N

N

Diversité et déterminisme génétique de la recombinaison
méiotique chez Saccharomyces cerevisiae

Xavier Raffoux

» To cite this version:

Xavier Raffoux. Diversité et déterminisme génétique de la recombinaison méiotique chez Saccharomyces
cerevisiae. Génétique des plantes. Université Paris Saclay (COmUE), 2018. Frangais. {NNT: 2018SACLS392).
(tel-02060253v2)

HAL Id: tel-02060253
https://theses.hal.science/tel-02060253v2

Submitted on 8 Mar 2019

HAL is a multi-disciplinary open access archive L’archive ouverte pluridisciplinaire HAL, est des-
for the deposit and dissemination of scientific re- tinée au dépoét et a la diffusion de documents scien-
search documents, whether they are published or not. tifiques de niveau recherche, publiés ou non, émanant
The documents may come from teaching and research  des établissements d’enseignement et de recherche
institutions in France or abroad, or from public or pri- francais ou étrangers, des laboratoires publics ou
vate research centers. privés.

Au‘to':'lizition
HAL Authorization


https://theses.hal.science/tel-02060253v2
https://about.hal.science/hal-authorisation-v1/
https://about.hal.science/hal-authorisation-v1/
https://hal.archives-ouvertes.fr

® UNIVERSITE

universite P ERIS

PARIS-SACLAY

Diversité et déterminisme génétique de
la recombinaison méiotique chez
Saccharomyces cerevisiae

NNT : 2018 SACLS 392

These de doctorat de 1'Université Paris-Saclay
préparée a 1’Université Paris Sud

Ecole doctorale n°577 SDSV
Structure et dynamique des systemes vivants
Spécialité de doctorat: sciences de la vie et de la santé

Thése présentée et soutenue a Gif sur Yvette, le 6 novembre 2018, par

Xavier Raffoux

Composition du Jury :

Delphine Sicard
Directeur de recherche — SPO (Montpellier) Présidente

Frédéric Baudat

Chargé de recherche - IGH (Montpellier) Rapporteur
Gianni Liti
Chargé de recherche — IRCAN (Nice) Rapporteur

Raphael Mercier
Directeur de recherche — IJPB (Versailles) Examinateur

Bertrand Servin
Chargé de recherche — GenPhySE (Castanet Tolosan) Examinateur

Denise Zickler
Directeur de recherche Emérite — I2BC (Orsay) Examinatrice

Matthieu Falque

Ingénieur de recherche — GQE le Moulon (Gif sur Yvette) Directeur de thése
Olivier Martin
Directeur de recherche - GQE le Moulon (Gif sur Yvette) Co-directeur de these

)
(O
—
O
)
O
O
©
<
©
Q
e
19,
L
—







« C’est en apprenant que [’on mesure son ignorance »

Lao She






Remerciements

Un jour de mars 2002, Jacques Samarut, alors directeur d’équipe au CNRS de Lyon, a vu arriver dans son
bureau, un individu se réclamant d’avoir été recruté dans son équipe pour travailler a I'animalerie, et
expliquant qu’il viendrait en transport en commun a Lyon tous les jours depuis Paris. Apres réflexion (et un
appel téléphonique a la délégation CNRS), il se souvint qu’il fut un temps ou il rédigeait régulierement des
demandes de poste, mais que, lassé de ne jamais avoir satisfaction, il avait abandonné. Mais cette année
était différente, puisque sans en faire la demande, un poste venait de lui étre attribué. Mon aventure a
donc commencé au CNRS de Lyon en qualité de technicien animalier. J’ai découvert que les scientifiques
consommateurs des souris dont j'avais la charge pouvaient, non seulement se rendre tres disponibles pour
répondre a mes questions sur le devenir de ces petites bétes, mais qu’en plus de cela, ils étaient toujours
ravis de transmettre leur passion. A mes questions « Et pourquoi..., et pourquoi...», jamais je n’ai entendu
« Arréte de poser des questions » | Comme un peu de pratique rend les choses plus digestes, j'ai réalisé
mes premieres expériences de biologie moléculaire, puis mes fonctions ont évolué et j'ai intégré I'équipe
de recherche du laboratoire de biologie moléculaire et cellulaire (LBMC-ENS Lyon-Equipe Samarut), avec
fonction de technicien de recherche. Je tiens a remercier les membres de cette équipe qui m’ont fait
découvrir le monde de la recherche : Frédéric Flamant avec qui j'ai réalisé ma premiere PCR, Michelina
Plateroti pour m’avoir confié le génotypage de ses souris, Laure Quignodon pour son aide au laboratoire et
sa convivialité, et Claudine Legrand pour ses conseils et son accueil. Un jour d’avril 2003, Matthieu Falque,
responsable d’équipe a I'INRA du Moulon, a vu arriver dans son bureau un individu lui expliquant étre classé
sur liste complémentaire suite a un concours externe INRA, et qu’il était possible de demander I'ouverture
d’un poste. Aprés un appel téléphonique a la délégation (pour faire court), j’ai rejoint I’équipe en tant que
technicien de recherche. J'ai la aussi découvert des scientifiques passionnés par leur travail et ravis de
transmettre leurs savoirs. Ainsi, quand cela était possible, les chercheurs de I'unité m’ont associé au travail
d’analyse des données que j’avais produites. En paralléle a cela, certains scientifiques de I'unité ont organisé
des sessions de formation interne (génétique des populations, génétique quantitative, statistiques...), et je
tiens a remercier pour cela Christine Dillmann, Philippe Brabant et Dominique de Vienne. Tout cela n’a fait
gu’amplifier ma curiosité scientifique et m’a donné envie d’en apprendre plus, mais j'ai compris que ma
formation était insuffisante et qu’il me manquait des connaissances. J'ai donc fait le choix de reprendre
mes études. Merci particulierement Matthieu pour cette phrase que je retiens et qui a été un déclic : « C'est

dommage, si tu avais un Master, je t’aurais bien pris en these ».






Un jour de septembre 2011, je me suis donc retrouvé sur le banc d’un amphithéatre de I'université d’Orsay.
Je remercie particulierement Karine Budin et Annie Sainsard Chanet qui m’ont alors encouragé dans ma
démarche. Lors de mon stage de Master |, j’ai été accueilli par une équipe de recherche tres disponible et
pédagogue qui m’a initié a la problématique scientifique passionnante de la sexualité des champignons.
Ainsi, je tiens a remercier Cécile Fairhead et Stéphanie Boisnard pour leur sympathie et pour s’étre rendues
tres disponibles. J'ai ensuite réalisé mon stage de Master Il au sein de I’équipe « Recombinaison des Alleles
en Méiose : Déterminisme, Applications, Modélisation » de I'unité GQE le Moulon. Merci Matthieu et
Olivier de m’avoir accueilli dans cette équipe ou jai découvert que mettre au point une méthode et
produire des résultats est gratifiant, mais que d’analyser les résultats avec le recul scientifique suffisant
pour en tirer des conclusions biologiques I'est encore plus. Avec ce master, j'ai goté au travail de recherche
et je ne voyais pas d’autre alternative que de continuer dans cette lancée. Ce constat personnel m’a amené
a passer le concours de I'école doctorale « Structure et Dynamique des Systémes Vivants » en vue
de continuer le travail initié pendant mon stage de Master Il. En septembre 2013, j’ai débuté une thése sur
I’étude du déterminisme génétique contrélant le nombre et la position des crossing-overs chez la levure S.
cerevisiae.

Matthieu, je te suis reconnaissant de la confiance que tu as eu en moi depuis ma reprise d’étude jusqu’a
cette these, pour tes qualités de pédagogue, le temps que tu as su trouver pour m’accompagner dans ce
travail de recherche et de rédaction, et bien sir pour la relecture de ce travail. Je souhaite a tout étudiant
d’avoir un directeur de these tel que toi. Merci Olivier pour ton réle de co-directeur de thése, pour ces
discussions passionnantes sur le sujet avec ton regard de physicien qui permet de penser les choses
différemment, pour le temps que tu as donné et évidemment pour la relecture de mon travail et tes
remarques toujours pertinentes.

Pour réaliser ce travail, j’ai passé une partie de mon temps au laboratoire. J’ai la chance d’avoir des
colléegues qui m’ont d’abord encouragé dans ma reprise d’étude, et qui ont ensuite compris et accepté que
je redevienne étudiant. Promis, une fois la thése soutenue, je reprends quelques taches collectives, j'en ai
été épargné et j’en suis conscient.

Une thése est rythmée par un comité de thése annuel composé de personnes fort agréables dans mon cas.
Vos remarques et propositions ont été tres utiles, vous avez chacun et chacune une vision des choses
différente et c’est ce qui fait la richesse de nos discussions. Je remercie donc Denise Zickler, Valérie Borde,
Christine Mézard, Cécile Fairhead, Jacques David et Gianni Liti, d’avoir accepté de prendre le temps de faire

partie de mon comité de thése.






Une bonne ambiance de travail est essentielle | C’est le cas au Moulon, je peux étre le témoin de 15 années
agréables de vie en communauté. Concernant le programme des activités auxquelles j’ai participé, je
remercie les organisateurs/trices, de I'activité piscine (Bénédicte Rhoné, Marion Limberger, Carine
Remoué), de I'activité patinoire (Gaélle Van Frank, Alice Beaugrand), de I’activité tennis (Gaélle Van Frank,
Alice Beaugrand), de l'activité « je repeins mon bureau » (Matthieu Falque, Carine Remoué, Anthony
Venon, Fabrice Dumas, Harry Belcram), du week-end ski (Charlotte Urien). Concernant I'organisation des
soirées poker, barbecue, sorties a Paris..., je remercie Pierre Montalent. Je te félicite aussi, Pierre, pour la
bonne humeur que tu transmets a beaucoup de personnes au Moulon. Merci a Anthony Venon, d’avoir été
un ex-collegue de bureau plaisant, ta jeunesse et ta joie de vivre sont trés agréables. Je suis toujours pressé
de découvrir tes aventures du week-end le lundi matin ! Tu vas nous manquer pendant ta formation. Je suis
shr que tu vas exceller et j'espere que tu reviendras au Moulon pour continuer en these, il n’y a pas d’age
pour cela, on y arrive méme a quarante ans. Le temps de ma these, j’ai partagé mon bureau avec Elise
Tourrette que je remercie pour sa sympathie, son calme, la relecture de certaines parties du manuscrit,
ainsi que ses connaissances en R bien utiles. En dehors de cela, j’ai beaucoup appris des discussions que
nous avons eues. J’ai maintenant plus de connaissances sur les mouvements des corps célestes, le
phénomeéne des marées, et tant d’autres.

Cette période de ma vie a parfois été traversée de moments douloureux. L’expérience forge le caractere et
on ressort toujours plus fort d’avoir surmonté des difficultés. Mais ces passages sont beaucoup plus simples
avec le soutien d’amis proches qui ont su étre présents quand nécessaire, avec les mots et les conseils
adaptés qui permettent d’étre confiant. Merci Matthieu, tu as eu la tache complexe d’étre a la fois mon
directeur de thése et un ami tres présent quand j'en avais besoin. Je tiens également a remercier mes amis
qui ont été présents dans ces moments, Valérie, Edwige, Démétrio et Maryse.

Merci Virginie, pour ton travail de relecture qui a été plus qu’efficace. Mais bien plus que cela, ton arrivée
a marqué la transition entre un stade végétatif et le bonheur. Ton plaisir de vivre est irradiant et me rend
heureux. Enfin, j'ai la chance d’avoir des parents qui ont accepté de redevenir les parents d’'un étudiant de
40 ans | Je vous remercie de m’avoir encouragé dans la reprise de mes études. Grace a vous, j'ai pu me
consacrer a ce travail sans étre matériellement soucieux. Je suis fier du savoir-vivre, de I'éthique et des
valeurs que vous m’avez transmises et qui me permettent de mener mes projets a leur terme. Forcément,
je pense a vous, Florent, Antoine et Ombeline, vous n’étes pas présents au moment ou j'écris ces lignes du
fait d’'une situation que vous subissez. Sachez que je pense a vous, méme quand je suis accaparé par mon

travail de these.






Table des matieres

o T T2 0T TN 20
3T o T LU Tt T U 22
1 Etude bibliographique sur la méiose et la recombina@ison............uveiiiiiiiiieeeiiiiiiiiii 26
11 Origine EVOIULIVE 08 18 MEBIOSE ....eeeueeeiertieiie ettt st st b e et ea e b e e bt et e s bt e bt s s e st e sneesbeeseesenenaes
1.2 Déroulement 8ENEral A 12 METIOSE .....c.ueiiiuiiriee ettt ettt et s r e b esae e eenesaeeneenrens
1.3 Formation de cassures double brin de 1a MolEcule d’ADN .........coouiiiiiieiiiieee ettt st s
14 Maturation des cassures doUDIE BN .. .. ... ittt ettt e bt ea e e b e e
15 RECHEICRE A NOMOIOGIE.. ..ttt et et e et e st e et e e shbeeebeeeabeesnbeesbbeaaneeeas
1.6 Appariement des chromosomMes NOMOIOGUES...........coiuiiiiiiiieieeeee ettt st e s enne e e e
1.7 Formation du complexe synaptonémal puis des ChiaSmas.........cooiiiiieiiiiiiiieiie e
1.8 Résolution des chiasmas et phase POSt SYNAPTIGUE ....cc.viieeriieriireerie ettt e
1.9 Les différentes voies de réparation des cassures double Brin ...
1.9.1 La voie de formation des crossing-overs interférents.............
1.9.2 La voie de formation des crossing-overs non interférents
193 La voie de formation des NON CrOSSING-0VEIS........ciiuiiiitieiiie ittt ettt e et e st e et e sabeesbaeesbeeeneeeaneas
194 Cas de [a recombin@isSON ECLOPIGUE . ....ciiuiiiiiieeie ettt et sb e et
1.10 La régulation de la recombinaison MEIotiqQUE .......ccueveerieeriinieenenrieree e
1.10.1 Les voies anti crossing-overs limitent le nombre de crossing-overs
1.10.2 L’assurance d’avoir au minimum un crossing-over par paires d’homologues ........ccccevecvverecveeennns 47
1.10.3 L’homéostasie assure un nombre stable de CroSSiNg-0VErS.........cvecvierieeicieiiiieiiie e eeveeseve e 47
1.10.4 L'interférence entre crossing-overs module leur répartition..........coceeeevieeieeniccenceneceeneeeee 47
1.10.5 Certains facteurs épigénétiques ont un effet sur la recombinaison .........cccccevvieriienceiinieniie s 48
1.10.6 La protéine PRDM9 influence la localisation des crossing-overs chez les mammiféres.................... 49
1.10.7 Effet des modifications post traductionnelles des protéines de recombina@ison ...........cceeeveeerennnen. 50
1.10.8 Impact de I’organisation et de la dynamique des chromosomes dans le noyau.........cccccceeeeeueennen. 52
1.11 Le cas particulier de la méiose chez 185 POIYPIOTUES ......ccceeriieriireerieitreerr ettt et
1.12 Méthodes permettant de mesurer le niveau de recoOmMbIN@ISON .......ccorcveriirriiiieeiiert e
1.12.1 Obtenir des données sur le nombre et la localisation des Crossing-overs .........cccceecvveecveenveeneeeennen. 54
1.12.2 Estimer le niveau d’interférence entre CroSSiNG-0VErS.......ccvicuieiiiererereeeieeerieesreeereessaeessaeeneeesneas 57
1.13 Diversité du niveau et du profil de reCoOMDBINAISON .......oiiiiiiiiiiiiee e eae et e esaeessaeennaeens
1.13.1 Une répartition non aléatoire de la recombinaison sur le SENOmMe ........ccocceeviieniiieniienieesiie e, 59
1.13.2 La diversité de la recombinaison au SEIN deS ESPECES.......ccvvireerrerrtirieeniente ettt sre e e s 62
1.13.3 Les différences de niveau de recombinaisSon @Ntre SEXES .......c.covuieriiirieriiieniieneee et 64
1.13.4 La diversité de [a recombinaisSon ENTre ESPECES. .......evverirriireerirrtireestee st eire sttt e e erese e nes 64
1.14 Origines de la diversité du niveau et du profil de recomMbiN@ISON .......cuiiiiiiiii i
1.14.1 OFiZINE GENBTIGUE ...euveeiiiieeite ettt ettt ettt st et e e bt et e et e bt e st s e e s et e nn e e nesheesneennesenesaeenne 67
1.14.2 Facteurs de I'environnement modifiant 1a recombinaison ..........c.oooiiiiiiiiiiiienie e 71
1.15 Relations entre recombinaison, adaptation, et évolution des GENOMES ........c.cccveeeiieriierie e
1.16 Modifier le nombre et la position des crossing-overs...

1.16.1 10 =T =3 SRS RRUSRT
1.16.2 Modification ciblée du génome et utilisation de MUutaNnts ........c.cceeviieiiiniiiniiene e, 74

- 10 -



-11 -



1.17

21
2.2
2.3

2.4

2.5
2.6
2.7
2.8

31
3.2
33

34

La levure : organisme modéle pour étudier 1a recomMbiN@iSON.........cieiiiiriiirie et 76

High throughput measurement of recombination rates and genetic interference in S. cerevisiae............... 82

1A 1] 1 1o PSPPSRt 84
a0 o 11Tt f o o PSSR 85
[\ L =TT 1R T o N 4 =] o 4T Yo SRR 86
23.1 FIUOTESCONT STrAINS ettt ettt st b e e b et et e st e st e sen e e ebeeesbaeetaeeaneeeanees 86
2.3.2 Construction oOf tri flUOrESCENT LESTETS ... .eiviiiiiiiieee ettt eiee 88
233 Flow cytometry analysis Of SPOIES. .....coouiiuiiiiie ettt b e et as 88
234 Marker fluOreSCENCE ANAIYSIS ...coouviiiie ittt ettt st sbe e et e e e eaneas 89
2.3.5 Calculation of Mendelian segregation ratios to assess possible biases .......ccccovveriieriiinieinieccienns 91
2.3.6 Calculation of reCOMbBINATION FALES ..ocvviieeiiiee it e et be e e e eabe e e e reeesensaaeenns 92
2.3.7 Calculation of the coefficient of cOINCIAENCE (COC)...uuuiiiiiiiiiiiieiiiiieiee e ssare e 92
2.3.8 SPOIUIGLION EFfICIENCY c.viiiiiieiieie ettt et eeste e s te e s s e e sreaestbessaessneennns 93
2.3.9 Y 0T =RV = o 11 L AT O PPRRRRPSPRN 93
2.3.10 Study of fluOrescenCe eXLINCLION ......coviiiiic e 93
2.3.11 Estimating fluorescence extinction frequencies, recombination rates, and interference strength by
MAXIMUM TTKEINOOM ...t e e e e e st ee e e e e ee st teeeeeeeesaassaaeeaeeeaassssaseaeseaaassseaeaeasannnnns 94
RESULTS ettt e e s 95
2.4.1 Y 0T =l o] F= 14 o USSP 95
2.4.2 Checks for Mendelian SEEreZatioN ........uiiiiuiieiiiiie et ee e riee e e sse e st ae e e sbte e e ssteeessnseeesnnsaeeenns 95
243 Measurement of recomMBbINAtION FAtE.....c..ieie i rae e enees 98
244 Measurement Of CO INTEITEIENCE ... ..eiieeieeeceeee et e e e e rae e s aaee e snraeaeans 100
2.4.5 Analysis of flUOresCENCE EXEINCLION ...ocuvieiiieiieeiee ettt estae e taeeneeseseaenaeas 100
2.4.6 Correction of fluOresSCeNCE EXLINCHION ......ovveiitirie et 101
DISCUSSION ..ttt e e s e s e e e e e s 105
ACKNOWIBAGEMEBNTS ...ttt sttt et et h e s r e et e eae e e b et e et eabeesn e e s s e e eaneeenneennaeeannes 107
REFERENGCES ...ttt s s e s s s s s s s e s 108
SUPPIEMENTANY FIGUIES @N0 TEXL ...eiiiiitieiiieieiiieee sttt e e st ee e sttt ee sttt ee e sabeeeesbaeeesbeeeesbbeeesssaeeenssseesssseassnsseassnseessnnnee 128
Role of cis, trans, and inbreeding effects on meiotic recombination in Saccharomyces cerevisiae ............ 140
AABSTRACT .ttt e e e e e 142
INTRODUGCGTION ..ttt s e e e s e s e e e e e e e 143
MATERIALS AND METHODS. ...ttt s s s s s s en s 145
3.3.1 BiOlOGICAl MATEIIAI ... e s 145
3.3.2 SPOTUIALION EFfICIENCY 1eiieiieiecie e e s e e st e e e sbbe e e sssbeeessnbeeesnnsaee s 146
3.3.3 Y 0T =RV o 11 L YRR 146
334 Recombination rate and interference measurements on the collection ...........cccceveeveneinenneennene 146
335 Score of sequence similarity at different SCales .........ccovevirveriiniiccn e 148
RESULTS ettt s e e e e
3.4.1 Sporulation, spore viability and recombination rate.........cccooeueiiiiiiinnii e

3.4.2 Wide diversity of recombination rate in the collection.........cccceiviieiiiiiiiiciiee e

3.4.3 Relative importance of cis and trans effects on recombination

3.4.4 Relationship between recombination rate and DSB levels ............

3.4.5 High levels of heterozygosity reduce recombination

3.4.6 Crossover interference analysis........cocvveereenireeneennens

3.4.7 Inbreeding reduces recombination

-12-



- 13-



35 DISCUSSION ..ttt ettt e e ettt e e e e sttt teeee s e b bt e teesesaaaab et e eeee e s e asbbe e e eeseeaaasabeeeeeeseaaasnsseneeesenansnssnneaesannannns
35.1 Intraspecific diversity of recombination
3.5.2 Intraspecific diversity of crossover interference

