 

III. Etude de la quantité en ADN mitochondrial au cours du temps après coupure 

par les mitoTALENs 

Lors de nos différentes expériences, nous avons observé par qPCR une diminution en 

ADN mitochondrial (rapport 12S/Actine) après transfection avec les mitoTALENs. Nous 

voulions donc mieux comprendre ce phénomène. Il est proposé dans la littérature, que les 

molécules endommagées peuvent être dégradées. Nous avons donc testé si nos résultats 

concordaient avec cette hypothèse. Pour cela, nous avons suivi l’évolution de la quantité 

d’ADN mitochondrial après transfection par les mitoTALENs.  

 

Après transfection avec la mitoTALENs CD 3’, CD 5’, CD OUT, CD 5’ou la CD 5’ 

Dead (qui ne coupe pas), nous avons récupéré l’ADN pendant une semaine puis quantifié la 

proportion d’ADN mitochondrial par qPCR. Les résultats sont normalisés en présentant le 

rapport 12S/Actine, qui représente la quantité d’ADN mitochondrial présente dans les cellules 

par rapport à la quantité de cellules (corrélée à la quantité d’ADN nucléaire).  
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 Avant la transfection par la mitoTALEN CD OUT, les cellules sont préalablement 

transfectées par lipofection 24h auparavant avec les différents siARNs (siARN contrôle, siARN 

POLG, siARN ExoG). L’inhibition par les siARNs durant trois jours, une deuxième 

transfection avec les siARNs est réalisée afin de maintenir l’inhibition des protéines pendant 

sept jours. L’ADN est récupéré pendant sept jours consécutifs puis à quinze jours. Nous avons 

ensuite quantifié par qPCR la quantité d’ADN mitochondrial (Figure 27A). 

Lors de l’inhibition de la protéine POLG, la transfection avec la mitoTALEN CD OUT 

montre une diminution de la quantité en ADN mitochondrial identique à la condition contrôle 

(siARN contrôle avec la mitoTALEN CD OUT). Cependant, il semble que la quantité d’ADN 

mitochondrial réaugmente que plus tardivement, et qu’elle a lieu après sept jours une fois la 

levée de l’inhibition (courbe rose et orange, Figure 27B). La baisse d’ADN observée avec la 

condition siARN POLG sans mitoTALEN (NT) s’explique par l’inhibition de la réplication 

provoquée par l’inhibition de POLG (courbe bleu et bleu ciel, Figure 27B). Ces expériences 

devront être reproduites afin de confirmer cet effet. 

Les résultats obtenus lors de l’inhibition de la protéine ExoG avec la mitoTALEN CD 

OUT semblent identiques à ceux obtenus avec le siARN contrôle (courbe jaune et orange, 

Figure 27C). L’inhibition d’ExoG n’empêche donc pas la dégradation des molécules d’ADN 

mitochondriales. Il est difficile de conclure sur les profils des conditions siARN ExoG et siARN 

contrôle sans mitoTALEN (NT). Les légères variations peuvent être dues à des variations 

expérimentales ou à une perturbation du nombre de copies d’ADN à cause de l’inhibition de la 

protéine ExoG. Les expériences devront elles-aussi être reproduites afin de confirmer que la 

protéine ExoG n’est pas impliquée dans la dégradation des molécules endommagées. 

 

V. Augmenter la proportion de « Common Deletion » dans une lignée cellulaire 

humaine 

Grâce aux mitoTALENs, nous avons pu induire la « Common Deletion » (cf résultats 

I). Nos valeurs en qPCR de la « Common Deletion » par rapport à l’ADN mitochondrial total 

(rapport CD/12S) est de l’ordre de 10-4. Ces valeurs sont faibles comparées à la quantité de 

délétions retrouvées chez les malades (de l’ordre d’au moins 20%). Nous avons donc essayé 

d’augmenter la quantité de « Common Deletion ». 
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Pour ce faire, notre stratégie a été de procéder à des doubles transfections dans des 

cellules U20S. La première transfection est réalisée avec la mitoTALEN CD 5’ afin d’induire 

la « Common Deletion » ou seulement avec le choc électrique de la nucléofection (NT). Puis 

sept jours après la première transfection, la seconde est réalisée soit pour la deuxième fois avec 

la mitoTALEN CD 5’ soit avec la mitoTALEN CD IN qui coupe dans la région de la Common 

deletion, ou bien encore avec le choc électrique de la nucléofection (NT). Sept jours après la 

deuxième transfection, l’ADN est récupéré et la proportion de « Common Deletion » est 

quantifiée par qPCR. 

Le principe de cette stratégie de double transfection est d’induire plus de molécules 

délétées en transfectant deux fois la mitoTALEN CD 5’ ou après avoir induit la « Common 

Deletion » lors de la première transfection puis de couper spécifiquement les molécules non 

délétées grâce à la mitoTALEN CD IN. L’utilisation de la mitoTALEN CD IN repose sur 

l’observation que la coupure double-brin par les mitoTALENs entraine une dégradation d’une 

partie de l’ADN mitochondrial (Figure 26).  

 





 

 102 

Nos résultats montrent que la double transfection permet une augmentation significative 

en « Common Deletion ». De façon intéressante, c‘est la stratégie avec la mitoTALEN CD IN 

utilisée lors de la seconde transfection qui montre la plus grande augmentation en molécules 

délétées. Nous avons ainsi réussi à obtenir des cellules qui possèdent environ 5% de molécules 

d’ADN mitochondrial possédant la « Common Deletion » (Figure 28). On observe aussi une 

diminution importante de la quantité d’ADN mitochondrial après la double transfection avec 

CD5’ et CD IN reflétant l’efficacité de CD IN à dégrader l’ADN mitochondrial intact. Nous 

avons tenté de transfecter une nouvelle fois les cellules afin d’atteindre un pourcentage encore 

plus élevé de « Common Deletion » mais cette stratégie n’a pas fonctionné, la « Common 

Deletion » a été perdue par les cellules lors de cette nouvelle transfection. Il serait peut-être 

intéressant de laisser plus de temps avant de réaliser une troisième transfection pour laisser les 

cellules restaurer leur quantité d’ADN mitochondrial et de peut-être mieux tolérer la délétion. 

 

VI. Adaptation du système CRISPR/Cas9 pour la mitochondrie 

 

Nous avons réussi à induire la « Common Deletion » avec des mitoTALENs. Quelques 

années après les TALENs, le système de nucléase artificielle CRISPR/Cas9 est apparu. Nous 

avons donc cherché à adapter ce système pour cibler l’ADN mitochondrial et induire la 

« Common Deletion ». 

Contrairement aux TALENs, ce système est plus flexible concernant le choix de la 

séquence cible. En effet, la séquence cible des TALENs doit avoir un T en 5’ reconnue par la 

première répétition de chaque domaine TALE (Figure 21) et l’assemblage des monomères des 

TALENs est plus complexe que la synthèse des gARNs. Un autre avantage du système 

CRISPR/Cas9 est de pouvoir construire plusieurs gARNs sur une séquence cible assez courte 

(une centaine de bp) car le PAM est en général assez souvent retrouvé. Nous avons utilisé la 

Cas9 Neisseria meningitidis dont le PAM est NNNNGATT, car cette protéine était plus petite 

que la Cas9 Streptococcus pyogenes donc potentiellement plus facile à importer. Cependant, la 

difficulté de ce système est d’importer deux acteurs de nature différente, le gARN et la 

mitoCas9 au sein de la mitochondrie.  

Pour adresser la protéine Cas9 à la mitochondrie, nous avons utilisé les mêmes signaux 

d’adressage que pour les mitoTALENs. Concernant l’import du gARN, la voie d’import des 

ARNs étant encore mal connue, nous avons utilisé des séquences identifiées comme permettant 
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Nos différentes conditions expérimentales n’ont pas permis d’observer l’induction de la 

« Common Deletion » par la mitoCas9. Nos différents tests semblent montrer que le problème 

est certainement l’adressage du gARN à la mitochondrie. Le système d’import des gARNs 

nécessite d’être optimisé. 
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Discussion-Perspectives 

 

Ma thèse a porté sur l’étude de la formation d’une délétion, appelée « Common 

Deletion » la plus fréquemment retrouvée dans les maladies associées à l’ADN mitochondrial. 

Nous avons pour cela utilisé des TALENs, appelées mitoTALENs, adaptées pour être 

exprimées au sein de la mitochondrie afin d’induire des cassures double-brin sur l’ADN 

mitochondrial. Nous avons vérifié leur adressage en réalisant des fractionnements cellulaires et 

par immunofluorescence. Nous avons ensuite cherché si la « Common Deletion » était induite 

par la coupure de certaines mitoTALENs. Il s’est avéré que seule la mitoTALEN coupant 

proche de la répétition située du côté de l’OL induit la « Common Deletion » dans des lignées 

cellulaires humaines. Nous avons alors montré que la formation de la « Common Deletion » est 

liée à une mauvaise réparation lors de la réplication et ainsi identifié les protéines du réplisome 

minimal (POLG, Twinkle, mtSSB) ainsi que l’exonucléase MGME1, la DNA LIGASE 3 et les 

hélicases DNA2 et PIF-1 comme étant impliquées dans la formation de la « Common 

Deletion ». Ces protéines sont connues à l’heure actuelle pour participer à la réplication mais 

aussi pour leur implication dans la voie de réparation par excision de bases (BER) pour les 

protéines POLG et DNA2.  

Ce projet mené en collaboration avec le laboratoire d’Agnel Sfeir a aussi permis 

d’apporter des informations sur le mode de réplication utilisé lors de la réplication de l’ADN 

mitochondrial. 

Le peignage moléculaire adapté à la mitochondrie confirme le modèle de 

réplication par déplacement de brin 

Nos collaborateurs ont mis au point la technique de peignage de l’ADN sur l’ADN 

mitochondrial, technique qui jusque-là était utilisée pour étudier la réplication dans le noyau. 

Comme présenté dans l’introduction de ce manuscrit, les modèles de réplication pour l’ADN 

mitochondrial sont encore débattus. Les deux grands modèles, celui du déplacement de brin et 

le modèle synchrone ont été étudiés majoritairement par des expériences d’électrophorèse 2D. 

Cette technique s’est avérée présenter un inconvénient : la purification préalable de l’ADN 

mitochondrial, qui peut modifier les structures des intermédiaires de réplication (Yang et al. 

2002). Nous avons par conséquent opté pour la méthode de peignage moléculaire ne comportant 
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pas cet aléa. Elle possède l’avantage de marquer l’ADN directement en court de la réplication 

dans les cellules pour ensuite l’analyser par microscopie sous forme de fibres. L’utilisation de 

cette technique a permis de montrer l’utilisation prépondérante du modèle de déplacement brin 

pour la réplication mitochondriale dans un certain nombre de lignées cellulaires (HT1080, 

MEF, RPE1, BJ hTERT, C2C12 myoblastes et myotubes). En effet, d’une part le profil de 

peignage moléculaire obtenu suggère l’utilisation des deux origines de réplication (OH et OL) et 

d’autre part, les résultats montrent un rôle essentiel de la protéine POLMRT au niveau de la 

seconde origine de réplication. Ces différentes observations s’accordent parfaitement avec les 

différents travaux publiés sur le modèle de déplacement de brins  (Chang & Clayton 1985) 

(Tapper & Clayton 1981). L’étude de la vitesse de réplication a elle-aussi été en accord avec 

les données publiées de 270 nucléotides/min (Clayton 1982), puisque nos collaborateurs ont 

calculé une vitesse de 220 nucléotides/min. La méthode de peignage moléculaire s’est donc 

révélée être un bon outil pour étudier l’ADN mitochondrial. Nos résultats ne permettent 

cependant pas de conclure sur le troisième modèle, intermédiaire aux précédents, appelé le 

modèle « RITOLS ». En effet, dans ce modèle, le brin retardé serait protégé par des ARNs et 

non par la protéine mtSSB. Notre outil possède donc une limite car il ne permet pas de 

discriminer entre ces deux alternatives car seule l’incorporation des nucléotides marqués est 

observée.  

Le peignage moléculaire a aussi permis d’étudier l’effet d’un mutant de Twinkle, 

Twinkle R374Q notamment impliqué dans l’ophtalmoplégie externe progressive (Martin-

Negrier et al. 2011). Nous avons ainsi pu observer que l’expression de ce mutant dans les 

cellules entraînait des pauses de la réplication dans la région de la « Common Deletion ». Ces 

pauses dans la réplication semblent faciliter la formation de délétions en provoquant des sauts 

de réplication. Le peignage moléculaire pourra donc servir d’outil pour mieux comprendre les 

conséquences de protéines mutées sur la réplication de l’ADN mitochondrial. 

Enfin nous aurions voulu analyser directement la formation de « Common Deletion » 

par peignage moléculaire après son induction avec les mito-TALENs mais cela n’a pas été 

possible car le taux de délétion dans les cellules traitées est trop bas pour observer un nombre 

significatif de molécules délétées.   

Y-a-t-il	 un	 système	de réparation efficace lors de cassures double-brin dans la 

mitochondrie ? 
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Dans cette étude, nous avons étudié la formation de la délétion la plus fréquemment 

retrouvée au sein de l’ADN mitochondrial pour tenter de comprendre pourquoi et comment de 

si longues délétions peuvent se former. En partant de l’hypothèse que les délétions soient la 

conséquence de cassures double-brin, nous avions envisagé l’implication possible des mêmes 

voies de réparation que celles actives dans le noyau : le NHEJ, le alt-NHEJ ou la recombinaison 

homologue (HR). Les délétions au sein de l’ADN mitochondrial présentent la caractéristique 

d’être bordées de courtes séquences répétées dans 85% des cas (http://www.mitomap.org/) 

(Eshaghian et al. 2006). Une fréquence aussi élevée de séquences répétées entourant les 

délétions suggère l’utilisation de la voie alt-NHEJ. En effet, dans le noyau, elle est la voie de 

réparation qui s’appuie sur la présence de courtes séquences homologues avoisinant les cassures 

double-brin pour les réparer. Par ailleurs, la présence de plusieurs copies d’ADN mitochondrial 

proches les unes des autres évoque la possible action de la recombinaison homologue pour 

réparer les cassures, les copies intactes pouvant servir de matrice de réparation. 

Nous avons donc testé le rôle des protéines CtIP (alt-NHEJ et HR), MRE11 (alt-NHEJ 

et HR), RAD51 (HR), RAD52 (HR), PARP-1 (alt-NHEJ) et de la DNA LIGASE 3 (alt-NHEJ). 

L’inhibition des protéines CtIP, MRE11, RAD51, RAD52 et PARP-1 n’a pas montré d’effet 

sur la formation de la délétion, ce qui suggère que le NHEJ, le alt-NHEJ et la recombinaison 

homologue ne participent pas directement à la formation des délétions dans l’ADN 

mitochondrial. Concernant la DNA LIGASE 3, son KO entraine une diminution de la formation 

de la délétion, ce qui valide le rôle de cette protéine dans la formation de la « Common 

Deletion ». Cependant, comme la DNA LIGASE 3 est la seule ligase présente dans la 

mitochondrie, elle est aussi directement impliquée dans la réplication de l’ADN mitochondrial. 

De plus, l’absence de la forme mitochondriale de la DNA LIGASE 3 induit en effet la mort 

cellulaire probablement par perte des copies d’ADN mitochondrial (Simsek et al. 2011). 

Nos résultats s’opposent aux résultats publiés récemment montrant l’activité d’un 

mécanisme alt-NHEJ au sein de la mitochondrie (Tadi et al. 2016). En effet, nous ne voyons 

pas d’effet direct des protéines du alt-NHEJ sur la formation de la « Common Deletion » et 

seule une de nos mito-TALENs (la CD 5’) induit la formation de la délétion. En supposant que 

le alt-NHEJ soit actif au sein de la mitochondrie, toutes les mitoTALENs coupant dans la 

délétion devraient pouvoir entraîner la formation de la délétion lors de la réparation de la 

cassure après résection et reconnaissance des séquences de 13 bp, en particulier celles qui 

coupent proches des extrémités. Ainsi, l’analyse des séquences au niveau du site de coupure 
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des différentes mitoTALENs par séquençage haut débit et test T7 endonucléase ne montre pas 

de mutations (insertions ou délétions), ce qui s’oppose à une réparation par alt-NHEJ. 

 

La différence de résultat peut s’expliquer par le fait que nous avons utilisé une stratégie 

très différente de celle utilisée par l’équipe de Raghavan (Tadi et al. 2016). En effet, dans leur 

étude, les auteurs utilisent des extraits mitochondriaux et testent leur activité sur différents types 

de substrats in vitro. Les capacités de réparation de certaines protéines présentes dans les 

extraits mimant un mécanisme de alt-NHEJ ne signifient pas forcément que la cellule utilise 

cette voie de réparation.  

Nous n’avons donc pas constaté l’utilisation du NHEJ, du alt-NHEJ ou de la 

recombinaison homologue dans la formation de la « Common Deletion » tels qu’ils sont décrits 

dans le noyau mais il serait intéressant de réaliser la même étude avec une autre délétion 

présentant des séquences répétées d’une taille différente pour confirmer nos résultats.  

 

Il a été publié que lors de dommages, telles que les cassures double-brin, cela entraine 

une dégradation de l’ADN mitochondrial (Kukat et al. 2008) (Moretton et al. 2017). 

L’utilisation des différentes mitoTALENs qui induisent des cassures double-brin nous ont 

permis de faire la même observation. Nous avons pu quantifier par qPCR une baisse 

significative en molécules d’ADN mitochondriales après transfection par les mitoTALENs. Cet 

effet est spécifique à une cassure double-brin car la mitoTALEN CD 5’ Dead (domaine Fok 

inactivé, ce qui empêche la coupure) n’induit pas de diminution en quantité d’ADN 

mitochondrial. Les cellules mettent ensuite cinq jours à récupérer leur quantité d’ADN 

mitochondrial initiale (Figure 26). Il est donc concevable que la prise en charge des cassures 

double-brin soit régie par la mitochondrie en dégradant les molécules cassées puis en restaurant 

sa quantité d’ADN via la réplication. 

Nous avons cherché à identifier des protéines responsables de ce mécanisme de 

dégradation. Nous avons choisi de tester le rôle de l’exonucléase ExoG, car sa processivité 

semblait plus compatible avec la capacité de dégrader entièrement les molécules d’ADN 

endommagées comparée à la protéine MGME1. Nous avons donc induit une inhibition durant 

sept jours de cette protéine et réalisé en parallèle des cassures double-brin par une de nos 

mitoTALENs (la CD OUT). Nos résultats ne nous ont pas permis d’observer de différences 

significatives avec les conditions contrôles. Une étude récemment publiée n’identifie pas non 

plus la protéine ExoG comme étant responsable de la dégradation des molécules endommagées 

(Moretton et al. 2017). De façon surprenante, cette étude qui teste les 5 exonucléases connues 
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à ce jour (ExoG, MGME1, EndoG, DNA2, FEN1) ne détecte pas leurs implications sur la 

dégradation de l’ADN mitochondrial. Est-il possible que nous ne connaissions pas encore toutes 

les exonucléases présentes à la mitochondrie ou que nous n’ayons pas encore identifié une 

fonction exonucléase d’une protéine connue de la mitochondrie ? 

L’absence de certaines protéines de réparation signifie-t-elle l’absence de 

certaines voies de réparation ? 

Dans la mitochondrie, la présence de nombreuses protéines de réparation participant à 

différentes voies n’a pas été validée. Il en est ainsi pour les protéines de la voie du MMR, NER, 

NHEJ, alt-NHEJ, ou la recombinaison homologue. Il est actuellement considéré que la 

mitochondrie ne répare pas via la voie du MMR en raison de l’absence d’identification des 

protéines clées telles qu’elles sont décrites dans la voie MMR, présente dans le noyau. 

Concernant les voies du NHEJ, du alt-NHEJ, ou de la recombinaison homologue, la présence 

des protéines n’est pas clairement établie dans la mitochondrie. Des études concluent par 

exemple à la présence de XRCC4 (Wisnovsky et al. 2016) et d’une forme de KU tronqué en C 

terminal  (Coffey & Campbell 2000) à la mitochondrie. La présence de XRCC4 sans celle de 

la DNA LIGASE 4 est cependant étrange car aucun rôle n’a été identifié jusqu'à présent pour 

XRCC4 non complexé à la DNA LIGASE 4. 

On peut alors se demander s’il existe un biais dans la façon d’identifier une voie de 

réparation propre à la mitochondrie. En effet, nous cherchons à identifier les mêmes protéines 

et les mêmes mécanismes que ceux actuellement connus dans le noyau. Cette stratégie est peut-

être une erreur. Les mécanismes diffèrent peut-être légèrement ou ils sont réalisés par d’autres 

protéines. De plus, le nombre de protéines présentes dans la mitochondrie étant réduit comparé 

au noyau, des protéines déjà identifiées pourraient jouer plusieurs rôles. POLG, DNA2 assurent 

déjà des fonctions au sein de la réplication et du BER, on peut imaginer qu’il en est de même 

pour d’autres protéines. 

De quelle façon une cassure double-brin est-elle détectée au sein de l’ADN 

mitochondrial ? 

Aussi, au sein de la mitochondrie nous ignorons également comment se déroule la prise 

en charge des cassures double-brin. Dans le noyau, ces dommages sont reconnus et activent des 

voies de signalisation qui permettront la réparation. La reconnaissance et la prise en charge des 

cassures dans le noyau mettent en œuvre le remodelage de la chromatine. Dans la mitochondrie, 
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la reconnaissance des cassures est forcément différente car l’ADN mitochondrial n’est pas 

entouré d’histones. Il est pour autant probable qu’il existe un système de reconnaissance des 

cassures. Toute cette signalisation est donc à l’heure actuelle complètement inconnue. 

Néanmoins, la mitochondrie reconnaît a priori rapidement les lésions, car comme en témoigne 

une étude, 30 minutes après induction de dommages par un traitement à l’H202, des molécules 

linéaires sont déjà identifiées (Shokolenko et al. 2009).  

Pourquoi seule la mitoTALEN CD 5’ coupant près de la répétition proche de 

l’OL induit-elle la « Common Deletion » ? 

Nous avons construit différents couples de mitoTALENs dont plusieurs coupent près 

des répétitions de 13 bp qui entourent la « Common Deletion ». Pourtant, seules la mitoTALEN 

CD 5’ et son équivalent en TALEN nickase qui coupe uniquement le brin H, provoquent la 

formation de la « Common Deletion ». Est-il nécessaire que la réplication soit suffisamment 

avancée le long de la molécule pour qu’il y ait mésappariement des séquences de 13 bp et que 

la délétion se forme (Figure S1 de l’article) ? La première répétition de 13 bp étant proche de 

l’OH, la cellule décide-t-elle de stopper la réplication lors d’une cassure et de dégrader les 

molécules lorsque la réplication est seulement à peine initiée ? Ceci pourrait expliquer pourquoi 

uniquement la cassure proche de la répétition 5’ et non celle en 3’ peut permettre la formation 

de la délétion (Figure 4A de l’article). L’avancement de la réplication peut en effet être un 

argument car nos résultats montrent le rôle des protéines de réplication dans la formation de la 

délétion. 

 

Malgré cette idée, des mitoTALENs très proches de la mitoTALEN CD 5’ n’induisent 

pas la délétion, ce qui suggère qu’il y a vraiment une particularité au niveau de la séquence 

reconnue par la mitoTALEN CD 5’. La topologie de l’ADN mitochondrial joue peut-être un 

rôle, une structure particulière (courbure) ayant été relevée in vitro (Hou & Wei 1998). Les G-

quadruplexes pourraient aussi être des candidats de structure particulière qui favorisent la 

formation de délétions. En effet, l’inhibition de la protéine PIF-1, hélicase qui peut agir sur les 

G-quadruplexes, entraîne une augmentation de la formation de la « Common Deletion ». 