353 Genetic control of recombination rate.......cccceeeirieeniiniice e
3.5.4 Effect of heterozygosity and homozygosity on recombination rate
3.5.5 Dissecting parental effects on recombinatioNn..........c.eevcviiiiiiiiiiiie e
3.6 ACKNOWLEDGEMENTS ...ttt s e e e e e e 166
3.7 REFERENCES ...ttt ettt ettt ettt e e ettt e e e sttt et e e sttt e e e e e aab bbb ee e e e s enabbe bt eeeesennnse bt eeeeeensnnnneaeeeensnnnnnnnene 166
4 Conception et préparation d'une expérience de sélection récurrente sur le taux de recombinaison.......... 234
4.1 Ta] o Te [ Tot o] o RRRU OO T T T TP PO P PRSP PP RROPPPRRPP 234
4.2 Le matériel biologique adapté a ce projet est disponible
421 La population SOUMISE @ SEIECTION ....cccuvieiiieeiie ettt e te e tae e e e e e e taesbeesraeessbeenees
4.2.2 Appliquer une pression de sélection sur le niveau de recombinaison .........cccueeevveeieeriecneeecieeennenn 248
423 Préparer la population aux cycles de SEIECHION ......cc.ovcverieiiirieiiesee e 250
4.3 DesCription des CYCIES A8 SEIECTION ....c..vieiieeieicie ettt st e te et e st e e tae et eessseessseessseenseeenseessaesnseennns 250
4.4 DIimensioNNemMeENt de I"EXPEITEINCE ....cc.eeriirieiieie ettt ettt b ettt sb e et eatesb e e bt eabe s bt e bt entesaeenseesesneenseenas 252
4.5 Réponse a la sélection et recherche de QT L.........ooie ittt ettt et seee e e 254
45.1 Phénotypage des trois populations a toutes les gENErations..........cccevvvueerirerieeeiienneercee e 254
4.5.2 Détection et validation des QTL modulant la recombinaison ..........cccoeoeeiiieriieiieireeee e 255
4.6 RESUItats atteNdUS €T @PPOIES . ..eouiieeiiiiee e e s ettt r e n e e 255
4.7 T oT=Tot (=TT PO P OO PO PU PP UOPPPPUPPPRRRORRPPRt 257
4.8 (CT=I o Ta e [T g Fo U =T OO URRUPUPOPI 258
4.9 Planning prévisionnel et budget fIN@NCIEI.......coo.ui it et
49.1 Temps nécessaire pour réaliser une génération de sélection....
49.2 Temps nécessaire au phénotypage et a la détection des QTL....
493 BUAEEL PreVISIONNE ...ttt e r et e bt e b et e s e e st e nesanens
T Yol F Lo Y Y= =1 s 1= - 1 264
CONCIUSTON GENEIAIR.....ciiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiriiriiit e irrresssssssesstseresrassssssssesssesssssssssssssssseesssssssssssssssassassssssssssssesnssnsssssssssns 273
=0 <o F =4 =T « 3= N 274
RESUME Zrand PUDBIIC.......uuiiiiiiiiiiiiiiiiiir e e as e s s s s s e e e e s asss s ss s e s e ensnannsses 297
General PUBIIC SUMMANY ...cvuuiiiiiiiiiiiiiri et es s s e ra s s s s e s s e s esassssessssssesssssssssnnssssesnsssssennss 299
3T <N 300
] 14T e 300

- 14 -



15



Liste des figures et Tables

Etude bibliographique sur la méiose et la recombinaison

Figure 1 : Représentation schématique du déroulement de 12 MEIOSE ......cooiiiiiiiiii i
Figure 2 : Génes impliqués dans la recombinaison chez diffErentes ESPECES....covvviiiiciiiiiiiiie e
Figure 3 : Formation et maturation des cassures doUDIE DIiN ......ooiiiiiiiiiiiiiec et e s e s saae e s s sebeeesenes
Figure 4 : Modele schématique des mécanismes de recombinaison hOMOIOGUE.........cccreeiieiirieniiniieneseee e
Figure 5 : Observations microscopiques du « DOUQUET » .....coouiiiiiiiiiiie ettt ettt e e e s b e e b e e enee
Figure 6 : Modele d’interaction de la protéine Spo11 avec I’axe des ChromOSOMES..........cccveceirieninienieeneee e
Figure 7 : Représentation schématique du complexe Synaptonémal ..........cocooeiiiiriiiiinienince e e
Figure 8 : Observation microscopique de différents marqueurs de recombinaisSON.........c.coiiiiiiiiiiiiiiiie i
Figure 9 : Observation microscopique de chiasmas dans un Noyau de MEIOCYLE .......ccueiiiiiiiiiiiiiniei e
Figure 10 : Résolution des JONCtioNS A& HOHIAAY ....c..eiiuiiiiiiiieeiee e ettt sttt sabe et esabe e e nae e
Figure 11 : Modeéle de différentes voies de réparation des cassures doubles Brin..........ccceviecirieniniinieniere e
Figure 12 : MOAEIE « BEAM-TIIM 3 .eiiiiieeiie ettt ettt et st e stesetesteesteessesseenseaneesseenseensessse st aesanssenssenseassenseanns
Figure 13 : Modeéle « gamma » de MeSUre de I'INTEITEIENCE .....c.vivviieiieciee ettt et e e e s tae e taeeseesareeeseennns
Figure 14 : Diversité de la recombin@ison de diVErSES ESPECES .....ccveirrrieriieiiieiieerieeeieesteesreeseeeseessseesseessseessasenseessseesssesnnns
Figure 15 : Classification phylogénétique des ChampPigNONS.........ccoiiiviirieiiiie et
Figure 16 : Cycle cellulaire de la levure S. cerevisiae (ex d’'une souche hétérothallique)
Figure 17 : Arbre phylogénomique d’une collection de souches de S. cerevisiae................
Figure 18 : Structure des cassettes sexuelles de S. cerevisiae chez une cellule MATa..........
Figure 19 : Schéma du contrdle du locus Mat sur I'identité cellulaire chez S. cerevisiae
Figure 20 : Schéma simplifié du changement de type sexuel Chez S. CereviSiQe. .........cuuiimiiiiniiiiiniiieiisieeeesieeeeee e ssveee s

High throughput measurement of recombination rates and genetic interference in S. cerevisiae

Figure 1: Segregation of three linked markers in SPOres after MEIOSIS. .....viivieiiierie et ee e e e sae e 90
Figure 2: Fluorescence intensities of marker A vs marker B, marker A vs marker C, and marker B vs marker C..... .....01
Figure 3: Recombination rate of SK1 diploids (A) and SK1XW303 hybrids (B) .......cccueeeierriieriieiienieesiie e sieesiee e eneeesae e 97
Figure 4: CoC measurement of SK1 diploids (A) and SKIxW303 hybrids (B) ......ccceeeeerieerireniieieeieeniee e 99
Figure 5: Comparison between naive estimation and fitted estimation ..........cccovceii i 103

Figure 6: Comparison between naive and fitted estimation of CoC for SK1 diploids (A) and SK1xW303 hybrids (B). ...........104

Supp Figure 1: Production of SK1-1-R2C3 spores and microscopy observation of tetrads before FACS. .......ccoveiieeieiniiens 128
Supp Figure 2: Marker position for the eight tri-fluorescent testers Produced.........ccceeevieiiiicieie e 128
Supp Figure 3: Optical selection of spores based on scattered light.........coiui e 129
Supp Figure 4: Optical SElection Of SPOre SINGIELS........iiiiiiiiiee ettt e et e et e sabeessae e saeenseaesseasssnenns 129
Supp Figure 5:: Sporulation kinetics for SK1xSK1 diploids and SK1XW303 hybrids. .......ccccoceeiiiiiiiiiie e 130
Supp Figure 6: Frequency of each fluorescent marker from hemizygote SK1xSK1 diploids and SK1xW303 hybrids.............130
Supp Figure 7: Two-locus segregation of tWo lINKEA TOCH. ...ccc.uiiiiieiieie e et eae e e eenes 131

Supp Figure 8: CoC measurement on two independent intervals
Supp Figure 9: Three-locus analysis for SK1xSK1 diploids and SK1xW303 hybrids

Supp Figure 10: Estimation of recombination rate from simulated data incorporating fluorescence extinction. ................. 133
Supp Figure 11: Estimation of COC from SiMUlated data........ccccvieiieiiiie ittt ettt e e s tae e aeeseeeaseeesaeennes 134
Supp Figure 12: Extinction frequencies estimated for SK1xSK1 diploids and SK1xW303 hybrids using the model. ..............135
Supp Figure 13: Distribution of fluorescence iNtENSILY iN SPOFES. ....cccveeiiieiiieiie ettt s re e s aeestaeeseeesseeesaenns 135
Supp Text 1: R code used to estimate parameters of the model by ML. .....ocooiiiiiiiiiii e 136

16



17



Role of cis, trans, and inbreeding effects on meiotic recombination in Saccharomyces cerevisiae

Figure 1: Average recombination rate over the 14 intervals for each strain of the collection .........ccccccvvvivivniiinnicniinieens 150
Figure 2: Recombination rates in cM/kbp along chromosomes for hybrids ..........cooeiiiininnnii e 152
Figure 3: Correlation between sequence similarity and the mean recombination rate of hybrids ........ccccccoovievviienciinnnenen. 154
Figure 4: Diversity of interference strength measured by the v (nu) parameter of the Gamma model...........ccccceevernnnenen. 156
Figure 5: Correlation between average interference intensity v, and average recombination rate........c.cccoeevvevcveervenneneenen. 157
Figure 6: Hybrids obtained by crossing five parental STrains.........coouei oot 160
Figure 7: Diallele experiment: genetic length of interval R8Y9 on chromosome XI for 10 hybrids........ccccceoevieieiienecnienen. 165
Supp Figure S 1: Saccharomyces PhYIOGENOMICS ..cc.viii ittt ettt ettt e s rbbe e e ssbe e e sssbaeesssbseeesntaeeenssneeesnsnes 175
Supp Figure S 2: Frequency of fluorescence extinction for each marker locus in the 22 hybrids........cccocevvieiiieiiiecieniies 176
Supp Figure S 3: Examples of relationship between genetic distance and recombination fraction between two markers...177
Supp Figure S 4: Examples of the relationship between CoC and interference strength........ccccooeeeiiiiiiie e 178
Supp Figure S 5: Sporulation Kinetics fOr @ll STraiNS........coviieeiiriireeee ettt sr e sae b e 179
Supp Figure S 6: Sporulation and SPOre VIability FateS .......ciivuiii i e et ae e s tre e e s taeeesstaeeesnnes 183
Supp Figure S 7: Recombination rates in cM/kbp along chromosomes for hybrids ........c.ccccvveiirnineninnceeeeeeeeeee 184
Supp Figure S 8: Recombination rates when pooling StraiNs: OFiZiN .......ciiiiieiiiiieiiiiee et e aae e e senes 207
Supp Figure S 9: Recombination rates of the 22 hybrids for @ach interval .........c.ceoieiiiericie e 208
Supp Figure S 10: Correlation between sequence similarity, and the mean recombination rate........ccccceevvieeiniieeiniieeennnes 222
Supp Figure S 11: Values of the coefficient of coincidence (CoC) across hybrids ..........occooiiiiiiiiiiie e 223
Supp Figure S 12: interference strength profiles along chromosomes for three strains .........ccoccevirverieninnnienienceicee, 224
Supp Figure S 13: correlation between observed and predicted values of recombination ........cccccceeviiciiriicie e 225
Supp Figure S 14: Estimated values of the parameters of the diallel Model.........c.coociiiiiiiiei e 226
Supp Method 1A: Segregation bias and fluOrescence eXtiNCION.........veci e 227
Supp Method 2B :Experimental design and NOrmMalization .........oocueeiriiiiiiiieienieeeeeee ettt tre e rae e e s taeeesenes 228
Supp Method 3C: Translating a coefficient of coincidence into an interference strength ... 228
Supp Table 1: Strain code, name, origin, phylogenetic group, and habitat ..........c.cociiiiiiiii e 230
Supp Table 2: Diversity of recombination rate for each interval flanked by fluorescent markers..........cccoooieiiiiiiiniiinieee 231
Supp Table 3: Correlation between recombination rate and sequence similarity at different scales ........ccccoeevienvriennenne. 232
Supp Table 4: Measured recombination rate (Y), and estimated values of the diallele model ...........ccccceevvieiiieciiecienniienns 233

Conception et préparation d'une expérience de sélection récurrente sur le taux de recombinaison

Figure 1: Diversité génétique des quatre SOUCHES ULIISEES. ....c..eiveriiiiiriiiie ettt sttt e 242
Figure 2: Plan de croisement utilisé pour construire 1a population SGRP-4X...........ccceiiiiriiiniiiniieiie ettt 243
Figure 3 : Panel A: Diversité du taux de recombinaison. Panel B: Diversité de I'interférence ........c.cceveverienieiecicnecnieeeen. 245
Figure 4 : Corrélation entre homologie de séquence et taux de recombiNAISON ......cccviiiiiiiririiiie e 247
Figure 5 : Profil de recombinaison le |ong des ChrOMOSOMES.........coueiiiiriiiieiie ettt s 247
Figure 6: Schéma des cycles de sélection positive pour le taux de recombin@iSON .........cccveeeiieiiiieiieciiecieecre e 249
Figure 7: Schéma des cycles de sélection négative pour le taux de recombin@iSoN ..........cccoeeviriinienienc e 249
Figure 8: Simulation de sélection positive avec Un QTL d'effet 5% .....cc.eeiiiieiieii ettt 251
Figure 9: Simulation de sélection positive avec un QTL d’effet 10% ..252
Figure 10: Détection de différences de fréquences alléliques ...........ccereenene rererennn. 254
Figure 11: Phénotypage de la recombinaison des générations de sélection. ... ..256
Figure 12: Détection de QTL et validation fonctionnelle ..256
Figure 13: Vue d’ensemble du projet .... veeeneennn. 260
Figure 14: Planning prévisionnel ....... e 260
FIGUIE 15: DUAZET PreVISIONNEL......iccuiiiiiiiiiiectie ettt eete ettt et e et e sate e steeebeessteeesteeesseasseeasseesaeeaseeenseeanseassssensneenseeenssesnsens 262
Tableau 1 : Variance du taux de recombinaison des souches fondatrices de la population SGRP-4X. ......cccccoveevueecvenireennnnnns 248

18



19



Préambule

Ces quelques lignes s’adressent aux personnes peu familieres de la génétique et de la méiose, qui sont
les principaux themes abordés dans cette thése.

Dés le début de I’agriculture et de I’élevage, les hommes ont réalisé sans en étre conscients les premieres
expériences de génétique en sélectionnant les descendants des individus qui correspondaient le mieux
a leurs attentes pour des critéres visuels. C'est Gregor Mendel (1822-1884) qui le premier décrit un
mécanisme expliquant pourquoi la reproduction sexuée engendre des enfants qui ressemblent a leurs
parents tout en n'étant pas exactement leur moyenne. Il propose que cette ressemblance soit due a un
transfert de caractéres des parents vers les descendants, ce que Mendel met en évidence dans une série
d’expériences sur le pois en étudiant des caracteres tels que la couleur ou la forme. Il observe ensuite
gue certains caractéres sont plus souvent combinés ensemble chez les descendants et ne respectent
donc pas ses premieres conclusions sur la ségrégation indépendante des caractéres. Pour expliquer les
écarts a la ségrégation indépendante observés, Mendel propose que certains caractéres puissent étre
liés. En 1866, il publie un article de synthése et conclut que les caracteres héréditaires sont le résultat
de deux facteurs, un venant du pére et un de la mére. C'est en 1902 que Walter Sutton et Théodore
Boveri proposent que les chromosomes soient le support physique de ces facteurs dans la cellule.
Thomas Morgan (1866-1945) entreprend alors des experiences de génétique sur la Drosophile en
étudiant la ségrégation de la couleur des yeux dans la descendance. Il propose d’une part que certains
caracteres soient liés au sexe et donc portés par un chromosome sexuel, et d’autre part que d’autres
caractéres peuvent étre liés sur un méme chromosome. En étudiant sur des milliers de mouches la
répartition de caractéres liés sur un méme chromosome, il observe dans la descendance que ces
caracteres peuvent étre dissociés chez une partie des descendants. Cette recombinaison entre
caracteres par la reproduction sexuée permet de casser le lien entre caractéres situés sur un méme
chromosome et ainsi de créer de nouvelles combinaisons de caracteres. Morgan utilise cette
observation pour créer les premieres « cartes génétiques » permettant de localiser les facteurs
contrdlant ces caractéres sur les chromosomes en exploitant les fréquences de recombinaison. Les
premieres cartes génétiques sont nées, et depuis, I'unité de fréquence de recombinaison utilisée en
cartographie génétique est appelée Morgan (et son sous-multiple, le centiMorgan). La reproduction
sexuée permet donc la création de nouveaux assemblages de caracteres chez les descendants, et cette

nouvelle diversité est ensuite soumise a la sélection, qu’elle soit naturelle ou dirigée par 'homme, par
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exemple dans une optique agronomique. La plupart des espéces a reproduction sexuée possedent deux
copies de chaque chromosome, I'une venant de la mére et I'autre du pére. Quand un individu se
reproduit, il transmet seulement la moitié de son matériel génétique aux descendants via des cellules
particuliére appelées « gamétes ». Une étape essentielle de la reproduction sexuée est la formation de
gametes haploides a partir de cellules diploides, ce qui permet de ne pas doubler le stock de matériel
génétique a chaque génération. Cette réduction de ploidie se fait par une division cellulaire particuliere
appelée « méiose ». Les gametes ainsi produits contiennent un exemplaire de chaque chromosome. Ces
gametes haploides peuvent ensuite fusionner lors de la fécondation et compléter ainsi un cycle de
reproduction. La méiose doit assurer une bonne répartition des chromosomes dans les gametes sous
peine de voir se former des gametes non viables. Pour cela, en certains points des chromosomes, un
mécanisme appelé crossing-over (CO) créé un lien physique entre les chromosomes homologues a deux
chromatides en début de méiose. Ce lien physique est maintenu jusqu’a la fin de la premiéere division de
méiose, puis il est rompu et chaque exemplaire de chromosome est alors distribué dans une cellule. Suit
une deuxiéme division de méiose ou les deux chromatides composant les chromosomes sont séparées
et distribuées dans les gametes. Lors de la formation du lien physique entre chromosomes homologues,
de l'information génétique est réciproquement échangée entre les deux homologues. Cet échange
réciproque d’information entre chromosomes homologues aboutit a la formation de nouvelles
combinaisons de séquences nucléotidiques et donc a la création de diversité génétique. Ce sont donc

ces crossing-overs qui sont responsables de la recombinaison observée par Morgan.
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Introduction

Un des défis de la génétique moderne est d’identifier les genes et alleles responsables de la variation
des caracteres quantitatifs. De nombreuses études ont pour but d’identifier les facteurs génétiques (ou
au moins leur localisation approximative dans le génome, appelée QTL pour « quantitative trait locus »)
dont la variation allélique modifie un caractére quantitatif. Ces travaux peuvent étre conduits en
étudiant la descendance de croisements controlés (études de type « linkage »), ou en utilisant une
collection d’individus non apparentés (études de type « association »). Lors de ces études, I'objectif est
d’identifier des régions génomiques dont le polymorphisme est associé a la variation d’un caractere. La
localisation des QTL consiste dans un cas comme dans l'autre a identifier la plus petite région possible
associée au caractére. La résolution dépend assez directement du nombre de recombinaisons qui se
sont produites lors des méioses, soit pendant la construction de la population de cartographie (études
de type « linkage »), soit tout au long de la généalogie des individus constituants la collection (études de
type « association »). En pratique, la précision de la localisation des QTL dépend également de différents
facteurs qui sont: le nombre d’individus étudiés, la précision du génotypage et la fréquence des
différents alléles dans la population, ainsi que la pénétrance du caractére. Dans le cadre de
I’'amélioration génétique, ce travail de détection de QTL est suivi par la mise en ceuvre de stratégies de
sélection, dont le réle est de combiner les alleles favorables a différents QTL. Le génotypage haut débit
et les études basées sur des croisements multiparentaux ont permis de gagner en précision sur le
positionnement des QTL. Cependant, de larges zones des génomes ne sont pas ou trés peu soumises au
phénoméne de recombinaison méiotique (par exemple les régions péri-centromériques chez la plupart
des plantes cultivées). La détection précise des QTL dans ces zones pose donc un énorme probleme
puisque ces régions se présentent sous forme de blocs haplotypiques dans lesquels il est impossible de
localiser plus finement les QTL. De méme, il est tres difficile, en sélection, de casser des combinaisons
alléliques dans ces régions. S'il était possible de contréler le nombre des crossing-overs (CO), on pourrait
détecter les QTL plus finement et sélectionner plus efficacement les individus cumulant les alléles
favorables. Dans un contexte de stagnation des rendements du fait du plafonnement du progres
génétique, on comprend bien toute I'importance de cet enjeu (Peltonen-Sainio et al., 2015; Ray et al.,
2012). D’un point de vue plus fondamental, la recombinaison méiotique est un mécanisme majeur de la
dynamique de I'évolution des génomes, et il est essentiel d’en comprendre le fonctionnement. Enfin, les

mécanismes de réparation de la molécule d’ADN essentiels au bon déroulement de la méiose
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reprennent en partie les mémes protéines que celles utilisées par I’ensemble du vivant (procaryotes
comme eucaryotes) lors du cycle végétatif pour réparer les Iésions de I’ADN de type cassure double brin
(CDB). Si elles sont mal réparées, les cassures double brin de ’ADN peuvent conduire a I'inactivation de
génes contrélant le cycle et la prolifération cellulaire (proto-oncogenes). Chez les organismes pluri-
cellulaires, les cellules ainsi modifiées peuvent devenir des cellules tumorales et provoquer des cancers.
De nombreuses équipes de recherche étudient donc les mécanismes de la méiose, ce qui peut permettre
de mieux comprendre comment se fait la réparation des lésions de ’ADN et comment peuvent survenir
les erreurs de réparation.