 De plus, nous savons que l’ADN mitochondrial ne possède pas de chromatine et se 

retrouve au niveau de structures nucléoïdes regroupant plusieurs copies de cet ADN très 

proches dans l’espace. Cependant nous ne disposons que de peu d’informations sur l’exacte 

organisation spatiale des molécules. En effet, on peut envisager l’existence de certains 
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rapprochements de séquences intra ou intermoléculaires susceptibles de favoriser et/ou 

stabiliser des structures particulières. Ces dernières pourraient faciliter l’appariement des 

séquences répétées 5’ et 3’ de 13 bp, induisant alors un saut de réplication avec pour 

conséquence la formation de la « Common Deletion ». L’absence de chromatine au sein de 

l’ADN mitochondrial pourrait influencer l’apparition des délétions. En effet, l’ADN 

mitochondrial n’étant pas protégé par des histones certaines régions sont peut-être plus 

exposées ou mieux protégées en cas de dommages. L’hypothèse suivante pourrait être avancée : 

la région ciblée par la mitoTALEN CD 5’ pourrait mieux tolérer la cassure et ne pas être 

immédiatement réparée ou dégradée, ce qui laisserait la possibilité d’induire un saut de 

réplication. Ainsi serait favorisée la formation de la délétion, contrairement aux autres 

séquences ciblées par les mitoTALENs. Selon la topologie d’une molécule d’ADN 

mitochondrial et de l’organisation des molécules d’ADN en nucléoïdes, des dommages dans 

certaines régions pourraient être plus facilement détectés/réparés contrairement à d’autres. Pour 

vérifier cette hypothèse, il est impératif de mieux appréhender les mécanismes de détection et 

de réparation des dommages à la mitochondrie et la topologie de son ADN. 

Pourquoi les taux de « Common Deletion » induite par la mitoTALEN CD 5’ 

restent-ils faibles comparés à ceux des patients ? 

Nos résultats ont permis d’induire la « Common Deletion » dans différentes lignées 

cellulaires humaines. Cependant nos données de quantification de la délétion par qPCR révèlent 

une fréquence d’environ 10-4 à 10-3 (« Common Deletion »/ADN mitochondrial (CD/12S)). Ces 

valeurs sont très faibles en comparaison des valeurs d’hétéroplasmie retrouvées chez les 

patients, les symptômes apparaissant à partir de 20% d’hétéroplasmie (Rossignol et al. 2003). 

Des cellules transfectées avec la mitoTALEN CD 5’ ont été gardées en culture durant un mois. 

Nous avons alors constaté que la fréquence de la « Common Deletion » augmentait au cours 

des premières semaines puis les cellules conservaient leurs molécules délétées à un taux 

constant (Figure 35). Ces résultats s’opposent à l’idée de plus en plus controversée que les 

molécules délétées possèdent un avantage réplicatif. En effet, si ces molécules de plus petites 

tailles possèdent un avantage réplicatif nous aurions dû constater une augmentation constante. 

Dans l’hypothèse où ces molécules présenteraient bien un avantage réplicatif, un mécanisme 

de régulation négative doit alors exister pour contrecarrer cet effet, ce qui permettrait à la cellule 

de tolérer une certaine quantité de délétions et de maintenir une valeur constante en « Common 

Deletion ».  
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sur la dégradation des molécules d’ADN mitochondrial après coupure double-brin nous ont 

conduit à élaborer une stratégie de double transfection. Nous avons donc après une première 

transfection avec la mitoTALEN CD 5’ pour induire la « Common Deletion » soit transfecté à 

nouveau avec la mitoTALEN CD 5’ afin de former la délétion sur les molécules encore intactes, 

soit transfecté avec la mitoTALEN CD IN afin d’éliminer les molécules WT. De façon 

intéressante, la double transfection qui donne les meilleurs résultats est celle effectuée avec les 

mitoTALENs CD 5’ puis CD IN. Nous avons ainsi pu obtenir des taux d’environ 5% de 

« Common Deletion ». Pour continuer d’augmenter l’hétéroplasmie, nous avons tenté de 

transfecter une troisième fois avec la mitoTALEN CD IN. Une semaine après transfection, nous 

avons quantifié la proportion de « Common Deletion ». Nos résultats de qPCR se sont révélés 

négatifs pour la détection de la délétion. Cette troisième transfection a donc entraîné la perte 

des copies délétées. Bien que les trois transfections aient été réalisées à des intervalles de 7 

jours, il est peu probable que la délétion soit perdue au cours du temps. De fait, nos précédentes 

expériences de cinétique avaient révélé que la délétion était maintenue au cours du temps et que 

les cellules doublement transfectées avaient elles aussi conservé leur degré d’hétéroplasmie 

(Figure 35). Une autre stratégie réalisée par nos collaborateurs a été de diminuer la quantité 

d’ADN mitochondrial avec un traitement au BET. Lorsque la quantité d’ADN mitochondrial 

avait diminué drastiquement, la « Common Deletion » était induite par la mitoTALEN CD 5’. 

Le but était d’obtenir la délétion sur la faible quantité d’ADN mitochondrial restante, puis que 

les molécules délétées soient répliquées lors de la levée du traitement au BET. Les résultats 

n’ont pas montré d’augmentation significative en « Common Deletion », les molécules WT 

sont redevenues majoritaires. L’ensemble de ces résultats suggèrent la présence d’un 

mécanisme de régulation des délétions par lequel les cellules semblent tolérer jusqu’à un certain 

seuil la présence de copies délétées puis les éliminent. 

Une question reste donc inexorable, que se passe-t-il alors chez les patients présentant 

des degrés d’hétéroplasmie beaucoup plus important que ceux obtenus par nos méthodes ? 

Certes, des protéines mutées telles que POLG et Twinkle, peuvent entraîner la formation de 

délétions ou de mutations, cependant, la mitochondrie semble posséder des acteurs régulant 

l’hétéroplasmie encore méconnus à ce jour. Ces mécanismes paraissent ne plus fonctionner 

chez ces patients, permettant ainsi l’émergence des copies endommagées et le début des 

symptômes. La connaissance de ces mécanismes constitue un enjeu majeur pour la recherche 

de thérapies adaptées aux maladies liées à des mutations/délétions de l’ADN mitochondrial.  
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Pourquoi le système CRISPR n’induit-il pas la délétion ? 

Nous avons tout d’abord utilisé les mitoTALENs pour cibler l’ADN mitochondrial. Peu 

de temps après les TALENs, le système de CRISPR/Cas9 est apparu. Une partie de ma thèse a 

été consacrée à tenter d’adapter le système CRISPR/Cas9 à la mitochondrie. Nous avons donc 

tenté d’induire la « Common Deletion » avec ce nouveau système. La difficulté de celui-ci était 

d’importer au sein de la mitochondrie à la fois la protéine et l’ARN. 

Nos différentes expériences ne nous ont pas permis d’induire la « Common Deletion » 

grâce à ce système. Nous avons donc essayé de mieux comprendre pourquoi il ne semblait pas 

fonctionner dans nos conditions. Notre hypothèse a été de vérifier si les deux acteurs, la 

mitoCas9 et le gARN étaient importés assez efficacement au sein de la mitochondrie pour 

obtenir un taux de coupure suffisant pour induire la « Common Deletion ». Nos résultats nous 

ont permis de conclure que le gARNmito perturbait l’adressage dans la mitochondrie de la 

mitoCas9. De plus, nos expériences de localisation du gARNmito ne nous ont pas permis de 

détecter avec certitude la présence de ce dernier dans la mitochondrie. 

La perturbation de l’import de la mitoCas9 en présence du gARNmito est intéressante, 

il pourrait y avoir une compétition dans l’import de la mitoCas9 et du gARNmito. Cela s’oppose 

à l’hypothèse recensée dans les publications, qui suppose que les voies d’import sont séparées 

pour les ARNs et les protéines.  

Le manque d’efficacité du système semble être la conséquence de la difficulté à importer 

les gARNs dans la mitochondrie. Bien que l’import des ARNs dans la mitochondrie ait déjà été 

couronné de succès dans plusieurs études, la méthode ne semble pas convenir pour les gARNs. 

Les publications faisant état de réussite pour l’import des ARNs étaient majoritairement des 

ARNt. La structure du gARN diffère peut-être trop de ces ARNt pour être efficacement importé 

(notamment le trackRNA présente une boucle ou les séquences sont appariées). Pour permettre 

son import, une stratégie pourrait être de s’inspirer des travaux de l’équipe de Numata (Chuah 

et al. 2016) et d’utiliser des peptides. Cette étude a permis l’import d’un ADN en utilisant un 

peptide de 30 acides aminés composé d’une partie MLS de 12 acides aminés provenant de la 

protéine COX4 pour l’import dans la mitochondrie puis d’une partie de 18 acides aminés 

composée de lysine et d’histidine pour la complexation avec l’ADN. Cette méthode pourrait 

peut-être aussi fonctionner avec de l’ARN. Globalement, une meilleure connaissance de la voie 

d’import des ARNs pourrait permettre d’optimiser les séquences d’import des ARNs. 
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Enfin pour augmenter encore l’efficacité d’import de la mitoCas9, il a été mis en 

évidence que certains MLS pouvait fonctionner pour certaines protéines et pas pour d’autres 

(Bacman et al. 2013). Pour augmenter l’import de la mitoCas9 à la mitochondrie, nous avons 

donc testé d’autres MLS que celui de SOD2 initialement utilisé : ceux de la malate 

déshydrogénase (MDH), de POLG et de TFAM, pour la mitoCas9 (laboratoire Agnel Sfeir). 

Cependant il n’a pu être mis en évidence une réelle augmentation de l’efficacité d’import de la 

mitoCas9 par rapport à notre construction initiale. 
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Conclusion 

 

Mon projet de thèse m’a permis de contribuer à une meilleure compréhension du 

mécanisme impliqué dans la formation de délétions retrouvées au sein de l’ADN mitochondrial 

mais également d’éclaircir le mode de réplication de ce dernier. 

 La mise au point de la technique de peignage moléculaire pour l’ADN mitochondrial 

nous a permis de conclure à l’utilisation du modèle de déplacement de brin proposé par Clayton 

lors de la réplication de l’ADN mitochondrial. Lorsque des protéines mutées sont identifiées 

chez des patients souffrant le plus souvent de pathologies sévères telles que des 

neuromyopathies, cet outil permettra d’étudier les conséquences sur la réplication. 

Afin de mieux appréhender la formation fréquente de délétions au sein de l’ADN 

mitochondrial, nos travaux se sont appuyés sur l’étude de la « Common Deletion ». Pour induire 

la délétion, nous avons utilisé des mitoTALENs, TALENs qui ciblent l’ADN mitochondrial. 

Nous avons également tenté d’adapter le système CRISP/Cas9 à la mitochondrie. Cet outil 

moins restrictif que les TALENs dans le choix des séquences cibles aurait pu donner 

l’opportunité de compléter nos travaux afin de mieux comprendre la prise en charge des 

cassures double-brin. Malheureusement, la tentative d’adaptation de ce système à la 

mitochondrie a échoué. 

Grâce à une des mitoTALENs, nous sommes ainsi parvenus à induire la délétion puis à 

étudier des protéines participant à sa formation. Notre stratégie a consisté à inhiber des protéines 

candidates de la réparation et de la réplication. Seules les protéines de réplication se sont avérées 

modifier la quantité de « Common Deletion ». Nous avons ainsi identifié les protéines POLG, 

mtSSB, Twinkle, DNA2, PIF-1, MGME1 et la DNA LIGASE 3. Ces résultats semblent 

suggérer d’une part que cette délétion se forme après une réparation défectueuse lorsque la 

molécule d’ADN est en cours de réplication et d’autre part que la mitochondrie ne répare pas 

les cassures double-brin grâce à l’utilisation des voies du NHEJ, alt-NHEJ et de la 

recombinaison homologue, contrairement à ce qui se passe dans le noyau. De plus, nous avons 

observé que l’induction de cassures double-brin entraînait une diminution drastique en ADN 

mitochondrial, renforçant comme préalablement évoqué, un mécanisme de dégradation en cas 

de dommages. Ma thèse a donc conduit à une meilleure compréhension des mécanismes de 

réparation et de réplication présents dans la mitochondrie. Néanmoins, il parait essentiel de 
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compléter ses observations car les modifications de l’ADN mitochondrial sont impliquées dans 

un nombre important de pathologies sévères dont des cancers. A l’heure actuelle, nous ne 

possédons pas chez l’Homme de stratégie thérapeutique efficace pour modifier les degrés 

d’hétéroplasmie responsables de leur survenue. Néanmoins l’élimination in vitro de mutations 

comme celle à l’origine du syndrome NARP ou l’arrêt spécifique de réplication des molécules 

mutées responsable du syndrome MERF suscitent beaucoup d’espoir pour l’élaboration de 

nouvelles thérapies. La proposition de nouveaux traitements passera par une meilleure 

compréhension de la réparation et de la réplication et des mécanismes contrôlant la régulation 

de l’hétéroplasmie. 
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Annexes 

I. Matériel et méthodes 

1) Préparation des gARNs par transcription in vitro 

Les différents gARNs (avec ou sans signaux d’adressage pour la mitochondrie) sont 

préparés par PCR à partir du plasmide codant pour le gARNmito (Loop et 3’UTR). La PCR est 

réalisée avec la polymérase Phusion (New England Biolabs) avec le programme suivant de 35 

cycles : 98°C 30s, 98°C 10s, 60°C 30s, 72°C 15s, 72°C 10min, RT ¥. Les produits de PCR sont 

ensuite précipités et resuspendus dans de l’H20 (RNAse free). Les primers utilisés sont les 

suivants : 

Primer Séquence 

Loop Forward GAAATTAATACGACTCACTATAGGGTCTCCCTGAGCTTCAGGGAG 

Pas de loop Forward GAAATTAATACGACTCACTATAGGGATTGTGGGGGCAATGAATGA

AGCGGTT 

3’UTR Reverse AAAAAAGTGGTCCTGATGGAAGAG 

Pas de 3’UTR Reverse AAAAAACCTCGAGAAGCTTAATAAACG 

 

Les différentes séquences des gARNs obtenus par PCR sont présentées ci-dessus : le 

promoteur T7 est en rouge, la loop en rose, la séquence du guide en vert, le trackARN en violet 

et le 3’UTR en orange. 

Nom du gARN Séquence 

Pas de loop-

gARN-pas de 

3’UTR 

TAATACGACTCACTATAGGGATTGTGGGGGCAATGAATGAAGCGGTTGTAG

CTCCCTTTCGAAAGAACCGTTGCTACAATAAGGCCGTCTGAAAAGATGTGC

CGCAACGCTCTGCCCCTTAAAGCTTCTGCTTTAAGGGGCATCGTTTATTAAG

CTTCTCGAGGTTTTTTTT 

Loop-gARN-pas 

de 3’UTR 

TAATACGACTCACTATAGGGTCTCCCTGAGCTTCAGGGAGCGTCTCGACAC

ATTGTGGGGGCAATGAATGAAGCGGTTGTAGCTCCCTTTCGAAAGAACCGT

TGCTACAATAAGGCCGTCTGAAAAGATGTGCCGCAACGCTCTGCCCCTTAA

AGCTTCTGCTTTAAGGGGCATCGTTTATTAAGCTTCTCGAGGTTTTTTTT 

Pas de loop-

gARN- 3’UTR 

TAATACGACTCACTATAGGGCGTCTCGACACATTGTGGGGGCAATGAATGA

AGCGGTTGTAGCTCCCTTTCGAAAGAACCGTTGCTACAATAAGGCCGTCTG

AAAAGATGTGCCGCAACGCTCTGCCCCTTAAAGCTTCTGCTTTAAGGGGCA

TCGTTTATTAAGCTTCTCGAGGCAGAAGAAGTGACGGCTGGGGGCACAGTG

GGCTGGGCGCCCCTGCAGAACATGAACCTTCCGCTCCTGGCTGCCACAGGG

TCCTCCGATGCTGGCCTTTGCGCCTCTAGAGGCAGCCACTCATGGATTCAAG

TCCTGGCTCCGCCTCTTCCATCAGGACCACTTTTTTTTT 
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Loop-gARN- 

3’UTR 

TAATACGACTCACTATAGGGTCTCCCTGAGCTTCAGGGAGCGTCTCGACAC

ATTGTGGGGGCAATGAATGAAGCGGTTGTAGCTCCCTTTCGAAAGAACCGT

TGCTACAATAAGGCCGTCTGAAAAGATGTGCCGCAACGCTCTGCCCCTTAA

AGCTTCTGCTTTAAGGGGCATCGTTTATTAAGCTTCTCGAGGCAGAAGAAGT

GACGGCTGGGGGCACAGTGGGCTGGGCGCCCCTGCAGAACATGAACCTTCC

GCTCCTGGCTGCCACAGGGTCCTCCGATGCTGGCCTTTGCGCCTCTAGAGGC

AGCCACTCATGGATTCAAGTCCTGGCTCCGCCTCTTCCATCAGGACCACTTT

TTTTTT 
 

 

La transcription in vitro est réalisée O/N à 37°C à partir des différents produits de PCR 

en utilisant le kit Hiscribe T7 High Yield kit (New England Biolabs). Le lendemain, les 

transcrits sont traités pendant 30 min at 37°C avec la Murine RNase Inhibitor (NEB) et la 

DNase I (NEB). Les ARNs sont ensuite purifiés grâce au kit Microelute RNA clean UP kit 

(Omega Biotek). Avant d’être chargés sur gel, les ARNs sont mis dans du bleu de charge 

contenant du Formaldehyde/formamide et chauffé 2 minutes à 90°C puis laissés une minute 

dans la glace. Ils sont ensuite chargés sur un gel agarose 3%, MAE 1X. 

2) Expérience de coupure in vitro 

La Cas9 et l’ARN du gARN sont incubés 30 minutes à 37°C dans un tampon A (Hepes-

NaOH 20mM pH 7.5, KCl 150mM, BSA 0,1 mg/mL, DTT 1mM).La  stoechiométrie utilisée 

pour la Cas9/gARN est 1, 5 : 1 en présence de 5 nM d’ADN cible. La réaction est stoppée en 

ajoutant un tampon B (Protéinase K 55U/mL, RNase A (Dnase free) (1,4µg/µL), sucrose 50%), 

le mélange est incubé pendant 30 minutes à 37°C. Les échantillons sont ensuite chargés sur un 

gel agarose 1%. 

 

3) Expériences avec les siARN RAD52 et PARP-1 

Les expériences sont réalisées dans les conditions publiées. 

Les siARNs utilisés sont : 

siARN Référence ou séquence 

siRAD52  Dharmacon, référence : L-011760-00-0005 
 

siPARP-1 A GAUAGAGCGUGAAGGCGAATT  

siPARP-1 B GCCUCCGCUCCUGAACAAUTT      

 
Les anticorps utilisés sont : 

Protéine Référence de l’anticorps 

RAD52 Rad52 (F-7) Santa Cruz Biotechnology 

PARP-1 PARP Antibody #9542, cell signaling 
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Abréviations 

ADN : acide désoxyribonucléique  

ARN : acide ribonucléique 

AFM : microscopie à force atomique 

ATP : adénosine triphosphate 

bp : paire de bases 

C terminal : carboxy terminal 

EcTopoA : topoisomérase A d’Escherichia coli  

hTopoI : topoisomérase IB humaine 

hTopoImito : topoisomérase IB humaine forme mitochondriale 

hTopo2a :  topoisomérase humaine 2a 

hTopo2b :  topoisomérase humaine 2b 

hTopo3a :  topoisomérase humaine 3a 

hTopo3b :  topoisomérase humaine 3b 

Lk : indice d’enlacement 

RMI1 : RecQ-mediated genome instability  

RMI2 : RecQ-mediated genome instability  

SDS-PAGE : sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis  

Tw : twist  

Wr : writhe  

WT :  Wild Type
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par la topologie de l’ADN. Par exemple, dans le cas des nucléosomes, ils révèlent une sensibilité 

à la torsion de l’ADN (Seol & Neuman 2016). Il est donc important d’avoir des outils, sondes 

chimiques ou protéiques, pour détecter des changements de structure au sein de l’ADN. 

Afin de mieux appréhender les modifications de structure lors du changement de 

topologie, in vitro, certaines molécules chimiques ou protéines permettent la détection de zones 

de simple ou de double-brin. C’est notamment, le cas pour la DNAseI qui coupe 

préférentiellement l’ADN double-brin et les zones flexibles de l’ADN (Heddi et al. 2010) ou 

encore la nucléase SI qui reconnaît en particulier des zones simple-brin (Kohwi-Shigematsu et 

al. 1983). Des sondes chimiques peuvent aussi être utilisées, tels que le bromoacétaldehyde  

reconaîssant des bases A et C désappariées (Kohwi-Shigematsu et al. 1983) ou encore le 

diméthyl sulfate et le permanganate de potassium (Borowiec et al. 1987).  

L’étude de la topologie des acides nucléiques en présence ou non de protéines ou de 

molécules qui l’influencent se fait grâce à des techniques telles que l’électrophorèse, la 

microscopie électronique (Stros et al. 2007), la microscopie à force atomique (AFM) (Qian et 

al. 2015) ou encore la cristallographie (Parkinson et al. 2002) (Chenoweth & Dervan 2009). 

Des études en « molécule unique » utilisent des substrats linéaires avec des billes aimantées à 

leurs extrémités. Les aimants permettent d’exercer des contraintes plus au moins fortes. Les 

déformations de l’ADN par exemple en présence de topoisomérases sont alors quantifiées 

(Charvin et al. 2005) (Seol et al. 2015). 

II. Les protéines qui agissent sur la topologie de l’ADN : les 

topoisomérases 

Les topoisomérases ont été identifiées comme étant les acteurs clés pour résoudre les 

problèmes de topologie. Ces enzymes furent découvertes pour la première fois découvertes 

chez E. coli dans les années 1970 (Wang, 1970). Il a été démontré que les topoisomérases sont 

impliquées dans la réplication de l’ADN, la transcription, la recombinaison, la ségrégation des 

chromosomes et l’instabilité génétique (Pommier et al. 2016). Les fonctions des topoisomérases 

ne seront pas détaillées plus amplement dans ma thèse. 

Chez l’Homme, six topoisomérases sont recensées : la hTopoI (famille IB), la 

hTopoImit (famille IB), la hTopo3a (famille IA), la hTopo3b (famille IA), la hTopo2a (famille 

2A), la hTopo2b (famille 2A). 
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1) Présentation des différentes familles de topoisomérases 

Pour résoudre ces contraintes topologiques au sein de l’ADN, les topoisomérases 

possèdent une activité enzymatique qui se décompose en trois grandes étapes : 1- Clivage 

transitoire de l’ADN avec établissement d’un lien covalent entre l’enzyme et une des extrémités 

de l’ADN, 2- Changement de topologie, 3- Religation de l’ADN (Champoux 2001). Les 

topoisomérases coupent l’ADN grâce à une attaque nucléophile. Celle-ci est réalisée par 

l’oxygène de la tyrosine catalytique de l’enzyme sur un groupement phosphate du squelette de 

l’ADN. Il se forme ainsi une liaison phosphotyrosyle entre l’enzyme et l’ADN (Figure 5). Après 

le changement de topologie et afin de refermer la coupure dans l’ADN, une attaque nucléophile 

se fait à nouveau. Elle est réalisée, cette fois-ci, par l’oxygène de l’extrémité du brin clivé qui 

attaque la liaison phosphotyrosyle du complexe covalent topoisomérase-ADN (Figure 5B). 

Bien que toutes les topoisomérases fonctionnent selon un mécanisme en 3 étapes : 

(incision, changement de topologie, religation), elles sont séparées en familles et en sous-

familles selon plusieurs critères : 

1. le nombre de brins d’ADN qu’elles clivent (un ou deux),  

2. le mécanisme de changement de topologie (mécanisme de passage de brin au travers 

de la cassure ou de rotation contrôlée d’une partie du duplexe d’ADN autour de la liaison 

phosphodiester intacte opposée à la cassure), 

3. l’extrémité de l’ADN qui établit le lien covalent avec la tyrosine catalytique (3’ ou 

5’), 

4. la dépendance en Mg
2+

 et en ATP des enzymes 

5. les homologies de séquences.  

 

Les topoisomérases de classe I coupent un seul brin de l’ADN et n’utilisent pas d’ATP 

pour modifier la topologie de l’ADN. Grâce à des comparaisons de mécanismes d’action et de 

séquence, elles ont été réparties en 3 sous-familles : IA, IB et IC. Les topoisomérases de la 

famille IA sont dépendantes du magnésium (Mg
2+

). Elles se lient à des régions simple-brin de 

l’ADN double-brin (elles ont en effet peu d’affinité pour l’ADN double-brin). Après coupure 

du brin d’ADN par l’attaque nucléophile de la tyrosine catalytique de l’enzyme, elles établissent 

un lien covalent avec l’extrémité 5’ du brin clivé (Figure 5). Le second brin de l’ADN peut 

alors passer à travers la brèche préalablement créée. C’est donc par un mécanisme de passage 

de brin que la topologie de l’ADN est modifiée. Après le passage de brin, la religation met en 
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composée des topoisomérases II bactériennes et humaines alors que la sous-famille IIB 

regroupe uniquement une topoisomérase archéenne. 

 

2) Les topoisomérases comme cible thérapeutique 

Les êtres vivants nécessitent la présence d’au moins une topoisomérase pour être 

viables. Par conséquent, cette protéine est une cible thérapeutique antibactérienne et antivirale, 

une topoisomérase étant aussi présente dans la famille des poxvirus. De plus, chez l’Homme, 

les topoisomérases étant impliquées dans tous les mécanismes cellulaires, elles ont été 

rapidement ciblées par les stratégies anticancéreuses (Ashour et al. 2015). 

Dans la catégorie des anticancéreux, la camptothécine et ses dérivés sont utilisés comme 

anticancéreux, ils ciblent la topoisomérase IB tandis que les étoposides, anthracyclines 

(doxorubicine, daunorubicine), et le mitoxantrone ciblent les topoisomérases IIA. Concernant 

les antibiotiques, les molécules de la famille des quinolones et aminocoumarines inhibent les 

topoisomérases bactériennes de type II (Pommier et al. 2010). 

III. Les tests in vitro et leurs lacunes pour l’étude des topoisomérases 

Depuis plusieurs années, des partenaires des topoisomérases ont été identifiés. C’est par 

exemple le cas pour la hTopo3a qui interagit avec les protéines RMI1 et RMI2, mais leurs 

fonctions ne sont pas encore bien élucidées (Mankouri & Hickson 2007). Les tests in vitro 

peuvent donc apporter des réponses afin de mieux comprendre l’influence des protéines 

partenaires sur l’activité de la topoisomérase et/ou permettre de caractériser le mécanisme 

d’action de nouvelles topoisomérases (le type de topologie sur laquelle elle peut agir (supertours 

positifs, négatifs), capacité à décatener, mécanisme de rotation libre ou non, etc…).  

De surcroit, les topoisomérases étant des cibles thérapeutiques, de nouvelles molécules 

peuvent être testées dans un premier temps par des tests in vitro. Ces tests doivent permettre de 

décortiquer les mécanismes d’action de ces molécules et d’identifier par quels moyens elles 

inhibent la relaxation, par exemple en stabilisant le complexe covalent. En effet, bloquer le 

complexe covalent va créer des cassures dans l’ADN, et/ou bloquer des fourches de réplication 

qui pourront entraîner la mort cellulaire.  

Initialement, les substrats utilisés pour les études in vitro sont des plasmides ou des 

oligonucléotides afin de tester la relaxation, l’incision, la présence du complexe covalent 

(Depew et al. 1978). Les tests de relaxation sont réalisés sur des plasmides tandis que les tests 
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d’incision et de religation utilisent les oligonucléotides. La visualisation du complexe covalent 

a pu être obtenue grâce à des plasmides et des oligonucléotides (Tse et al. 1980). Ces études 

permettent, par exemple, de comparer une topoisomérase WT avec des protéines mutantes 

(Cheng et al. 2005). 

Ces différentes méthodes ont néanmoins quelques limites. La principale lacune réside 

dans le fait que ces tests ne permettent pas de quantifier toutes les étapes de la relaxation en une 

expérience. En effet, lors de la relaxation sur plasmides, seuls les topoisomères obtenus sont 

observables. Concernant le complexe covalent, il a pu être visualisé par centrifugation en 

chlorure de césium en utilisant des plasmides mais les conditions expérimentales ne 

permettaient pas l’étude de la relaxation en parallèle (Champoux 1977). Dans le cas où les 

oligonucléotides sont utilisés, seule les étapes d’incision et/ou de religation sont analysables. 

Le complexe covalent peut aussi être visualisé lors de ces étapes par SDS-PAGE (Tse-Dinh 

1986) (Cheng et al. 2005).  

Bien qu’ils puissent être marqués et ainsi permettre la quantification de réactions 

biochimiques, les oligonucléotides manquent cruellement de ressemblance avec un substrat 

physiologique de topoisomérases car ils ne présentent aucune contrainte topologique. La 

relaxation est donc impossible sur ce genre de substrats, ce qui les rend contestable pour l’étude 

des topoisomérases. Concernant les plasmides, ils ont l’avantage de posséder une topologie, 

mais leurs grandes tailles présentent un manque de sensibilité. En effet, tous les topoisomères 

obtenus lors de la relaxation ne sont pas séparables et la visualisation du complexe covalent 

n’est pas possible dans les conditions physiologiques de relaxation. Le complexe covalent sur 

plasmides a pu être observé mais les conditions utilisées dans ces études n’étaient pas des 

conditions physiologiques de relaxation car une proportion très importante de forme d’ADN 

possèdant une brêche et de forme relâchée était présente.  

 

À l’heure actuelle, les études in vitro ne disposent pas de substrats qui permettent 

d’observer globalement toutes les étapes du mécanisme d’action des topoisomérases et de les 

quantifier. 
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Le projet de thèse 

Mon projet de thèse a eu pour finalité de mettre au point et de valider un nouveau modèle 

d’étude in vitro pour les topoisomérases.  

Les objectifs de ce projet étaient :  

i) De proposer un système qui permet d’étudier et de quantifier la relaxation de 

topoisomérases notamment de la famille I et en même temps de pouvoir visualiser 

leur incision, le complexe covalent et leur religation. Pour cela, des petits cercles 

d’ADN de 235 bp radioactivement marqués, appelés « minicercles » ont été utilisés. 

La petite taille de ces cercles permet de discriminer des substrats libres ou liés à des 

protéines et la radioactivité permet une grande sensibilité de détection des différents 

espèces produites pendant la relaxation.  

ii) De fabriquer des substrats de topologie différentes qui permettent d’observer des 

différences d’affinités pour les topoisomérases et d’apporter des réponses sur la 

topologie de ces minicercles. 

La première partie de ce travail proposant un nouveau modèle d’étude in vitro pour les 

topoisomérases l a été publiée dans la revue Scientific Report en Août 2015. Concernant la 

seconde partie du projet qui consistait à mieux comprendre la topologie des minicercles, j’ai 

initié l’étude en testant l’effet du calcium et du magnésium sur les minicercles. Le travail a été 

poursuivi par Emmanuelle Delagoutte et le manuscrit est actuellement en cours de préparation. 

  



 151 

Résultats 

I. Article 1 : « Use of double-stranded DNA mini-circles to characterize the 

covalent topoisomerase-DNA complex » 

Ce travail avait pour but de proposer un modèle d’étude in vitro pour les topoisomérases 

à l’aide de minicercles d’ADN. 

Nous avons utilisé des minicercles de 235 bp avec un Lk relatif de 0 à -6. Ils nous ont 

permis d’étudier l’activité de relaxation de deux topoisomérases commerciales, la 

topoisomérase IA d’E. coli, la EcTopoI et la topoisomérase IB de thymus de veau, la ctTopoI 

sur les 7 topoisomères obtenus. Ces substrats se sont révélés être bien adaptés aux 

topoisomérases puisque nous avons pu observer et quantifier des différences de produits de 

relaxation finale pour ces deux enzymes. Ces différences sont corrélées au fait que ces deux 

topoisomérases appartiennent à des familles différentes et ne possèdent pas le même mécanisme 

d’action. Nos différentes conditions de gels et d’électrophorèse nous ont aidé à visualiser 

l’étape de complexe covalent lors de la réaction de relaxation. L’utilisation de camptothécine, 

inhibiteur de topoisomérase IB, a montré un enrichissement en complexe covalent pour la 

ctTopoI, ce qui renforce l’intérêt de notre modèle pour tester des molécules de type « poison », 

c’est à dire qui stabilise le complexe covalent.       
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Use of double-stranded DNA mini-

circles to characterize the covalent 

topoisomerase-DNA complex
Armêl Millet, François Strauss & Emmanuelle Delagoutte

The enzymatic DNA relaxation requires the DNA to be transiently nicked and rejoined, the covalent 

topoisomerase-DNA complex being a key intermediate of the nicking-joining reaction. Practically, 

this reaction is most often characterized by oligonucleotides. However, the incision-religation of 

an oligonucleotide does not fully recapitulate the incision-religation occuring during relaxation 

and the preferred substrate for such reaction characterization is supercoiled DNA. We therefore 

developed a method that used radiolabeled supercoiled DNA mini-circles to characterize the 

covalent enzyme-DNA complex formed during a relaxation reaction. Resolution of the relaxation 

products under diferent conditions permitted to quantify the proportion of covalent complex formed 
during the relaxation catalyzed by two topoisomerase models, the Escherichia coli topoisomerase 

I and the calf thymus topoisomerase I. As expected, the covalent complex formed with the calf 

thymus topoisomerase I was signiicantly enriched by camptothecin, a widely-used inhibitor of this 
topoisomerase, and a salt jump permitted the multiple topoisomerases trapped per mini-circle to 

complete the reaction cycle. The identiied positions of the camptothecin-induced incision sites 
were shown to be independent of the linking number and the substrate circular nature Overall, our 

results demonstrate that supercoiled mini-circles constitute a powerful and polyvalent substrate to 

characterize the mechanism of action of novel topoisomerases and inhibitors, including the incision-

religation reaction.

Topoisomerases are essential enzymes whose function is to regulate cellular DNA supercoiling and to 
solve topological problems associated with the manipulation of DNA (for reviews on DNA topoisomer-
ases see1–6). he replication, transcription, repair, recombination or chromatin remodeling machineries 
indeed modify the DNA topology locally inducing positive or negative supercoils and create interme-
diates of complex topology, such as knots, catenanes or hemicatenanes that can become toxic if let 
unresolved. To modulate the topology of the DNA, topoisomerases start by nicking the sugar-phosphate 
backbone of the DNA, establishing a covalent bond with the DNA. From this nicked intermediate, either 
a strand passage takes place with a DNA strand passing through the break or a controlled rotation occurs 
with the rotation of the DNA duplex not covalently attached to the enzyme around the phosphodi-
ester bond opposite the nick. At the end of these processes, the DNA backbone is resealed, the enzyme 
released, and the DNA global topology has been modiied.

he classiication of topoisomerases into families is based on the number of strands of the duplex 
DNA that are broken during the enzymatic reaction. Topoisomerases of family I break one strand of the 
duplex DNA whereas topoisomerases of family II introduce two breaks, one on each strand of the duplex 
DNA. Both families have been further divided into subfamilies (IA, IB, IC and IIA and IIB), depending 
on the polarity of the DNA end that is linked to the topoisomerase, the mechanism used to relax DNA, 
and the primary sequence of the protein. Topoisomerases of family IA, IIA and IIB change the topology 
by a strand passage mechanism whereas those of family IB and IC use a controlled rotation mechanism.
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he covalent bond between the topoisomerase and the DNA is established between the lateral chain 
of the catalytic tyrosine in the protein and the 3′ -phosphate (in the case of topoisomerases IB and IC) 
or the 5′ -phosphate (in the case of topoisomerases IA and II) of the DNA. he resulting covalent com-
plex is a short-lived species but its half-life time, which depends directly on the relative rates of the 
nicking-closing reactions, can be altered by drugs, such as camptothecin that decreases the joining rate7,8 
or by protein partners of topoisomerases as suggested for the RecQ Mediated Instability 1 (RMI1) pro-
tein partner of the human topoisomerase III alpha9 and the yeast RMI1 homolog10. For the cell, the 
consequences of altering the relative rates of the nicking and joining reactions of a topoisomerase can 
be dramatic as exempliied by the cytotoxic efect of camptothecin or its derivatives (for reviews on the 
IB family of topoisomerase inhibitors see11,12).

Several types of substrates have been used to trap and characterize the covalent complex. he method 
based on plasmids relied on the fact that a nucleoprotein complex exhibited a lower buoyant density 
than free DNA when sedimented at equilibrium on an alkaline cesium chloride gradient13,14. However, 
the conditions of relaxation were not optimal for relaxation since they promoted the accumulation 
of nicked DNA instead of relaxed plasmids as inal products13,14. Other pioneer assays using ss DNA 
of various lengths permitted to characterize the covalent complex formed with type IA topoisomer-
ases15–17. Recently, procedures relying on the use of oligonucleotides have been developed to elucidate the 
mechanism of action of topoisomerase drugs and to facilitate comparison of the eiciency of diferent 
drugs in stabilizing the covalent complex18. Over the past decade, mutations of the Yersinia pestis and 
Escherichia coli Topoisomerase I have been isolated19, and the stabilization of the covalent complex by 
these point mutations has been inferred from the high level of cleaved oligonucleotides generated by 
these mutants20–22.

Whereas all these approaches using oligonucleotides are undoubtedly very valuable and have been 
very helpful in elucidating the mechanism of action of topoisomerases and their inhibitors, it is neverthe-
less worth noticing that the incision and religation of oligonucleotides do not fully recapitulate the nick-
ing and closing reactions that occur during a relaxation reaction since no strand passage or controlled 
rotation takes place with such substrates. It may indeed well be that the relative kinetic of the incision and 
religation reactions be modulated by the strand passage step in the case of the topoisomerases of family 
IA and II or the swiveling step in the case of the topoisomerases of family IB. Our goal was therefore to 
develop a quantitative method that used the preferred and natural substrate of the nicking-joining reac-
tion, i.e. supercoiled DNA, to characterize these two coupled steps of the topoisomerase-catalyzed relax-
ation reaction. Such method should also permit to estimate the proportion of covalent complex during 
a relaxation reaction, since topoisomerase mutations, topoisomerase protein partners and topoisomerase 
inhibitors may alter this proportion. As an alternative to plasmids, double-stranded DNA mini-circles 
(dsMCs) might represent the ideal relaxation substrate for such a study due irst, to their small size 
permitting the resolution of all relaxation intermediates, including the covalent complex, and second, to 
the possibility of radiolabelling them, thus conferring a high detection sensitivity and a reliable quanti-
ication aspect to the method. We therefore prepared dsMCs of 235 base pairs (bps) and used them to 
characterize the covalent complex of two topoisomerase models, the Escherichia coli TopoI (Ec TopoI) 
of the IA family of topoisomerases and the calf thymus TopoI (Ct TopoI) of the IB family. Altogether, 
our results demonstrate that dsMCs are usable to resolve and isolate the covalent  topoisomerase-DNA 
complex and therefore suitable to characterize the nicking-joining reaction of any DNA topoisomerase 
under various conditions (in the presence of protein partners or inhibitors, with mutant topoisomerases, 
etc.) Our method represents an improvement in the ield of DNA topoisomerases since the coupled 
nicking-joining reaction is examined with the preferred and natural substrate of relaxation.

Results
Relaxation activity of the Ct TopoI and Ec TopoI on dsMCs. Seven topoisomers with relative 
linking numbers ranging from 0 to − 6 (labeled in what follows Ti where i =  relative linking number) 
were prepared (Supplementary Fig. 1 and Online Methods) and used to accurately assay the relaxation 
activity of two topoisomerase models, the Ct TopoI and the Ec TopoI (Supplementary Figs. 2, 3). he Ct 
TopoI and Ec TopoI eiciently relaxed the topoisomers with relative linking numbers ≤  − 2. he inal 
reaction products were T0 and T+1 for Ct TopoI and T−1 for Ec TopoI. he Ec TopoI had no activity on 
T−1 and T0 whereas the Ct TopoI had a strong and moderate activity on T−1 and T0, respectively.

Visualization of a covalent complex during the relaxation of dsMCs by the Ct TopoI. he 
relaxation reaction involves the formation of a covalent topoisomerase-DNA complex. his interme-
diate is a short-lived species but during the incision of an oligonucleotide or longer ss DNA it can 
nevertheless be irreversibly trapped by adding SDS15,16. Since the incision of an oligonucleotide is not a 
perfect mimic of the incision reaction taking place during plasmid relaxation, we investigated whether 
the covalent complex could also be trapped during the relaxation of dsMCs. he relaxation of dsMCs by 
the Ct TopoI was then performed at 37 °C over a 10 min period, ater which SDS was added to trap the 
covalent complex and stop the reaction. he sample was next split into two, with one half being treated 
with proteinase K, the other half not. Both samples were then analyzed by gel electrophoresis under 
several gel conditions.



www.nature.com/scientificreports/

3Scientific RepoRts | 5:13154 | DOi: 10.1038/srep13154

Complexes with Ct TopoI covalently linked to DNA could be detected on an agarose gel under native 
conditions (Fig. 1a, lane 7). he eiciency of the SDS treatment to trap the protein covalently linked to 
dsMCs was estimated by comparing the percentage of protein-DNA complexes formed in the presence or 
absence of SDS. he results indicate that SDS could convert nearly 40% of the Ct TopoI bound to DNA 
into a covalent complex (Fig. 1a, compare lanes 3 and 7).

As the agarose gel did not resolve the diferent protein-free DNA species (topoisomers and nicked 
dsMCs), the reaction products were analyzed on polyacrylamide gels. In theory, the proteinase K treat-
ment should make the radiolabeled species corresponding to the covalent complex disappear. A concom-
itant enrichment of either (i) linear 235 nucleotide (nt)-long DNA if the sample is fully denatured before 
electrophoresis, or (ii) nicked plasmid if the sample is not denatured, should be measured. SDS-PAGE 
revealed radiolabeled material that was sensitive to proteinase K treatment (Fig. 2, compare lanes 8 and 
9, arrows 1–2) and a noticeable enrichment of linear DNA upon proteinase K treatment (Fig. 2, compare 
lanes 8 and 9, arrow labeled “lin.”). Among the two radiolabeled bands sensitive to proteinase K treat-
ment, one of them had an apparent molecular mass close to that of the Ct TopoI-DNA covalent complex 

Figure 1. Relaxation of a mixture of the topoisomers T
−4 and T

−5 analyzed on an agarose gel under 

native conditions. (a) Relaxation was performed with the Ct TopoI at a concentration of 18.75 mU µ L−1 

(≈ 0.2 nM) as described in the methods section. Ater 10 minutes of incubation at 37 °C, SDS was added 

to the reaction mixtures to irreversibly trap the Ct TopoI covalently bound to DNA (lanes 5–8). Ater the 

SDS treatment, the samples were treated with proteinase K (Prot K) to conirm the presence of proteins in 

the retarded bands (lanes 2, 4, 6 and 8). he % of proteins engaged in a complex with dsMCs is indicated; 

(b) Relaxation was performed with the Ct TopoI at a concentration of 18.75 mU µ L−1 (≈ 0.2 nM) in the 

presence of camptothecin (inal concentration, 10 µ M) as described in the methods section. Ater 10 minutes 

of incubation at 37 °C, SDS was added to the reaction mixtures to irreversibly trap the Ct TopoI covalently 

bound to DNA (lanes 3 and 4). Ater the SDS treatment, the samples were treated with proteinase K (Prot K) to 

conirm the presence of proteins in the retarded bands (lanes 2 and 4).
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(Fig. 2, lane 8, arrow 2, ≈ 170 kDa). he other species (Fig. 2, lane 8, arrow 1) was trapped at the interface 
between the resolving and the stacking gel (S/R). When samples were analyzed on chloroquine-containing 
polyacrylamide gels under native (Supplementary Fig. 4a) or denaturing (Supplementary Fig. 4b) condi-
tions, a similar enrichment of nicked DNA (Supplementary Fig. 4a, compare lanes 7 and 8) or linear 235 
nt-long DNA (Supplementary Fig. 4b, compare lanes 7 and 8) was observed. Under such gel conditions, 
the high molecular weight species that was sensitive to proteinase K treatment (Supplementary Fig. 4a, 
b, arrow 1) could not penetrate into the gel. he results of these experiments demonstrate that a small 
amount of the Ct TopoI covalently linked to DNA could be detected during the relaxation of dsMCs.

Enrichment in the covalent complex in the presence of camptothecin. To conirm that the 
covalent complex isolated during the relaxation of dsMCs was indeed the covalent complex involved in 
the reaction cycle of topoisomerases, we characterized the proteinase K-sensitive species in the presence 
of camptothecin, a topoisomerase drug known to inhibit relaxation by slowing down the rejoining reac-
tion and thus stabilizing the covalent complex11,12. Trapping of the Ct TopoI in a covalent complex with 
dsMCs in the presence of camptothecin could be visualized on an agarose gel under native conditions 
(Fig. 1b). his trapping reaction was highly eicient as all DNA became engaged in a covalent complex 
(Fig.  1b, lane 3). Furthermore, SDS-PAGE revealed irst, that the relaxation was eiciently inhibited 
by camptothecin as T0 and T+1 represented less than 10% of the radiolabeled species (Fig. 2, lane 10). 

Figure 2. Visualization of the covalent Ct TopoI-DNA complex. Relaxation assay analyzed by SDS-PAGE. 

he relaxation of topoisomer T
−3 by the Ct TopoI (at a inal concentration, 18.75 mU µ L−1 (≈ 0.2 nM)) was 

performed in the absence (lanes 8 and 9) or in the presence of camptothecin (CPT) at a inal concentration 

of 10 µ M (lanes 10–13) as described in the methods section. Ater 10 minutes of incubation at 37 °C, SDS 

was added to the reaction mixtures to irreversibly trap the Ct TopoI covalently bound to DNA (lanes 8–13). 

When indicated, the samples were next treated with proteinase K (Prot K) (lanes 9, 11 and 13). Lanes 12 

and 13, NaCl was added to the samples prior to SDS and proteinase K treatments. Lane 1, linear 235 nt-

long fragment; lane 2, denatured nicked dsMCs; lane 3, topoisomer T0; lane 4, topoisomer T
−1; lane 5, 

topoisomer T
−2; lanes 6 and 7, samples were treated as in lanes 8 and 9, respectively, except that no enzyme 

was added. S/R, limit between the resolving and the stacking gel. lin., linear. cir., circular. Arrows 1, 2, 3, 4 

and 5 on the right side of the gel point to proteinase K-sensitive material. he bracket on the right side of 

the gel represents DNA species that migrate faster than the linear 235 nt-long fragment. Numbers 210, 130 

and 72 on the right side of the gel correspond to the molecular mass of proteins of 210, 130 and 72 kDa, 

respectively.
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Second, among the radiolabeled material sensitive to proteinase K treatment (Fig. 2, compare lanes 10 
and 11, arrows 1–5) two of them had the same mobility as those detected in the absence of camptothecin 
and were clearly enriched by the presence of camptothecin (Fig. 2, lanes 8 and 10, arrows 1 and 2). hird, 
both linear 235 nt-long DNA and faster migrating species were signiicantly enriched upon proteinase 
K treatment (Fig. 2, lane 11, bracket). Fourth, when samples were analyzed on chloroquine-containing 
polyacrylamide gels, a high molecular weight species sensitive to proteinase K was also detected 
(Supplementary Fig. 4a, b, lane 9, arrow 1). Ater proteinase K treatment this species gave rise to either 
nicked DNA when the sample was not denatured prior to electrophoresis (Supplementary Fig. 4a, lane 
10) or DNA ≤ 235 nts when the sample was denatured (Supplementary Fig. 4b, lane 10, bracket). hese 
results demonstrate that the proteinase K-sensitive material isolated during our experimental conditions 
corresponds well to the functional covalent topoisomerase-DNA complex.