Pour étudier quantitativement la recombinaison sur un grand nombre d'individus, on se heurte soit au
fait que les approches cytologiques sont quelques fois difficiles, soit aux colts élevés du génotypage de
nombreux descendants. Il est, de plus, impossible actuellement de sélectionner des individus
recombinants a grande échelle avec ces techniques. L’étude quantitative de la recombinaison méiotique
reste donc difficile d’accés avec les méthodes actuelles qui ne permettent que I’'observation et Ia

sélection de peu d’individus. Le premier objectif de mon travail a consisté a lever ce verrou technique en

mettant au point une méthode pour mesurer a haut débit et faible colt le taux de recombinaison et
I'interférence chez la levure S. cerevisiae. Du fait de la difficulté de phénotyper le nombre et la position
des évenements de recombinaison, relativement peu d’études décrivent la diversité intra spécifique de

ce caractére a large échelle. Le second objectif de mon travail a donc été de palier a ce manque de

connaissances en utilisant la méthode de mesure a haut débit de la recombinaison que nous avons mise
au point pour étudier une collection de souches de S. cerevisiae représentative de la diversité de

I'espece. Mon troisieme objectif a été d’étudier quels types de facteurs composent le déterminisme

génétique du nombre et de la position des événements de recombinaison. Pour ce faire, j’ai utilisé les
données de diversité intra spécifique de la recombinaison obtenues précédemment, que j'ai complétées
par des données issues d’un croisement de type di-allele. D’'une part mon travail a consisté en I'étude
de l'effet du niveau d’hétérozygotie sur la recombinaison, et d’autre part, je me suis intéressé a
I'importance relative de facteurs génétiques agissant localement (effet cis) ou a distance (effet trans)

sur la recombinaison. Enfin, le dernier objectif de mon travail a été de concevoir et préparer un projet

de recherche que je souhaiterais mettre en ceuvre aprés ma these. Ce projet est centré sur une
expérience de sélection divergente basée sur le taux de recombinaison. Ce travail permettra non

seulement de mesurer la réponse a la sélection sur le nombre de CO, mais aussi de détecter les régions
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du génome impliquées dans cette réponse, c’est-a-dire les régions contrélant le nombre et la répartition
des événements de recombinaison.

La premiére partie de ce manuscrit est consacrée aux connaissances actuelles sur la méiose. Je débuterai

en présentant quelques hypothéses sur les origines évolutives de la méiose, puis je décrirai
chronologiquement ses différentes étapes. J’aborderai ensuite les conséquences génétiques de la
méiose et les mécanismes moléculaires impliqués. Ceci sera suivi par un état des connaissances sur les
mécanismes modulant le nombre et la répartition des événements de recombinaison méiotique. Je
présenterai ensuite le cas particulier de la méiose chez les polyploides. Puis, aprés avoir présenté les
méthodes actuelles pour mesurer le taux de recombinaison et l'interférence, je ferai un point sur les
connaissances quant a la répartition des événements de recombinaison a I'échelle du génome. Je
décrirai ensuite I'état de I'art concernant la diversité du taux de recombinaison entre les especes et au
sein de certaines espéces, puis les possibles origines de cette diversité. Enfin, nous verrons quelle peut
étre I'importance du contrble génétique de la recombinaison concernant I'adaptation des espéces et
I’évolution de leur génome. Pour finir cette premiére partie, aprés avoir présenté les intéréts, que ce
soit en recherche fondamentale ou en recherche appliquée, de la modification du nombre et de la
répartition des événements de recombinaison, je décrirai quelles méthodes pourraient permettre cela,
les problématiques associées, et les objectifs de mon travail de these.

La deuxieme partie de ce document est composée d’un article portant sur la mise au point d’une

méthode de mesure a haut débit du taux de recombinaison et de l'interférence chez la levure S.
cerevisiae. J'ai ensuite utilisé cette méthode pour étudier la diversité du taux de recombinaison et de
I'interférence dans une collection de levures et travaillé sur I'étude du déterminisme génétique de ce

caractere, ce qui fait I'objet d’'un second article que vous trouverez dans la troisieme partie de ce

manuscrit. Enfin, dans une guatriéeme partie, je présenterai un projet de recherche autour d’une

expérience d’évolution dirigée, visant a étudier la réponse a la sélection sur le nombre de CO puis a

détecter les QTL impliqués dans la régulation de ce caractere.
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Premiere partie

1 Etude bibliographique sur la méiose et la recombinaison
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Figure 1 : Représentation schématique du déroulement de la méiose

(A) Phase de réplication du matériel génétique. (B) En leptoténe, les axes chromosomiques commencent

a se former et la recombinaison est initiée. (C) En zygoténe, le complexe synaptonémal polymérise le long
des axes chromosomiques et des évenements de CO se produisent. (D) En pachytene, le synapsis est
complet et la recombinaison se poursuit. (E) En diploténe, le complexe synaptonémal disparait, les
chromosomes homologues restent connectés via les crossing-overs. (F) En diacinése, il y a condensation
des chromosomes et les bivalents sont visibles. (G) En fin de prophase I, la membrane nucléaire est
détruite. (H) en métaphase I, les bivalents s’alignent le long de fuseaux. (I) En anaphase I, les chromatides
sceurs ne sont plus maintenues entre elles par la cohésine, sauf au niveau des centromeres, ce qui permet
la migration des chromosomes aux poéles cellulaire. (J) En intercinése, deux noyaux se forment et les
chromosomes se décondensent. Cette structure perdure en télophase I et prophase II. (K) En métaphase
I, les chromosomes s’alignent le long des plaques métaphasiques. (L) En anaphase II, la cohésine des
régions centromériques est détruite et les chromatides sceurs se séparent. (M) En télophase II, quatre
noyaux se forment. (N) Aprés cytocinése, quatre gameétes haploides sont formées. Figure issue de
(Mercier et al., 2015)

27



Les cellules des organismes diploides possedent deux copies de chaque chromosome appelées
« homologues ». Avant d’entrer en méiose, ’ADN des cellules est répliqué de facon a obtenir des
chromosomes a deux chromatides sceurs associées entre elles sur toute leur longueur par des complexes
de protéines (cohésines) formant des anneaux autours des chromatides. Deux divisions cellulaires vont
suivre, ce qui va conduire a la formation de quatre gamétes haploides (Figure 1).

Ce chapitre va tout d’abord présenter les origines évolutives probables de la méiose puis les différentes
phases de la méiose aboutissant a la formation de gameétes. Suivra une partie décrivant les mécanismes
moléculaires de la recombinaison et les conséquences génétiques de la méiose. La partie suivante
présentera les mécanismes contrélant le nombre et la position des CO. Enfin, je présenterai quelques

points sur le cas particulier des espéces polyploides.

1.1 Origine évolutive de la méiose

La reproduction sexuée, mode de multiplication de presque tous les organismes eucaryotes, a une
origine discutée. Avant qu’une atmosphere avec une couche d’ozone ne viennent diminuer le niveau
d'exposition aux rayons ultra-violets, il est proposé que chez les procaryotes des mécanismes conduisant
a des échanges de matériel génétique auraient permis de réparer un ADN soumis a de telles fortes
expositions (Birdsell and Wills, 2003; Bruce R. Levin, 1988). Le fait que de nombreuses
protéinesimpliquées dans la réparation des CDB en méiose aient des homologues en mitose
(topoisomérase, recombinase type RecA et protéines de « mismatch repair ») suggére que la méiose
exploite des mécanismes qui ont évolué de la mitose (Egel and Penny, 2007). Ainsi, la méiose serait un
type de division cellulaire particulier ayant pour origine une mitose transformée dans laquelle les
kinétochores sur les chromatides sceurs ne se seraient pas dissociés, entrainant la ségrégation de
chromosomes au lieu de chromatides (Wilkins and Holliday, 2009). Le gain apporté par cette nouvelle
fonction serait double, avec d’'une part un mécanisme permettant de répartir équitablement les
génomes paternels et maternels dans des gamétes (Margulis and Sagan, 1990, 1997), et d’autre part un
mécanisme tres efficace de réparation des altérations de I’ADN, ce mécanisme nécessitant la présence
de deux copies de chaque chromosome, et donc un organisme diploide (Horandl, 2009).. La méiose
aurait alors été ancestralement sélectionnée grace a I'avantage sélectif apporté par ces deux nouvelles
fonctions. La création de nouvelles combinaisons alléliques serait alors plutdt un effet indirect de la
méiose, non sélectionné primitivement, et apparu comme une des conséquences du mécanisme de la

méiose. |l est d’ailleurs suggéré que la méiose soit un mécanisme apparu avant les débuts de la
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reproduction sexuée (Niklas et al., 2014). Enfin, il est également suggéré qu’un des avantages sélectifs
de la méiose pourrait étre de permettre le maintien du profil épigénétique au cours des générations en
supprimant les épimutations (Holliday, 1988). L’origine de la méiose serait unique et précoce au cours
de I'évolution des eucaryotes, les protéines impliquées dans ce mécanisme sont en effet trés bien
conservées a travers les eucaryotes actuels (Ma, 2006; Ramesh et al., 2005). La discussion de I'équilibre
entre colts et bénéfices de la méiose permettant d’une part son émergence et d’autre part le maintien

de la reproduction sexuée au cours de I'évolution est toujours un sujet de discussions (Horandl, 2009).

1.2 Déroulement général de la méiose

Une fois la réplication pré-méiotique accomplie, chaque chromosome est composé de deux chromatides
sceurs unies entre elles par des cohésines dont certaines sont méiose-spécifiques telles que la protéine
REC8 qui vient s’ajouter aux cohésines mitotiques (Golubovskaya et al., 2006). Ces complexes protéiques
forment des structures d’anneaux composés de plusieurs sous unités et entourant les chromatides
sceurs. La premiere division méiotique appelée « division réductionnelle » permet le passage d’une
cellule diploide a deux cellules haploides. Cette réduction de ploidie se déroule en quatre phases :
prophase, métaphase, anaphase, et télophase (Figure 1). C'est lors de la prophase | que les
chromosomes homologues s’apparient et échangent réciproquement du matériel génétique. La
prophase | se décompose en cinq phases qui décrivent |’état de compaction des chromosomes et la
structure des axes protéiques ancrant les chromosomes : leptoténe, zygotene, pachyténe, diploténe,
diacinése. En métaphase |, les centromeres des chromosomes appariés sont reliés au fuseau méiotique
et s’alignent le long de cet axe. Les chromosomes sont alors condensés, les points d’attachement entre
chromosomes homologues sont alors visibles au microscope et sont appelé « chiasmas ». En anaphase
I, les liens créés entre les chromatides sceurs sont dégradés sauf au niveau des centromeres et les
chromosomes homologues commencent ainsi a migrer chacun a un podle de la cellule. Lorsque les
chromosomes ont atteint les pbles du fuseau méiotique, la cellule se divise en deux cellules contenant
chacune une copie de chaque homologue. Les chromosomes homologues sont alors constitués de deux
chromatides sceurs reliées entre elles au niveau de leur centromeére. La deuxieme division cellulaire
appelée « division équationnelle » peut alors avoir lieu. L'enveloppe nucléaire de chaque cellule fille se
dégrade en prophase Il et un nouveau fuseau méiotique se forme. En métaphase Il, chaque chromosome
homologue s’aligne le long de ce fuseau méiotique. Les deux chromatides sceurs sont alors séparées en

anaphase Il et chaque chromatide migre vers un pole de la cellule. Lors de la télophase Il, les enveloppes
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nucléaires de chacun des quatre noyaux sont formées, puis les cellules se séparent conduisant a la
formation de quatre gametes contenant chacun un jeu haploide de chromosomes (de Massy, 2013;
Mercier et al., 2015; Mézard et al., 2015). Apres cette description des grandes étapes de la méiose, je

vais maintenant décrire les connaissances actuelles sur les mécanismes moléculaires de la prophase .

1.3 Formation de cassures double brin de la molécule d’ADN

En début de leptotene (Figure 1)), les chromosomes dupliqués ne sont pas encore totalement
condensés, ce qui leur donne un aspect de filaments longs et fins. A cette étape, les deux chromatides
sceurs sont unies entre elles par des cohésines ainsi que d’autres complexes protéiques, les condensines
(Nasmyth & Haering, 2009; Sakuno & Watanabe, 2009, Wood et al., 2010). La chromatine des
chromatides sceurs est alors organisée en boucles assez régulierement espacées le long de I'axe
chromosomique (Zickler & Kleckner, 1999,2015). Le processus de recombinaison méiotique débute
lorsque des cassures double brin (CDB) de I’ADN sont créés par I'endonucléase SPO11 en association
avec de nombreuses autres protéines (Figure 2) (Figure 3) (Edlinger and Schlogelhofer, 2011; Keeney
and Neale, 2006; de Massy, 2013). Des homologues du gene Spo1l1l sont retrouvés chez de nombreuses
especes et chez I’'ensemble des eucaryotes. En grande majorité, le gene Spol1 est unique et fonctionnel,
mais chez différentes especes, il peut exister plusieurs copies de ce gene (Malik et al., 2007), avec méme
jusqu’a cing homologues potentiels chez le riz (Jain et al., 2006). Au moins une des copies doit étre
fonctionnelle pour le bon déroulement de la méiose (Grelon et al., 2001; Hartung et al., 2007) et chez A.
thaliana, certaines copies de Spoll (AtSPO11-3) perdent leur fonctionnalité en méiose et sont
impliquées dans des mécanismes tels que I'endoréplication de ’ADN (Stacey et al., 2006). La protéine
SPO11 présente une forte homologie de séquence avec la protéine TOPOVI-A, qui est une sous unité
catalytique de la topoisomérase VI qui présente une activité catalytique permettant le clivage des deux
brins de I’ADN (Keeney et al., 1997). Il a été rapporté récemment chez les plantes et animaux que la
protéine SPO11 forme un complexe protéique avec la protéine TOPOVIB-Like, cette protéine présentant
également une bonne conservation chez les eucaryotes (Vrielynck et al., 2016). Chez S. cerevisiae,
I'interaction entre 9 protéines localisées sur I'axe chromosomique et formant quatre complexes
protéiques est nécessaire a la formation des CDB (Forterre et al., 2007; de Massy, 2013). Leurs roles
respectifs sont mal connus mais ces protéines sont partiellement conservées chez les eucaryotes
étudiés, ce qui semble indiquer des mécanismes de formation des CDB communs aux différentes

especes.
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Figure 2 : Genes impliqués dans la recombinaison chez différentes especes
Le nombre de cercles indique le nombre de copies du géne. Les genes sont groupés par
catégorie fonctionnelle. Figure issue de (Wang and Copenhaver, 2018)
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1.4 Maturation des cassures double brin

Un complexe protéique vient ensuite déloger la protéine SPO11, qui était attachée de fagon covalente
aux extrémités 5’ de ’ADN, en clivant I’ADN en 3’ de SPO11 (Figure 3). Ce complexe composé de Mrell,
Rad50, et Xrs2 chez S. cerevisiae (Figure 2) est appelé complexe MRX. Chez d’autres especes, ce
complexe est composé des protéines MRE11, RAD50, NBS1, formant le complexe MRN (Neale et al.,
2005). A ce complexe s’ajoute la protéine Sae2 chez S. cerevisiae et la protéine CTIP chez d’autres
especes (de Massy, 2013). Chez les non mutants, les extrémités 5’ de ’ADN sont ensuite dégradées, ce
qui permet la formation d’extrémités 3’ simple brin, mécanisme appelé résection. Chez S. cerevisiae, ce
sont les protéines EXO1 et MRE11, ayant une activité exonucléasique, qui dégradent la molécule d’ADN
de fagon bidirectionelle : EXO1 dans le sens 5’ vers 3’ et MRE11 dans le sens 3’ vers 5’ (Garcia et al.,
2011). Les extrémités 3’ simple brin sont alors recouvertes de complexes protéiques RPA dont on

suppose que le role est de protéger ces fragments de la dégradation (Aklilu et al., 2014; de Massy, 2013).

1.5 Recherche d’homologie

Des protéines telles que Rad51 et Dmcl (recombinases catalysant les réactions d’échange de brin)
(Figure 3) s’accrochent alors a ces filaments d’ADN simple brin remplagant le complexe RPA et favorisent
la recherche d’homologie (Bishop, 1994; Bishop et al., 1992; Sheridan et al., 2008). Comme la protéine
RECA chez E. coli, ces deux recombinases ont la capacité de reconnaitre ’lhomologie de séquence et de
polymériser ’ADN (Brown and Bishop, 2014). Chez S. cerevisae, la formation de connexions entre
homologues est conservée chez les mutants rad51, mais pas chez les mutants dmci, ce qui suggére un
role différent de ces deux protéines. Une des deux extrémités simple brin de chaque CDB va donc
rechercher puis envahir une matrice d’ADN homologue intacte, ce qui forme une boucle appelée D-Loop
(Figure 4(q)). Cette recherche d’homologie se fait par essais successifs via I'invasion des filaments simple
brin vers une matrice d’ADN homologue intacte (Hunter, 2015). Dans une méiose diploide, cette matrice
est présente d’une part sur le chromosome homologue et d’autre part sur la chromatide sceur. Mais le
choix de la matrice est biaisé et le chromosome homologue est préférentiellement utilisé comme
matrice pour la réparation des CDB (Jackson and Fink, 1985; Kadyk and Hartwell, 1992 ; Humphryes and
Hochwagen, 2014). Ce phénoméne, appelé biais inter-homologue permet la création d’un lien physique
entre homologues, ce qui est essentiel a une ségrégation correcte des chromosomes en anaphase | (de

Massy, 2013; Mercier et al., 2015).
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Figure 3 : Formation et maturation des cassures double brin
Un dimeére de protéine Spol1 se lie al’ADN via un processus nécessitant de nombreuses autres
protéines. Apres clivage, la protéine Spoll est détachée, emportant avec elle un fragment
d’ADN lié. Les extrémités libres sont maturées formant des extrémités 3’ simple brin libres qui
sont protégées par la protéine Rpa. Ces fragments sont pris en charge par les protéines Rad51
et Dmc1 et vont envahir le chromosome homologue. Figure issue de (de Massy, 2013)
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Figure 4 : Modéle schématique des mécanismes de recombinaison homologue

La recombinaison méiotique est initiée par la formation de cassures double brin (CDB) de la molécule
d’ADN (a). Ces CDB sont maturées et forment des extrémités 3’ simple brin (b). Ces extrémités peuvent
alors envahir soit la chromatide sceur intacte (c), ou bien 'une des deux chromatides du chromosome
homologue formant une D-loop (d). Ces intermédiaires peuvent étre protégés par les composant du
complexe ZMM (e), et former des doubles jonctions de Holliday (dH]) qui peuvent étre résolues en
crossing over de classe I (f) ou maturées en NCO selon différentes voies : SDSA (g), dH] dissolution (h), et
d’autre mécanismes possibles (i). En plus de cela, une voie de formation indépendante du complexe ZMM
produit des CO de classe II qui sont non interférents (j). Les nombres indiqués correspondent au nombre
de chaque événement dans le cas de A. thaliana. Figure issue de (Mercier et al., 2015)
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1.6 Appariement des chromosomes homologues

Cet appariement commence en leptotene (Figure 1), les chromosomes se condensent puis, chez la
majorité des espéces, les télomeéres de chaque chromosome sont ancrés a I'enveloppe nucléaire (Harper
et al., 2004). Chez divers organismes, cette localisation des télomeres permet au cytosquelette cellulaire
d’imprimer aux chromosomes un mouvement a l'intérieur du noyau (Koszul and Kleckner, 2009; Lee et
al., 2015; Shibuya et al., 2014a, 2014b; Storlazzi et al., 2003). En fin de leptoténe, les chromosomes
forment ainsi une organisation particuliére appelée « bouquet » (Figure 5) (Scherthan, 2001; Zickler and
Kleckner, 2016). Le « bouquet » se caractérise par le fait que les chromosomes sont attachés par leurs
télomeéres a une partie délimitée de I'enveloppe nucléaire. Le regroupement des chromosomes dans
une partie délimitée du noyau ainsi que le mouvement imprimé par le cytosquelette sont supposés aider
I"'appariement des homologues, d’une part en faisant se rencontrer les chromosomes et d’autre part en
cassant les possibles appariements entre régions non homologues. La dynamique des chromosomes
pendant la méiose est une étape essentielle a leur appariement. Dans la plupart des organismes, les CDB
sont catalysées par la topoisomérase-like Spoll qui interragit avec l'axe chromosomique par

I'intermédiaire de la protéine Spp1 (Figure 6).

b .

Figure 5 : Observations microscopiques du « bouquet »

Organisation en « bouquet » des chromosomes chez Dendrocoelum lacteum, (b) en zygotéene et (c)
en pachytene. Figure issue de (Zickler and Kleckner, 1998, 2016)
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Figure 6 : Modéle d’interaction de la protéine Spoll avec I'axe des chromosomes
Chez S. cerevisiae, la protéine Spo11 se fixe sur les régions accessibles du nucléosome (NDR) qui
sont proches des sites d'initiation de transcription (TSS), puis interagit avec I'axe
chromosomique par I'intermédiaire de la protéine Spp1. De nombreuses protéines essentielles a
la formation des cassures double brin sont associées avec I'axe chromosomique et peuvent
interagir avec les sites de cassure. Figure issue de (de Massy, 2013)
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1.7 Formation du complexe synaptonémal puis des chiasmas

Une fois 'homologie trouvée, les protéines des éléments centraux du complexe polymérisent sous
I’action des protéines SCP1 chez les mammiferes (Meuwissen et al., 1992), ou du complexe de protéines
ZMM chez la levure comprenant les protéines Zip1, Zip2, Zip3, Zip4, Mer3, Msh4, et Msh5 (Borner et
al., 2004). Cette polymérisation le long des homologues conduit a la propagation du complexe
synaptonémal tout le long des chromosomes. Ce complexe est composé de deux éléments latéraux et
d’un élément central, connectés ensemble par des filaments transversaux, les deux chromatides
homologues étant disposées en boucles attachées aux éléments latéraux (Figure 7) (Page and Hawley,
2004). A cette étape, le complexe synaptonémal peut étre observé au microscope éléctronique et les
protéines qui le composent en immunofluorescence. Il est suggéré via des observations chez Sordaria
macrospora que les sites d’initiation du complexe synaptonémal sont soumis a « interférence » de
maniére a assurer la formation réguliere du complexe synaptonémal sur toute la longueur du
chromosome (Zhang et al., 2014a ; voir revue de Zickler and Kleckner, 2016). Chez la plupart des especes,
I’'appariement et la reconnaissance des homologues sont dépendants de la formation des CDB, et semble
étre un pré-requis au synapsis. Cependant, chez C. elegans ou D. melanogaster, |'étape de synapsis est
indépendante de la formation des CDB (Woglar and Jantsch, 2014). L’appariement des homologues reste
donc encore un processus en partie mystérieux. L'entrée en pachytene se fait lorsque la polymérisation
du complexe synaptonémal est continue sur I’'ensemble des chromosomes. Les chromosomes
homologues sont alors associés I'un a I'autre sur toute leur longueur. C’est a cette étape que les nodules
tardifs de recombinaison peuvent étre observés en cytologie (Figure 8) (Carpenter, 1975). Ces nodules
tardifs correspondraient aux sites de formation des liens physiques entre homologues, les crossing-overs
(CO). En pachyténe, le complexe synaptonémal est complétement polymérisé (Parvinen and
Soéderstrom, 1976 ; Page and Hawley, 2004). En diplotene, le complexe synaptonémal est dépolymérisé,
les protéines composant I'élément central étant dissociées des chromosomes (Tsubouchi and Roeder,
2005), les CO qui sont alors les seuls points de liaison entre chromosomes homologues sont visibles en
microscopie et on leur donne le nom de « chiasmas » (Figure 9). A cette étape, les homologues sont
attachés par les sites de chiasma, ils forment alors une structure observable en microscopie photonique

qgue I'on nomme « bivalents » (Figure 9).
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Figure 7 : Représentation schématique du complexe synaptonémal

Les chromosomes homologues répliqués sont ancrés aux éléments latéraux (LE) du complexe
synaptonémal (SC). Les échanges de matériel génétique entre homologues (CO) ont lieux au niveau
des nodules tardifs de recombinaisons (RN) qui sont attachés a la région centrale (CR). L'élément
central (CE) est représenté en rouge. Figure issue de (Abrahan Hernandez-Hernandez et al., 2012)

Figure 8 : Observation microscopique de différents marqueurs de recombinaison
A-Coloration DAPI en métaphase I d'un méiocyte male d’A. thaliana. Les bivalents avec un seul
chiasma sont indiqués par une fleche et ceux avec deux chiasmas sont indiqués par un triangle. B-
Immunofluorescence d'un étalement de pollen d’A. thaliana. Anticorps anti-ASY1 (rouge), anti-DMC1
(vert). C- Complexe synaptonémal (SC) chez la tomate en zygotene. Les nodules précoces de
recombinaison (EN) sontindiqués par des fleches. D-Complexe synaptonémal chez la tomate en milieu
de pachyténe. Un nodule tardif de recombinaison (LN) est indiqué par une téte de fleche et un
kinétochore par une fleche. E-Immunofluorescence d'un étalement de pollen de tomate. Avec des
anticorps anti-MLH1 (vert), anti-SMC1 (rouge), anti CENPC (gris) et DAPI (bleu). Les foci MLH1 sont
indiqués par des pointes de fleche. Figure issue de (Muyt et al., 2009)
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Figure 9 : Observation microscopique de chiasmas dans un noyau de méiocyte

Observation de bivalents en métaphase 1 de T. helveticus. (A) Oocyte, ou (B) spermatocyte. Chez les
oocytes, la localisation des chiasmas est soit centromérique soit télomérique, formant différentes
configurations de bivalents, alors que chez les spermatocytes, la localisation des chiasmas est distale ce
qui forme des bivalent en forme d’anneaux. Figure issue de (Mézard et al., 2015; Watson and Callan, 1963)
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1.8 Résolution des chiasmas et phase post synaptique

Les chromosomes se condensent ensuite en diacinese (Figure 1(r)) et sont attachés au fuseau méiotique
et entrer en métaphase I. Les deux kinétochores de chaque chromosome étant spécifiquement orientés
dans le méme sens en méiose, une fois les microtubules du fuseau méiotique reliées a ces kinétochores,
les bivalents se placent sur le plan métaphasique. Chaque chromosome homologue est alors relié via
son kinétochore a un pole différent de la cellule ce qui créer une tension en sens opposé sur chaque
kinétochore. Une fois tous les bivalents reliés au fuseau méiotique, I'anaphase | débute. La protéine
APC/C qui est une E3 ubiquitine ligase est alors activée et va dégrader la sécurine, protéine impliqués
dans le maintien de la connexion entre chromatides sceurs (e.g. Peters, 2006 ; Pesin and Orr-Weaver,
2008 ; Niu et al., 2015). En méiose, cette dégradation des cohésines n’a pas lieu au niveau des
centromeéres des chromosomes, ceux-ci étant protégés de la dégradation par la phosphatase PP2A,
recrutée par la protéine SGO (Jonak et al., 2017). Les chiasmas vont alors étre résolus et sous I'effet des
forces du fuseau méiotique, les chromosomes homologues vont se séparer et migrer vers les pOles
opposés de la cellule puis se décondenser en télophase I. La premiére division de méiose aboutit donc
généralement a la formation de deux cellules contenant chacune un lot de chromosomes formés de
deux chromatides reliées entre elles au niveau des centromeres par des cohésines dont essentielemnt
la protéine REC8. En prophase I, les chromosomes sont condensés, ils s’alignent sur la plaque
métaphasique en métaphase I, puis en anaphase I, les cohésines centromériques sont dégradées, les
chromatides sceurs sont séparées et migrent chacune vers un péle de la cellule (Gémez et al., 2007,
2014). L’enveloppe nucléaire est alors formée en télophase Il. On obtient ainsi quatre gameétes
contenant chacun un jeu complet haploide de chromosomes.

Nous avons maintenant une vue globale des mécanismes moléculaires impliqués dans chacune des
différentes étapes de la prophase | de méiose. Je vais maintenant entrer dans le détail de la
recombinaison méiotique et présenter les différentes voies moléculaires utilisées afin de réparer les
cassures doubles brin de I’ADN. Je présenterai ensuite les produits de ces voies de réparation et leurs

conséquences génétiques.

1.9 Les différentes voies de réparation des cassures double brin

Les Iésions de I’ADN de type CDB sont nombreuses au cours de la vie cellulaire et doivent étre réparées
sous peine d’étre déléteres car elles peuvent conduire a de mauvaises ségrégations, a des

réarrangements ou a I'apoptose. La réparation de ces cassures peut étre faite par jonction d’extrémités
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non homologues (NHEJ) ou par recombinaison homologue (RH) en utilisant un ADN matrice (Figure 4).
La réparation de type NHEJ est courante pour les cellules mitotiques et consiste a ligaturer les deux
extrémités cassées de la molécule d’ADN. Ce mécanisme ne nécessite pas d’homologie et provoque des
erreurs (Le Guen et al., 2014). Durant la méiose, la réparation des CDB se fait rarement via NHEJ mais
plutét par RH. Chez la souris, la protéine KU70, indispensable a la réparation de type NHEJ, est
indétectable par cytologie en début de prophase | de méiose dans le noyau. La présence de cette
protéine dans le noyau aux différentes phases cellulaires orienterait donc la réparation des CDB via NHEJ
dans le cas des cellules somatiques ou via RH dans le cas de la division méiotique (Goedecke et al., 1999).
La réparation via RH nécessite un ADN matrice qui peut étre trouvé sur la chromatide sceur (Callender
and Hollingsworth, 2010; Goldfarb and Lichten, 2010), ne laissant pas de trace génétique, ou sur le
chromosome homologue. Elle permet ainsi de reconstruire le segment d’ADN manquant. Pendant la
méiose, c’est préférentiellement ’lhomologue qui est utilisé comme matrice pour la RH, via les protéines
MEK1 et REC8. La réparation par RH aboutit a la formation de deux types de situations : les crossing-
overs (CO) et les non crossing-overs (NCO) (Figure 4). Les CO conduisent a un échange réciproque entre
homologues d’un long fragment d’ADN allant du point de cassure a I'extrémité du chromosome en
présence d’un seul CO, ou d’'un CO a l'autre s’il y en a plusieurs. Les NCO sont quant a eux des
événements locaux de conversion d’un petit fragment d’ADN (Baudat and de Massy, 2007). Les CO
assurent également le lien physique entre homologues indispensable pour une ségrégation correcte en
anaphase . Ainsi, il est indispensable d’avoir au minimum un CO par paire de chromosomes homologues
(CO obligatoire) (Jones and Franklin, 2006), sous peine de phénomeénes d’aneuploidie des gametes. Les
mécanismes de formation des CO et NCO ne sont pas totalement élucidés, mais les modéles de RH sont
basés sur la formation d’intermédiaires simples brins d’invasion. Le modeéle expliquant la formation de
CO et NCO est le modele de DSBR (double strand break repair; Szostak et al., 1983; Cao et al., 1990) qui
repose sur la formation puis la résolution d’une structure a brins croisés d’ADN appelée « Jonction de
Holliday » (JH) (Holliday, 1964) (Figure 4). Au cceur de cette recherche d’homologie par les fragments
d’ADN simple brin réside la formation des D-loop, formées par I'ouverture de 'ADN double brin de
I’'hnomologue et I'insertion de I’ADN simple brin qui a été maturé aprés CDB. Une fois I'homologie trouvée
on passe a la synthese d'ADN étendant le simple brin par polymérisation et utilisant I’homologue comme
matrice. Cette extension pourra donc arriver jusqu'a la séquence associée a I'autre brin résultant de la
CDB avec formation concomitante d'un double brin partiellement réparé. Finalement, les bases

mangquantes sur la chromatide sont réparées via « gap repair » et les extrémités sont liguées, ce qui
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conduit a la formation d’une seconde jonction de Holliday. Cette double jonction de Holliday est ensuite
résolue par une ou plusieurs endonucléase qui coupe symétriguement chaque cbété de la molécule
d’ADN qui sont ensuite re-liguées (Schwartz and Heyer, 2011). Deux des quatre brins seulement sont
coupés par I'endonucléase, et en fonction des brins coupés, la résolution conduit a la formation d’'un CO

ou d’un NCO (Figure 10).Dans le cas de mutants avec des défauts de formation des CO (mutant zmm

d’abord observés chez la levure), le nombre de CO est fortement diminué, mais le nombre de NCO reste
constant (Bishop and Zickler, 2004). Ceci a conduit a la description de différents modeéles successifs. Le
point de vue actuel est que plusieurs voies de réparation peuvent étre utilisées et conduire a la formation
de CO et de NCO, ces voies de réparation n’étant pas indépendantes les unes des autres. Les facteurs
influengant la réparation des CDB vers la voie conduisant a la formation de CO ou la voie conduisant a la
formation de NCO sont encore peu connus (Youds and Boulton, 2011). Les CO peuvent étre formés selon
deux voies, impliquant ou non la résolution de doubles jonctions de Holiday (Figure 4). Ces deux types
de CO sont donc formés en impliquant des protéines différentes (Berchowitz et al., 2007; Higgins et al.,
2008; Macaisne et al., 2011). Les CO de classe | ne se forment pas a proximité I'un de I'autre, phénomene
que I'on appelle interférence, tandis que les CO de classe Il sont non—interférents (Berchowitz and
Copenhaver, 2010), mais ces deux types de CO peuvent cohabiter dans des proportions relatives
différentes entre sexes, génotypes, et le long du génome (Basu-Roy et al., 2013; Falque et al., 2009;

Girard et al., 2014; Youds and Boulton, 2011).
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Figure 10 : Résolution des jonctions de Holliday
Figure issue de (Schwartz and Heyer, 2011)
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1.9.1 La voie de formation des crossing-overs interférents

Les CO de classe | sont presque toujours majoritaires. Chez S. cerevisiae, ils représentent 70% de
I’'ensemble des CO, 85% chez A. thaliana, et 100% chez C. elegans (Borner et al., 2004). Ces CO de classe
| sont le produit de la réparation des CDB avec formation d’'une double jonction de Holliday (DJH) qui est
stabilisée par un complexe de protéines de la famille ZMM (Figure 4) composé de ZIP1-ZIP2-ZIP3-ZIP4-
SPO16, de MSH4-MSHS5 et de MER3 chez S. cerevisiae (Youds and Boulton, 2011; Arora and Corbett,
2018). Ce complexe a des homologues chez la plupart des autres especes. Les mutants du complexe
ZMM présentent une diminution du nombre de CO. Cependant, il y a plus de foyers ZMM que de CO en
début de prophase |, ce qui laisse penser que tous les foyers ZMM (a I'exception de Zip3 chez S.
cerevisiae) ne correspondent pas a des CO. Les doubles jonctions de Holliday sont résolues par un clivage
asymétrique ce qui conduit a un échange réciproque de matériel génétique entre chromosomes
(Schwartz and Heyer, 2011). La résolution des doubles jonctions de Holliday est réalisée en partie par
les protéines MLH1 et MLH3, et la protéine MLH1 co-localise avec les CO dépendants des complexes
ZMM (Zakharyevich et al., 2012) La formation d’un CO est généralement associée avec I'échange non
réciproque (appelé conversion génique) d’un court fragment d’ADN depuis I’'homologue vers le fragment
d’ADN portant les CDB. . Chez S. cerevisiae, ce fragment a une taille d’environ 2 kb (Mancera et al., 2008).
Ce phénomene est aussi appelé conversion génique, on peut noter qu’il provoque des changements de
fréquence allélique car les alléles d’un locus hétérozygote au niveau d’une conversion ségrégeront en

3:1aulieude2:2.
1.9.2 La voie de formation des crossing-overs non interférents

Les CO de classe Il ne sont pas dépendants de la voie ZMM. lls sont minoritaires chez la plupart des
organismes exceptés pour la levure S. pombe pour laquelle cette voie de formation des CO est unique
(Yamashita et al., 2017). La formation des CO de classe Il fait intervenir la protéine MUS81 qui est tres
conservée chez les eucaryotes (Berchowitz et al., 2007; Youds and Boulton, 2011). Chez S. cerevisiae,
MUS81 agit de pair avec MMS4 (connue sous le nom de EME1 chez les autres espéces) ; ce complexe
entrainerait le clivage des deux brins de ’"homologue intact avant formation de la DJH, formant alors
une simple jonction de Hollyday, ce qui permettrait a ces extrémités de se ligaturer avec les extrémités
simple brin invasives, entrainant alors un échange réciproque de matériel génétique entre homologues

(Figure 4) (de los Santos et al., 2001; Schwartz et al., 2012).
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1.9.3 La voie de formation des non crossing-overs

Les Non Crossing-Over (NCO) sont le produit de la réparation des CDB sans échange réciproque de
matériel génétique entre homologues et sont observés chez S. cerevisiae (Mancera et al., 2008a) et
d’autres champignons, le mais (Dooner, 2002) et A. thaliana (Lu et al., 2012; Wijnker et al., 2013) et les
mammiféres (Jeffreys et May, 2004). Leur formation peut suivre différentes voies faisant intervenir ou
non une DJH. Le modele actuel propose que les NCO sont majoritairement issus d’une voie appelée SDSA
(Synthesis-Dependent Strand Annealing) (Figure 4g) intervenant aprés formation de D-Loop et avant
formation de DJH (Mercier et al., 2015). La molécule simple brin envahissante se dissocierait de
I’'homologue avant formation de la jonction de Holliday puis se réassocierait a I'autre extrémité de la
CDB, formant ainsi un NCO. Une autre partie des NCO pourrait résulter de la dissolution des DJH
impliquant des activités hélicase et toposiomérase portées par le complexe protéique SGS-TOP3-RMI1
chez S. cerevisiae (Klein and Symington, 2012). Dans un cas comme dans I'autre, un ADN re-synthétisé a
partir de I’'homologue vient prolonger le brin invasif. Le fragment échangé non réciproquement depuis
I’'hnomologue matrice vers le fragment d’ADN portant les CDB est plus petit que dans le cas des CO, sa
taille étant comprise entre 50bp et 300bp chez la majorité des espéces (Guillon et al., 2005 ; Jeffreys and
May, 2004 ; Baudat and de Massy, 2007). Chez S. cerevisiae, ce fragment a une taille d’environ 1.8 kb,
ce qui est significativement plus petit que le fragment de conversion génique formé lors des évenements

de CO (Mancera et al., 2008; Terasawa et al., 2007) .
1.9.4 Cas de la recombinaison ectopique

La recombinaison peut se faire entre séquences non strictement homologues et se produire par exemple
entre des zones répétées du génome (Lichten at Goldman, 1995 ; Opperman et al., 2004 ; Pan et al.,
2011 ; Sasaki et al., 2013 ; Yamada et al., 2017 ) . Les régions résultant de duplication portées par
exemple par des éléments transposables, présentent une homologie locale de séquence et peuvent
donc produire des recombinaisons homologues non-alléliques (NAHR) (Figure 11). Ces recombinaisons
peuvent produire des réarrangements structuraux tels que des délétions, des inversions, ou des
duplications (Youds and Boulton, 2011).

La recombinaison méiotique, en fonction des différentes voies de réparation utilisées, peut donc aboutir
a laformation de différents événements ayant des conséquences génétiques différentes. Ces différentes
voies de réparation ne sont pas indépendantes les unes des autres, et les mécanismes orientant la

réparation des CDB vers une voie plutot qu’une autre sont peu connus.
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Figure 11 : Modeéle de différentes voies de réparation des cassures doubles brin

Apres CDB via le complexe SPO11-1/SP011-2/MTOPVIB sur le chromosome bleu puis résection par
le complexe MRX, des extrémités 3’ simple brin sont formées. Sous I'action des recombinases DMC1
et RAD51, ces extrémités simple brin protégées par la protéine RPA envahissent le chromosome
homologue coloré en rouge, formant une boucle (D-loop). Les protéines du groupe de
complémentation fonctionnelle formé de FANCM, MHF1, MHF2, FIDGETINLIKE1 (FIGL1), RECQ4A,
RECQ4B et TOPOISOMERASE3a (TOP3a) agissent a différents niveaux comme facteurs anti crossing
over en désagrégeant ou inhibant les événements d’invasion simple brin. Deux scénarios sont
représentés : (1) enl’absence de différence de séquence entre les homologues, apres formation d’'une
double jonction de Hollyday, la réparation peut se faire suivantla voie ZMM et conduire a la formation
de crossing-over, ou bien suivre la voie MUS81 et conduire a la formation de crossing-over non
interférent. (2) la présence de divergence de séquence entre les homologues inhibe la formation de
la double jonction de Holliday et il n'y a pas formation d’hétéroduplexe. La réparation peut alors se
faire via la voie MSH2 et conduire a la formation de NCO et d’'un évenement de conversion génique
incluant des mésappariements. Figure issue de (Ziolkowski and Henderson, 2017)
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1.10 La régulation de la recombinaison méiotique

Il existe plusieurs voies de réparation des cassures double brins de I’ADN menant a différents types de
produits décrits dans le paragraphe précédent. Ces mécanismes, multiples et complexes, peuvent étre
controlés a différents niveaux, ce qui permet une certaine régulation de la recombinaison, a I’échelle du

génome entier ou de certaines portions du génome.
1.10.1 Les voies anti crossing-overs limitent le nombre de crossing-overs

L'ensemble des CDB ne sont pas réparées en CO. Le nombre de CDB est plus important que le nombre
de CO, par exemple chez S. cerevisiae on a en moyenne 160 CDB et 95 CO pour un ratio DSB/CO proche
de 2 (Chen et al., 2008; de Massy, 2013). Chez d’autres especes, ce ratio peut aller jusqu’a 50, chez A.
thaliana, environ 10 CO sont formés a partir de 150 a 250 CDB (Youds and Boulton, 2011). Ainsi, on peut
supposer que certains mécanismes favorisent ou inhibent la réparation des CDB en NCO plut6t qu’en
CO. Toujours chez A. thaliana, des études de restauration de fertilité chez des mutants zmm, zip4-2 ne
présentant pas de CO de classe | on conduit a I'identification de genes « anti-crossover » (Figure 11)
(Girard et al., 2014; Séguéla-Arnaud et al., 2015, 2017). Ces études ont mis en évidence la présence de
trois voies limitant le nombre de CO. Les mutants fancm présentent trois fois plus de CO que le
phénotype sauvage et les doubles mutants recq4a/recq4b six fois plus. Les CO surnuméraires de ces
deux mutants sont de classe Il ce qui indigue une réparation des CDB en CO de classe Il chez ces mutants.
La protéine FIGL1 a le méme phénotype mais un mode d’action différent puisque le double mutant
figll/fancm a un effet non additif par rapport aux simples mutants. Le mutant fig/1 présente des
modifications dans la localisation de RAD51 et DMC1 en méiose laissant penser que FIGL1 a un rdle dans
le choix entre CO de classe | et NCO (Figure 11) (Fernandes et al., 2018a). Le triple mutant recq4a, 4b,
figl1, quant a lui, montre un taux de recombinaison augmenté de 9 fois (Fernandes et al., 2018b).
Cependant, la somme du nombre de CO et de NCO ne correspond toujours pas au nombre de CDB. Cette
différence pourrait étre expliquée par le fait que le nombre de NCO est souvent sous-estimé puisque
ceux-Ci ne peuvent pas étre détectés sans polymorphisme. Une autre hypothése serait qu’une partie des

CDB serait réparée via la chromatide sceur ne laissant ainsi aucune signature détectable.
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1.10.2 L’assurance d’avoir au minimum un crossing-over par paires d’homologues

Pour une ségrégation correcte des chromosomes dans les gametes, les homologues doivent étre liés par
au minimum un CO. Cependant, chez de nombreuses espéces présentant un faible nombre de CO par
méiose, une répartition aléatoire de ces CO sur les chromosomes ne permettrait pas que chaque paire
d’homologues soit liée par un chiasma, ceci étant d’autant plus important chez les espéces présentant
des chromosomes de différentes longueurs. Mais ce n’est pas ce qui est observé, les CO sont répartis
sur les chromosomes de facon a ce que chaque bivalent forme au minimum un CO (le CO obligatoire)

phénomeéne appelé « CO assurance » (Wang and Copenhaver, 2018).
1.10.3 L’homéostasie assure un nombre stable de crossing-overs