Efect of salt on the covalent complex trapped on dsMCs by camptothecin. It is well estab-
lished that a salt jump can promote DNA religation within the covalent complex before complete dissoci-
ation of the protein from the DNA. To establish that the intermediate covalently stabilized on the dsMCs 
by camptothecin was competent for religation following an increase in salt concentration, relaxation of 
dsMCs by the Ct TopoI was performed in the presence of camptothecin before successively adding NaCl 
and inally SDS. he results indicate that the covalent complex stabilized on the dsMCs by camptothecin 
was indeed competent for religation since T0 was the major product of the reaction (Fig.  2, lane 12; 
Supplementary Fig. 4a, b, lane 11). Its almost complete disappearance agreed well with its capability to 
complete the reaction cycle.

Covalent linking of multiple Ct TopoI per strand of dsMC by camptothecin. Electrophoresis on 
a sequencing gel was used to investigate the size of the material that migrated faster than the 235 nt-long 
linear DNA fragment when relaxation was performed in the presence of camptothecin (Fig. 2, lane 11, 
bracket; Supplementary Fig. 4b, lane 10, bracket). his analysis revealed that DNA fragments of ≈ 45 to 
235 nts were produced (Fig. 3a, lane 3). Such fragments might originate from the covalent binding of 
several Ct TopoI molecules per strand of dsMC. To test this hypothesis, we titrated camptothecin during 
a relaxation reaction. Analysis on an agarose gel under native conditions demonstrated that up to ive 
distinct complexes with Ct TopoI covalently bound to DNA could be resolved (Fig. 3b), conirming the 
possibility of covalently linking multiple topoisomerases per dsMC. he increase of the level of incision 
of the dsMCs as the concentration of the camptothecin increased (Fig. 3c) was also consistent with this 
possibility. he result that more than one Ct TopoI could be covalently attached per dsMC explains the 
formation of covalent complexes with an apparent molecular mass smaller than the predicted molecular 
mass of this complex formed with a 235 nt-long DNA fragment (Fig. 2, arrows 3–5).

Speciicity of the pattern of the camptothecin-induced incision of the dsMCs. he radio-
labeled nature of the dsMCs made it possible to identify the DNA sequences where the Ct TopoI had 
established a covalent bond with the DNA during relaxation in the presence of camptothecin. As both 
strands of the dsMCs were radiolabeled, ater the relaxation reaction, the reaction products needed to 
be submitted to a double restriction enzyme digestion (BamHI +  BglII or BamHI +  HindIII) to visualize 
the nicks on one of the two strands (Supplementary Fig. 5). Furthermore, to unambiguously identify the 
strand that was incised, the pattern of incision obtained ater the double digestion was compared with 
that obtained ater the single BamHI digestion. he resistance or sensitivity of a speciic band to digestion 
with the second enzyme (BglII or HindIII) indeed indicated the strand that did or did not carry the nick 
(Supplementary Fig. 5). Once the strand that carried the nick had been identiied, the site of incision 
was positioned on the sequence by comparison with the sequencing lanes. We irst analysed the incision 
proile of the Ct TopoI in the presence of camptothecin with the BamHI-linearized form of dsMCs.  
4 bands along the BamHI digestion proile (Fig.  4a, lanes 5 and 10) were resistant to the additional 
HindIII digestion and sensitive to the additional BglII digestion (Fig.  4a, compare lanes (5–7), and 
(8–10); scans comparing intensity of the bands S1, S5, and S7 of lanes 8 and 9), indicating that these 4 
incision sites were located on strand 1 of the DNA (Supplementary Fig. 5). Conversely, 8 bands along 
the BamHI digestion proile (Fig. 4a, lanes 5 and 10) were resistant to the additional BglII digestion and 
sensitive to the additional HindIII digestion (Fig. 4a, compare lanes (5–7), and (8–10); scans comparing 
intensity of bands S2, S3, S4, S6 and S8 of lanes 8 and 9). hese 8 incision sites were thus located on strand 
2 of the DNA (Supplementary Fig. 5). he disappearance of these 8 bands by HindIII digestion was not 
complete due to the partial HindIII enzyme digestion. However a diference in intensity of these bands 
between the BamHI-BglII and BamHI-HindIII double digestions was clearly measurable (Fig. 4b). he 
bands S13 and S14 were resistant to BglII and HindIII (Fig. 4a). As the “5′ -TTC” sequence that partially 
overlapped the HindIII restriction site (“5′ -AAGCTT”) represented a potential attachment site of the 
Ct TopoI23, it is possible that the nick created by covalent binding of Ct TopoI inhibits the restriction 
enzyme reaction, thus making these two bands resistant to HindIII. Overall, our results indicate that 
in the presence of camptothecin, Ct TopoI could covalently bind the 235 bp-long DNA at 12 diferent 
positions with 8 incision sites located on strand 2, and 4 on strand 1 of the linear DNA (Fig.  4a,b; 
Supplementary Fig. 5). he three strong cleavage sites (sites S4, S5 and S8) matched quite well the pub-
lished consensus sequence23 since (i) two of them had a thymine at position − 1 (sites S4 and S5), (ii) 
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Figure 3. Multiple Ct TopoI can be covalently linked to the dsMCs in the presence of camptothecin.  

(a) he relaxation of a mixture of the topoisomers T
−4 and T

−5 by the Ct TopoI (18.75 mU µ L−1 (≈ 0.2 nM)) 

was performed in the absence (lane 2) or in the presence of 10 µ M of camptothecin (CPT, lanes 3 and 4). 

Ater 10 minutes of incubation at 37 °C, SDS was added to the reaction mixtures to irreversibly trap the Ct 

TopoI covalently bound to DNA, and the samples were next treated with proteinase K. In lane 4, NaCl was 

added to the sample prior to SDS and proteinase K treatments. Samples were precipitated and analyzed on a 

12% sequencing gel. dsMCs were digested with BamHI and HindIII (lane 1) or with BamHI and BglII (lane 

5) and sequenced to determine the positions of the guanines and adenines in the sequence36. he size of 

single-stranded DNA fragments is indicated on the right side of the gel. lin., linear. circ., circular;  

(b) As in (a) except for the concentrations of camptothecin (CPT; 0 (lanes 3 and 4); 0.05 (lanes 5 and 6); 0.1 

(lanes 7 and 8); 0.25 (lanes 9 and 10); 0.5 (lanes 11 and 12); 1 (lanes 13 and 14); 5 (lanes 15 and 16); 10 µ M 

(lanes 17 and 18)) and the gel analysis (1% agarose gel, native conditions). When indicated, the samples 

were next treated with proteinase K (Prot K). Protein-free DNA and covalent Ct TopoI-DNA complexes 

are indicated. Lanes 1 and 2 contained 4% DMSO (no Ct TopoI no camptothecin); (c) As in (a) except 

for the concentrations of camptothecin (CPT; 0 (lane 3); 0.1 (lane 4); 0.25 (lane 5); 0.5 (lane 6); 1 (lane 7); 

10 µ M (lane 8)). dsMCs were digested with BamHI and HindIII (lane 1) or BamHI and BglII (lane 9) and 

sequenced to determine the positions of the guanines and adenines in the sequence36. Lane 2, mixture of 

T
−4 and T

−5. he size of single-stranded DNA fragments is indicated on the right side of the gel.
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all three sites had a guanine at position + 1 and (iii) neither a guanine and nor a thymine was found at 
positions − 4 and − 3, respectively (Table 1).

he patterns of incision of the topoisomers T0, T−3 and T
−6 (shown only for T

−3) were similar to that 
of the BamHI-linearized dsMC, and the 12 cleavage sites observed with the linear form of the dsMCs 
were detectable with the dsMCs (Supplementary Fig. 6, only S1 to S9 cleavage sites indicated by * are 
shown). his result is consistent with the observation that the proile of appearance of the covalent 

Figure 4. Determination of the sequence of the camptothecin-induced cleavage sites. (a) Identiication 

of the camptothecin-induced cleavage sites on the BamHI-digested dsMCs. he dsMC linearized by BamHI 

was treated with Ct TopoI (18.75 mU µ L−1 (≈ 0.2 nM)) in the presence of 10 µ M camptothecin as described 

in the methods section. Ater 10 minutes of incubation at 37 °C SDS was added to irreversibly trap the Ct 

TopoI covalently bound to DNA. he sample was next treated with proteinase K and precipitated. Lanes 5 

and 10, sample directly loaded on a sequencing gel ater precipitation. Sample further digested with BglII 

(lanes 6 and 9) or HindIII (lanes 7 and 8). dsMCs were digested with BamHI and BglII (lanes 1, 2 and 12) 

or BamHI and HindIII (lanes 3, 4 and 11) and sequenced to determine the positions of the guanines (lanes 

1, 3 and 11) or the guanines and adenines (lanes 2, 4 and 12) in the sequence36. Samples loaded onto a 

10% (lanes 1–7) or 7% (lanes 8–12) acrylamide sequencing gel. he camptothecin-induced cleavage sites 

are labelled from S1 to S14; (b) Overlayed scans of lanes 8 and 9 from site S1 to S8. Black line, scan of lane 8 

(BamHI-BglII double digestion). Blue line, scan of lane 9 (BamHI-HindIII double digestion); a. u., arbitrary 

unit; (c) he linearized dsMCs were incubated with Ct TopoI (18.75 mU µ L−1 (≈ 0.2 nM)) and increasing 

concentrations of camptothecin [CPT; 0.05 (lanes 2 and 11); 0.1 (lanes 3 and 12); 0.2 (lanes 4 and 13); 0.5 

(lanes 5 and 14); 1 (lanes 6 and 15); 5 (lanes 7 and 16); 10 µ M (lanes 8 and 17)] as described in the methods 

section. Ater 10 minutes of incubation at 37 °C, SDS was added to the reaction mixtures to irreversibly trap 

the Ct TopoI covalently bound to DNA. When indicated, the samples were next treated with proteinase K 

(Prot K). he products of the reactions were inally analyzed on a 1% agarose gel under native conditions. 

Lane 9 contained 4% DMSO (no Ct TopoI no camptothecin). Lanes 1 and 10 contained 4% DMSO instead 

of camptothecin.
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complexes trapped by SDS on linear DNA as a function of camptothecin (Fig. 4c) was very similar to 
that obtained with a mixture of topoisomers T

−4 and T
−5 (Fig. 3b). However the dsMC cleavage proiles 

either singly digested by BamHI (Supplementary Fig. 6, lane 5) or doubly digested by BamHI-BglII 
(Supplementary Fig. 6, lane 4) or BamHI-HindIII (Supplementary Fig. 6, lane 3) were more complex 
than their equivalents obtained with the BamHI-linearized dsMCs (Fig. 4a, lanes 7–9). his higher com-
plexity stems from the partial digestion of BamHI giving rise to additional bands detectable on the 
incision proile of (i) the undigested dsMC (Supplementary Fig. 6, indicated by ⇧ on lanes 5 and 8), (ii) 
the singly BglII-digested dsMC (Supplementary Fig. 6, indicated by  on lanes 4 and 6) and (iii) the 
singly HindIII-digested dsMC (Supplementary Fig. 6, indicated by ▲ on lanes 1 and 3). he results of 
these experiments demonstrate that in the presence of camptothecin, Ct TopoI incised the dsMCs in a 
linking number independent manner and that the circular nature of the dsMCs did not inluence the 
positioning of the Ct TopoI on the DNA. herefore the use of the linearized form of dsMCs to determine 
the consensus sequence of incision of a novel type IB topoisomerase is more straightforward.

Visualization of the covalent complex during the relaxation of dsMCs by the Ec TopoI. Our 
method made it possible to visualize the covalent complex Ct TopoI-DNA during the relaxation of dsMCs. 
We wondered whether the covalent complex could also be detected with another topoisomerase, the Ec 
TopoI, since this topoisomerase was able to eiciently relax most dsMCs (Supplementary Figs. 2b, 3b). 
Complexes of Ec TopoI covalently linked to DNA could be detected on an agarose gel under native 
conditions (Fig. 5a, lane 2). Whereas SDS could convert nearly 40% of the Ct TopoI bound to DNA into 
a covalent complex (Fig. 1a, compare lanes 3 and 7), less that 20% of the Ec TopoI bound to DNA could 
be irreversibly linked to DNA by the SDS treatment (Fig. 5a, compare lanes 2 and 4), indicating that the 
eiciency of the SDS treatment was topoisomerase-dependent.

A covalent Ec TopoI-DNA complex could also be detected by SDS-PAGE as a proteinase K-sensitive 
species (Fig. 5b, arrow 1) and a slight enrichment of linear DNA were clearly observed (Fig. 5b, com-
pare lanes 8 and 9). When samples were analyzed on chloroquine-containing polyacrylamide gels under 
native (Supplementary Fig. 7a) or denaturing (Supplementary Fig. 7b) conditions, a high molecular 
weight species (Supplementary Fig. 7a, b, lane 7, arrow 1) that failed to enter into the gel and that was 
sensitive to proteinase K treatment (Supplementary Fig. 7a, b, compare lanes 7 and 8) was detected. 
As with Ct TopoI, a small amount of Ec TopoI was covalently bound to DNA during the relaxation of 
dsMCs. In agreement with the results obtained by the analysis on an agarose gel, a smaller proportion 
of Ec TopoI than of Ct TopoI was covalently trapped on DNA.

Discussion
DsMCs have been described as powerful substrates to investigate the structure of speciic DNA sequences 
since the inluence of adjacent random sequences is minimized24. hey have also been widely used in 
the past by Prunell’s laboratory to investigate multiple aspects of the chromatin assembly process25–30. In 

Table 1.  Sequences of the strong cleavage sites and percentage of observed bases at cleavage sites. 

he upper part of the table shows the sequence at the designated site. he vertical arrow (⬇) indicates the 

cleavage site. he right column (%) represents the relative percentage of incision at the designated site. he 

lower part of the table represents the percentage of each of the four bases taking into account the relative 

percentage of incision at each site.
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Figure 5. Visualization of the covalent Ec TopoI-DNA complex. (a) Relaxation assay analysed on an 

agarose gel under native conditions. Relaxation of topoisomers T
−3 was performed with the Ec TopoI 

at a concentration of 500 mU µ L−1 (≈ 30 nM) (lanes 2–5) as described in the methods section. Ater an 

incubation of 10 minutes at 37 °C, SDS was added in the reaction mixtures (lanes 2 and 3) to irreversibly 

trap the Ec TopoI covalently bound to DNA. he samples were next treated with proteinase K (Prot K) 

to conirm the presence of proteins in the retarded bands (lanes 3 and 5). he % of proteins engaged in a 

complex with dsMCs is indicated. Protein-free DNA and complexes with Ec TopoI covalently linked or not 

to the DNA are indicated; (b) Relaxation assay analyzed by SDS-PAGE. he relaxation of topoisomer T
−3 

was performed by the Ec TopoI at a concentration of 500 mM µ L−1 (≈ 30 nM) as described in the methods 

section. Ater 10 minutes at 37 °C, SDS was added to the reaction mixtures to irreversibly trap the Ec TopoI 

covalently bound to DNA (lane 8). Lane 9, the sample was next treated with proteinase K (Prot K) to detect 

radiolabeled bands that were sensitive to the proteinase K treatment. Lane 1, linear 235 nt-long fragment; 

lane 2, denatured nicked dsMCs; lane 3, topoisomer T0; lane 4, topoisomer T
−1; lane 5, topoisomer T

−2; 

lanes 6 and 7, samples were treated as in lanes 8 and 9, respectively, except that no enzyme was added. 

Arrow 1 on the right side of the gel points to the proteinase K-sensitive material. Numbers 130 and 72 on 

the right side of the gel correspond to the molecular mass of proteins of 130 and 72 kDa, respectively. lin., 

linear. cir., circular.
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addition to allowing to measure the change of linking number per relaxation step of the topoisomerase 
reaction cycle31 and speciic kinetic and partitioning parameters of relaxation32, they ofer the possibility 
to dissect other key biochemical features of the relaxation reactions performed by topoisomerases. As 
reported here, the quantitative analysis of relaxation reactions in terms of the proportion of each topoiso-
mer as a function of enzyme concentration is indeed made possible by the radioactive nature of the DNA 
substrates and the possibility of resolving the topoisomers by one dimensional PAGE (Supplementary 
Fig. 1b). We validated the use of radiolabeled dsMCs of variable linking numbers to characterize topoi-
somerases by irst testing the relaxation activity of two topoisomerase models, the Ec TopoI and the Ct 
TopoI, on these diferent topoisomers (Supplementary Figs. 2, 3). Both topoisomerases indeed relaxed 
the dsMCs eiciently, although with diferences not only in the reaction yield but also in the inal prod-
uct. he Ec TopoI was unable to fully relax the dsMCs since the major inal product was T

−1, a result 
which is in agreement with the early observation made by Wang in 1971 that the relaxation of negatively 
supercoiled plasmid does not go to completion, probably because of the slow rate of the reaction when 
the degree of superhelicity is low33. In contrast, the Ct TopoI fully relaxed all substrates.

Second, using a method that relied on the use of radiolabeled supercoiled dsMCs and a combination 
of gels to analyze the products of a relaxation reaction (agarose gels, polyacrylamide gels with SDS or 
chloroquine), we succeeded in visualizing the covalent topoisomerase-DNA intermediate during a relax-
ation reaction (Figs. 1–3, 5, Supplementary Figs. 4, 7). he covalent topoisomerase-DNA complex is a 
transient species of the relaxation reaction with a very short half-life time. As a consequence, its detection 
and isolation during a relaxation reaction has been very diicult. Our method has illed this gap since the 
proportion of covalent complexes formed during a relaxation reaction and trapped by SDS has been esti-
mated for both topoisomerases (≈ 40% and ≈ 20% for the Ct TopoI and Ec TopoI, respectively; Figs. 1a, 
5a). Its dependence with respect to the topoisomerase possibly relects mechanistic diferences between 
the type IA and type IB families of topoisomerases, especially in the mechanism conferring processivity. 
he molecular mass of the covalent complex measured on the SDS-PAGE, although close to the expected 
molecular mass in the case of the Ct TopoI covalent complex (165 kDa versus ≈  170 kDa for the expected 
versus the measured molecular mass), greatly difers from the expected molecular mass in the case of the 
Ec TopoI covalent complex (170 kDa versus ≈  260 kDa for the expected versus the measured molecular 
mass). he diference between expected and apparent molecular mass might stem from the diference 
in the nature of the species that are monitored (protein for the protein molecular weight marker and 
protein-DNA species for our samples). Discrepancies between predicted and observed buoyant densities 
have been reported in the case of the protein-DNA covalent complex formed with the DNA untwisting 
enzyme13.

hird, as expected, the covalent Ct TopoI-DNA intermediate was greatly enriched when the relaxation 
was performed in the presence of camptothecin (Figs. 1–3, Supplementary Fig. 4), consistent with the 
covalent linking of multiple topoisomerases per dsMC (Fig. 3). his species was competent for religation 
following an increase of salt (Fig. 2, Supplementary Fig. 4), and interestingly, T0 was the major product 
of the reaction under these experimental conditions. Other products (such as T+1 and T

−1, clearly detect-
able during a relaxation reaction without camptothecin) were surprisingly barely detectable, suggesting 
that camptothecin targets the covalent complex trapped with relaxed DNA but cannot insert into the 
DNA of the covalent Ct TopoI-DNA complex assembled on the topoisomers T+1 or T

−1.
Fourth, our analysis of the incision proiles as a function of supercoiling revealed that in the presence 

of camptothecin, Ct TopoI established covalent bonds at positions on dsMCs that were inluenced nei-
ther by the linking number nor by the circular nature of the substrate (Fig. 4, Supplementary Figs. 5, 6). 
Although the number of incision sites is small (12), the sequence of the three strongest sites agrees quite 
well with the published consensus sequence23 with thymine at position − 1 and guanine at position + 1 
in 73.5% and 100% of the cases, respectively (Fig. 4 and Table 1). he frequency of detectable cleavage 
sites ranged from ≈ 1/30 to ≈ 1/60 for the strand that carries 8 and 4 sites, respectively. his percentage 
is low compared to the frequency published previously23 and may stem from the reaction conditions that 
difer between the studies.

All together our data show that radiolabeled dsMCs constitute a powerful alternative substrate 
to plasmids and oligonucleotides to biochemically characterize the relaxation mechanism of any 
new topoisomerase, either wild type or mutant, alone or with its binding partners. In addition, our 
method makes it possible to detect the covalent complex with the preferred and natural substrate of 
the topoisomerase-catalyzed relaxation reaction. It therefore constitutes a novelty and an improvement 
in the ield of topoisomerases since most of the in vitro experiments investigating the nicking-joining 
reaction and the mechanism of action of topoisomerase drugs use DNA substrates (such as oligonucle-
otides of various conigurations; ss; ds-ss junctions etc) that do not position the topoisomerase in its 
functional state e.g. ready to change the topology. Consequently, relationships between the proportion 
of covalent complex trapped and the eiciency of relaxation will possibly be established in the future. 
Finally, our study demonstrates that dsMCs are powerful tools to investigate the mechanism of action of 
topoisomerase drugs during a relaxation reaction, especially molecules that act by stabilizing the covalent 
topoisomerase-DNA complex.
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Methods
Material. he calf thymus DNA topoisomerase I (Ct TopoI) was from Invitrogen. he Escherichia coli 
Topoisomerase I (Ec TopoI), T4 polynucleotide kinase, calf intestinal phosphatase, T4 DNA ligase, High 
Fidelity BamHI (HF-BamHI), BglII, High Fidelity HindIII (HF-HindIII) Nb., and BbvCI were from New 
England Biolabs. [γ -32P]-ATP was from Perkin Elmer. he PageRuler Plus prestained protein ladder was 
from hermoscientiic. he plasmid pHCO3 has been described elsewhere34.

Preparation of ds DNA mini-circles ȋdsMCsȌ with a speciic relative linking number. To pre-
pare dsMCs of 235 bps, the pHCO3 plasmid was digested by HF-BamHI [1U µ L−1, 4 h, 37 °C in CutSmart 
bufer (50 mM KOAc, 20 mM Tris-OAc, 10 mM Mg(OAc)2, pH 7.9)] and dephosphorylated by calf intes-
tinal phosphatase (33 mU µ L−1, 2 h, 37 °C in CutSmart bufer), leading to DNA fragments of 235 and 
2765 bps. he calf intestinal phosphatase was inactivated by phenol, phenol:chloroform and chloroform 
extraction. he dephosphorylated DNA fragment of 235 bps was gel-puriied, radiolabeled with poly-
nucleotide kinase [2 µ M [γ -32P]-ATP, 0.6 U µ L−1, 30 min, 37 °C in polynucleotide kinase bufer (70 mM 
Tris-HCl, 10 mM MgCl2, 5 mM DTT, pH 7.6)] and ligated with T4 DNA ligase (2 U µ L−1, 4 h, 16 °C in T4 
DNA ligase bufer (50 mM Tris-HCl, 10 mM MgCl2, 1 mM ATP, 10 mM DTT, pH 7.5) in the presence of 
various concentrations of ethidium bromide (from 0 to 20 mg mL−1). Ater ethidium bromide extraction, 
the covalently closed dsMCs were gel-puriied on a 4% acrylamide (29:1 =  acryalamide:bisacrylamide 
mass ratio) gel without chloroquine and recovered by electro-elution (Supplementary Fig. 1a). A speciic 
relative linking number has been attributed to each topoisomer using the band counting method35. he 
relative linking number of 0 has been arbitrarily attributed to the dsMC obtained by ligation without 
ethidium bromide. When starting with the puriied linear 235 bp-long fragment, the yield of preparation 
of dsMCs ranges from 25% to 2%.

Relaxation assay. Unless indicated otherwise, the relaxation assays were performed as follows and in 
20 µ L of Ct bufer (10 mM Tris-HCl, 26 mM KCl, 8 mM MgCl2, 500 µ M DTT, pH 7.5) for the Ct TopoI 
or 20 µ L of Ec bufer (20 mM Tris-OAc, 50 mM KOAc, 10 mM Mg(OAc)2, 1 mM DTT, pH 7.9) for the Ec 
TopoI. 1 nM of dsMCs of indicated topology or of the 235 bp-long fragment linearized by BamHI were 
pre-incubated for 5 min at 37 °C in relaxation bufer before adding the enzyme at the indicated concen-
tration. Ater 10 min of incubation at 37 °C, the relaxation reactions were stopped by adding SDS (inal 
concentration, 1%) to trap some or all of the topoisomerases covalently linked to DNA. he samples were 
next treated with proteinase K (inal concentration, 1.2 mg mL−1; 10 min at 37 °C followed by 10 min at 
56 °C) and precipitated with ethanol. When used, camptothecin was diluted in DMSO, added to a inal 
concentration of up to 10 µ M (leading to 4% DMSO in the reaction mixture) and pre-incubated with 
the DNA for 5 min at 37 °C prior to enzyme addition. When NaCl was used to promote DNA religation 
within the covalent complex, its inal concentration was 0.5 M and it was added at the end of the incu-
bation period between the topoisomerase and the dsMCs.

Conditions of gel analysis. All gels were made with TBE 0.5x (44.5 mM Tris-Base, 44.5 mM boric 
acid, 1 mM EDTA). When the samples were analyzed under native conditions on an agarose gel, at the 
end of the relaxation reaction the samples were not precipitated and glycerol was added to a concentra-
tion of 4% before loading of the samples onto the 1% agarose gel.

When the samples were analyzed under native conditions on a polyacrylamide gel, ater ethanol 
precipitation the pellets were redissolved in TE supplemented with 4% glycerol and loaded onto a 6% 
polyacrylamide (29:1 =  acrylamide:bisacrylamide mass ratio) gel supplemented with chloroquine (inal 
concentration, 30 µ g mL−1).

When the samples were analyzed under denaturing conditions on a polyacrylamide gel, ater ethanol 
precipitation the pellets were redissolved in a denaturing loading bufer (TE supplemented with 4% glyc-
erol and 0.1 M NaOH) before being analyzed on a 6% polyacrylamide (29:1 =  acrylamide: bisacrylamide 
mass ratio) gel supplemented with chloroquine (inal concentration, 30 µ g mL−1). [Note that to prevent 
the loss of the ss DNA (either circular or linear) during electrophoresis and to maintain a good resolu-
tion of the topoisomers, the 6% polyacrylamide gel (38 mL) was poured above a 12% polyacrylamide gel 
(12 mL; 29:1 =  acrylamide:bisacrylamide mass ratio)].

When the samples were analyzed by SDS-PAGE, at the end of the relaxation reaction the samples were 
not precipitated but denatured with SDS (inal concentration, 3.25%), formamide (inal concentration, 
3%) and heat (5 min, 95 °C); their pH was adjusted to 6.8. [Note that the reticulation of the stacking part 
of the protein gel was 80:1 (acrylamide: bisacrylamide mass ratio)].

Conditions of digestion with restriction and nicking enzymes. he digestion of dsMCs by 
BamHI, BglII and HindIII were performed for 18 h at 37 °C in 200 µ L in the bufer recommended by 
the manufacturer (20 mM Tris-OAc, 50 mM KOAc, 10 mM Mg(OAc)2, pH 7.9 for BamHI and HindIII, 
and 50 mM Tris-HCl, 100 mM NaCl, 10 mM MgCl2, pH 7.9 for BglII) with the restriction enzyme at a 
concentration of 1.5 U µ L−1. To prepare nicked dsMCs, dsMCs were treated with the Nb.BbvCI nicking 
enzyme (50 mU µ L−1, 1 h, 37 °C in 20 mM Tris-OAc, 50 mM KOAc, 10 mM Mg(OAc)2, 1 mM DTT, pH 
7.9 bufer).



www.nature.com/scientificreports/

12Scientific RepoRts | 5:13154 | DOi: 10.1038/srep13154

Sequencing reactions. To sequence the 235 nt-long DNA, the 235 bp-long fragment linearized by 
BamHI was completely digested by BglII or HindIII according to the manufacturer’s recommendations 
and sequenced according to the Maxam and Gilbert procedures speciic for either guanines or guanines 
and adenines36.
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FIGURE!LEGENDS!

!

Supplementary$ Figure$ 1! Procedure! of! preparation! of! dsMCs.! (a)! The! preparation! of!

dsMCs! includes!several!steps.! (1)!Radiolabeling!of! the! linear!235!bpXlong!ds!DNA!with!

[γX32P]XATP.! (2)!Ligation!at!various!concentrations!of!EtBr!(from!0!to!20!mg!mLX1).! (3)!

EtBr! extraction,! DNA! precipitation.! (4)! PAGE! to! separate! the! different! species.! (5)!

Cutting! of! the! bands! of! the! gel! corresponding! to! the! dsMCs,! DNA! electroXelution! and!

precipitation.!The!dsMCs!are!eluted!from!the!gel!that!does!not!contain!chloroquine!(left),!

where!the!dsMCs,! the!singleXstranded! linear!and!doubleXstranded! linear! fragments!are!

indicated.!The!gel!with!chloroquine!at!30!µg!mLX1!(right)!shows!the!sequential!formation!

of!the!topoisomers!as!a!function!of![EtBr]!present!in!the!ligation!step!and!their!relative!

migration.!The!timing!proposed!on!the!left!side!of!the!figure!with!step!(4)!taking!placing!

overnight!(ON)!makes!the!preparation!of!dsMCs!a!twoXday!procedure;!(b)!Resolution!of!

the!7!topoisomers!by!electrophoresis!on!a!chloroquineXcontaining!gel.!The!chloroquine!

in!the!gel!and!running!buffer!was!at!30!µg!mLX1.!Lane!1!contains!topoisomer!T0;!lane!2,!

topoisomer! TX1;! lane! 3,! topoisomer! TX2;! lane! 4,! topoisomer! TX3;! lane! 5,! a! mixture! of!

topoisomers!TX4!and!TX5;!lane!6,!topoisomer!TX5;!lane!7,!topoisomer!TX6.!

Supplementary$ Figure$ 2! Relaxation! of! the! topoisomer! TX2! by! the! Ct! TopoI! and! the!

topoisomer! TX6! by! the! Ec! TopoI.! Electrophoresis! was! performed! on! a! chloroquineX

containing! gel.! The! chloroquine! in! the! gel! and! running! buffer! was! at! 30!µg!mLX1.! (a)!

Relaxation!by!Ct!TopoI.!Lane!1,!topoisomer!T0;!lane!2,!topoisomer!TX1;!lane!3,!topoisomer!

TX2;!lanes!4!to!11!contain!37.5,!18.75,!9.38,!4.69,!2.34,!1.17,!0.59,!0.29!mU!µLX1!of!Ct!TopoI,!

respectively.! Comparison! of! protein! titration! curves!made! it! possible! to! estimate! that!

18.75!mU!µLX1!of!Ct!TopoI!corresponded!to!≈!0.2!nM.!(b)!Relaxation!by!Ec!TopoI.!Lane!1,!

topoisomer! T0;! lane! 2,! a! mixture! of! topoisomers! TX1! and! TX2;! lane! 3,! a! mixture! of!

topoisomers! TX3! and! TX4;! lane! 4,! topoisomer! TX5;! lane! 5,! topoisomer! TX6;! lanes! 6! to! 13!

contain! 0.05,! 0.15,! 0.46,! 1.39,! 4.17,! 12.5,! 37.5,! 75! mU! µLX1! of! Ec! TopoI,! respectively.!

Comparison!of!protein!titration!curves!made!it!possible!to!estimate!that!18.75!mU!µLX1!

of!Ec!TopoI!corresponded!to!≈!1!nM.!

Supplementary$Figure$3!Quantification!of!the!relaxation!of!the!dsMCs!by!the!Ct!TopoI!

and! the!Ec! TopoI.!Comparison!of!protein! titration! curves!made! it!possible! to! estimate!

that!18.75!mU!µLX1!of!Ct!TopoI!or!Ec!TopoI!corresponded!to!≈!0.2!or!≈!1!nM,!respectively.!
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(a)!The!percentage!of!product!formed!after!10!min!as!a!function!of!the!concentration!of!

Ct! TopoI! for! topoisomer! T0! (black! line! and! ✕),! topoisomer! TX1! (black! line! and! ◇),!

topoisomer!TX2! (black!line!and!◻ ︎) and!a!mixture!of!topoisomers!TX4!and!TX5! (black!line!

and!◯);! (b)!The!percentage!of!product! formed!after!10!min!of! incubation!at!37°C!as!a!

function! of! the! concentration! of! Ec! TopoI! for! topoisomer! T0! (black! line! and! ✕),!

topoisomer! TX1! (black! line! and! ◇),! topoisomer! TX2! (black! line! and! ◻ ︎), a! mixture! of!

topoisomers! TX4! and! TX5! (black! line! and! ◯),! topoisomer! TX5! (black! line! and! ◼)! and!

topoisomer! TX6! (black! line! and! ●︎).! Errors! bars! correspond! to! the! standard! deviation!

calculated!from!at!least!two!independent!experiments.!

Supplementary$ Figure$ 4! Visualization! of! the! covalent! Ct! TopoIXDNA! complex.! The!

relaxation!of!topoisomer!TX3!by!the!Ct!TopoI!(at!a!final!concentration,!18.75!mU!µLX1!(≈!

0.2! nM))! was! performed! in! the! absence! (lanes! 7! and! 8)! or! in! the! presence! of!

camptothecin! (CPT)!at!a! final! concentration!of!10!µM!(lanes!9X12)!as!described! in! the!

methods!section.!After!10!minutes!of!incubation!at!37°C,!SDS!was!added!to!the!reaction!

mixtures!to!irreversibly!trap!the!Ct!TopoI!covalently!bound!to!DNA!(lanes!7X12).!When!

indicated,! the! samples! were! next! treated! with! proteinase! K! (Prot! K)! to! remove! the!

proteins!(lanes!8,!10!and!12).!Lanes!11!and!12,!NaCl!was!added!to!the!samples!prior!to!

SDS!and!proteinase!K!treatments.!Lanes!5!and!6,!samples!were!treated!as!in!lanes!7!and!

8,!respectively,!except!that!no!enzyme!was!added.!Arrow!1!on!the!right!side!of! the!gel!

points! to! the! proteinase! KXsensitive! material.! (a)! Relaxation! assay! analyzed! on! a!

chloroquineXcontaining! 6%! polyacrylamide! gel! under! native! conditions.! The!

chloroquine!in!the!gel!and!running!buffer!was!at!30!µg!mLX1.!Lane!1,!nicked!dsMCs;!lane!

2,!topoisomer!T0;!lane!3,!topoisomer!TX1;!lane!4,!topoisomer!TX2;!(b)!As!in!(a)!except!that!

the! samples! were! analyzed! under! denaturing! conditions! on! a! chloroquineXcontaining!

6%!polyacrylamide!gel.!The!bracket!on!the!right!side!of!the!gel!represents!DNA!species!

that!migrate!faster!than!the!linear!235!ntXlong!fragment.!lin.,!linear.!cir.,!circular.!!

Supplementary$ Figure$ 5! Principle! of! the! analysis! of! the! camptothecinXinduced!

cleavage!sites!of!the!dsMCs!by!the!Ct!TopoI.!The!relative!position!of!the!BamHI,!BglII!and!

HindIII!restriction!sites!is!shown!and!the!size!of!the!smallest!fragment!generated!by!the!

double!BamHIXBglII! and!BamHIXHindIII! digestions! is! indicated.! The! dsMC!has! a! green!

(strand!1)!and!a!black!(strand!2)!strand.!The!radioactive!phosphorus!is!represented!by!a!

circle!filled!in!green!or!black,!according!to!the!color!of!the!strand.!The!nick!(indicated!by!
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an! arrow)! is! present! either! on! the! green! (left)! or! black! (right)! strand.! To! identify! the!

strand!that!is!nicked,!the!profile!of!the!single!BamHI!digestion!must!be!compared!with!

that!of!the!double!BamHIXBglII!and!BamHIXHindIII!digestions.!Left:!The!nick!on!the!dsMC!

is! located! on! the! green! strand.! The! single! BamHI! digestion! of! the! dsMCs! generates!

fragments!of!235!and!n!nts.!The!additional!BglII!digestion!generates!a!214!and!a!21!ntX

long! fragment! (from! the! 235! and! n! ntXlong! fragments,! respectively),! whereas! the!

supplementary!HindIII!digestion! leaves! the!n!ntXlong! fragment! intact!but! shortens! the!

235!ntXlong!fragment!into!a!26!ntXlong!fragment.!Right:!The!nick!on!the!dsMC!is!located!

on! the! black! strand.! The! single!BamHI! digestion! of! the! dsMCs! generates! fragments! of!

235!and!m!nts.!The!supplementary!BglII!digestion!leaves!the!m!ntXlong!fragment!intact!

but! shortens! the! 235! ntXlong! fragment! into! a! 21! ntXlong! fragment,! whereas! the!

additional!HindIII!digestion!generates!a!209!and!a!26!ntXlong! fragment! (from! the!235!

and!m!ntXlong!fragments,!respectively).!

Supplementary$ Figure$ 6! Identification!of! the! camptothecinXinduced!cleavage! sites!of!

the!dsMCs!by!the!Ct!TopoI.!All!samples!were!loaded!on!a!7%!acrylamide!sequencing!gel.!

The!indicated!dsMCs!(T0!or!TX3)!were!incubated!with!Ct!TopoI!(final!concentration,!18.75!

mU!µLX1!(≈!0.2!nM))!in!the!presence!of!camptothecin!(final!concentration,!10!µM),!and!

after!10!minutes!of!incubation!at!37°C!SDS!was!added!to!irreversibly!trap!the!Ct!TopoI!

covalently! bound! to! DNA.! The! samples! were! next! treated! with! proteinase! K! and!

precipitated.!The!samples!were!either!loaded!directly!onto!the!sequencing!gel!(lane!8),!

or! singly! digested! with! HindIII! (lane! 1),! BamHI! (lane! 5)! or! BglII! (lane! 6),! or! doubly!

digested! with! BamHI! and! HindIII! (lane! 3)! or! BamHI! and! BglII! (lane! 4)! before! being!

loaded! directly! onto! the! sequencing! gel.! Lanes! 2! and! 12,! dsMCs! were! digested! with!

BamHI! and! HindIII! and! sequenced! according! to! the!Maxam! and! Gilbert! procedure! to!

determine!the!positions!of!the!guanines!and!adenines!in!the!sequence!(1).!Lanes!7!and!

11,! dsMCs! were! digested! with! BamHI! and! HindIII! and! sequenced! according! to! the!

Maxam! and! Gilbert! procedure! to! determine! the! positions! of! the! guanines! in! the!

sequence! (1).! Lane! 9,! dsMCs! were! digested! with! BamHI! and! BglII! and! sequenced!

according! to! the! Maxam! and! Gilbert! procedure! to! determine! the! positions! of! the!

guanines!in!the!sequence!(1).!Lane!10,!dsMCs!were!digested!with!BamHI!and!BglII!and!

sequenced!according!to!the!Maxam!and!Gilbert!procedure!to!determine!the!positions!of!

the!adenines!and!guanines!in!the!sequence!(1).!The!camptothecinXinduced!cleavage!sites!
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are! designated! by! a! *.!⇧ , main! material! when! the! reaction! products! have! not! been!

digested!by!any!restriction!enzyme.! ,!main!material!when!the!reaction!products!have!

only! been! digested! by! BglII.!▲ ,! main!material! when! the! reaction! products! have! only!

been!digested!by!HindIII.!(1)!Maxam,!A.!M.!&!Gilbert,!W.!A!new!method!for!sequencing!

DNA.!Proc.,Natl.,Acad.,Sci.,U.,S.,A.!74,!560–4!(1977).!

Supplementary$ Figure$ 7! Visualization! of! the! covalent! Ec! TopoIXDNA! complex.! The!

relaxation!of! topoisomer!TX3!was!performed!by!the!Ec!TopoI!at!a!concentration!of!500!

mM!µLX1!(≈!30!nM)!(lanes!7!and!8).!After!10!min!at!37°C,!SDS!was!added!to!the!reaction!

mixtures!to!irreversibly!trap!the!Ec!TopoI!covalently!bound!to!DNA!(lanes!7!and!8).!Lane!

8,! the! sample! was! next! treated! with! proteinase! K! (Prot! K)! to! identify! proteinase! KX

sensitive!radiolabeled!material.!Lanes!5!and!6,!samples!were!treated!as!in!lanes!7!and!8,!

respectively,! except! that! no! enzyme! was! added.! Lane! 1,! nicked! dsMCs;! lane! 2,!

topoisomer!T0;!lane!3,!topoisomer!TX1;!lane!4,!topoisomer!TX2.!Arrow!1!on!the!right!side!

of! the! gel! points! to! the! proteinase!KXsensitive!material.! (a)!Relaxation! assay! analyzed!

under! native! conditions! on! a! chloroquineXcontaining! 6%! polyacrylamide! gel.! The!

chloroquine!in!the!gel!and!in!the!running!buffer!was!at!30!µg!mLX1;!(b)!Relaxation!assay!

analyzed!on!a!polyacrylamide!gel!under!denaturing!conditions.!As!in!(a)!except!that!the!

samples! were! analyzed! under! denaturing! conditions! on! a! chloroquineXcontaining! 6%!

polyacrylamide!gel.!lin.,!linear.!cir.,!circular.!

!
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II. Article 2 : “Probing hyper-negatively supercoiled mini-circles with 

nucleases and DNA binding proteins”  

Ce projet vise à mieux comprendre la topologie des minicercles d’ADN utilisés dans 

l’étude précédente (cf article 1) afin de mieux appréhender l’effet du surenroulement sur leurs 

structures.   

Nous avons utilisé 7 topoisomères d’indice d’enlacement de 0 à -6. L’objectif du projet 

est de mieux comprendre les différences de topologie entre ces topoisomères. En effet, il est 

communément répandu que plus l’ADN est hypernégativement surenroulé, plus il présente des 

zones simple-brin. Grâce à la nucléase SI et à la DNAseI, nous avons pu explorer les régions 

plus sensibles à ces sondes enzymatiques. Pour compléter l’étude, deux protéines ayant une 

affinité pour l’ADN simple-brin, la protéine RPA humaine, et l’EcTopoI ont été utilisées pour 

rechercher des différences d’affinités, ce qui illustrerait des proportions différentes en région 

simple-brin selon les différents topoisomères. 

 

 



	 1	

Probing	hyper-negatively	supercoiled	mini-circles	with	nucleases	and	DNA	

binding	proteins	

	

Armêl	R.	Millet1,	Carole	Saintomé1,	2	and	Emmanuelle	Delagoutte1*	

1	Structure	et	Instabilité	des	Génomes,	Sorbonne	Universités,	Muséum	national	

d'Histoire	naturelle,	Inserm	U	1154,	CNRS	UMR	7196;	CP26,	57	rue	Cuvier	75005	Paris,	

France	

2	Sorbonne	Universités,	UPMC	University	Paris	06,	F-75005,	Paris,	France	

*Correspondence	should	be	addressed	to	E.D.	(emmanuelle.delagoutte@mnhn.fr)	

	 	



	 2	

ABSTRACT	

	 It	is	well	accepted	that	the	introduction	of	negative	supercoils	locally	unwinds	the	

DNA	double	helix,	influencing	thus	the	DNA	binding	properties	of	proteins.	However,	the	

extent	and	location	of	unpaired	bases	induced	by	the	negative	supercoiling	have	never	

been	 investigated	 at	 the	 nucleotide	 level.	 Radiolabeled	 double-stranded	 DNA	 mini-

circles	(dsMCs)	represent	useful	 tools	 to	examine	the	effect	of	DNA	supercoiling	on	(i)	

the	 base-pairing	 state	 of	 the	 DNA	 at	 the	 nucleotide	 level	 and	 (ii)	 the	 DNA	 binding	

properties	of	proteins.	Our	goals	were	 to	determine	 the	 location	of	unpaired	bases	on	

dsMCs	whose	topology	ranged	from	relaxed	to	hyper-negatively	supercoiled	states,	and	

to	characterize	the	binding	of	two	proteins	involved	in	the	DNA	metabolism.	Our	results	

show	that	Nuclease	SI	and	DNAse	 I	detect	subtle	structural	changes	among	the	hyper-

negatively	 supercoiled,	 negatively	 supercoiled	 or	 relaxed	 topoisomers.	 As	 divalent	

cations	modify	the	DNA	topology,	our	binding	studies	were	conducted	with	or	without	

magnesium.	 As	 expected,	 without	magnesium,	 the	more	 negatively	 supercoiled	 is	 the	

DNA,	the	better	the	binding	of	the	human	replication	protein	A	(hRPA)	and	Escherichia	

coli	 topoisomerase	 I.	 Unexpectedly,	 the	 magnesium-induced	 conformation	 of	 the	

topoisomers	renders	the	topoisomer	with	the	lowest	superhelicity	the	best	substrate	of	

hRPA.		
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INTRODUCTION	

	 The	 activity	 of	 proteins	 involved	 in	 the	 DNA	metabolism	 such	 as	 specific	 DNA	

binding	 proteins,	 nucleases	 or	 RNA	 polymerases,	 is	 influenced	 by	 the	 topology	 of	 the	

DNA	 and	more	 specifically	 by	 the	 degree	 of	 superhelicity	 (1–12).	 For	 instance,	 it	was	

early	 recognized	 that	 the	 single-stranded	DNA	binding	 (SSB)	protein	of	bacteriophage	

T4	 invades	 less	efficiently	 covalently	 closed	circular	 than	 linear	double-stranded	DNA,	

due	 to	 the	 strain	 induced	by	 the	 strand	separation	 in	 closed	circular	DNA	(13).	 In	 the	

mid	seventies,	Wang,	by	monitoring	the	transcriptional	activity	of	the	RNA	polymerase	

on	 DNA	 samples	 containing	 varying	 numbers	 of	 superhelical	 turns,	 reported	 the	

influence	of	the	level	of	supercoiling	on	transcription	(1).	The	inhibition	of	transcription	

at	 high	 negative	 supercoiling	 levels	 stems	 from	 the	 accumulation	 of	 hyper-negative	

supercoiled	DNA	behind	 the	RNA	polymerase.	This	degree	of	 supercoiling	hinders	 the	

progression	 of	 the	 transcription	 complex	 and	 its	 accumulation	 can	 result	 in	 genome	

instability	 (14).	 In	 this	 context,	DNA	 topoisomerases	of	 family	 IA	perform	an	essential	

function	 in	preventing	 the	accumulation	of	hyper-negative	 supercoiled	DNA,	 and	 their	

preferred	substrate	is	often	hyper-negatively	supercoiled	DNA.	For	example,	Drosophila	

melanogaster	 topoisomerase	 IIIa	 relaxes	 hyper-negatively	 supercoiled	 DNA	 into	

supercoiled	DNA	and	cannot	relax	supercoiled	DNA	to	fully	relaxed	DNA	(15).	Structural	

data	 have	 suggested	 that	 even	 if	Escherichia	coli	 DNA	 topoisomerase	 I	 (Ec	 TopoI)	 can	

relax	negatively	supercoiled	DNA,	 its	preference	 for	hyper-negatively	supercoiled	DNA	

stems	from	the	nature	and	the	number	of	interactions	between	single-stranded	DNA	and	

its	carboxy-terminal	extremity	that	carries	four	cysteine	zinc	ribbon	and	zinc	ribbon-like	

domains	(16).	 