Chez diférents mutants de S. cerevisiae hypomorphes spo11, la baisse de la fréquence des CDB provoque
en général peu ou pas de diminution du nombre de CO. Quelques régions du génome voient tout de
méme leur nombre de CO diminuer significativement, mais ceci dans une proportion bien moindre que
la diminution du nombre de CDB. En revanche, le nombre des NCO diminue notablement avec la
diminution des CDB chez les mutants (Martini et al., 2006). Le maintien d’'un nombre stable de CO, méme
avec un nombre de CDB réduit est un phénomene appelé homéostasie. L'homéostasie des CO a été
rapportée chez différentes espéces telles que la souris, la levure, la drosophile, et C. elegans (Cole et al.,
2012; Martini et al., 2006; McKim et al., 1993; Mehrotra and McKim, 2006). Le comportement chez
différentes variétés élites de mais semble étre différent : la régulation de la recombinaison permet
d’assurer le CO obligatoire, mais une fois cette limite atteinte, le nombre de CO semble refléter

linéairement le nombre de CDB (Sidhu et al., 2015a).
1.10.4 L’interférence entre crossing-overs module leur répartition

La répartition des CO le long des chromosomes n’est pas aléatoire mais est dans la plupart des
organismes étudiés soumise au phénomeéne d’interférence entre CO. L'interférence positive est le fait
gu’il est moins probable d’avoir un second CO a proximité d’un premier lors d’'une méme méiose que
s’ils étaient répartis au hasard (Berchowitz and Copenhaver, 2010). Ainsi, ce mécanisme limite le nombre
de CO par méiose et par chromosome, et les CO sont plus régulierement espacés que s'ils étaient
indépendants. Les mécanismes de I'interférence restent encore mal connus. On a tout d’abord pensé
que c’est la polymérisation du complexe synaptonémal autour des CO qui limitait les CO adjacents. Mais
chez S. cerevisiae, la drosophile, et la souris, des mutants zmm et donc sans formation du complexe

synaptonémal, présentent une interférence positive, ce qui suggére que le complexe synaptonémal n’est
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pas indispensable au phénomene d’interférence (de Boer et al., 2007; Borner et al., 2004; Fung et al.,
2004; Page and Hawley, 2001). En observant en parallele les nodules tardifs et les foci de la protéine
MLH1 marquant les CO interférents, une partie seulement des nodules de recombinaison est également
marquée par la protéine MLH1, l'autre partie des CO étant non interférents (Anderson et al.,
2014).Aucun cas d’interférence entre CO de classe Il n’a été trouvé a ce jour, mais chez la tomate, les
CO de classe Il peuvent interférer avec les CO de classe | (Anderson et al., 2014). Actuellement, on pense
que cette interférence se fait tres tdt au moment de la transition des CDB en extrémité simple brin
invasive, au moment ol le complexe Msh4-5 vient stabiliser les simples brins (Bishop and Zickler, 2004 ;
Hunter, 2015). Chez la levure, les mutants du géne Tid1l, codant une protéine impliquée dans la
régulation de I'invasion des simples brins, ont un niveau normal de CO mais une interférence tres réduite
ce qui suggere que les CDB proches d’un premier CDB devenu CO seraient préférentiellement réparés
via SDSA (Figure 4g) et deviendraient des NCO, ou seraient réparées en utilisant la chromatide soeur
(Shinohara et al., 2003). Les CO interférents sont générés via la voie (Msh4-5) et les CO non interférents
via la voie Mus81. La proportion de ces deux types de CO varie selon les especes, depuis S. pombe qui
ne présente pas d’interférence, jusqu’a C. elegans qui présente une interférence totale avec un seul CO
par paire d'homologues. Les mécanismes contrélant le niveau d’interférence restent trés peu connus, et
comprendre les relations entre interférence, homéostasie et CO obligatoire serait essentiel d’'un point
de vue fondamental, mais aussi si 'on souhaite étre capable de modifier la recombinaison pour
I'lamélioration génétique des especes d’intérét agronomique. Il est proposé que I’homéostasie,
I'assurance du CO obligatoire, et I'interférence, soient les manifestations d’'un méme processus (Wang
et al., 2015). Mais cette hypothése reste débattue, certaines observations étant contradictoires (Wang

and Copenhaver, 2018).
1.10.5 Certains facteurs épigénétiques ont un effet sur la recombinaison

La molécule d’ADN des cellules eucaryotes est enroulée autour de nucléosomes qui sont des octameres
de protéines (quatre histones en doublets : H2A, H2B, H3 et H4) formant la chromatine. La chromatine
peut étre dans un état condensé (hétérochromatine) ou décondensé (euchromatine). La transcription
dans I’hétérochromatine est généralement éteinte contrairement a I’euchromatine dans laquelle se
trouvent les génes actifs. Chez les plantes, on observe généralement qu’'une large partie
péricentromérique et hétérochromatique est quasiment dépourvue de CO, alors que les régions
euchromatiques recombinent. Cette différence de comportement fait penser que I'état chromatinien

peut jouer un réle dans la répartition des CO. Chez Arabidopsis et S. cerevisiae, les hotspots de
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recombinaison sont corrélés avec les marques d’'une chromatine active, telles que I'histone modifié
YH2AX, la triméthylation de I’histone H3 (H3K4me3), une densité faible en nucléosome et en méthylation
de 'ADN (Choi et al., 2013 ; Borde V., and B. de Massy, 2013). Chez Arabidopsis, une déficience dans la
méthylation de 'ADN augmente le nombre de CO dans les régions euchromatiques mais n’est pas
suffisante pour provoquer la recombinaison dans les régions péricentromériques (Melamed-Bessudo
and Levy, 2012; Mirouze et al., 2012; Yelina et al., 2015b). Chez S. cerevisiae, la protéine Set1 qui est une
lysine méthyltransférase, modifie I’état de la chromatine en permettant la triméthylation de I’histone
H3K4me3. Chez les mutants setl, les points chauds de CDB sont délocalisés et la fréquence des CDB est
réduite (Borde et al., 2009 ; Borde V., and B. de Massy, 2013). L’état chromatinien aurait en fait un réle
plus en amont, directement sur la répartition des CDB. Chez le mais, il y a corrélation entre taux de
recombinaison le long du génome et fréquence d’insertion de transposons Mu. L’hypothese est que
I"accessibilité a la chromatine joue un role a la fois sur la recombinaison mais aussi sur 'insertion du
transposon (Liu et al., 2009). Il est également montré chez le mais que la répartition des événements de
recombinaison est différente entre sexes a une échelle locale, principalement en fonction de
I'emplacement des sites de transcription (TSS), des marques de chromatine telles que I'occupation des
nucléosomes, et la présence de I'histone modifié H3K4me3. Les différences entre sexe peuvent donc
modifier non seulement le nombre de CO, mais aussi leur répartition (Kianian et al., 2018). La
désignation des régions du génome ou ces marques sont déposées est un processus peu décrit, et une
fois ces marques épigénétiques déposées, nous avons peu de connaissances sur les mécanismes faisant

le lien avec la modification du niveau de recombinaison
1.10.6 La protéine PRDM9 influence la localisation des crossing-overs chez les mammiféres

Chez I’humain et la souris, il est montré qu’un acteur majeur de la spécification des hotspots de
recombinaison est le géne Prdm9 (de Massy, 2013). En effet, la protéine correspondante est capable de
reconnaitre un motif de 13bp enrichi dans les hotspots humains (Baudat et al., 2009; Myers et al., 2009;
Parvanov et al., 2009). La protéine PRDM9 catalyse la triméthylation de I’histone H3 sur la lysine 4. Cette
protéine a une expression méiose-spécifique et est essentielle pour la fertilité chez la souris (Hayashi et
al., 2005). Cette protéine est formée d’'un domaine en doigts de zinc permettant la liaison a I’ADN et
d’un motif SET-méthyl transférase impliqué dans la triméthylation de I’histone 3 (H3K4me3). La protéine
PRDMS9, en modifiant I’histone3, jouerait un rbéle dans les processus conduisant au recrutement de

Spo1l1l.
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1.10.7 Effet des modifications post traductionnelles des protéines de recombinaison

Au cours de la vie cellulaire, certaines protéines sont modifiées chimiquement par des enzymes
spécialisées. Ces modifications peuvent intervenir a différents moments dans le cycle cellulaire afin de
modifier la fonction de la protéine ciblée, sa localisation, ou son temps de vie avant dégradation.
L’ensemble de ces modifications est appelé « modifications post-traductionnelles ». Il existe différents
types de modifications post-traductionnelles telles que : (1) la sumoylation, qui est la formation d’une
liaison covalente d’une protéine SUMO (Small Ubiquitin-like MOdifier) sur une lysine de la protéine cible,
(2) l'ubiquitination, qui est la fixation covalente de protéine ubiquitine sur des lysines de la protéine
cible, (3) la neddylation, qui a un mode d’action similaire a I'ubiquitination, mais n’est pas un signal de
dégradation de la protéine cible, et (4) la phosphorylation, qui est I’addition d’un groupe phosphate sur
la protéine cible. Les protéines de la famille E3 ligase (RNF212 / HEI10) sont essentielles a la formation
des CO, elles associent le synapsis des chromosomes avec les complexes protéiques de recombinaison.
La localisation de ces protéines a un site de recombinaison désigne la réparation en CO. La protéine
RNF212 interviendrait en stabilisant les complexes de recombinaison dont MSH4-MSH5. Elle est
localisée a un sous-ensemble des sites d’initiation de la recombinaison et joue un rdle dans la
désignation en CO (Reynolds et al., 2013). L'orthologue de RNF212 chez la levure est la protéine Zip3,
qui est également une SUMO E3 ligase. Cette protéine pourrait modifier des protéines telles que Top2,
Pds5, Ycs4, et Redl, toutes également localisées sur I'axe chromosomique et impliquées dans
I"'assemblage du complexe synaptonémal (Cheng et al., 2006 ; Page and Hawley, 2004 ; Lynn et al., 2007).
Les sites de CDB associés a un enrichissement relatif de la protéine Zip3 sont également principalement
engagés vers la réparation des CDB en CO (Serrentino et al.,, 2013). Enfin, la protéine Mer2,
évolutivement conservée depuis les algues, les plantes, et jusqu’aux humains, intervient chez S.
cerevisiae lors de la formation des CDB, ainsi que lors de I'assemblage des complexes d’initiation de
recombinaison, et le niveau de sumoylation de cette protéine pourrait jouer un réle dans la compaction
des chromosomes aprés recombinaison (Tessé et al., 2017).

Chez la souris, il est suggéré que le choix de la voie de réparation conduisant a la formation d’un CO ou
d’'un NCO peut étre réalisé via un équilibre entre les effets opposés de la sumoylation et de
I"'ubiquitination, médiés respectivement par les protéines RNF212 et HEI10 (Qiao et al., 2014).

Chez Arabidopsis, parmi une collection de mutants de méiose, les mutants de la protéine AXR1 codant
pour I'enzyme E1 du complexe de neddylation sont caractérisés par une diminution du nombre de

bivalents et des défauts de formation du complexe synaptonémal. Cependant, le nombre de CO n’est
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pas altéré, le défaut de formation des bivalents serait di a une répartition modifiée des CO de classe |
conduisant a un défaut d’appariement. En effet, chez ces mutants, les CO tendent a se regrouper en
cluster et on n'a pas la formation du CO obligatoire. La neddylation a donc un role essentiel de régulateur
de la recombinaison, non pas en modifiant le nombre des CO, mais en modifiant leur position (Jahns et
al., 2014). Chez C. elegans, le complexe CSN/COP9 intervient dans de nombreux processus,
principalement via la voie de dégradation des protéines par ubiquitination. Chez des mutants du
complexe CSN/COP9, il y a agrégation des protéines du complexe synaptonémal qui n’est pas formé, ce
qui conduit a un défaut d’appariement des chromosomes homologues. Chez ces mutants, une réduction
de la neddylation permet un quasi retour au phénotype sauvage, ce qui suggere que les défauts de
méiose observés chez le mutant sont dus principalement a une surexpression de la neddylation
(Brockway et al., 2014). Enfin, la protéine Redl, constituant de I'élement latéral du complexe
synaptonémal et interagissant avec la protéine HOP1, est décrite comme jouant également un réle dans
le couplage entre recombinaison homologue et synapsis (Lin et al., 2010). En résumé, les protéines de
type SUMO sont localisées au niveau du complexe synaptonémal et sont nécessaires au couplage entre
synapsis et formation de CO. Ces protéines sont potentiellement impliquées dans la régulation des CO
en provoquant la sumoylation de protéines telles que MSH4 ce qui entrainerait leur stabilisation aux
sites de recombinaison (Reynolds et al., 2013). . Concernant les protéines de neddylation, celles-ci
auraient un réle de régulateur des CO en modulant leur position sur le génome. Enfin, concernant la
phosphorylation, chez la souris, en zygotene et pachyténe, la protéine kinase ATR n’est présente que sur
les régions non synapsées des chromosomes, et la protéine kinase ATM quand a elle pourrait
phosporyler I'histone H2AX, jouant ainsi un r6le important dans le déroulement de la méiose
(Fernandez-Capetillo et al., 2003; Turner et al., 2005). Les homologues d’ATM et ATR chez S. cerevisiae,
respectivement Mec 1 et Tell, sont necessaires pour le passage du « checkpoint » de prophase, ceci en
lien avec la protéine Hopl qui appartient a la famille des proteines HORMA. Mecl et Tell joueraient
également un réle dans le biais inter-homologues : en I'absence de phosporylation de Hopl par Mec1
et Tell, les CDB sont réparées majoritairement sur la chromatide sceur, conduisant a une diminution du
nombre de CO. Enfin, la phosporylation de Hop1 semble recquise pour I'activation de la protéine Mek1
qui est un paralogue des protéine kinases de réponse aux dommages de I’ADN Rad53p et CHK2 (Carballo

et al., 2008).
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1.10.8 Impact de I'organisation et de la dynamique des chromosomes dans le noyau

Chez la plupart des eucaryotes, en prophase de méiose, les chromosomes sont sujets a des mouvements
importants (Koszul and Kleckner, 2009; Lee et al., 2015; Shibuya et al., 2014a, 2014b; Storlazzi et al.,
2003). Comme mentionné précédemment, en méiose, les chromosomes sont attachés par leurs
télomeres a I'enveloppe nucléaire (Figure 5) et ce via le complexe protéique SUN/KASH. De plus, des
mouvements de va et vient tres amples des chromosomes sont observés durant toute la prophase
(Bass, 2003; Scherthan, 2001). Ces mouvements sont imprimés par des éléments du cytosquelette, en
association directe avec les chromosomes via la membrane et provoquent le rassemblement des
téloméres en un seul endroit du noyau, ce qui porte le nom de « bouquet ». Chez S. cerevisiae, des
mutants du gene Csm4 affectant I’attachement des télomeres a I’enveloppe nucléaire montrent une
progression retardée de la méiose, une augmentation du nombre de CO, et le défaut de mouvement des
chromosomes peut provoquer une diminution de I'interférence (Wanat et al., 2008). Chez la souris, un
défaut d’attachement a I’enveloppe nucléaire des chromosomes chez un mutant Sunl provoque un
arrét de la méiose (Ding et al., 2007). Chez Arabidopsis, des mutants des protéines SUN et PSS1 montrent
la formation normale des axes chromosomiques et des CDB, mais un synapsis incomplet sur certaines
régions des chromosomes. Le nombre total de CO n’est pas affecté mais leur répartition est modifiée,
les régions synapsées ayant un nombre anormalement élevé de CO et certains chromosomes n’en ayant
aucun (Duroc et al., 2014). Ces mouvements des chromosomes semblent donc étre un aspect tres
important pour la bonne réalisation de la méiose, d’'une part en facilitant la recherche d’homologie en
éliminant les enchevétrements de chromosomes et d’autre part en éliminant les appariements
ectopiques (Koszul and Kleckner, 2009). Chez I'orge et le blé, la répartition des chiasmas reflete
I’organisation spatio-temporelle de I'initiation de la recombinaison (CDB de I’ADN en début de prophase
1). En effet, chez ces deux espéces, I'initiation de la recombinaison débute dans les régions distales pour
finir par les régions interstitielles et proximales des chromosomes, deux régions dans lesquelles on
trouve peu de chiasmas (Kiinzel et al., 2000; Mayer et al., 2011; Sandhu and Gill, 2002; Higgins et al.,
2012). Le méme schéma s’applique chez I’humain ou la fréquence des sites d’initiation de recombinaison
reflete également la fréquence des CO. Ceci suggére que les premiéres CDB a étre réparées le seraient
en CO et que les suivantes le seraient en NCO (Pratto et al., 2014). Le phénomeéne d’interférence qui
réduit la probabilité d’avoir un CO a proximité d’un premier pourrait donc avoir un réle important pour
les espéces chez lesquelles I'initiation de la recombinaison peut étre décalée dans le temps a différentes

régions du génome. Cependant, il existe des contre-exemples comme la levure S. pombe, pour laquelle
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les sites avec un haut niveau de CDB sont ceux ayant le moins de CO (Hyppa and Smith, 2010). Ce contre
exemple ne vient toutefois pas en contradiction avec les autres modeles puisque S. pombe présente une
méiose tres atypique, sans formation de CS ni de CO de classe | (Yamashita et al., 2017). Enfin, en termes
de chronologie dans le processus méiotique, la recherche d’homologie ne débute que lorsque les
chromosomes sont attachés par leurs téloméres a I’enveloppe du noyau. Cette régulation pourrait éviter
que la recherche d’homologie se fasse entre parties différentes des chromosomes et conduise a la

création d’appariements ectopiques.

1.11 Le cas particulier de la méiose chez les polyploides

Au cours de I’évolution des eucaryotes, parfois le génome en entier a été dupliqué. Il est donc possible
de retrouver dans un méme noyau plus de deux jeux de chromosomes, ce que I’on appelle polyploidie.
Ce phénomeéne a une importance majeure dans I'évolution des angiospermes, puisqu’il permet de
cumuler plusieurs génomes. Pour que les chromosomes soient répartis correctement dans les gametes
issus d’une espece allopolyploide, il est nécessaire que I'appariement se fasse entre chromosomes
homologues, mais pas entre chromosomes homéologues (chromosomes similaires provenant d’especes
voisines, regroupés dans un méme noyau par alloploidisation). Chez le blé hexaploide, contenant trois
jeux de chromosomes suite a différents évenements d’hybridation (génomes homéologues A, B, et C),
le locus Ph1 est identifié comme facteur limitant la recombinaison entre chromosomes homéologues.
Ce locus exprime lors de la méiose plusieurs génes ayant un réle sur la condensation de la chromatine,
I'appariement entre chromosomes, et la recombinaison (Griffiths et al., 2006). En général, le nombre de
CO par chromosome est plus élevé chez les polyploides que chez les diploides, comme par exemple entre
des diploides et des tétraploides chez Arabidopsis (Pecinka et al., 2011), entre des diploides et des
autotétraploides chez le mais (Bingham et al., 1968), entre des diploides et des allotriploides ou
allotétraploides chez les brassicacées (Leflon et al., 2010). Dans le cas des brassicacées, il a été montré
que chez un triploide, la recombinaison était augmentée d’un facteur 3 par rapport a un diploide (Pelé
et al., 2017a). Ceci est accompagné par une nouvelle répartition des CO, avec des CO dans des régions
péricentromériques privées de CO chez le diploide. Le niveau de ploidie a également pour effet de
diminuer le niveau d’interférence (Suay et al.). En couplant une estimation cytogénétique mettant en
évidence les CO de classe | en marquant la protéine MLH1 et une étude génétique, il a été montré que

la majorité des nouveaux CO serait de classe Il (Leflon et al., 2010). Mais cette observation est
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contradictoire avec celle de Pelé et al. (2017), qui observent que ce sont les CO de classe | qui sont

responsable de 'augmentation de recombinaison.

1.12 Méthodes permettant de mesurer le niveau de recombinaison

Afin d’étudier la recombinaison, il est essentiel d’étre capable de phénotyper ce caractere. Je vais tout
d’abord présenter comment obtenir des données expérimentales sur le nombre et la localisation des

CO, puis aborder les méthodes d’analyse de ces données afin d’estimer l'intensité de I'interférence.

1.12.1 Obtenir des données sur le nombre et la localisation des crossing-overs

Méthodes cytologiques de détection des crossing-overs

Plusieurs approches permettent d’étudier le nombre et la position des CO (Mézard et al., 2015a). on
peut les étudier : (1) En microscopie photonique, par approche cytologique, en comptant le nombre de
chiasmas (Figure 8A) qui sont la signature des CO en diploténe-diacinése ou métaphase |, avec le risque
de sous-estimer ce nombre car d’une part les chromosomes sont trés compactés a ce stade, et d’autre
part car il est impossible de distinguer deux CO proches I'un de I'autre. Il est également possible de
visualiser par immunofluorescence certaines protéines impliquées dans la formation des CO en
prophase | (Figure 8 B et E), mais ce type de marquage ne marque que les CO de classe I. (2) En
microscopie électronique, le long des chromosomes en pachyténe, en visualisant les nodules tardifs de
recombinaison (Figure 8 C et D) qui sont des structures se formant au niveau des CO (Anderson et al.,

2003).