	

	 At	the	DNA	molecular	level	and	from	his	biochemical	assays,	Wang	suggested	that	

for	 negatively	 supercoiled	 DNA,	 tightly	 wound	 regions	 were	 prominent.	 Sharp	 bends	

exposing	 few	 bases	 and	 possibly	 becoming	 preferred	 substrates	 for	 nucleases	 could	

appear	 (1).	 Thermodynamic	 considerations	 led	 him	 predict	 that,	 in	 contrast,	 hyper-

negatively	supercoiled	DNA	would	expose	denatured	segments	of	significant	length	(1).	

Over	 the	 past	 decades,	 experiments	 of	 electron	 microscopy,	 cryo-tomography	 and	

atomic	 force	 microscopy,	 various	 methods	 of	 simulation	 and	 3D	 reconstruction,	 and	

biochemical	 assays	 have	 permitted	 to	 investigate	 the	 structural	 features	 (in	 terms	 of	

bend,	kink,	unwound	regions,	base	flipping,	asphericity,	prolatness	for	example	(17,	18))	
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of	supercoiled	DNA	of	various	(i)	sizes	(ranging	from	mini-circles	to	plasmids	(19)),	(ii)	

sequences	 (i.e.	 cruciform	 (20),	 direct	 or	 inverted	 sequences	 (21,	 22),	 TATA	 sequence	

(23)),	 and	 (iii)	 supercoiling	 degrees	 (from	 positive	 to	 hyper-negative	 (24,	 25))	 under	

various	experimental	conditions	(18,	26).	However,	despite	these	essential	and	relevant	

studies	conducted	from	structural,	biophysical,	biochemical	and	biological	points	of	view,	

at	 least	 two	 questions	 remained	 unanswered:	 (i)	 where	 on	 the	 sequence	 and	 at	 the	

nucleotide	 level,	 are	 these	 structural	 features	 located,	 and	 (ii)	 how	 these	 structural	

features	influence	the	binding	properties	of	proteins	involved	in	DNA	metabolism?		

 

	 Our	goal	in	the	present	study	was	therefore	to	investigate	the	specific	structural	

changes	 induced	 by	 negative	 supercoiling	 and	 more	 specifically	 by	 hyper-negative	

supercoiling.	 To	 this	 end,	 we	 performed	 two	 types	 of	 experiments,	 first,	 experiments	

that	 identify	at	 the	nucleotide	 level,	 the	sequence(s)	 that	become(s)	hyper-sensitive	 to	

or	protected	by	enzymatic	probes	upon	 introduction	of	hyper-negative	supercoils,	and	

second,	gel	shift	assays	to	evaluate	the	 influence	of	hyper-negative	supercoiling	on	the	

DNA	binding	properties	of	proteins.	As	DNA	substrates,	we	used	double-stranded	DNA	

mini-circles	 (dsMCs)	 for	 several	 reasons	 (reviewed	 in	 (27)).	 First,	 several	 methods	

(including	 our	 method	 (28))	 of	 preparation	 of	 dsMCs	 make	 it	 possible	 to	 produce	

topoisomers	 whose	 topology	 ranges	 from	 relaxed	 to	 hyper-negatively	 or	 positively	

supercoiled	 forms	 of	 DNA	 (25,	 29–31).	 Second,	 dsMCs	 have	 proved	 to	 be	 suitable	

substrates	 to	 characterize	 the	biochemical	 activity	of	 topoisomerases	 (30,	32,	 34)	 and	

the	structural	properties	of	DNA,	either	naked	(17,	18,	23,	25,	26,	33)	or	assembled	into	

chromatin	(29,	34–37).	Third,	 they	have	also	been	used	as	models	of	small	 topological	

domains	 such	 as	 DNA	 loops	 created	 by	 the	 packaging	 of	 the	 DNA	 or	 chromatin	

remodeling	(38,	39).	As	probes	to	estimate	the	proportion	of	unpaired	bases	and	locate	

them,	we	used	the	methylating	agent,	dimethylsulfate	(DMS),	Nuclease	SI,	and	DNAse	I	

that	detect	and	modify	non-B	DNA	conformations	and	react	with	either	single-stranded	

DNA	(DMS	and	Nuclease	SI),	or	double-stranded	DNA	(DNAse	I).	As	proteins	involved	in	

the	DNA	metabolism,	we	 used	 proteins	 able	 to	 bind	 single-stranded	DNA,	 namely	 the	

human	 replication	 protein	 A	 (hRPA)	 and	 topoisomerase	 I	 from	 Escherichia	 coli	 (Ec	

TopoI).	 These	 biochemical	 assays	 were	 performed	 either	 in	 the	 absence	 or	 in	 the	

presence	of	divalent	cations	since	specific	(e.g.	writhe)	and	non	canonical	structures	(e.g.	

base	 flipping)	may	be	 favored	under	 specific	 salt	 conditions	 (40).	 Such	 cations	 indeed	
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screen	 the	negative	 charge	of	 the	DNA	phosphates.	As	a	 result	 they	 (i)	decrease	DNA-

DNA	 repulsion,	 (ii)	 induce	 a	 transition	 from	 a	 loosely	 to	 a	 tightly	 inter-wound	

conformation	 that	 correlates	 with	 a	 decrease	 of	 the	 effective	 DNA	 diameter	 and	 (iii)	

increase	the	writhe	of	the	DNA	(26,	41).	

	

	 Our	 results	 indicate	 that	 the	 structural	 changes	 induced	 by	 the	 hyper-negative	

supercoiling	and	detected	by	Nuclease	SI	and	DNAse	I	are	subtle,	and	are	not	randomly	

distributed	all	over	the	sequence	but	over	a	double-stranded	region	of	~	40	base	pairs.	

In	 addition,	 as	 expected,	 an	 increased	 sensitivity	 of	 Nuclease	 SI	 and	 a	 decreased	

sensitivity	 of	 DNAse	 I	with	 increasing	 negative	 supercoiling	 is	 observed.	 Surprisingly,	

our	 binding	 experiments	 performed	 with	 hRPA	 suggest	 that	 the	 conformation	 of	 the	

topoisomers	 induced	 by	 magnesium	 renders	 the	 topoisomers	 with	 a	 relative	 linking	

number	of	-1	the	best	substrate	of	hRPA.		

	

MATERIAL	AND	METHODS	

Material	

Escherichia	 coli	 topoisomerase	 I	 (Ec	 TopoI),	 T4	 polynucleotide	 kinase	 (PNK),	 calf	

intestinal	phosphatase,	T4	DNA	ligase,	DNAse	I,	BamHI,	BglII	and	HindIII	were	from	New	

England	Biolabs.	 [g-32P]-ATP	was	 from	Perkin	Elmer.	The	human	replication	protein	A	

(hRPA)	was	prepared	in	our	laboratory	(42,	43).	Wheat	germ	Topoisomerase	was	from	

Inspiralis.	Nuclease	SI	was	from	Promega.	Proteinase	K	was	from	Sigma-Aldrich.		

	

Preparation	of	ds	DNA	mini-circles	(dsMCs)	with	a	specific	relative	linking	number	

The	procedure	 to	prepare	dsMCs	of	235	base	pairs	with	a	specific	 linking	number	has	

been	published	elsewhere	(28).	Briefly,	the	dephosphorylated	DNA	fragment	of	235	base	

pairs	was	radiolabeled	with	T4	polynucleotide	kinase	[2	µM	[g-32P]-ATP,	0.6	U	µL-1	PNK,	

30	min,	37°C	in	polynucleotide	kinase	buffer	(70	mM	Tris-HCl,	10	mM	MgCl2,	5	mM	DTT,	

pH	7.6)]	and	ligated	with	T4	DNA	ligase	(2	U	µL-1,	4	h,	16°C	in	T4	DNA	ligase	buffer	(50	

mM	Tris-HCl,	10	mM	MgCl2,	1	mM	ATP,	10	mM	DTT,	pH	7.5)	in	the	presence	of	various	

concentrations	 of	 ethidium	 bromide	 (from	 0	 to	 20	mg	mL-1).	 After	 ethidium	 bromide	

extraction,	 the	 covalently	 closed	dsMCs	were	gel-purified	on	a	4%	acrylamide	 (29:1	=	

acryalamide:bisacrylamide	 mass	 ratio)	 gel	 without	 chloroquine	 and	 recovered	 by	

electro-elution.	 A	 specific	 relative	 linking	 number	 has	 been	 attributed	 to	 each	
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topoisomer	using	the	band	counting	method	(44).	The	relative	linking	number	of	0	has	

been	arbitrarily	attributed	to	the	dsMC	obtained	by	ligation	without	ethidium	bromide.	

	

Analysis	of	dsMCs	in	divalent	cation-containing	buffer	

dsMCs	of	 indicated	topology	(final	concentration,	0.5	nM)	were	diluted	in	10	mM	Tris-

HCl	pH	7.5	buffer	supplemented	either	with	MgCl2	(final	concentration,	10	mM)	or	CaCl2	

(final	 concentration,	 10	 mM)	 and	 incubated	 for	 1	 h	 at	 37°C.	 The	 samples	 were	 then	

analyzed	by	electrophoresis	on	a	polyacrylamide	gel.			

	

Treatment	of	dsMCs	with	DMS	

Dilutions	of	DMS	were	freshly	made	in	100%	EtOH.	A	200	µL	mixture	of	0.5	nM	dsMCs	of	

indicated	topology	and	20	ng	µL-1	of	sonicated	salmon	sperm	DNA	was	incubated	with	

DMS	at	the	indicated	concentration	in	a	DMS	buffer	(50	mM	Na-cocadylate	pH	8,	10	mM	

MgCl2,	1	mM	EDTA)	 for	15	min	at	20°C.	The	reaction	was	stopped	by	adding	50	µL	of	

DMS	stop	buffer	 (50	mM	Na-acetate	pH	7,	1	M	b-mercaptoethanol,	0.1	mg	mL-1	tRNA).	

The	sample	was	then	precipitated	with	EtOH,	treated	with	piperidine,	lyophylized	twice	

before	being	analyzed	by	electrophoresis	on	a	polyacrylamide	gel.		

	

Nuclease	SI	and	DNAse	I	digestion	

In	the	case	of	digestions	of	dsMCs	with	Nuclease	SI,	0.5	nM	of	dsMC	of	indicated	topology	

was	 incubated	 in	 20	µL	 of	 Nuclease	 SI	 buffer	 (50	mM	 Tris-HCl,	 50	mM	NaCl,	 20	mM	

MgCl2,	5%	glycerol,	pH	7.5)	for	5	min	at	25°C	before	adding	the	enzyme	at	the	indicated	

concentration.	 After	 5	min	 incubation	 at	 25°C,	 the	 reactions	 were	 stopped	 by	 adding	

EDTA	(final	concentration,	25	mM)	and	the	samples	were	kept	on	ice.	The	digestions	of	

dsMCs	with	DNAse	I	were	performed	in	20	µL	of	DNAse	I	buffer	(40	mM	Tris-HCl,	10	mM	

NaCl,	6	mM	MgCl2,	1	mM	CaCl2,	2	mM	DTT,	pH	7.9).	0.5	nM	of	dsMC	of	indicated	topology	

were	then	incubated	for	5	min	at	37°C	in	DNAse	I	buffer	before	adding	the	enzyme	at	the	

indicated	 concentration.	 After	 15	min	 at	 37°C,	 the	 reactions	 were	 stopped	 by	 adding	

EDTA	 (final	 concentration,	 25	 mM)	 and	 the	 samples	 were	 kept	 on	 ice.	 DNAse	 I	 and	

Nuclease	SI	were	removed	from	the	samples	by	adding	SDS	(final	concentration,	0.5	%),	

NaCl	(final	concentration,	0.5	M)	and	1	volume	of	chloroform-isoamyl	alcohol	(24:1	v/v).	

The	samples	were	vortexed	at	top	speed	for	2	min	and	centrifuged	at	4°C	for	10	min	at	

15,000	 g.	 The	 aqueous	 upper	 phases	 were	 recovered	 and	 their	 DNA	 contents	 were	
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precipitated	 with	 linear	 polyacrylamide	 carrier	 and	 2.5	 volumes	 of	 EtOH.	 The	 tubes	

were	left	on	ice	for	at	least	10	min	and	centrifuged	for	20	min	at	4°C	at	15,000	g.	After	

discarding	the	supernatant,	the	DNA	pellets	were	rinsed	with	EtOH,	dried	before	being	

analyzed	by	electrophoresis	on	a	polyacrylamide	gel.		

	

Interaction	between	dsMCs	and	hRPA	

The	tests	of	interaction	between	dsMCs	and	hRPA	were	performed	at	20°C	for	10	min	in	

10	µL	of	hRPA	binding	buffer	(20	mM	Tris-HCl,	50	mM	KCl,	1	mM	DTT,	pH	7.5).	When	

indicated,	MgCl2	was	added	at	a	 final	concentration	of	10	mM.	Each	dsMC	of	 indicated	

topology	was	 at	 0.5	 nM	 and	 the	 hRPA	 at	 the	 indicated	 concentration.	When	 required,	

proteinase	K	was	 added	 after	 10	min	 interaction	 between	 dsMCs	 and	 hRPA	 at	 a	 final	

concentration	of	2	mg	mL-1	for	10	min	at	20°C.	At	the	end	of	the	interaction,	glycerol	was	

added	 at	 a	 final	 concentration	 of	 5%	 and	 the	 samples	were	 kept	 on	 ice	 before	 being	

analyzed	by	electrophoresis	on	a	polyacrylamide	gel.		

	

Interaction	between	dsMCs	and	Ec	TopoI	

The	tests	of	interaction	between	dsMCs	and	Ec	TopoI	were	performed	at	37°C	for	10	min	

in	10	µL	of	Ec	TopoI	binding	buffer	(20	mM	Tris-HCl,	50	mM	KCl,	25	mM	EDTA,	1	mM	

DTT,	pH	7.5).	Each	dsMC	of	the	indicated	topology	was	at	0.5	nM	and	the	Ec	TopoI	at	the	

indicated	concentration.	At	the	end	of	the	interaction,	glycerol	was	added	to	the	samples	

at	a	 final	concentration	of	5%	and	samples	were	kept	on	 ice	before	being	analyzed	by	

electrophoresis	on	a	polyacrylamide	gel.		

	

Conditions	of	gel	analysis	

When	the	effect	of	calcium	or	magnesium	on	the	electrophoretic	migration	of	dsMC	was	

investigated,	after	1	h	at	37°C,	glycerol	and	NaOH	were	added	to	the	samples	at	a	final	

concentration	of	4%	and	0.1M,	respectively.	The	reactions	products	were	then	loaded	on	

a	6%	polyacrylamide	(29:1	=	acrylamide:bisacrylamide	mass	ratio)	gel	made	in	40	mM	

Tris-acetate	 pH	 8.5,	 supplemented	 with	 either	 10	 mM	 MgCl2	 or	 10	 mM	 CaCl2.	

Electrophoresis	 was	 performed	 at	 room	 temperature	 for	 6	 hours	 and	 at	 80	 V.	 The	

running	 buffer	 composed	 of	 40	 mM	 Tris-acetate	 pH	 8.5,	 10	 mM	 MgCl2	 or	 CaCl2	 was	

continuously	recycled	during	electrophoresis.		
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After	 the	 lyophylisation	 that	 follows	 the	 piperidine	 treatment,	 the	 pellets	 were	

redissolved	 in	 a	 denaturing	 loading	 buffer	 (TE	 (10	 mM	 Tris-HCl	 pH	 8,	 1	 mM	 EDTA)	

supplemented	with	4%	glycerol	and	0.1M	NaOH)	and	loaded	onto	a	4%	polyacrylamide	

(29:1	=	acrylamide:bisacrylamide	mass	ratio)	gel	made	in	TBE	0.5x	(44.5	mM	Tris-Base,	

44.5	 mM	 boric	 acid,	 1	 mM	 EDTA)	 supplemented	 with	 30	 µg	 mL-1	 chloroquine.	

Electrophoresis	was	performed	at	room	temperature	for	6	hours	at	100	V.		

When	the	extent	of	digestion	of	dsMCs	by	DNAse	I	or	Nuclease	SI	as	a	function	of	enzyme	

concentration	was	investigated,	after	ethanol	precipitation	the	pellets	were	redissolved	

in	denaturing	 loading	buffer	(TE	supplemented	with	4%	glycerol	and	0.1M	NaOH)	and	

loaded	 onto	 a	 6%	 polyacrylamide	 (29:1	 =	 acrylamide:bisacrylamide	 mass	 ratio)	 gel	

made	in	TBE	0.5x	(44.5	mM	Tris-Base,	44.5	mM	boric	acid,	1	mM	EDTA)	supplemented	

with	30	µg	mL-1	 chloroquine.	Electrophoresis	was	performed	at	room	temperature	 for	

15	hours	at	15	V.		

When	 the	profiles	of	digestion	of	dsMCs	by	DNAse	 I	or	Nuclease	SI	were	 investigated,	

after	 ethanol	 precipitation	 the	 pellets	 were	 redissolved	 in	 a	 formamide-containing	

loading	buffer	and	loaded	onto	a	8%	or	12%	sequencing	gel.		

When	 the	 interaction	 between	 dsMCs	 and	 hRPA	 or	 Ec	 TopoI	 was	 investigated,	 the	

samples	 were	 analyzed	 under	 native	 conditions	 on	 a	 4%	 polyacrylamide	 (29:1	 =	

acrylamide:bisacrylamide	mass	 ratio)	 gel	made	 in	 TBE	 0.5x	 (44.5	mM	Tris-Base,	 44.5	

mM	boric	acid,	1	mM	EDTA).	When	present,	MgCl2	was	added	at	a	final	concentration	of	

10	mM	both	in	the	gel	and	in	the	running	buffer.	Electrophoresis	was	performed	at	4°C,	

for	4	hours	and	at	150	V.		

	

Sequencing	reactions	

To	 sequence	 the	 single-stranded	 235	 nucleotide-long	 DNA,	 the	 235	 base	 pair-long	

fragment	linearized	by	BamHI	was	completely	digested	by	BglII	or	HindIII	according	to	

the	 manufacturer’s	 recommendations	 and	 sequenced	 according	 to	 the	 Maxam	 and	

Gilbert	procedures	specific	for	either	guanines	or	guanines	and	adenines	(45).		

	

RESULTS	

	 Native	 electrophoresis	 under	 various	 buffer	 conditions	 made	 it	 possible	 to	

establish	 that	 negative	 supercoiling	 in	 the	 absence	 of	 divalent	 cations,	 partitioned	

almost	 exclusively	 into	 untwisting	 of	 the	 DNA	 helix	 and	 that	 the	 presence	 of	 salt	
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modified	the	relative	proportion	of	twist,	writhe	and	compaction	in	the	DNA	(26,	31,	40,	

46).	 These	 findings	were	 clearly	 reproduced	with	 our	 seven	 topoisomers	 of	 235	 base	

pairs	whose	relative	linking	number	(DLk)	ranged	from	0	to	-6	(labeled	in	what	follows	

Ti	 where	 i	 =	 relative	 linking	 number).	 Indeed,	 the	 comparison	 of	 the	 electrophoresis	

patterns	 of	 the	 topoisomers	 in	 the	 absence	 (Supplementary	 Figure	 1a)	 or	 in	 the	

presence	of	divalent	cations	(Supplementary	Figures	1b	and	c),	is	in	agreement	with	the	

analysis	 of	 topoisomers	 of	 dsMCs	 of	 similar	 sizes	 by	 other	 laboratories	 using	 cryo-

electromicroscopy	(26),	atomic	 force	microscopy	(31)	or	cryo-electrotomography	(25)	

and	suggests	the	existence	of	at	least	two	writhe	sites	and	a	high	degree	of	compaction	

for	 hyper-negatively	 supercoiled	 dsMCs	 in	 the	 presence	 of	 divalent	 cations.	 The	

magnesium-induced	conformational	change	of	the	topoisomers	was	also	detected	by	the	

methylating	agent,	DMS,	whose	activity	is	independent	of	divalent	cation	and	which	has	

been	 widely	 used	 in	 the	 past	 to	 probe	 DNA	 conformations	 in	 particular,	 the	 local	

unwinding	 of	 DNA	 (47–49).	 Indeed,	 our	 results	 indicate	 that	 a	 given	 topoisomer	 is	

slightly	 more	 sensitive	 to	 DMS	 in	 the	 absence	 of	 magnesium	than	 in	 the	 presence	 of	

magnesium	(Supplementary	Figure	2a).		

	

1.	Location	of	the	nucleotides	sensitive	to	hyper-negative	supercoiling	

	 Conformational	changes	of	the	dsMCs	associated	with	the	introduction	of	various	

levels	of	writhe	and	compaction	might	be	detected	by	enzymatic	and	chemical	probes.	

Nuclease	 SI	 is	 specific	 of	 single-stranded	DNA,	whereas	DNAse	 I	 is	 specific	 of	 double-

stranded	 DNA	 and	 both	 nucleases	 can	 detect	 non	 canonical	 structures	 into	 double-

stranded	DNA.	To	locate	the	nucleotides	whose	conformation	changed	in	response	to	the	

introduction	 of	 negative	 and	 hyper-negative	 supercoiling,	 we	 first	 checked	 the	

sensitivity	 of	 the	 radiolabeled	 topoisomers	 of	 dsMCs	 with	 these	 two	 protein	 probes,	

Nuclease	SI	and	DNAse	I.	It	should	be	noted	that	Nuclease	SI	digestion	was	performed	at	

neutral	pH	by	adjusted	experimental	conditions	as	recommended	(50).	Each	topoisomer	

was	incubated	with	increasing	amounts	of	nuclease	for	a	given	period	of	time	and	at	a	

given	temperature.	Nucleases	were	removed	 from	the	reaction	products	and	DNA	was	

precipitated	 before	 being	 denatured	 by	 NaOH	 and	 analyzed	 by	 electrophoresis	 on	 a	

native	 polyacrylamide	 gel.	 Under	 these	 conditions,	 dsMCs	were	 resolved	 from	 single-

stranded	DNA	(either	circular	or	linear).	The	results	showed	a	decrease	of	the	amount	of	

substrate	and	an	accumulation	of	≤	235	nucleotide-long	DNA	fragments	as	a	function	of	
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Nuclease	SI	concentration	(Figure	1a,	left	panel).	In	addition,	the	higher	was	the	negative	

supercoiling,	 the	more	active	was	Nuclease	SI	 (Figure	1a,	 right	panel).	 In	 contrast,	 the	

results	 obtained	 with	 DNAse	 I	 showed	 that	 the	 topoisomer	 T0	 was	 two	 times	 more	

sensitive	 to	 DNAse	 I	 than	 a	mixture	 of	 topoisomers	 T-5	 and	 T-6	 (Figure	 1b).	 For	 both	

experiments,	 the	 reaction	 products	 consisted	 of	 fragments	 whose	 length	 was	 ≤	 235	

nucleotides,	 revealing	 multiple	 cuts	 by	 the	 nucleases	 per	 dsMC.	 Similar	 results	 were	

obtained	by	others	(19).	In	contrast	to	the	results	obtained	with	the	enzymatic	probes,	

the	 topoisomers,	 among	 themselves,	 exhibited	 the	 same	 reactivity	 towards	 DMS,	

independently	of	the	presence	or	not	of	divalent	cations	(Supplementary	Figures	2b	and	

c)	 revealing	 a	 difference	 of	 sensitivity	 between	 chemical	 and	 enzymatic	 probes.	