Estimer le taux de recombinaison méiotique en étudiant la ségrégation de marqueurs

En étudiant la ségrégation de marqueurs génétiques dans une famille de descendants issus d’un
croisement, on peut étudier le nombre et la localisation des CO. Ces études peuvent se faire par
séquencage ou bien en utilisant des marqueurs moléculaires. Récemment, le développement des
nouvelles technologies de séquencage a permis de compter et localiser précisément les CO le long des
chromosomes en détectant la recombinaison entre des bases polymorphes avec une résolution trés fine.
Chez S. cerevisiae, A. thaliana ou encore le Mais, on peut par exemple séquencer les quatre produits

d’une méme méiose (Mancera et al., 2008a). Ces techniques restent cependant encore coliteuses et
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sont donc souvent limitées a un petit nombre d’échantillons. A partir des données de ségrégation de
marqueurs moléculaires dans la descendance d’un croisement, il est donc possible de mesurer le taux
de recombinaison entre deux marqueurs. Ce taux correspond a la fraction de descendants ayant
recombiné entre les marqueurs. Cependant, avec ce type de dispositif, un nombre pair de CO n’est pas
détectable. Ce biais, qui a pour conséquence de ne pas informer directement sur la présence de CO, est
d’autant plus grand que les marqueurs sont génétiquement éloignés puisque la probabilité d’avoir un
nombre pair de CO augmente avec la distance. Afin de corriger ce biais, le généticien britannique J.B.S
Haldane a introduit dans les années 1930 une fonction de distance génétique exprimée en centiMorgan
(cM) (Haldane, 1919). La fonction de Haldane s’exprime ainsi : d (Haidane)= - 50 In (1-2r) avec d : distance
génétique en cM, r: proportion de recombinants observée, et In le logarithme Neperien. Cependant,
cette fonction de distance suppose qu’il n’y a pas d’interférence entre les CO. D’autres fonctions

existent, incluant de I'interférence, comme la fonction de Kosambi (Kosambi, 1944).

Utilisation de marqueurs fluorescents
L'étude de la ségrégation de marqueurs fluorescents dans les gametes permet d’obtenir un jeu de

données plus conséquent. Pour cela, des parents exprimant des marqueurs fluorescents sont croisés
avec des génotypes sauvages pour former des hybrides hémizygotes pour les marqueurs fluorescents.
Aprés méiose, les individus F1 produisent des gametes dans lesquels les marqueurs fluorescents
ségrégent en fonction des événements de recombinaison entre les marqueurs. C'est 'approche que j'ai
suivie dans cette these. De telles approches ont été réalisées avec succes chez Arabidopsis thaliana en
observant les microspores contenues dans les tétrades du mutant quartet (Berchowitz and Copenhaver,
2008; Francis et al., 2007), ou en observant des grains de pollen en cytométrie en flux (Yelina et al.,
2013), ou bien encore avec des graines (Melamed-Bessudo et al., 2005). Chez la levure S. cerevisiae, une

approche similaire a été réalisée en observant des tétrades par microscopie (Thacker et al., 2011).
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Figure 12 : Modele « Beam-film »

Dans le modeéle « Beam-fim », la répartition des CO se fait en fonction du niveau de stress physique
appliqué sur I'axe chromosomique. Il est plus probable qu'une cassure ait lieu dans une région ou le
stress est élevé. Lorsqu’un événement de CO se produit, le niveau de stress devient nul a I'endroit du
CO, et plus on s’éloigne du CO, plus le niveau de stress augmente. Ainsi, la probabilité d’'un second
évenement de CO a proximité du premier est réduite. En effet, les événements de CO suivants tendent
a se produire dans des régions ou le stress est encore important, conduisant a une distribution
réguliere des CO. La distance (L) est la distance a laquelle le niveau de stress est réduit suite a un
évenement de CO. Figure issue de (Kleckner et al, 2004).
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Estimer le taux de recombinaison par étude du déséquilibre de liaison
Les travaux de génétique des populations apportent des informations sur le déséquilibre de liaison et la

diversité génétique des populations. La force avec laquelle les alléles sont associés dans une population
(déséquilibre de liaison) nous renseigne sur le taux de recombinaison historique. En effet, ce sont les
événements de recombinaison qui sont a I'origine du découplage des combinaisons d’alleles présentes
dans les populations ancestrales. Un fort déséquilibre de liaison entre deux alléles indique donc le fait
qgue peu d’événements de recombinaison ont eu lieu au cours des générations entre ces deux alléles.
Ainsi, en étudiant la fréquences des haplotypes a deux locus dans une population, il est possible d'inférer

le niveau de recombinaison entre ces locus (Buard and de Massy, 2007; Hellsten et al., 2013)

1.12.2 Estimer le niveau d’interférence entre crossing-overs

Le coefficient de coincidence
Concernant l'interférence, le coefficient de coincidence (CoC) mesure le rapport entre la fréquence

observée des événements de doubles recombinaisons dans deux intervalles et leur fréquence théorique
s’il n’y avait pas d’interférence. Cette fréquence théorique est obtenue par le produit des fréquences de
recombinaison dans chacun des deux intervalles. Ce rapport est égal a 1 dans le cas d’une interférence
nulle, c’est-a-dire lorsque les CO n’interférent pas, les CO étant alors indépendants. Ce rapport est
inférieur a 1 dans le cas d’une interférence positive, c’est-a-dire lorsqu’il est moins probable d’avoir un
second CO a proximité d’un premier que si les CO étaient indépendants. Enfin, un rapport supérieur a 1
indique une interférence négative, c’est-a-dire que les CO ont tendance a étre plus regroupés que s’ils

étaient indépendants.

Utilisation de modéles mathématiques: les modéles « Beam-Film » et « Gamma »
L'interférence peut également étre mesurée a partir des positions de CO le long des chromosomes,

positions obtenues par des observations cytologiques (Figure 8) en immunolocalisant des protéines
spécifiques des CO de classe | comme MLH1, ou avec des données génétiques de ségrégation de
marqueurs. Dans les deux cas, les positions de CO observées expérimentalement sont alors utilisées
pour ajuster le paramétre d’'un modele mathématique tel que le modéle « Beam film » ou le modele
« Gamma ». Le modéle « Beam-film » (Figure 12) est un modele pour lequel la formation d’un CO sur le

chromosome aurait pour effet de relacher localement un stress mécanique (traction ou torsion) sur I'axe
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du chromosome. Ceci génerait la formation d’'un second CO a proximité, dans la zone de l'axe
chromosomique sous faible stress (Kleckner et al., 2004 ; Zhang et al., 2014b). Le parameétre (L) du
modele Beam-film correspond a la distance physique caractéristique a laquelle I'interférence peut se
propager facilement le long du chromosome et correspond a une valeur de CoC égale a 0.5. Chez S.
cerevisiae, cette distance est en moyenne de 0.3um sur I'axe chromosomique en pachyténe de la souche
SK1 (Zhang et al., 2014b). Le modeéle « Gamma » a été proposé pour modéliser la répartition des
distances entre CO successifs le long d’'un axe (McPeek and Speed, 1995). La force de I'interférence est
décrite par le parametre v (nu) de la loi gamma correspondant le mieux a la répartition des distances
entre CO successifs (Figure 13). Un parametre v supérieur a 1 indique une interférence positive, aucune
interférence quand v=1, et une interférence négative si v est inférieur a 1. On mesure ainsi de
I'interférence positive chez de nombreuses espéces excepté chez S. pombe et Aspergillus nidulans ou les
CO ne montrent pas d’interférence. Ce modéle suppose que I'ensemble des CO sont soumis a la méme
interférence. Cependant, certains CO sont interférents et d’autres pas. Un troisieme modéle integre ces
deux types de CO, il caractérise la répartition des CO comme étant un mélange de CO interférents et

non-interférents en intégrant le modéle gamma et une loi exponentielle (Housworth and Stahl, 2003).
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Figure 13 : Modele « gamma » de mesure de l'interférence
Cercles rouges: position des CO sur les chromosomes homologues paternel et maternel. X: distance
entre deux CO adjacents. v: parametre de la loi gamma. Graphique de droite: distribution de distance

entre Co successifs pour différentes valeurs du parametre v de la loi gamma. Figure issue de (Sun et
al, 2017)
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1.13 Diversité du niveau et du profil de recombinaison

Les avancées technologiques récentes dans le génotypage et le séquencage ont permis de caractériser
tres finement la recombinaison et de montrer une grande hétérogénéité du nombre et de la position
des CO. Ces variations peuvent étre observées a différents niveau: entre différents chromosomes, entre
les individus d’'une méme espece, entre les sexes, ou bien encore entre espéces. Ces variations de
recombinaison se manifestent de deux manieres, avec d’une part une variation du niveau de
recombinaison (nombre de CO) et d’autre part une variation de la répartition de ces événements sur les
chromosomes (profil de recombinaison). Dans cette partie, je vais faire un état des connaissances sur la
diversité du profil de recombinaison et du niveau de recombinaison au sein des especes, entre sexes,
entre especes, puis entre environnements. Enfin, je présenterai quelles peuvent étre les déterminants
génétiques de la diversité de la recombinaison, puis les conséquences pour I'évolution et I'adaptation

des génomes.

1.13.1 Une répartition non aléatoire de la recombinaison sur le génome

Répartition des cassures double brin
Les CDB ne sont pas réparties uniformément le long des chromosomes mais typiquement se concentrent

dans des petites régions appelées points chauds de CDB ou « hotspot », régions séparées par des
régions « froides » avec peu ou pas de CDB (Grey et al., 2009; Lichten and de Massy, 2011; Pan et al.,
2011a; Smagulova et al., 2011). Chez la levure S. cerevisiae, les CDB se regroupent dans des hotspots
dont la taille n’excéde pas quelques centaines de bases. Le site de fixation a ’ADN de la protéine Spol1l
ne montre pas de spécificité particuliere a une séquence nucléique qui pourrait expliquer la localisation
des hotspots (de Massy, 2013). Cependant, des signatures épigénétiques sont corrélées avec la
répartition des CDB. Les CDB sont initiés préférentiellement dans les boucles de chromatine plutdt que
la chromatine proche des axes des chromosomes (Borde and de Massy, 2013a; de Massy, 2013a).
Cependant, toutes les boucles ne contiennent pas de CDB, la distance entre hotspots étant parfois plus
grande que la taille moyenne d’une boucle. Un élément majeur pour 'activité de SPO11 est I'accessibilité
de la chromatine. En effet, les CDB se forment préférentiellement dans les régions promotrices des
génes sensibles aux nucléases (Borde and de Massy, 2013a). La formation des CDB dans ces régions par
SPO11 est également corrélée avec des marqueurs de chromatine active telles que la triméthylation de

la lysine 4 de I'histone H3 qui correspondent a une meilleur accessibilité de la chromatine (Borde and de
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Massy, 2013a; Petes and Merker, 2002). La protéine SPP1 faisant partie du complexe Setl
méthyltransférase qui agit sur I’ I'histone H3K4 est requise pour avoir un niveau normal de CDB et est
associée aux axes des chromosomes pendant la méiose. Le domaine en doigt de zinc de cette protéine
reconnait la marque H3K4me3 a proximité des promoteurs et induirait la formation de CDB en
rapprochant ces régions de I'axe chromosomique (Acquaviva et al., 2012; de Massy, 2013;
Sommermeyer et al., 2013) (Figure 6). L’accessibilité est un prérequis mais ne suffit pas pour la formation
de CDB, car la fréquence des CDB est différente selon les promoteurs. De plus, les facteurs de
transcription peuvent influencer la formation des CDB a certains sites mais pas a tous (de Massy, 2013;
Sommermeyer et al., 2012). A l'inverse, les téloméres ainsi que les régions centromériques sont des
zones regroupant tres peu de CDB (régions froides). Les régions répétées de I’ADN sont généralement
dépourvues de CDB, permettant ainsi d’éviter des interractions non homologues, sources de délétions,
duplications et autres altérations du génome (Pan et al., 2011; Sasaki et al., 2013). Des mécanismes actifs
agissant sur le niveau de méthylation et rendant ces régions hétérochromatiniennes pourraient
empécher la formation de CDB dans les séquences répétées (Yamada et al., 2017; Zamudio et al., 2015).
Mais il existe des contres exemples : chez S. cerevisiae, les séquences palindromiques longues (>50bp)
sont la cible de nombreuses CDB lors de la méiose. Ces CDB sont principalement réparées par
recombinaison homologue, les séquences palindromiques longues, sources d’instabilité génomique,
étant ainsi éliminées du génome (Nasar et al., 2000). Toujours chez S. cerevisiae, certaines répétitions
de dinucléotides sont la cible de CDB et peuvent provoquer la formation de CO multiples (Gendrel et al.,
2000; Jankowski et al., 2000). Chez la souris, bien que la majorité des séquences répétées présente peu
de CDB, certains types de répétitions de séquence sont la cible préférentielle de CDB (sous famille de
retrotransposon MULE-MuDR, TcMar-Mariner, hAT-Charlie, PiggyBac) (Yamada et al., 2017). Chez
I’'humain, certaines classes de répétitions (L2 LINEs, éléments AluY , rétrotransposons THE1A et B) sont
enrichies en séquence cible de la protéine PRDM9 (Myers et al., 2008, 2010), ce qui permettrait
d’empécher leur expansion dans le génome (Yamada et al., 2017). Ainsi, il existerait un compromis entre
un nombre élevé de CDB dans les séquences répétées permettant d’éviter I'expansion de ces séquences
dans le génome, et le fait que les CDB dans les régions répétées peuvent étre sources de réarrangement
chromosomiques délétéres ainsi que d’'une mauvaise ségrégation des chromosomes (Yamada et al.,
2017). Les régions péricentromériques, avec une chromatine ouverte, regroupent quant a elles de
nombreux hotspots de CDB. Au niveau de la séquence nucléique, les CDB se forment principalement

dans les régions inter-géniques, mais a proximité des promoteurs. Cependant, le niveau de transcription
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ne reflete pas la répartition des CDB. Chez la souris, les CDB sont localisées préférentiellement loin des
sites de début de transcription. Chez la plupart des mammiferes, la protéine PRDM9 posséde un site de
liaison spécifique a I’ADN qui expligue une grande partie de la localisation des CDB. En mutant le
domaine SET de PRDMSY, la fréquence des CDB est réduite, et les sites les plus affectés sont ceux qui
étaient enrichis en H3K4me3 chez le sauvage (Borde and de Massy, 2013a). Mais la corrélation entre les
niveaux de H3K4me3 et la fréquence de CDB est faible en contexte sauvage ce qui sous-tend qu’il existe
d’autres facteurs contrélant I'activité des hotspots de CDB (de Massy, 2013). La répartition des CDB le
long du génome ne se fait donc pas aléatoirement. De plus, les sites de CDB sont répartis de facon plus
homogene qu’une répartition faite au hasard (Buhler et al., 2007) Ceci suppose une zone d’inhibition
autour d’un premier événement de cassure qui empéche la formation d’une seconde cassure a proximité

de la premiére. Ce phénomeéne est appelé « interférence » entre CDB (de Boer et al., 2006).

Répartition des événements de recombinaison
Tout comme la répartition des CDB, la répartition des CO et NCO est non uniforme. Des régions

« hotspots » de 1 a 2 Kb du génome regroupent un grand nombre de CO et sont entourées par des zones
« froides » d’environ 50-100 Kb Cette répartition est observée chez de nombreuses especes telles que
A. thaliana (Choi et al., 2013), la drosophile (Comeron et al., 2012), la levure S. cerevisiae (Mancera et
al., 2008a), ou chez ’humain (Myers et al., 2006). Que ce soit chez S. cerevisiae (Chen et al., 2008), A.
thaliana (Choi et al., 2013), le blé (Consortium (IWGSC), 2014), ou I’humain (Myers et al., 2005), plus de
80% des événements de recombinaison ont lieu dans moins d’un quart du génome. La fréquence des CO
est faible dans les régions centromériques et péricentromériques, ceci chez ’lhumain tout comme chez
S. cerevisiae. Chez la levure, cette réduction de recombinaison dans les régions centromériques serait la
conséquence d’un nombre limité de CDB dans ces zones, et que la réparation de ces CDB s’y ferait
préférentiellement en utilisant la chromatide sceur (Chen et al., 2008). Bien que les CDB soient associées
aux régions promotrices chez la levure, seulement 25% des CO se font dans des régions promotrices. La
localisation préférentielle des CO dans les régions géniques et/ou intergéniques est variable selon les
especes. En effet, les CO sont en regle générale localisés dans les régions géniques ou intergéniques et
éloignés des sites de début de transcription chez I'humain (Coop et al., 2008; Myers et al., 2005), alors
qu’ils sont localisés principalement dans les régions intergéniques chez A. thaliana (Kim et al., 2007), ou
encore dans les promoteurs des génes chez le chien (Auton et al., 2013), avec une localisation encore
différente chez D. melanogaster ou il n’y a pas de biais de localisation entre les régions géniques et

intergéniques (Comeron et al., 2012) ; voir revue de de Massy, (2013). Enfin chez la souris, les CO sont
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rares dans les régions promotrices des genes ainsi que dans les régions fonctionnelles du génome,
I’étude de mutants suggerant que la protéine PRDM9 guiderait la machinerie de recombinaison hors de
ces régions (Brick et al., 2012). . La répartition des CO serait également fonction de I'état de la
chromatine, tout comme les CDB (de Massy, 2013). Des mutants des genes impliqués dans la
condensation de la chromatine ont une fréquence de recombinaison augmentée ainsi qu’une
répartition modifiée (Kirik et al., 2006; Tsai et al., 2008). Chez A. thaliana, les hotspots de CO sont
corrélés avec I’état de condensation de I’ADN (Choi et al., 2013). Enfin, chez I’"humain, un motif nucléique
est associé avec les hotspot de CO. Ce motif est présent pour 40% des CO et est une cible de la protéine
PRDM9 (de Massy, 2013). Malgré la corrélation observée entre les sites de fixation de la protéine PRDM9
et les sites de hotspot de recombinaison, les mécanismes sous-jacents sont encore mal connus. En effet,
d’une part, les motifs nucléotidiques de fixation a PRDM9 ne montrent que peu de spécificité (Pratto et
al., 2014), et d’autre part, la cascade de réaction depuis la fixation de la protéine PRDM9 a la formation
de hotspots de recombinaison n’est que peu décrite. Enfin, concernant les régions avec beaucoup

d'éléments transposables, il est décrit que ces régions présentent un faible taux de CO.

Ces observations sur I'emplacement des CDB et des CO nous montrent que la répartition de ces
événements le long du génome n’est pas aléatoire. La recombinaison génétique est en effet un
mécanisme régulé a I’échelle du génome, ceci par I'intermédiaire des différentes voies de formation et

de réparation des CDB (cf. le paragraphe sur la régulation de la recombinaison méiotique).

1.13.2 La diversité de la recombinaison au sein des espéeces

Au sein de nombreuses especes, la recombinaison présente un certain niveau de diversité. Chez la
drosophile, I'étude de la recombinaison sur le chromosome 3 montre des différences entre souches de
laboratoire et entre souches issues de populations naturelles (Levine and Levine, 1954, 1955).
Lorsqu’'une région du génome est introgressée dans différents fonds génétiques, le taux de
recombinaison de cette région montre un taux de recombinaison variable. La région introgressée étant
identique pour tous les fonds génétiques, cette observation met en évidence un effet du contexte
génomique sur la recombinaison (Wu and Lichten, 1995; Cattani et al.,, 2012). Toujours chez la
drosophile, au sein d’un panel de 205 lignés représentatives de la diversité de I’espéce, la recombinaison
(mesure basée sur des marqueurs phénotypables) dans une région de 33cM du chromosome X et une

région de 20.4cM du chromosome 3R, montre une variation allant jusqu’a un facteur deux entre lignés
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du panel. Par étude d’association entre les variations de recombinaison des souches du panel, cinq genes
ont été identifiés comme contribuant a cette variation (Hunter et al., 2016). Concernant les mammiferes,
I’étude de cartes génétiques de différentes populations humaines originaires de I’Utah, du nord et de
I'est de I'Europe et du Nigéria, montre des différences dans la répartition de la recombinaison,
principalement dans des régions du génome décrites comme cibles de la sélection naturelle (Kong et al.,
2010). La recombinaison entre populations Afro-Américaine et Européenne présente également des
différences, avec 2500 hotspots identifiés dans les populations Afro-Américaines mais quasiment inactifs
dans la population Européenne. Les hotspots identifiés présentent une séquence de 17bp, ciblée par
I'allele de la protéine PRDM9 majoritaire présent dans la population Afro-Américaine (Hinch et al.,
2011) . Des variations intra-espéces sont également observées chez la souris ou différentes souches de
laboratoire montrent des différences significatives de recombinaison (Dumont et al., 2009). Concernant
les especes d’intérét agronomique, chez le mais, I’étude de la recombinaison des hybrides entre 22
lignées de mais Européen montre des différences significatives du taux de recombinaisons a I’échelle du
génome, entre chromosomes et au sein des chromosomes, aussi bien entre populations qu’ entre
lignées (Bauer et al., 2013). De méme, la recombinaison de 25 lignées de mais croisées avec la lignée de
référence B73, varie entre les familles et est influencée par des effets cis. Les différences de niveau de
recombinaison seraient expliquées par de nombreux effets ayant un impact mineur sur la
recombinaison, plutdt que par des QTL avec de larges effets (McMullen et al., 2009). Chez le blé, Ia
recombinaison étudiée dans un croisement type « Nested Association Mapping » entre 29 lignées
montre des variations avec un nombre de CO moyen allant de 38 CO par méiose a 56 CO par méiose
(Jordan et al., 2018). Enfin, chez la levure S. cerevisiae, le taux de recombinaison de diploides issus de
croisement entre quatre souches représentatives de la diversité de I'espéce varie de 48 a 65 CO par
méiose (Cubillos et al., 2011a). Pour deux des croisements, le taux de recombinaison est réduit de 25%
par rapport a la moyenne de tous les croisements. L'étude de la répartition des CO le long du génome
montre que parmi les hotspots qui n’avaient jamais été détectés, la plupart sont spécifiques d’un seul
croisement. A l'inverse, certains hotspots et coldspots sont conservés dans tous les croisements.
Certaines région du génome montrent une variation du taux de recombinaison entre croisements, allant

jusqu’a une augmentation de 60% de la recombinaison.
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1.13.3 Les différences de niveau de recombinaison entre sexes

Chez les espéces hétérogamétiques, les individus de sexes différents produisent des gameétes de type
différents. On observe par ailleur des différences de taux de recombinaison et de longueur des axes
chromosomiques entre sexes, ce que I'on appelle hétérochiasmie. Chez I’'humain, les oocytes ont plus
de CDB et également plus de CO que les spermatocytes (Gruhn et al., 2013). La comparaison des cartes
génétiques male et femelle montre que 15% des hotspots de recombinaison sont spécifiques a un sexe.
La recombinaison chez le male est plus forte dans les exons que la recombinaison en méiose femelle qui
a lieu majoritairement entre génes (Kong et al., 2010). Une étude d’association basée sur les différences
de recombinaison entre homme et femme identifie la région du géne RNF212 comme un des facteur
impliqué dans les différences entre sexes (Fledel-Alon et al., 2011). Chez A. thaliana, le nombre et la
répartition des CO different également entre sexes, avec une carte génétique de longueur 575cM en
méiose male et 332cM en méiose femelle, et une localisation différente des événements de
recombinaison. Les corrélations entre le taux de recombinaison et certaines caractéristiques
génomiques (richesse en GC, densité en gene, densité en éléments transposables, ratio de CpG) sont
également différentes en méiose male et femelle (Giraut et al.,, 2011). Enfin, chez la grenouille
européenne Hyla arborea, la méiose male montre une recombinaison quasi nulle de la paire de
chromosomes sexuels et un niveau de recombinaisons 14 fois plus bas sur les autosomes en
comparaison a la méiose femelle. Cette observation suggére que la recombinaison male est fortement
réduite sur les chromosomes hétérogamétiques par des facteurs affectant également le niveau de
recombinaison des autosomes (Berset-Brandli et al., 2008). Cette réduction de recombinaison est a son
paroxysme chez la drosophile et chez le vers a soie, la variation de recombinaison entre sexes étant
extréme avec un des deux sexes ne recombinant plus en méiose (Gowen and Gowen, 1922; Morgan,

1914; Tanaka, 1953).
1.13.4 La diversité de la recombinaison entre espéeces

Sur un graphique représentant le nombre moyen de CO (donné par la longueur génétique en cM) sur
chaque chromosome en fonction de sa taille physique chez divers eucaryotes (Figure 14), nous
constatons que le nombre des CO par chromosome semble contraint a la fois par une limite haute et par
une limite basse. Ces valeurs limites ne dépendent pas de la taille physique des chromosomes. Pour
exemple, le chromosome 3B du blé de taille physique de 1Gb a en moyenne 3 CO par bivalent, valeur

équivalente au chromosome le plus grand de A. thaliana ayant une taille physique de 31Mb ou au
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chromosome le plus petit chez S. cerevisiae ayant une taille de 0.3Mb (Mercier et al., 2015). En limite
basse, les chromosomes ont une longueur génétique d’un minimum de 50 cM, ce qui correspond a un
minimum de un CO par paire de chromosomes. Ce minimum, correspondant au CO obligatoire, est
indispensable a une ségrégation correcte des chromosomes dans les gametes. Des mutations causant
une réduction du nombre de CO présentent d’ailleurs de nombreux cas d’aneuploidie (Hassold et al.,
2000; Louis and Borts, 2003). Certaines especes telles que C. elegans n’ont pas plus d’'un CO par paire de
chromosomes, avec une interférence infinie et tous les CO formés via la voie Msh4-Msh5 (Meneely et
al., 2002). Pour la plupart des espéces, le nombre moyen de CO par paire de chromosomes est compris
entre un et trois. Il existe cependant des especes remarquables par leur nombre élevé de CO, telles que
la levure S. pombe, avec entre 10 et 19 CO par paire d’homologues. Cette espéce présente une méiose
particuliére, avec a la fois une absence de formation du complexe synaptonémal et une absence
d’interférence, avec la majorité des CO formés par la voie Mus81 (Smith et al., 2003). La limitation haute
du nombre de CO par chromosome n’est pas la conséquence d’un nombre limité de CDB puisque chez
la plupart des especes, le nombre de CDB est bien plus grand que le nombre de CO, avec un nombre de
CDB jusqu’a 44 fois supérieur au nombre de CO chez A. fistulosum (Muyt et al., 2009). De plus, chez un
triple mutant (HEI10, recq4a, recqg4b), montrant une augmentation d’un facteur quatre du nombre de
CO, le nombre de CDB est inchangé, ce qui montre que le nombre de CDB n’est pas un caractere limitant
au nombre de CO (Serra et al., 2018). L’ensemble de ces observations suggére que le nombre de CO par
homologue est un caractere finement régulé, que ce soit avec une limite basse a un CO a une limite

haute a 3 CO pour la majorité des especes.
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Figure 14 : Diversité de la recombinaison de diverses espéces

Graphique représentant la longueur génétique (cM) de chromosomes de diverses especes en
fonction de leur taille physique (Mb, échelle logarithmique). Les chromosomes sexuels ont été
écartés de ce graphique. Figure issue de (Fernandes et al, 2018). La taille génétique en cM étant
calculée au niveau des gametes et non des bivalents, il faut la diviser par 50 et non par 100, pour
obtenir le nombre de CO au niveau du bivalent, tel que I'on peut I'observer en cytologie

Concernant la limite basse, on comprend tres bien la nécessité d’avoir au minimum un CO par paire de
chromosomes pour la ségrégation correcte de chromosomes et I'obtention de gametes viables. Mais la
limitation a un nombre élevé de CO est plus mystérieuse. Une hypothese suggere qu’un nombre élevé
de CO pourrait engendrer des contraintes topologiques empéchant une ségrégation correcte des
chromosomes (Louis and Borts, 2003). Cependant, ce n’est le cas ni chez S. pombe ni chez les abeilles,
ou un grand nombre de CO par chromosome ne géne pas une ségrégation correcte (Beye et al., 2006 ;
Munz, 1994 ; Smith et al., 2003). Chez S. cerevisiae, les mutants partiels du géne SGS1 voient une
augmentation de 50% du nombre de CO qui ne semble pas perturber la ségrégation des chromosomes
(Rockmill et al., 2003). Chez A. thaliana, une augmentation d’'un facteur huit du nombre de CO ne
provoque qu’une faible diminution de fertilité (Fernandes et al., 2018b). Toutes ces observations ne vont
pas dans le sens de I’hypothése de départ. La limitation haute du nombre de CO n’est pas due a des
contraintes topologiques empéchant une ségrégation correcte. Une autre hypothése vient du fait que

I"amplitude de la variation du nombre de CO est similaire entre espéces, ce qui suggere que le niveau de
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recombinaison serait un caractére sous sélection (Ritz et al., 2017). Les pressions évolutives pourraient
ainsi influencer des mécanismes modulant le nombre de CO, tels que ceux présentés dans le paragraphe
sur les mécanismes moléculaire modulant le nombre et la répartition des CO, et/ou en contrdlant le
ratio CDB/CO, CO/NCO, et/ou encore en influencant le mécanisme d’interférence entre CO.

Le taux de recombinaison est trés variable entre espéces et en intra-espece, et comprendre les
mécanismes générant cette diversité du taux de recombinaison est essentiel pour étudier I’évolution
des génomes. Cependant, les causes et conséquences de cette variabilité restent encore méconnues.
Dans la suite de cette partie, je vais donc présenter quelles peuvent étre les origines de la diversité de
recombinaison observée, puis je présenterai les hypothéses quant aux conséquences évolutives de cette

diversité.

1.14 Origines de la diversité du niveau et du profil de recombinaison

Chez la majorité des espéces, on a au moins 1 CO par homologue, le « CO obligatoire ». Un mécanisme
de contr6le « homéostasie des CO » permet, en régulant la recombinaison, d’assurer la présence de ce
CO obligatoire, et un niveau de recombinaison « optimal ». Nous avons vu que chez la majorité des
especes, le nombre de CO dépasse rarement plus de 3 par bivalent, mais cette limitation n’est pas due
a une limitation du nombre de CDB. En effet, chez les plantes on observe entre 10 et 50 fois plus de CDB
gue de CO (Muyt et al., 2009), chez la levure 2.5 fois plus, et la répartition des CO le long des
chromosomes n’est pas parfaitement corrélée a la répartition des CDB, avec méme chez S. pombe une
corrélation négative entre CDB et CO (Hyppa et Smith, 2010). Enfin, chez S. cerevisiae, le ratio CO/DSB
varie en fonction de la localisation sur le génome. Les hotspots de CDB ne sont donc pas forcément des

hotspots de CO (Serrentino et al., 2013).

1.14.1 Origine génétique

Effet de la divergence de séquence entre chromosomes homologues

En génétique des populations, on suppose que les régions du génome qui présentent le plus de diversité
sont aussi celles qui recombinent le plus. En effet, la recombinaison, en générant de la diversité
génétique, a une conséquence évolutive sur le génome des individus. Dans ce paragraphe, je vais
présenter la relation entre divergence de séquence et recombinaison, non pas a I'échelle d’'une
population qui évolue, mais en considérant les possibles conséquences mécaniques de la divergence de

séquence (hétérozygotie) sur le mécanisme de recombinaison homologue. Certains organismes
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présentent des génomes avec de nombreuses séquences répétées. Ceci est particulierement le cas chez
les plantes qui contiennent un grand nombre d’éléments transposables et sont parfois polyploides,
contenant deux génomes différents ou plus. La recombinaison homologue entre séquences non
alléliques du génome peut entrainer des réarrangements structuraux. De tels événements, délétéres,
doivent donc étre évités. De plus, il est montré que I'isolation reproductive est majoritairement liée a la
divergence de séquence entre chromosomes homologues qui rend les individus stériles, plus qu’a des
effets de différences majeures entre génes qui réduirait la viabilité des hybrides (Maheshwari et
Barbash, 2011). Ce phénomene d’isolation reproductive peut étre partiel au sein de différentes
populations d’'une méme espece. Chez I'espéce S. cerevisiae, il est montré que la relation entre isolation
reproductive et divergence est monotone, jusqu’a un niveau de divergence plus élevé qu’entre S.
cerevisiae et S. paradoxus, deux espéeces distinctes (Liti et al., 2006). Il est donc nécessaire, d’une part,
d’éviter I'appariement entre séguences non homologues, et d’autre part, de réparer ces éventuels
appariements ectopiques par des voies autres que la recombinaison homologue. Ainsi, des mécanismes
méiotiques doivent étre capables d’éviter les appariements stables entre deux séquences trop
divergentes (Figure 11) (Ziolkowski and Henderson, 2017). Chez le blé, le locus Ph1 est identifié comme
facteur limitant la recombinaison entre chromosomes homéologues (Cf paragraphe 1.11) (Griffiths et
al., 2006). Chez S. cerevisiae, les événements de recombinaison entre séquences divergentes sont évités
grace a un complexe composé de la protéine Msh2, de I'hélicase Sgs1, et de la toposiomérase Top3-
Rmil, ce complexe étant capable de reconnaitre les hétéroduplexes d’ADN. Un phénoméne appelé
« rejet de I'hétéroduplexe » se met alors en place et empéche la réparation par recombinaison
homologue (Chakraborty et al., 2015). Les événements de CO sont plus sensibles a la longueur
d’homologie entre séquences que les événements de conversion génique, ce qui laisse supposer que les
appariements ectopiques seraient réparés préférentiellement par conversion génique (Jinks-Robertson
et al., 1993). Mais a partir de quel niveau de divergence les appariements ectopiques sont-ils écartés de
la réparation par recombinaison homologue ? Chez la levure S. cerevisiae, en utilisant des hétéroalléles
du gene URAS3, il a été montré que la relation entre longueur de séquence d’homologie et taux de
recombinaison est linéaire, que la longueur minimale de séquence homologue nécessaire pour une
recombinaison efficace est de 250bp, et que les premiers mésappariements cété 3’ ont un effet plus fort
que les suivants sur le taux de recombinaison (Datta et al., 1997). En utilisant un hybride possédant un
homologue du chromosome Il de I'espece S. cerevisiae et I'autre homologue du chromosome |l

provenant de S. paradoxus, la recombinaison globale est diminuée d’un facteur 3. Les spores issues de
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ces hybrides présentent des problemes de viabilité liés a des disomies pour le chromosome lll. Les
tétrades possédant trois ou quatre spores viables présentent un taux de recombinaison plus élevé que
les autres tétrades. Dans cette expérience, il est montré que le géne Msh2 intervient dans la voie de
reconnaissance des appariements ectopiques (Hunter et al., 1996a). Chez un double mutant msh2
pmsl, 'augmentation du niveau de recombinaison chez les tétrades possédant 3 spores viables est
encore plus forte, laissant penser que ces deux génes interviennent dans des voies différentes
(Chambers et al., 1996). En utilisant in vitro des cellules de singe (lignée CV1P) contenant un plasmide,
un minimum de 14 bases homologues sur 243 est nécessaire pour commencer a détecter un faible taux
de recombinaison, ce taux augmentant avec I'augmentation de la longueur d’homologie (Rubnitz and
Subramani, 1984). Chez la tomate, il a été observé chez des hybrides interspécifiques que la
recombinaison peut étre réduite d’un facteur 200 dans certains segments chromosomiques tres
divergents (Chetelat et al., 2000), voire totalement abolie dans les régions tres peu homologues des
chromosomes (Rick, 1969). Chez Arabidopsis, un pourcentage de divergence de séquence de 0.16% (une
mutation sur un fragment de 618 bp dans cette expérience) diminue par trois le taux de recombinaison,
et ce quelle que soit la position de ce mismatch dans la séquence (Opperman et al., 2004). Passé ce
premier nucléotide divergent, I'ajout d’autres nucléotides divergents, et donc I’augmentation
progressive du pourcentage de divergence, a un effet plus faible sur le taux de recombinaison, jusqu’a
une valeur de 0.5% de divergence ou le taux de recombinaison atteint un plateau bas. Il est également
montré dans cette expérience que le type de mésappariement ne modifie pas la relation entre
pourcentage de divergence et recombinaison. Chez Arabidopsis toujours, des régions hétérozygotes ont
un taux de recombinaison plus fort lorsqu’elles sont situées a proximité de régions homozygotes, qui
réciproqguement ont un taux de recombinaison qui diminue (Ziolkowski et al., 2015). Ceci peut étre
expliqué si le nombre de CO global est maintenu du fait de I'homéostasie: une variation de
recombinaison dans une région du génome serait donc compensée dans une autre région. En utilisant
des mutants ou les proportions de CO de classe | et Il sont modifiées, on observe que la modification de
la recombinaison aux jonctions homozygotes-hétérozygote est due aux CO de classe | et que la voie non
interférente est inefficace dans les régions hétérozygotes. En conséquence, les régions hétérozygotes
montreraient une interférence plus forte que les autres régions. Cependant, le niveau de divergence de
séquence n’explique pas toute la variation du taux de recombinaison. Chez la levure S. cerevisiae, un
modele de prédiction des emplacements de hotspots de recombinaison en fonction du niveau de

divergence a une précision de prédiction de 80% (Liu et al., 2012).
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Effet de la diversité génétique des protéines de recombinaison
Concernant le gene PRDMS9, chez les bovins, des variations de séquence (mutation affectant des résidus

dans le domaine de liaison a I’ADN) sont corrélées avec la diversité du taux de recombinaison et ces
variations ont une influence sur la répartition des points chauds de recombinaison (Sandor et al., 2012).
De méme chez ’humain et la souris, de nombreuses études montrent que la protéine PRDM9 joue un
réle important dans la localisation des CO (Baudat et al., 2009; Fledel-Alon et al., 2011; Kong et al., 2010,
2013; Myers et al., 2010; Parvanov et al., 2009). Toujours chez 'humain, de nombreuses études ont
montré I'importance du variant PRDM9 A, fréquent dans les populations européennes, et du variant
PRDM9 B, fréquent dans les populations africaines, sur la recombinaison. Ces variants du gene PRDM9
ont un effet tel que des individus avec des alléles différents du gene PRDM9 montrent une localisation
des points chauds de CO différente, méme au sein d’'une méme population, bien que les séquences
cibles prédites des variants du gene PRDM9 soient les mémes (Berg et al., 2011; Hinch et al., 2011). Ceci
montre a quel point les interactions entre la protéine PRDM9 et les séquences cibles sont complexes,
voir revue Grey et al., (2018). Des variants de la séquence de la protéine RNF212, orthologue de la
protéine ZIP3 de S. cerevisiae, ont également été identifiés, et les variations de séquence sont corrélées
avec les variations de recombinaison ente sexes (Kong et al., 2008). Cette corrélation est inversée entre
sexes, I’haplotype formé par deux SNP est corrélé avec un taux de recombinaison élevé chez le male et
un taux de recombinaison faible chez la femelle. En population, sila fréquence de I’haplotype augmente,
la recombinaison male augmente et la recombinaison femelle diminue, avec une moyenne pour les deux
sexes qui ne varie pas. Chez les bovins, en méiose male, d’aprés une expérience de détection de QTL du
taux de recombinaison, il est montré que des variations génétiques des génes REC8 et RNF212
influencent le taux de recombinaison a I’échelle du génome (Sandor et al., 2012). Enfin, en utilisant des
accessions naturelles d’Arabidopsis, des QTL majeurs de recombinaison ont été identifiés. Ces deux QTL
expliquent 57% de la variance observée dans une population ColxLer. Le premier QTL correspond a un
polymorphisme semi-dominant dans le gene HEI10 qui code pour une E3 ubiquitine ligase. Les mutants
heil0 sont haplo-insuffisants et I'ajout d’une copie surnuméraire de HEI10 provoque un doublement du
nombre de CO dans I'euchromatine, la recombinaison dans les centromeéres restant quant a elle inhibée.
L'augmentation la plus forte de la recombinaison se produit au niveau des parties subtelomériques
euchromatiniennes. Le gene sauvage HEI10 est donc un régulateur positif de la recombinaison

(zZiolkowski et al., 2017).

70



1.14.2 Facteurs de I’environnement modifiant la recombinaison

De nombreux facteurs abiotiques sont décrits comme pouvant affecter la recombinaison.

Concernant I'effet de la température sur la méiose, il est montré des 1917 chez la drosophile qu’une
élévation de la température peut entrainer une élévation du nombre de CO (Plough, 1917). Il en est de
méme chez la plante Tradescantia bractea, une augmentation de température modifie la répartition des
chiasmas (Dowrick, 1957). Chez I'orge, une élévation de température au moment de la méiose provoque
une modification dans la polarisation des sites d’initiation de recombinaison (les premiers sites
d’initiation de la recombinaison interviennent dans les régions distales des chromosomes) (Higgins et
al., 2012). Lorsque les plantes sont cultivées a une température plus élevée que le groupe témoin, la
polarisation est réduite et accompagnée par une modification de la répartition des chiasmas avec une
augmentation dans les régions proximales des chromosomes. Toujours chez I’orge, il est montré qu’une
élévation de température modifie le nombre et la répartition des CO de classe | en méiose male
uniquement, ceci étant accompagné par un allongement de la longueur du complexe synaptonémal. Le
nombre moyen de CO par méiose passe ainsi de 19.7 CO a 15°C a 22.3 CO a 25°C, et a 27.2 CO a 30°C,
les CO étant également déplacés vers les régions proximales quand la température augmente. La
longueur de I'axe des chromosomes 2H et 3H passe quant a elle respectivement de 98.3um (15°C) a
112.9um (25°C) et de 87.0um (15°C) a 95.4um (25°C). Cela montre que la formation des CO est plastique
et qu’il existe un lien entre le nombre de CO et la longueur du complexe synaptonémal (Phillips et al.,
2015a). Concernant d’autres effets du milieu, il est montré chez la plante Lolium temulentum qu’une
augmentation des concentrations en potassium et en calcium du milieu peuvent avoir un effet sur la
recombinaison. Cet effet est fonction de la température de culture puisqu’ observé a 30°C mais pas a
20°C (Law, 1963). Chez le riz, différents stress environnementaux (attaque pathogene, température,
secheresse, UV) peuvent conduire a une augmentation du nombre de CO. Une partie seulement des
individus soumis au stress montre un taux de recombinaison augmenté, avec au maximum un rapport
de 1.5 par rapport aux individus témoins. (Si et al. 2015). Mais les mécanismes moléculaires contrélant
la recombinaison en réponse a l'environnement ne sont pas décrits. Plusieurs hypothéses sont
proposées : (1) la variation de facteurs épigénétiques en réponse a un stress environnemental pourrait
avoir un impact sur la recombinaison. (2) la température, en induisant indirectement un allongement du

complexe synaptonémal, pourrait modifier la recombinaison. (3) la température, en modifiant le niveau
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d’expression de certains genes de méiose, pourrait également avoir un effet sur la recombinaison (Wang

and Copenhaver, 2018).