Altogether,	 these	 results	 indicate	 that	 hyper-negatively	 supercoiled	 dsMCs	 are	 more	

accessible	 to	 the	Nuclease	SI	digestion	 than	 the	relaxed	 topoisomer,	possibly	exposing	

additional	 and/or	 better	 substrates.	 In	 contrast,	 relaxed	 dsMCs	 are	 slightly	 better	

substrates	for	DNAse	I	than	hyper-negatively	supercoiled	dsMCs,	in	agreement	with	the	

Nuclease	SI	results,	given	the	opposite	specificities	of	the	two	nucleases.		

	

	 The	 difference	 of	 reactivity	 of	 our	 topoisomers	 with	 Nuclease	 SI	 and	 DNAse	 I	

having	 been	 established	 and	 shown	 to	 be	 significantly	 different,	we	 next	 investigated	

which	nucleotide(s)	on	the	dsMCs	sequence	became	hyper-sensitive	or	hypo-sensitive	to	

Nuclease	SI	or	DNAse	I	upon	introduction	of	hyper-negative	supercoiling	in	the	dsMCs.	

To	this	end,	the	concentration	of	nuclease	that	permitted	to	digest	less	than	20%	of	the	

initial	 substrate	 (corresponding	 to	on	average	of	one	nick	per	DNA	molecule,	at	most)	

was	determined,	 and	 this	 nuclease	 concentration	was	used	 to	 compare	 the	profiles	 of	

digestion	of	two	topoisomers	of	dsMCs,	T-2	and	T-6	for	the	Nuclease	SI	digestion	and	T0	

and	T-6	 for	 the	DNAse	 I	digestion.	After	 the	nuclease	digestions,	 the	 reaction	products	

were	 digested	 by	 either	 the	 BamHI/BglII	 or	 the	 BamHI/HindIII	 restriction	 enzyme	

couple	 (Supplementary	Figure	3)	 in	order	 to	analyze	only	one	of	 the	 two	radiolabeled	

strands	of	the	dsMCs	on	a	sequencing	gel	(our	procedure	to	prepare	dsMCs	indeed	leads	

to	dsMCs	radiolabeled	on	both	strands	(see	Material	and	Methods)).		

	 Nuclease	SI	digestion	permitted	to	identify	two	regions	whose	sensitivity	to	this	

nuclease	 was	 influenced	 by	 the	 supercoiling.	 One	 region	 was	 single-stranded	 and	

consisted	 of	 a	 seven	 nucleotide-long	 sequence	 for	 which	 the	 introduction	 of	 hyper-

negative	 supercoiling	 in	 the	 dsMCs	 made	 it	 more	 accessible	 to	 Nuclease	 SI	 (region	
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shown	in	red,	Figures	2a	and	c).	The	second	region	consisted	of	the	two	complementary	

strands	of	a	six	nucleotide-long	region	that,	 in	contrast	 to	the	 first	region,	became	less	

sensitive	to	Nuclease	SI	upon	introduction	of	negative	supercoiling	in	the	dsMCs	(region	

shown	in	green,	Figures	2a	and	c).	Finally	our	experiments	identified	a	single	nucleotide	

(shown	 in	 blue,	 Figures	 2a-c)	 that	 became	 hyper-sensitive	 to	 both	 Nuclease	 SI	 and	

DNAse	I	upon	introduction	of	hyper-negative	supercoiling.		

	

2.	 Interaction	 between	 topoisomers	 of	 dsMCs	 and	 single-stranded	 DNA	 binding	

proteins	in	the	absence	of	divalent	cations	

	 Our	probing	experiments	performed	with	Nuclease	SI	and	DNAse	I	identified	the	

nucleotide(s)	whose	conformation	was	 influenced	by	the	negative	supercoiling	(Figure	

2).	We	next	wondered	whether	a	protein	 that	binds	 single-stranded	DNA	could	detect	

the	 structural	 differences	 between	 the	 topoisomers	 of	 dsMCs	 and	more	 specifically	 in	

the	extent	of	locally	unwound	regions.	In	the	past,	electron	microscopy	(13),	AFM	(51)	

and	 single-molecule	 (52)	 experiments	 used	 various	 single-stranded	 DNA	 binding	

proteins	 as	 a	 reporter	 of	 single-stranded	DNA.	 Consequently,	 the	 interaction	 between	

each	topoisomer	Ti	and	two	proteins	known	to	bind	single-stranded	DNA,	the	hRPA	and	

Ec	TopoI,	was	characterized.	Since	the	binding	studies	were	performed	in	the	absence	of	

divalent	 cations,	 relaxation	 of	 the	 negatively	 supercoiled	 dsMCs	 by	 the	Ec	 TopoI	 was	

prevented.	The	topoisomers	T0,	T-2,	mixtures	of	topoisomers	T-3/T-4,	T-4/T-5	and	T-5/T-6	

were	 incubated	 with	 increasing	 amounts	 of	 hRPA	 or	 Ec	 TopoI,	 and	 the	 resulting	

products	were	resolved	on	a	polyacrylamide	gel	under	native	conditions	(Figure	3).	The	

results	indicated	that	with	concentrations	of	hRPA	ranging	from	0	to	300	nM,	up	to	five	

different	 protein-DNA	 complexes	 (called	 C1	 to	 C5)	 could	 be	 resolved	 on	 a	

polyacrylamide	gel	(Figure	3a).	It	is	possible	that	these	complexes	differ	by	the	number	

of	 hRPA	 molecules	 bound	 per	 DNA	 molecule,	 the	 C1	 complex	 migrating	 the	 fastest	

containing	less	hRPA	molecules	per	dsMC	than	the	C5	complex	migrating	the	slowest.	No	

protein-DNA	complex	was	formed	with	the	topoisomer	T0,	and	a	single	species	(C1)	was	

assembled	with	 the	 topoisomer	T-2	 (Figure	3a	and	Table	1).	The	C2	and	C3	complexes	

started	 forming	with	 the	mixture	 of	 topoisomers	 T-3/T-4	 and	 the	 C3	 complex	was	 the	

most	abundant	complex	formed	with	the	mixture	of	topoisomers	T-4/T-5	at	 the	highest	

hRPA	concentration	(300	nM)	(Figure	3a).	The	C4	and	C5	complexes	only	formed	with	

the	mixture	of	topoisomers	T-5/T-6.	Similar	results	were	obtained	with	Ec	TopoI,	except	
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that	(i)	within	the	range	of	concentrations	used,	up	to	9	protein-DNA	complexes	could	be	

resolved	 on	 a	 polyacrylamide	 gel,	 and	 (ii)	 Ec	 TopoI	 can	 bind	 to	 the	 topoisomer	 T0	

(Figure	3b	and	Table	2).	Altogether,	our	results	show	that	without	magnesium	hRPA	and	

Ec	TopoI	are	sensitive	to	the	negative	supercoiling	of	the	DNA	and	that	the	higher	is	the	

negative	supercoiling,	the	greater	the	number	of	proteins	per	dsMC.		

	

3.	Interaction	between	topoisomers	of	dsMCs	and	hRPA	in	the	presence	of	divalent	

cations	

	 Since	 in	 the	absence	of	magnesium,	 the	extent	of	binding	of	hRPA	depended	on	

supercoiling	(Figure	3a,	Table	1),	we	investigated	whether	this	dependency	persisted	in	

a	magnesium-containing	buffer.	To	this	end,	nicked,	T0,	T-1,	T-2,	T-3,	T-4	and	a	mixture	of	

T-4	and	T-5	DNA	were	incubated	with	increasing	amounts	of	hRPA	and	the	products	were	

resolved	by	electrophoresis	on	a	polyacrylamide	gel	(Figure	4a).	 In	these	experiments,	

magnesium	was	not	only	present	 in	 the	reaction	buffer	but	also	 in	 the	polyacrylamide	

gels	and	 in	 the	electrophoresis	buffer.	The	results	 indicated	 that	hRPA	 interacted	with	

nicked	 dsMC,	 giving	 rise	 to	 a	 complex	 that	 migrated	 more	 slowly	 than	 naked	 DNA	

(hRPA-nicked	 dsMC	 complex,	 Figure	 4a).	 Surprisingly,	 with	 the	 T-1	 topoisomer,	 in	

addition	to	the	hRPA-nicked	dsMC	complex	that	was	caused	by	the	presence	of	nicked	

dsMCs	in	our	preparation,	two	radiolabeled	species	(Ca	and	Cb,	Figure	4a)	that	migrated	

faster	than	naked	dsMC	could	be	isolated.	The	same	species	were	also	formed	with	the	

other	 topoisomers	 of	 dsMCs.	 The	 appearance	 of	 T-1	topoisomers	 in	 the	 hRPA	 titration	

performed	with	Ti	(i	≤	-2)	topoisomers	was	probably	due	to	a	small	contamination	of	our	

preparation	of	hRPA	by	Escherichia	coli	topoisomerases.		

	 To	characterize	the	Ca	and	Cb	species,	we	first	checked	that	they	were	sensitive	to	

proteinase	K	treatment.	The	C1	and	C2	species	were	indeed	sensitive	to	the	proteinase	K,	

as	was	the	hRPA-nicked	dsMC	complex,	(Figure	4b),	indicating	that	the	Ca	and	Cb	species	

were	nucleoprotein	complexes.		

	 The	topological	state	of	the	DNA	in	the	Ca	and	Cb	complexes	formed	with	T-2	and	a	

mixture	of	T-4/-5	topoisomers	was	next	examined	(Figures	5a-d).	For	 this,	 the	DNA	was	

electro-eluted	 from	 the	 gel	 pieces	 corresponding	 to	 the	 Ca	 and	 Cb	 complexes	 and	 its	

topological	 state	 was	 analyzed	 by	 electrophoresis.	 The	 results	 showed	 that	 the	 Ca	

complex	contained	more	than	90%	of	the	T-1	dsMC	and	the	Cb	complex	a	mixture	of	the	

T-1	dsMC	and	the	initial	substrate(s)	of	the	reaction	(Figures	5b	and	d).	Interestingly	for	
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the	 experiment	 performed	 with	 the	 mixture	 of	 T-4/-5	 topoisomers,	 the	 naked	 T-4/-5	

topoisomers	were	clearly	more	abundant	than	the	naked	T-1	topoisomer,	representing	~	

70%	 of	 the	 unbound	 species	 (Figure	 5c).	 In	 the	 Cb	 nucleoprotein	 species,	 the	 T-4/-5	

topoisomers	 represented	~	 30%	 of	 the	 topoisomers	 (Figure	 5d).	 This	 result	 suggests	

unexpectedly	 that	 the	 hyper-negatively	 supercoiled	 substrates	 (T-4/-5)	 are	 not	 the	

preferred	substrates	of	hRPA.		

	 Finally,	to	investigate	whether	the	topology	of	the	dsMCs	changed	upon	binding	

of	 hRPA,	 an	 “in	 gel”	 relaxation	 assay	 was	 carried	 out.	 We	 (1)	 incubated	 the	 T-1	

topoisomer	with	hRPA,	(2)	separated	the	Ca	and	Cb	complexes	by	gel	electrophoresis,	(3)	

cut	the	gel	bands	corresponding	to	the	Ca	and	Cb	species,	(4)	incubated	them	with	either	

Ec	 TopoI	 or	 wheat	 germ	 Topoisomerase,	 (5)	 electro-eluted	 the	 dsMCs	 from	 the	 gel	

pieces,	 and	 finally	 (6)	 measured	 the	 relative	 linking	 numbers	 of	 the	 topoisomerase	

products	by	electrophoresis	on	a	polyacrylamide	gel.	The	results	indicate	that	binding	of	

hRPA	 on	 T-1	 topoisomer	 does	 not	 induce	 a	 topological	 change	 in	 the	 dsMC	 since	 the	

products	of	 the	 “in	gel”	 relaxation	 reaction	are	T-1	with	Ec	 TopoI	 and	T0/-1	with	wheat	

germ	Topoisomerase	(Figures	5e	and	f),	as	expected	(28).		

	

DISCUSSION	

	 Our	goals	in	this	study	were	first	to	locate	at	the	nucleotide	level,	any	structural	

changes	 induced	 by	 the	 hyper-negative	 supercoiling,	 by	 using	 two	 enzymatic	 probes,	

Nuclease	 SI	 and	 DNAse	 I,	 and	 second	 to	 characterize	 the	 effect	 of	 hyper-negative	

supercoiling	 on	 the	 binding	 of	 two	 proteins	 known	 to	 bind	 single-stranded	 DNA,	 the	

hRPA	heterotrimer	and	Ec	TopoI.	These	two	effects	of	hyper-negative	supercoiling	were	

investigated	 in	 the	 absence	 and	 in	 the	 presence	 of	 magnesium	 since	 divalent	 cations	

influence	the	structure	of	DNA,	and	more	specifically	its	topology.	Topoisomers	of	dsMCs	

of	235	base	pairs	were	used	as	DNA	substrates.	

	

	 The	 seven	 topoisomers	 prepared	 span	 differences	 of	 topology	 ranging	 from	

relaxed	 (T0)	 to	 hyper-negatively	 supercoiled	 DNA	 (T-3,	 T-4,	 T-5	 and	 T-6).	 Under	 native	

conditions	 the	 results	 of	 electrophoresis	 (Supplementary	 Figure	 1)	 are	 in	 agreement	

with	 previous	 structural	 studies	 that	 showed	 the	 introduction	 of	 writhe	 by	 the	

magnesium	and	a	transition	towards	a	more	compact	and	highly	writhed	structure	(≥	3	

writhe	 sites)	 when	 negative	 supercoiling	 was	 introduced	 into	 the	 dsMCs	 (25,	 31).	 In	
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addition	and	as	expected,	our	results	show	that	the	activity	of	Nuclease	SI	and	DNAse	I	

depends	 on	 negative	 supercoiling:	 for	 Nuclease	 SI,	 the	 higher	 is	 the	 negative	

supercoiling,	 the	 higher	 is	 the	 nuclease	 activity	 (Figure	 1a).	 An	 opposite	 relationship	

between	negative	 supercoiling	 and	activity	 is	 observed	with	DNAse	 I	 (Figure	1b).	The	

identification	 of	 the	 sites	 incised	 by	Nuclease	 SI	 and	DNAse	 I	 has	made	 it	 possible	 to	

locate	 the	 structural	 changes	 induced	 by	 the	 hyper-negative	 supercoiling	 on	 the	

topoisomer	 DNA	 sequence.	 Our	 results	 indicate	 that	 the	 structural	 changes	 are	 first	

subtle	and	second	are	not	spread	all	along	the	sequence	but	cover	a	region	of	~	40	base	

pairs	 (Figure	 2b).	 The	 equal	 reactivity	 of	 the	 topoisomers	 with	 DMS	 (Supplementary	

Figures	2b	and	c)	is	coherent	with	the	subtle	changes	revealed	by	the	nuclease	probes.	

The	results	obtained	with	both	types	of	probes	are	also	consistent	with	the	identification	

of	 a	 limited	 number	 (≤	 2)	 of	 regions	 cleaved	 by	 Nuclease	 SI	 on	 SV40	 DNA	 (53).	 The	

nature	 of	 the	hyper-	 and	hypo-sensitive	 regions	 and	 the	 absence	 of	 a	 defined	double-

stranded	 region	 becoming	 hyper-sensitive	 to	 Nuclease	 SI	 upon	 the	 introduction	 of	

negative	supercoils	(Figure	2b)	do	not	support	the	presence	of	denatured	DNA	bubbles,	

that	in	theory,	should	lead	to	a	stronger	and	weaker	reactivity	of	Nuclease	SI	and	DNAse	

I,	 respectively,	 on	 the	 two	 complementary	 strands.	 Similar	 studies	 performed	 in	 the	

absence	of	divalent	cations	used	other	DNA	substrates,	probes	and	methods	to	quantify	

the	non-base-paired	regions	in	supercoiled	DNAs	(53–56).	They	suggested	the	presence	

of	 localized	 regions	 of	 denaturation,	 that	 in	 the	 case	 of	 the	 supercoiled	 DNA	 of	 the	

bacteriophage	PM2	overlapped	with	the	earliest	melting	regions	of	the	relaxed	DNA	(56).	

Similarly,	 in	 the	 case	 of	 the	 dsMCs	 produced	 by	 the	 HMGB2	 (high	 mobility	 group	 of	

family	 B2)-induced	 ligation	 of	 a	 75	 base	 pair	 fragment,	 a	 denatured	 region	 of	 ~	 15	

nucleotides	has	been	mapped	 in	a	magnesium-free	environment	with	chemical	probes	

(33).	Nucleases	digestions	performed	on	dsMCs	of	 various	 sizes	 (from	64	 to	100	base	

pairs)	 and	 topologies	 combined	with	 theoretical	 analyses	 gave	 a	 global	 picture	 of	 the	

DNA	with	local	unwound	structures,	which,	depending	on	the	size	of	the	circle,	may	take	

the	form	of	a	small	region	with	opened	base	pairs	or	of	a	sharp	kink	of	the	double	helix	

that	 preserves	 base	 pairing	 (19).	 A	 recent	 electro	 cryo-tomography	 study	 reported	 a	

conformational	 heterogeneity	 of	 topoisomers	 of	 dsMCs,	 with	 a	 distribution	 of	

conformations	 specific	 of	 each	 topoisomer	 (25).	 Molecular	 dynamics	 simulations	

suggested,	for	a	population	of	topoisomers	with	a	given	superhelicity,	large	fluctuations	

in	the	extent	of	writhe	and	in	the	level	of	compaction.	This	structural	feature	might	also	
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exist	 with	 our	 smaller	 topoisomers,	 and	 the	 half-time	 life	 of	 the	 population	 of	

topoisomers	with	denatured	regions	and	unpaired	bases	of	significant	 length	might	be	

too	short	to	be	trapped	by	the	Nuclease	SI	or	the	DNAse	I.	

	

	 Whereas	 the	 structural	 changes	 associated	 with	 the	 introduction	 of	 negative	

supercoiling	in	a	magnesium-containing	buffer	confer	a	higher	sensitivity	to	Nuclease	SI	

(Figure	1a),	 they	surprisingly	do	not	seem	to	stimulate	the	binding	of	hRPA	(Figures	4	

and	5).	The	determination	of	the	topological	state	of	the	dsMCs	present	in	the	Ca	and	Cb	

nucleoprotein	 complexes	 (Figures	 5a-d)	 strongly	 suggests	 that	 the	 best	 substrate	 for	

hRPA	is	the	T-1	topoisomer,	the	DNA	topoisomer	that	has	the	weakest	reactivity	towards	

Nuclease	 SI	 (Figure	 1a).	 A	 similar	 behavior	 has	 been	 observed	 in	 the	 case	 of	 the	

interaction	 of	 histone	 f1	 with	 supercoiled	 DNA.	 In	 addition	 to	 being	 influenced	 by	

negative	 supercoiling,	 this	 interaction	 is	 indeed	 modulated	 by	 the	 concentration	 of	

magnesium,	 with	 a	 decrease	 of	 the	 extent	 of	 the	 interaction	 as	 the	 concentration	 of	

magnesium	 increases	 (57).	 hRPA	 binds	 single-stranded	 DNA	 in	 a	 sequential	 manner,	

adopting	first	a	compact	(8-10	nucleotides	occluded),	next	an	elongated	compacted	(13-

22	 nucleotides	 occluded)	 and	 finally	 an	 elongated	 extended	 conformation	 (30	

nucleotides	 occluded)	 (58).	 It	 is	 possible	 that	 the	 hyper-negative	 supercoiling,	 by	

inducing	the	formation	of	a	compact	structure	with	a	high	degree	of	writhe	prevents	the	

sequential	 binding	 of	 hRPA	 along	 the	 DNA	 and	 the	 formation	 of	 the	 stable	 elongated	

extended	 conformation	 occluding	 30	 nucleotides.	 The	 negatively	 supercoiled	 T-1	

topoisomer	may	 have	 a	 conformational	 dynamics	 that	 allows	 hRPA	 to	 go	 through	 its	

three	sequential	binding	stages.	In	contrast,	in	the	absence	of	magnesium,	the	higher	is	

the	 negative	 supercoiling,	 the	 more	 hRPA	 bound	 per	 dsMC	 (Figure	 3a).	 Under	 these	

reaction	conditions,	bases	are	more	accessible	to	DMS	and	possibly	not	well	paired	with	

their	 complementary	 bases	 on	 the	 opposite	 strand	 (Supplementary	 Figure	 3a).	

Furthermore,	the	stabilization	of	the	double	helix	by	counter	ions	does	not	exist	and	the	

negative	supercoiling	 is	mostly	absorbed	by	 twist	changes	(Supplementary	Figure	1a).	

These	ionic	and	conformational	conditions	may	then	favor	the	assembly	of	several	hRPA	

with	 an	 elongated	 extended	 conformation.	 This	 hypothesis	 is	 consistent	with	 binding	

behavior	 of	 hRPA	 on	 G-quadruplex	 structures	 (59),	 double-stranded	 DNA	 containing	

damaged	bases,	mismatches	or	short	bubbles	(60–62).		
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	 Topoisomerases	of	 family	 IA	have	a	better	relaxing	activity	on	hyper-negatively	

supercoiled	 DNA.	 As	 a	 matter	 of	 fact,	 the	 topoisomerase	 IIIa	 from	 Drosophila	

melanogaster	can	only	relax	hyper-negatively	supercoiled	DNA	to	negatively	supercoiled	

DNA	(15).	Our	data	strongly	suggest	that	this	preference	does	not	rely	on	the	presence	

of	a	higher	proportion	of	topoisomerase	initial	substrate	(single-stranded	DNA)	on	the	

hyper-negatively	 supercoiled	 DNA.	 Instead,	 we	 propose	 that	 the	 preference	 of	

topoisomerases	 of	 family	 IA	 for	 hyper-negatively	 supercoiled	 DNA	 relies	 on	 the	

presence	 of	 specific	 secondary	 structures	 that	 constitute	 better	 substrates	 for	 these	

enzymes.	These	specific	structures	may	take	the	form	of	a	flipped	base	within	a	strongly	

bent	 region.	 For	 instance,	 solvated	 molecular	 dynamic	 simulations	 performed	 with	 a	

highly	 writhed	 dsMC	 led	 to	 a	 model	 of	 topoisomer	 containing	 a	 sharp	 bend	 with	 a	

disrupted	 base	 pair.	 Alternatively,	 the	 high	 sensitivity	 of	 dsMCs	 of	 64-65	 base	 pairs	

towards	 the	BAL31	nuclease	has	been	attributed	to	a	kink	resulting	 from	the	 inherent	

bending	strain	in	the	DNA	(19).	On	our	highly	writhed	dsMCs	a	sharp	bend	or	kink	might	

be	located	at	the	site	becoming	hyper-sensitive	to	both	Nuclease	SI	and	DNAse	I	(Figure	

2).	

	

	 As	expected,	the	hRPA-dsMCs	complexes	observed	in	the	absence	of	magnesium	

have	 a	 lower	 mobility	 than	 naked	 DNA,	 and	 their	 mobility	 decreases	 as	 the	

concentration	 of	 hRPA	 increases	 (Figure	 3a).	 In	 contrast,	 the	migration	 profile	 of	 the	

hRPA-dsMCs	complexes	assembled	 in	 the	presence	of	magnesium	is	unusual	 from	two	

perspectives.	First,	our	results	indeed	show	that	for	all	topoisomers,	the	Ca	complex	that	

forms	at	a	weaker	concentration	of	hRPA	than	the	Cb	 complex,	has	a	reduced	mobility	

compared	to	the	Cb	complex,	and	second,	both	complexes	migrate	faster	than	the	T-1	and	

T-2	topoisomers	 (Figure	 4a).	 It	 is	 known	 that	 the	 wrapping	 of	 the	 DNA	 double	 helix	

around	histones	changes	the	topology	of	 the	DNA	(35).	 In	the	case	of	 the	hRPA-dsMCs	

complexes,	 it	 is	 possible	 that	 the	 binding	 of	 hRPA	 to	 the	 dsMCs	 induces	 a	 topology	

change	 leading	 to	complexes	 that	have	an	unusual	behavior	 in	 terms	of	mobility	 in	an	

electric	 field.	 However,	 the	 results	 of	 the	 “in	 gel”	 relaxation	 assay	 (Figures	 5e	 and	 f)	

exclude	the	possibility	 that	 the	binding	of	hRPA	changes	the	topology	of	 the	DNA.	 It	 is	

therefore	possible	 that	 the	aberrant	migration	of	 the	Ca	 and	Cb	hRPA-dsMC	complexes	

with	respect	 to	each	other	and	with	respect	 to	 the	T-1	and	T-2	topoisomers	stems	 from	

the	structure	itself	of	the	complexes.		
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CONCLUSION	

	 	The	structural	features	of	hyper-negatively	supercoiled	dsMCs	in	a	magnesium-

containing	buffer	and	highlighted	by	our	experiments	are	the	subtle,	very	short	(over	a	

few	 nucleotides	 or	 base	 pairs)	 and	 clustered	 deformations,	 and	 probably	 not	 the	

exposure	of	long	segments	of	single-stranded	DNA.	In	addition	our	probing	experiments	

demonstrate	 that	 such	 a	 conformation	 can	 either	 favor	 binding	 of	 proteins	 as	

exemplified	by	Nuclease	SI,	or	in	contrast	inhibit	protein	binding	as	exemplified	by	the	

hRPA	heterotrimer.		
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TABLES	

Table	1:	%	of	DNA	either	naked	or	engaged	in	complexes	with	hRPA		

[hRPA]	=	100	nM	

	 Naked	

DNA	

Bound	DNA	

	 C1	 C2	 C3	 C3+C4+C5	

T0	 100	 /	 /	 /	 /	

T-2	 64	 36	 /	 /	 /	

T-3/-4	 43	 48	 5	 4	 /	

T-4/-5	 32	 5	 13	 50	 /	

T-5/-6	 44	 /	 /	 /	 56	

	

	

Table	2:	%	of	DNA	either	naked	or	engaged	in	complexes	with	Ec	TopoI	

[Ec	TopoI]	=	28	mU/µL	

	 Naked	

DNA	

Bound	DNA	

	 C1	 C2	 C3	 C4	

T0	 98	 2	 	 /	 /	

T-2	 39.5	 53	 7.5	 /	 /	

T-3/-4	 38	 16	 46	 /	 /	

T-4/-5	 44	 13.5	 25	 17.5	 /	

T-6	 20.5	 6	 20	 43.5	 10	

	

	

FIGURE	LEGENDS	

	

Figure	1:	Digestion	of	topoisomers	of	dsMCs	by	nucleases	

The	topoisomers	were	incubated	with	increasing	amounts	of	nuclease.	At	the	end	of	the	

reaction,	 nucleases	 were	 removed	 from	 the	 reaction	 products.	 The	 DNAs	 were	

precipitated	 before	 being	 denatured	 by	 NaOH	 and	 resolved	 by	 electrophoresis	 on	 a	

native	polyacrylamide	gel	containing	chloroquine	(30	µg	mL-1).	Under	these	conditions,	

dsMCs	 were	 resolved	 from	 linear	 and	 circular	 single-stranded	 DNA.	 1a.	 Reactivity	 of	

topoisomers	 of	 dsMCs	 towards	Nuclease	 SI.	 Left	 panel:	 picture	 of	 the	 gel	 showing	 the	

degradation	of	T0	and	T-5/-6	topoisomers	at	increasing	concentrations	of	Nuclease	SI	(0;	

0.7;	2;	6.2;	18.5;	55;	170	mU	µL-1).	Right	panel:	Quantification	of	the	degradation	of	the	

topoisomers	at	increasing	concentrations	of	Nuclease	SI.	The	%	of	nicked	DNA	is	plotted	

as	a	function	of	Nuclease	SI	concentration.	Error	bars	correspond	to	the	standard	errors	

calculated	from	three	independent	experiments.	1b.	Reactivity	of	topoisomers	of	dsMCs	
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towards	DNAse	I.	Left	panel:	picture	of	the	gel	showing	the	degradation	of	T0	and	T-5/-6	

topoisomers	 at	 increasing	 concentrations	 of	 DNAse	 I	 (0;	 1;	 2.5;	 5;	 10	mU	µl-1).	 Right	

panel:	Quantification	of	 the	degradation	of	 the	T0	 and	T-5/-6	 topoisomers	 at	 increasing	

concentrations	 of	 DNAse	 I.	 The	%	 of	 nicked	 DNA	 is	 plotted	 as	 a	 function	 of	 DNAse	 I	

concentration.	

	

Figure	 2:	 Sites	 of	 structural	 changes	 induced	 by	 the	 hyper-negative	 supercoiling	

detected	by	Nuclease	SI	and	DNAse	I.	

2a.	The	enzymatic	probe	used	to	map	the	fine	structure	of	the	T-2	and	T-6	topoisomers	is	

Nuclease	SI.	Nuclease	SI	is	at	2	mU	µL-1	and	DNA	at	0.5	nM.	After	the	Nuclease	SI	reaction,	

the	 samples	 are	 treated	 to	 remove	 the	 proteins.	 The	 DNAs	 are	 precipitated	 and	

submitted	to	the	double	digestion	as	indicated	(BglII+BamHI,	or	BamHI+HindIII)	to	only	

visualize	 DNA	 fragments	 from	 one	 of	 the	 two	 radiolabeled	 strands.	 The	 reaction	

products	are	analyzed	on	two	different	sequencing	gels	(8%	to	see	long	DNA	fragments,	

12%	 to	 see	 short	 DNA	 fragments)	 as	 indicated.	 G	 and	 G+A	 lanes	 correspond	 to	 the	

products	 of	 the	 Maxam	 and	 Gilbert	 reactions	 to	 identify	 specifically	 the	 guanines	 (G	

lanes)	or	 the	guanines	and	adenines	(G+A	lanes).	The	color	code	used	to	 indicate	sites	

sensitive	 to	 hyper-negative	 supercoiling	 is	 the	 following:	 Nuclease	 SI	 hyper-sensitive	

sites	 are	 indicated	 by	 a	 red	 rectangle,	 Nuclease	 SI	 hypo-sensitive	 sites	 by	 a	 green	

rectangle,	and	the	site	hyper-sensitive	to	DNAse	I	and	Nuclease	SI	by	a	blue	rectangle.	2b.	

Same	 as	 2a	 except	 that	 the	 dsMCs	 are	 the	 T-2	and	 T-6	 topoisomers	 and	 the	 enzymatic	

probe	is	DNAse	I.	DNAse	I	is	at	0.5	mU	µL-1	and	DNA	at	0.5	nM.	2c.	The	hyper-	and	hypo-

sensitive	sites	are	shown	on	the	sequence	with	the	same	color	code	used	in	2a	and	2b.	

The	 horizontal	 double-headed	 arrow	 designates	 the	 37	 base	 pair	 regions	 where	 the	

structural	changes	revealed	by	Nuclease	SI	and	DNAse	I	are	concentrated.		

	

Figure	3:	Binding	of	hRPA	and	Ec	TopoI	to	the	topoisomers	of	dsMCs	in	the	absence	of	

magnesium	

Each	 dsMC	 of	 indicated	 topology	 is	 at	 0.5	 nM	 and	 the	 DNA	 binding	 protein	 at	 the	

indicated	concentration.	For	both	titrations,	the	samples	are	analyzed	by	electrophoresis	

on	native	4%	polyacrylamide	gels	(29:1	=	acrylamide:bisacrylamide	mass	ratio)	made	in	

TBE	0.5x.	Electrophoresis	is	performed	at	150	V,	4°C	and	for	4	h.		
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1a.	Binding	of	hRPA.	[hRPA]	ranges	 from	0	to	300	nM	(0;	3;	10;	30;	100;	300	nM).	1b.	

Binding	of	Ec	TopoI.	[Ec	TopoI]	ranges	from	0	to	250	mU	µL-1	(0;	3;	9;	28;	81;	250	mU	

µL-1).	

	

Figure	 4:	 Interaction	 between	 hRPA	 and	 topoisomers	 of	 dsMCs	 in	 the	 presence	 of	

magnesium	

The	 dashed	 arrows	 indicate	 the	 direction	 of	 the	 electrophoretic	 migration.	 4a.	 The	

topoisomers	 of	 indicated	 topology	 are	 incubated	 with	 increasing	 amounts	 of	 hRPA.	

[hRPA]	 ranges	 from	 0	 to	 1	 µM	 (final	 concentration,	 0;	 30;	 100;	 300;	 1000	 nM).	 The	

reaction	products	are	analyzed	by	electrophoresis	on	a	native	4%	polyacrylamide	(29:1	

=	acrylamide:bisacrylamide	mass	ratio)	gel	made	in	TBMg	(44.5	mM	Tris-Base,	44.5	mM	

boric	acid,	10	mM	MgCl2).	Electrophoresis	 is	performed	at	150	V,	4°C	and	 for	4	hours.	

Three	 complexes	 form	 upon	mixing	 a	 given	 topoisomer	 with	 hRPA:	 the	 hRPA-nicked	

dsMC	 complex,	 the	 Ca	 and	 the	 Cb	 complexes.	 4b.	 Same	 as	 4a	 with	 a	 hRPA	 final	

concentration	 of	 300	 nM.	 Samples	 were	 (“+”	 lanes)	 or	 not	 (“-“	 lanes)	 treated	 with	

proteinase	 K	 (Prot	 K)	 before	 their	 analysis	 by	 electrophoresis	 on	 a	 native	

polyacrylamide	gel.	The	three	protein-DNA	complexes	that	assemble	on	the	nicked,	T-1,	

T-2,	T-4	and	T-4/-5	DNA	are	sensitive	to	Proteinase	K.		

	

Figure	 5:	 Characterization	 of	 the	 hRPA-dsMC	 complexes	 formed	 in	 the	 presence	 of	

magnesium	

5a.	 DNA	 content	 of	 the	 Ca	 and	 Cb	 complexes.	 hRPA	 (final	 concentration,	 300	 nM)	 is	

incubated	 with	 the	 T-2	 topoisomer	 (final	 concentration,	 0.5	 nM)	 and	 the	 different	

molecular	species	are	resolved	by	electrophoresis	on	a	native	4%	polyacrylamide	(29:1	

=	acrylamide:bisacrylamide	mass	ratio)	gel	made	in	TBMg	(44.5	mM	Tris-Base,	44.5	mM	

boric	acid,	10	mM	MgCl2).	Electrophoresis	is	performed	at	150	V,	4°C	and	for	4	h.	5b.	The	

DNAs	 contained	 in	 the	 gel	 bands	 corresponding	 to	 the	 Ca	 and	 Cb	 complexes	 in	 5a	 are	

electro-eluted	 and	 analyzed	 by	 electrophoresis	 on	 a	 chloroquine-containing	 gel	 (6%	

acrylamide;	29:1	=	acrylamide:bisacrylamide	mass	ratio;	30	µg	mL-1	of	chloroquine;	TBE	

0.5x).	 5c	 and	 d.	 Same	 as	 5a	 and	 b,	 respectively,	 except	 that	 the	 DNA	 is	 the	 T-4/-5	

topoisomer.	 5e.	 Determination	 of	 the	 topological	 state	 of	 the	 dsMC	 in	 the	 Ca	 and	 Cb	

complexes	assembled	on	the	T-1	topoisomer.	The	species	formed	upon	incubating	hRPA	

(300	 nM)	with	 the	 T-1	 topoisomer	 (0.5	 nM)	 are	 resolved	 by	 electrophoresis	 on	 a	 4%	
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native	polyacrylamide	(29:1	=	acrylamide:bisacrylamide	mass	ratio)	gel	made	in	TBMg	

(44.5	mM	Tris-Base,	44.5	mM	boric	acid,	10	mM	MgCl2).	5f.	The	gel	pieces	corresponding	

to	 the	 Ca	 and	 Cb	 complexes	 in	 5e	 are	 treated	 with	 Ec	 TopoI	 (Ec)	 or	 wheat	 germ	

Topoisomerase	(wg)	before	performing	an	electro-elution	to	recover	the	DNA.	The	DNA	

recovered	is	precipitated	and	analyzed	by	electrophoresis	on	a	chloroquine-containing	

gel	 (6%	 acrylamide;	 29:1	 =	 acrylamide:bisacrylamide	 mass	 ratio;	 30	 µg	 mL-1	 of	

chloroquine;	TBE	0.5x).		

	

Supplementary	 Figure	 1:	 Effect	 of	magnesium	or	 calcium	on	 the	 conformations	 of	 the	

topoisomers	of	dsMCs	

1a.	Electrophoretic	migration	profile	of	 the	seven	topoisomers	on	a	native	gel	made	 in	

TBE	0.5x.	1b.	Electrophoretic	migration	profile	of	the	seven	topoisomers	in	the	presence	

of	magnesium.	Magnesium	(10	mM)	 is	present	 in	 the	native	polyacrylamide	gel	and	 in	

the	running	buffer.	1c.	Electrophoretic	migration	profile	of	the	seven	topoisomers	in	the	

presence	of	calcium.	Calcium	(10	mM)	is	present	in	the	native	polyacrylamide	gel	and	in	

the	running	buffer.	In	1b	and	1c,	the	topoisomers	differ	by	their	relative	linking	number	

DLk,	 ranging	 from	 0	 (T0	 topoisomer,	 lane	 1)	 to	 -6	 (T-6	 topoisomer,	 lane	 7)	 and	

electrophoreses	are	performed	at	4°C.	

	

Supplementary	 Figure	 2:	 Reactivity	 of	 the	 DMS	 on	 the	 topoisomers	 of	 dsMCs	 in	 the	

absence	or	in	the	presence	of	magnesium	

3a.	 The	 designated	 topoisomer	 (T0,	 T-3,	 T-4/-5)	 is	 incubated	 with	 DMS	 in	 the	 absence	

(black	 curve)	 or	 in	 the	 presence	 (blue	 curve)	 of	 magnesium.	 3b.	 Comparison	 of	 the	

reactivity	of	three	topoisomers	(T0,	T-3,	T-4/-5)	with	DMS	in	the	absence	of	magnesium.	3c.	

Comparison	 of	 the	 reactivity	 of	 three	 topoisomers	 (T0,	 T-3,	 T-4/-5)	 with	 DMS	 in	 the	

presence	 of	magnesium.	 [DMS]	 ranges	 from	 0	 to	 0.125%.	 The	%	 of	 covalently	 closed	

dsMCs	 is	 represented	 as	 a	 function	 of	 [DMS].	 Error	 bars	 correspond	 to	 the	 standard	

errors	calculated	from	three	independent	experiments.	

	

Supplementary	Figure	3:	Position	of	the	BglII,	BamHI	and	HindIII	restriction	sites	along	

the	dsMC	sequence.		

The	 strands	 that	 are	 radioactive	 upon	 the	 double	 digestion	 (BglII+BamHI,	 or	

BamHI+HindIII)	are	colored	in	red.	
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Discussion  

Les topoisomérases sont des enzymes essentielles intervenant dans le métabolisme de 

l’ADN. Leur rôle est de résoudre les contraintes topologiques qui s’exercent sur l’ADN lors de 

différents processus cellulaires. Le caractère primordial de ces enzymes justifie leur étude sur 

le plan mécanistique et fonctionnel. Notre travail a proposé un nouveau modèle d’étude pour 

les topoisomérases utilisant des minicercles d’ADN de 235 bp. Nous avons cherché à mieux 

appréhender les différences de structure de ces minicercles en fonction de leur linking number 

(Lk).  

La topologie des minicercles peut être précisément contrôlée lors de leur synthèse. 

Ainsi, nous avons pu construire 7 minicercles différents de 235 bp avec un nombre relatif 

d’enlacement variant de 0 à -6. Ces différents topoisomères peuvent être séparés et clairement 

identifiés par électrophorèse. Leur marquage radioactif permet une grande sensibilité de 

détection.  

L’étude de la topologie de ces minicercles a permis de mettre en évidence qu’ils ne 

possèdent pas de grandes régions simple-brin, contrairement à l’idée que nous nous en faisions 

(plus le substrat est hypernégativement superenroulé, plus il possède de régions simple-brin). 

Nos résultats montrent que plus le substrat est hypernégativement surenroulé, plus il est sensible 

à la nucléase SI mais seulement au niveau d’une petite région de 37 bp.  

L’utilisation de minicercles pour la caractérisation de l’activité de relaxation de 

topoisomérases présente plusieurs avantages : la détection et la quantification de chaque produit 

de relaxation (permettant des analyses fines de la relaxation), la visualisation et la quantification 

du complexe covalent pendant la relaxation et l’étude des zones d’incision par l’enzyme. Grâce 

à deux topoisomérases commerciales, la EcTopoI et la ctTopoI nous avons pu valider les 

minicercles comme étant des substrats pertinents pour l’étude de la relaxation. Pour les deux 

enzymes testées, nous avons pu détecter et quantifier une activité de relaxation. Nous avons 

démontré que leurs profils de relaxation diffèrent. Par conséquent, le modèle de minicercles 

d’ADN double-brin permet de caractériser l’activité de relaxation des topoisomérases en termes 

d’efficacité de relaxation et de nature des produits formés. Ces conclusions mettent en évidence 

leur différence de mécanisme de relaxation, passage de brin pour la EcTopoI (famille IA) et un 

mécanisme de rotation contrôlée pour la ctTopoI (famille IB).  
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Par l’utilisation de ces minicercles, nous avons réussi à visualiser le complexe covalent 

car leurs petites tailles comparées à un plasmide permettent de discriminer un minicercle libre 

d’un minicercle lié à une topoisomérase par électrophorèse. Ainsi, notre modèle nous a permis 

de visualiser pour chaque topoisomérase testée, l’étape de complexe covalent avec l’ADN, lors 

d’une réaction de relaxation dans des conditions physiologiques. Nos expériences de relaxation 

en présence de camptothécine, inhibiteur de la ctTopoI, ont bien montré d’une part une 

inhibition de la relaxation et d’autre part une augmentation de la proportion en complexe 

covalent. Ce modèle représente donc un système supplémentaire pour évaluer l’effet de petites 

molécules pouvant se comporter comme des poisons de topoisomérases (stabilisateurs de 

l’intermédiaire covalent). Ce modèle, permettant aussi bien de quantifier la relaxation et le 

complexe covalent que d’identifier les zones d’incision par l’enzyme, peut donc aussi participer 

à l’étude du rôle de protéines partenaires des topoisomérases, notamment pour observer si ces 

protéines modulent l’activité de l’enzyme. Par exemple, dans le cas de la hTopo3a, la fonction 

de ses protéines partenaires RMI1 et RMI2 n’est pas encore établie. Un autre exemple 

d’utilisation de notre modèle pourrait être l’étude du rôle de la hTopo2b dans la formation de 

cassure double-brin (Madabhushi et al. 2015). La réalité de ce phénomène n’est à l’heure 

actuelle pas clairement établie, car on ne sait si il provient d’une observation réelle ou d’un 

artéfact expérimental (Pommier et al. 2016). Notre modèle pourrait permettre de contrôler si ce 

mécanisme utilise bien une plus grande stabilité du complexe covalent. 

 



 

 210 

Conclusion 

Mes travaux de thèse ont permis de mettre au point un nouveau modèle d’étude des 

topoisomérases. Ce modèle repose sur l’utilisation de minicercles d’ADN double-brin de 235 

bp. Avec nos conditions expérimentales, nous avons pu obtenir 7 topoisomères distincts. Ces 

différents minicercles d’indice d’enlacement relatif de 0 à -6 nous ont permis de tester la 

relaxation pour deux topoisomérases commerciales, la EcTopoI et la ctTopoI. Mes résultats ont 

ainsi pu montrer que les minicercles sont un outil simple et pertinent pour l’étude des 

topoisomérases. Ces minicercles présentent l’avantage de pouvoir quantifier la relaxation et le 

complexe covalent ADN-protéine des topoisomérases dans la même expérience, ce qui apporte 

un bénéfice par rapport aux études précédentes. L’utilisation des minicercles pourra être 

étendue à l’identification de nouvelles molécules stabilisant le complexe covalent, l’étude du 

rôle de protéines partenaires aux topoisomérases ou encore la caractérisation de nouvelles 

topoisomérases. 
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Résumé :  

 

Mots clefs : mitochondries, délétion de l’ADN mitochondrial, réplication, réparation, topologie 

de l’ADN, topoisomérases, complexe covalent 

 

La mitochondrie est une organelle essentielle possédant son propre ADN circulaire. Cet ADN 

peut présenter des mutations et/ou des délétions, consécutives à l’exposition à différents types 

de dommages ou en raison de protéines mutées. Ces mutations ou délétions sont impliquées 

dans de nombreuses pathologies, dont les cancers, et le vieillissement. Leur apparition peut 

survenir notamment lors de la réplication ou de la réparation. A ce jour, la réplication et la 

réparation mitochondriales ne sont pas encore bien élucidées. L’objectif de ce projet est donc 

de mieux en appréhender les mécanismes et de mieux comprendre l’émergence d’anomalies en 

nous intéressant plus particulièrement à une délétion appelée « Common Deletion ». Ce travail 

reposait sur l’hypothèse que cette délétion put résulter d’une mauvaise réparation de cassure(s) 

double-brin et/ou d’une erreur durant la réplication de l’ADN mitochondrial. L’analyse de ces 

résultats révèle que la formation de la « Common Deletion » ne nécessite qu’une seule cassure 

double-brin proche des séquences répétées entourant cette dernière et implique les protéines de 

la réplication de l’ADN mitochondrial. Ainsi, ce travail permet de mieux saisir les mécanismes 

de réplication et de réparation assurant la stabilité de l’ADN mitochondrial. Un second projet a 

été de proposer un modèle d’étude in vitro des topoisomérases en utilisant des minicercles 

d’ADN permettant la visualisation du complexe covalent, étape clef de la réaction de relaxation 

de ces enzymes. 

 

Summary :  

 

Keywords: mitochondria, deletion of mitochondrial DNA, replication, repair, DNA topology, 

topoisomerases, covalent complex 

 

Mitochondria is an essential organelle with its own circular DNA. This DNA may exhibit 

mutations and/or deletions, as a result of exposure to different types of damage or due to 

mutated proteins. These mutations or deletions are involved in many pathologies, including 

cancers, and aging. They may occur during replication or repair. For now, mitochondrial 

replication and repair have not yet been fully elucidated. The objective of this project is 

therefore to better understand the mechanisms and the emergence of anomalies by focusing on 

a deletion called "Common Deletion". This work was based on the assumption that this deletion 

could result from poor repair of double-strand break(s) and/or error during mitochondrial DNA 

replication. Analysis of these results reveals that the formation of the "Common Deletion" 

requires only a single double-strand break close to the repeated sequences surrounding the latter 

and involves the proteins of mitochondrial DNA replication. Thus, this work makes it possible 

to better understand the mechanisms of replication and repair ensuring the stability of 

mitochondrial DNA. A second project was to propose an in vitro model for topoisomerases 

using DNA minicircles allowing visualization of the covalent complex, a key step in the 

relaxation reaction of these enzymes. 

 