1.15 Relations entre recombinaison, adaptation, et évolution des génomes

L’hypothése que le taux de recombinaison serait contrdlé puisqu’il est un caractére adaptatif est encore
débattue. De récentes études montrent que I'amplitude des variations du taux de recombinaison est
similaire entre les espéces (voir figure 1 dans Ritz et al., 2017). Cette similarité de variance du taux de
recombinaison entre des espéeces parfois tres distantes suggére que les bénéfices et colts liés a la
recombinaison et encadrant son niveau puisse étre les mémes pour la majorité des espéces. Il existe une
corrélation entre les génes impliqués dans la réponse aux facteurs environnementaux et les zones du
génome a recombinaison élevée (Si et al., 2015). Ceci suggere que la recombinaison, en créant de la
diversité génétique soumise ensuite a sélection naturelle, pourrait avoir une importance dans
I’adaptation a de nouveaux environnements. Cependant, la recombinaison peut également détruire les
combinaisons génétiques favorables déja existantes et étre contre séléctionnée. Ainsi, le niveau de
recombinaison serait contraint dans certaines limites. De plus, les génes impliqués dans I’adaptation a
I’environnement sont souvent dupliqués en tandem, ce qui permet de créer de la diversité génétique
tout en conservant une copie active du géne. Ces duplications en tandem pourraient étre le fruit de CO
inégaux, comme cela a été observé chez Arabidopsis (Hanada et al., 2009). Concernant I'évolution de la
recombinaison elle-méme, il existe un paradoxe entre recombinaison et évolution, le mécanisme de
réparation de CDB suggérant que les hotspots devraient s’autodétruire. En effet, chez la souris et
I’humain, la réparation par conversion génique de ces régions entraine un biais de contenu en GC de la
séquence, et provoque la disparition des séquences nucléiques reconnues par la protéine PRDM9 (Grey
et al., 2018; de Massy, 2013). De plus, il est montré qu’au niveau des points chauds de recombinaison,
une des deux chromatides a une probabilité plus élevée que l'autre d’étre réparée par conversion
génique ce qui a pour conséquence une sur-transmission de I'allele porté par la chromatide ayant une
faible probabilité d’étre réparée par conversion génique (Jeffreys and Neumann, 2002). Si tel était le cas,
les points chauds de CDB devraient progressivement disparaitre, et le niveau de recombinaison dans ces
régions diminuer au cours de I'évolution. Mais ce n’est pas ce qui est observé, ce que I'on nomme le

« paradoxe de I"érosion des hotspots ». Une hypothése avancée est le fait que la protéine PRDM9

72



pourrait contourner la perte de hotspots via des mutations dans le domaine a doigts de zinc de liaison a
I’ADN (Myers et al., 2010). Les nouveaux alléles de la protéine PRDM9 trouveraient alors de nouvelles
cibles nucléotidiques, créant ainsi de nouveaux points chauds. Ainsi, il est proposé que la relation entre
destruction des hotspot de CDB et évolution de la protéine PRDM9 permettant la création de nouveaux
hotspots de CDB suive le modéle de dynamique de la course a I'armement. Dans ce modeéle appelé
« Reine rouge », en référence au deuxieme volet de « Alice au pays des merveilles », I'adaptation serait
toujours a recommencer (UBeda and Wilkins, 2011). « Mais, Reine Rouge, c'est étrange, nous courons
vite et le paysage autour de nous ne change pas ? » Et la reine répondit : « Ici il faut courir pour rester a
la méme place. Pour aller quelque part, il faudrait courir deux fois plus vite » (Lewis Carroll, A travers le
miroir, Chapitre 2). Le fait que la protéine PRDM9 soit sous sélection positive chez les primates et les

souris vient étayer cette hypothese (Buard et al., 2014; Cole et al., 2014; Grey et al., 2018)

1.16 Modifier le nombre et la position des crossing-overs

1.16.1 Intérét

Les CO sont des événements essentiels pour un grand nombre d’études génétiques telles que la
construction de cartes génétiques, les études de déséquilibre de liaison ou encore la détection de QTL.
De plus, les CO sont le moteur du brassage intra-chromosomique permettant de créer de nouvelles
combinaisons d’alleles, et ce brassage est a la base I'évolution naturelle et de la sélection variétale.
Cependant, le nombre et la position des CO sont fortement régulés. Chez les céréales, par exemple, la
recombinaison est quasiment inexistante dans les partie péri-centromériques des chromosomes, les CO
se produisant principalement dans les régions distales. La densité en géne le long des chromosomes
montre que la majorité des genes sont localisés dans les régions distales. Cependant, une proportion
non négligeable de génes se trouve dans des régions non recombinantes, comme chez le blé (Sandhu
and Gill, 2002) ou I'orge, avec plus de 30% des genes situés dans des régions faiblement recombinantes
(Mayer et al., 2011). Ceci a pour conséquence une diversité génétique réduite dans ces régions, limite
la résolution des cartes génétiques, et rend trés difficile le clonage positionnel (Higgins et al., 2012).

Augmenter le nombre de CO pourrait permettre de plus facilement casser des associations défavorables
entre alleles, de créer des combinaisons favorables d’alléles, ou bien d’augmenter la résolution des
cartes génétiques. Ainsi, augmenter la recombinaison a un grand intérét, que ce soit en recherche
fondamentale ou appliquée. Diverses approches visent donc a augmenter le nombre de CO a une échelle

globale ou plus locale, par exemple pour que des CO aient lieu dans les régions froides. Certaines
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approches visent, a I'inverse, a supprimer la recombinaison méiotique. Cela permettrait, d’une part de
créer des lignées parentales homozygotes a partir de plantes hétérozygotes (Wijnker et al., 2012), ou
d’autre part, de multiplier par reproduction clonale des graines en mimant le phénoméne d’apomixie
(Marimuthu et al., 2011). Chez A. thaliana, il est par exemple possible, a partir d’un individu hybride issu
du croisement entre deux lignées, d’obtenir des descendants homozygotes identiques aux lignées

parentales (Wijnker et al., 2012).

1.16.2 Méthodes permettant de modifier la recombinaison

Modification ciblée du génome et utilisation de mutants
Les avancées récentes dans la compréhension des mécanismes de la méiose ont permis I'identification

de facteurs anti CO, ce qui ouvre la voie vers I'augmentation de la recombinaison dans les programmes
de sélection variétale (Crismani et al.,, 2013). Pour contrbler les génes modifiant le niveau de
recombinaison, il est possible d'utiliser différentes méthodes telles que la méthode CRISPR-CAS9
permettant d’éditer finement le génome, ou des ARN interférents. Ces méthodes pourraient étre
appliquées sur des individus élites afin d’éditer les génes anti-crossover connus, tels que FANCM,
RECQ4A, RECQA4B, et FIGL1 ainsi que les génes de facteurs épigénétiques modulant la répartition de la
recombinaison, tels que les protéines RNF212, PRDM9, et HEI10. Ainsi, la recombinaison serait
augmentée a la fois dans les régions euchromatiniennes et les régions hétérochromatiniennes. Chez A.
thaliana, un double mutant fig/1 recq4 montre un taux de recombinaison multiplié par 8 a I'échelle du
génome (Fernandes et al., 2018b).

Une adaptation de la méthode, couplant la protéine CRISPR et un géne codant pour la protéine SPO11,
pourrait permettre une augmentation des CDB et éventuellement des CO tout en ciblant tres
précisément une région du génome (Choi, 2017). Cependant, les méthodes que je viens de décrire font
toutes appel a I'utilisation d’organismes génétiquement modifiés (OGM) et dans un contexte médiatique
dans lequel le recours a ces méthodes est critiqué, on peut se demander s’il est raisonnable d’espérer

pouvoir utiliser de telles plantes en agriculture en Europe.

Variation des conditions du milieu
Comme nous I'avons vu, les conditions du milieu peuvent influencer la recombinaison méiotique.

Ainsi, la température modifie le taux de recombinaison (Francis et al,

2007; Zhong & Priest, 2011; Phillips et al., 2015). Mais ces variations restent faibles et les CO
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surnumeéraires se concentrent dans des zones déja pourvues de CO (Higgins et al., 2012), ce qui rend ce
phénomene difficile a exploiter en amélioration génétique, bien que cela aurait été plus facilement

accepté que l'utilisation d’'OGM.

Variation du niveau de ploidie
Le niveau de ploidie peut également avoir un impact sur la recombinaison. En effet, la présence de

plusieurs génomes dans un organisme peut influer sur le taux de recombinaison, et cela chez plusieurs
organismes (Desai et al., 2006; Leflon et al., 2010; Pecinka et al., 2011; Suay et al., 2014). Ainsi, des colza
triploides ont vu augmenter fortement la recombinaison dans les régions péricentromériques, qui n’ont
normalement pratiquement aucun CO chez les diploides. Cependant, cette relocalisation de la
recombinaison s"accompagne d’une diminution de 50% de la viabilité du pollen et d’une diminution de
20% du nombre de graines par rapport a un hybride diploide. On pourrait donc penser que la
relocalisation observée résulte d’une sélection post-méiotique, mais cette hypothése implique un
niveau de sélection non compatible avec celui observé et n’est donc pas suffisante pour expliquer les
changements observés (Pelé et al., 2017a). Cependant, la manipulation du niveau de ploidie ne peut pas
se faire chez toutes les especes, et les impacts d’'un changement de ploidie sur la recombinaison sont
différents entre les régions du génome. Il semble donc tres difficile avec cette méthode de cibler

spécifiguement une zone du génome en particulier.
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Figure 15 : Classification phylogénétique des champignons

Représentation schématique de la classification phylogénétique des champignons. Les ronds
rouges indiquent des polyploidies suspectées, les carrés bleus des lignées avec des individus qui
ont des origines hybrides. Figure issue de (Albertin and Marullo, 2012)

1.17 La levure : organisme modele pour étudier la recombinaison

La levure S. cerevisiae est un microorganisme unicellulaire eucaryote faisant partie du regne des
champignons et appartenant a 'embranchement des ascomycetes qui sont caractérisés par la présence
d’asques dans lesquels se forment des ascospores (Figure 15) (Hibbett et al., 2007). Dans le milieu
naturel, on retrouve cette espéce dans diverses niches écologiques telles que sur les arbres, les fruits,
les insectes, et chez I'humain. S. cerevisiae a été domestiquée pour son usage agroalimentaire
(panification, vinification, brassage de la biére ; Sicard and Legras, 2011), essentiellement car c’est un
organisme fermentaire (Cavalieri et al., 2003; Fay and Benavides, 2005). L'espéce a également été

domestiquée plus récemment dans I'industrie du bioéthanol, la production d’insuline et de vaccins. Mais
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cette espéce est aussi un modeéle en biologie des eucaryotes, que ce soit a un niveau cellulaire,
moléculaire, génomique (Botstein and Fink, 2011), et en génétique des populations (Liti et al., 2009). En
effet, S. cerevisiae est une espéce trés facile a manipuler et a étudier en laboratoire. Elle présente
I"'avantage d’étre facilement cultivable avec un temps de génération court. En condition de croissance
favorable, S. cerevisiae se multiplie végétativement par mitose, mais en condition de milieu défavorable,
les cellules diploides sont capables de se diviser par méiose et former quatre spores haploides
regroupées dans une structure (asque) entourée d’une paroi que I'on nomme couramment une tétrade
de spores (Figure 16). Il est donc possible de produire des hybrides, de compléter un cycle sexuel en
laboratoire et ainsi d’obtenir un trés grand nombre de descendants, ce qui en fait un modéle trés utilisé
en génétique. Enfin, nous avons a disposition un large choix d’outils de biologie moléculaire. C'est
également le premier organisme eucaryote a avoir été séquencé (Goffeau et al., 1996). La création de
collections de souches mutantes pour chaque gene a permis de comprendre la fonction de nombre
d’entre eux (Giaever et al., 2002), ce qui en fait un modeéle de choix pour mener des études sur la relation
entre génotype et phénotype (Fay, 2013). Son génome de petite taille (12Mb) est un atout pour les
études de génomique, transcriptomique et métabolomique, et il est trés facile d’éditer des régions
ciblées du génome en utilisant les mécanismes endogénes de recombinaison homologue, ce qui rend
I"utilisation de la transgénese extrémement rapide et efficace. Les techniques nouvelles de séquencage
ont permis de séquencer les génomes d’un grand nombre de souches provenant d’origines trés diverses,

révélant une large diversité génétique et une structure de population complexe (Peter et al., 2018)
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Figure 16 : Cycle cellulaire de la levure S. cerevisiae (ex d’'une souche hétérothallique)
Les cellules haploides de la levure S. cerevisiae peuvent étre de type sexuel a ou a. Ces cellules
haploides végétatives produisent des phéromones et récepteurs respectivement a leur type sexuel.
Les phéromones d’'un type sexuel sont reconnues par les récepteurs de l'autre type sexuel et
inversement. Ceci permet la fusion de deux cellules haploides de type sexuel opposé et la formation
d'une cellule diploide a / a qui peut se diviser de maniére végétative dans un milieu riche, ou bien
entrer en méiose, si le milieu s’appauvrit, et produire quatre spores haploides qui ne commenceront
a se diviser que quand les conditions de milieu seront meilleures. Figure issue de (Sun and Heitman,
2011)
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Les données obtenues permettent de conduire des études d’association pangénomiques mettant en
évidence les variants génétiques. On peut ainsi étudier I'architecture génétique de caracteres d’intérét,
et également comprendre les différents parcours évolutifs ayant conduit a la diversité de I'espéce
observée aujourd’hui (Peter et al., 2018). L’arbre phylogénétique basé sur la divergence de séquence
montre différents groupes génétiques distincts regroupant principalement les souches en fonction de
leur origine géographique : Europe, Amérique du nord, Asie et Afrique de I'ouest (Figure 17) (Liti et al.,

2009).
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Figure 17 : Arbre phylogénomique d’une collection de souches de S. cerevisiae

Arbre phylogénomique basé sur le principe du minimum d’évolution (N]) a partir de données de
polymorphisme nucléotidique (SNP) d’'une collection de souches de la levure S. cerevisiae. Les
groupes phylogénétiques sont entourés en gris, avec la couleur du nom de la souche indiquant la
source et la couleur des points indiquant I'origine géographique. Figure issue de (Liti et al., 2009).
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Le cycle de vie de la levure S. cerevisiae est de type haplodiplophasique (Figure 16). La reproduction par
division donne a partir d’une cellule « mére » deux cellules filles identiques en ce qui concerne leur
matériel génétique nucléaire mais différentes en ce qui concerne le volume du cytoplasme. Lors de Ia
reproduction sexuée, on obtient des spores avec un nouveau génotype qui vient du brassage
chromosomique et de la recombinaison homologue lors de la méiose.
Le contrble génétique de la reproduction chez S. cerevisiae met en jeu de nombreux genes dont un
groupe de génes principaux (master genes) portés par les cassettes HML, HMR et MAT (Figure 18).
La cassette MAT peut porter une des deux informations suivantes : MATa ou MATa. Dans le cas du
diploide, un des chromosomes porte une cassette MATa et I'autre une cassette MATa. L’expression des
génes de la cassette MAT (a ou a ou les deux dans le cas des diploides) entraine une cascade de
régulation de genes a spécifiques, a spécifiques ou diploide spécifiques (Figure 19). Les protéines a 1 et
a 2 ainsi que al sont des facteurs de transcription qui agissent en collaboration avec la protéine Mcm1
pour réguler de nombreux genes spécifiques. Chez les haploides, la cassette MAT porte soit le géne
spécifique du type sexuel a (al) soit les genes spécifiques du type sexuel a (al et a2). Les souches
haploides de S. cerevisiae sont capables de changer de type sexuel via la coupure de la cassette MAT a
des sites spécifiques de I'endonucléase codée par le géne HO (Figure 20) (Connolly et al., 1988). Suite a
cette coupure, on a une recombinaison homologue au locus MAT avec le locus HMLa ou le locus HMRa.
Chez I'espéce S. cerevisiae, il existe des souches homothalliques (géne HO fonctionnel) et des souches
hétérothalliques (gene HO non fonctionnel). Pour les études de génétique, les souches utilisées sont soit
hétérothalliques naturellement, soit rendues hétérothallique en inactivant le gene HO par modification
génétique. Pour I’ensemble de ces caractéristiques, la levure S. cerevisiae, est un modele trés utilisé en

génétique, et nous I'avons choisi comme modéle pour répondre aux objectifs de mon travail de thése.

80



Chr III

Figure 18 : Structure des cassettes sexuelles de S. cerevisiae chez une cellule MATa
Les deux cadres rouges indiquent les cassettes réprimées. La cassette HMLa porte I'information
MATa et la cassette HMRa porte I'information MATa. La cassette MAT peut porter I'information
MATa ou MATa. al et a2 = génes portés par la cassette HMLa ; al= géne porté par la cassette
HMRa ; site Ho= site reconnu et coupé par I’endonucléase Ho ; MAT= Mating type.

MATa

ff}}j“ —e- sz OTN
O e—aco OF
hsg ON par défaut

cellule MATa = N Y

©2) m—— asg OFF

T —) CS e OFF
'5?'£E~‘i=,1,.¢—| hsf OFF

cellule MATaNMNMATa

Figure 19 : Schéma du contréle du locus Mat sur I'identité cellulaire chez S. cerevisiae

Structure des chromosomes au locus MATa et MATa . Régulation des génes : asg (geénes a-
spécifiques), asg (genes a-spécifiques) et hsg (genes haploide-spécifiques). ON expression des
genes. OFF pas d’expression des génes. D’apres Brynne C. Stanton (2007) Sex in fungi
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Figure 20 : Schéma simplifié du changement de type sexuel chez S. cerevisiae.
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Deuxieme partie

2 High throughput measurement of recombination rates and
genetic interference in S. cerevisiae
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2.1 Abstract

Allelic recombination due to meiotic crossovers is a major driver of genome evolution, as well as a key
player for the selection of high-performing genotypes in economically important species. Therefore,
we developed a high throughput and low cost method to measure recombination rates and crossover
patterning (including interference) in large populations of the budding yeast S. cerevisiae.
Recombination and interference were analyzed by flow cytometry, which allows escaping time-
consuming steps such as tetrad microdissection or spore growth. Moreover, our method can also be
used to compare recombination in wild-type vs mutant individuals or in different environmental
conditions, even if the changes in recombination rates are small. Furthermore, meiotic mutants often
present recombination and/or pairing defects affecting spore viability but our method does not involve

growth steps and thus avoids filtering out non-viable spores.
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2.2 Introduction

Meiotic recombination is a major driver of genome dynamics and evolution in sexually reproducing
organisms, generating new allelic combinations that can be subject to natural selection. The numbers
of crossing-over (CO) events per meiosis is tightly regulated (Hunter, 2015; Mézard, Tagliaro Jahns, &
Grelon, 2015; Zickler & Kleckner, 2016). Moreover, their positions along the chromosomes are also
influenced by the phenomenon of interference: occurrence of a CO in one site of the chromosome
reduces the probability of another CO being formed in its vicinity (Muller, 1916; Sturtevant, 1915).
However, the mechanisms involved in interference are still not well understood. Therefore, getting
more insights into the regulation of recombination rates and crossover distribution along
chromosomes would be beneficial for fundamental and applied genetics, and also to improve the
efficiency of breeding (Li et al., 2016). Different approaches are used to determine both number and
positions of COs along homologous chromosomes (Mézard et al., 2015a): (1) Counts of chiasmata, the
cytological signatures of COs at metaphase | (Sidhu et al., 2015b), with the risk of missing some
chiasmata and thus COs due to the highly compacted state of metaphase chromosomes. (2) Analysis of
protein complexes associated with COs along the less compacted pachytene chromosomes by electron
microscopy (EM; observation of late recombination nodules; (Anderson et al., 2003) or by fluorescence
microscopy using immunolocalization (Anderson, Reeves, Webb, & Ashley, 1999). Measuring distances
between COs remains, however, time-consuming. Moreover, some of the proteins used for
immunolocalization of COs sometimes reveal only a subset of COs as illustrated recently in a parallel
observation of late recombination nodules in EM and MLH1 foci by immunofluorescence on the same
chromosome samples. Only a fraction of the recombination nodules seen in EM was also marked by
MLH1 (Anderson et al., 2014). (3) Segregation of alleles in gametes or progenies can be studied by
sequencing or using molecular markers. The development of high-density genotyping technologies
(including genotyping by sequencing) allows the counting and localization of COs along chromosomes
with high resolution. However genotyping or sequencing large numbers of samples remains expensive
and is thus often limited to relatively small populations. (4) An efficient approach to score COs in very
large populations is to score the segregation of fluorescent markers in their gametes; this requires the
previous development of genetically transformed parents expressing genes encoding fluorescent
proteins. Crossing these parents with a wild type genotype produces F1 individuals which are
hemizygous for the fluorescent markers. After meiosis, these F1 individuals produce gametes in which

the fluorescent colors segregate depending on recombination events. Using such approaches,
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recombination has been studied in Arabidopsis thaliana by observing microspore tetrads of the quartet
mutant (Berchowitz and Copenhaver, 2008; Francis et al., 2007), by analyzing pollen grains by flow
cytometry (Yelina et al., 2013), or by imaging seeds (Melamed-Bessudo et al., 2005). Similar
approaches have been successfully achieved in S. cerevisiae tetrads (Thacker et al., 2011). However
analyzing individual spores by flow cytometry on very large populations was never done in budding
yeast. To fill this gap, we set up a high-throughput method to measure crossover rates and
interference in S. cerevisiae by fluorescence-based approaches. Using three distinct markers delimiting
two adjacent intervals offered us the possibility to study CO interference because frequencies of rare
events of double COs can be measured accurately thanks to the large population sizes allowed by the
method. A total of 14 intervals were covered on chromosomes I, VI, and Xl to get a collection of seven
different strains that we called “testers” (see Materials and Methods). In the diploids obtained by
crossing these testers with wild-type strains, we measured (1) recombination rates on 14 genomic
segments covering entirely chromosomes VI and Xl and part of chromosome |, and (2) crossover
interference in the corresponding seven pairs of adjacent intervals. All tester strains and DNA
constructs developed in this study are freely available upon request to matthieu.falque@inra.fr, and

the associated scripts for data analysis are provided as Supplementary Text 1.

2.3 Materials and methods

2.3.1 Fluorescent strains

The SK1 and W303 S. cerevisiae strains used in this study come from the Saccharomyces Genome
Resequencing Project (Cubillos, Louis, & Liti, 2009). We used the strains numbered 3590 (mat a) and
3615 (mat a) for SK1, and the strain numbered 3583 (mat a) for W303, which were kindly provided by
F. Cubillos, Universidad de Santiago de Chile, Santiago, Chile. The SK1-ORT7217 S. cerevisiae strain
(Mat a ho lys2 ura3(Pstl-Smal)::hisG arg4::kanMX::URA3 leu2::hisG his4B::LEU2 trp1::hisG) was kindly
provided by C. Fairhead, Université Paris-Sud, Orsay, France. Constructs were PCR-amplified from
fluorescent strains kindly provided by Roy Kishony, Harvard Medical School, Boston (DeLuna, Springer,
Kirschner, & Kishony, 2010). We used the three following constructs: TDH3prom-mCherry-KanMX
(hereafter named RFP), TDH3prom-yECerulean-NatMX (hereafter named CFP), and TDH3prom-Venus-
NatMX (hereafter named YFP). For DNA extraction, the strains were grown overnight at 30°C 200rpm

in 5 ml YPD, pelleted at 4500 rpm for 10 min, digested for one hour at 37°C with 10 units of zymolyase
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(Euromedex, Souffelweyersheim, France) in 0.5 ml of sorbitol 1 M and Na;EDTA 0.1 M pH 7.5, pelleted
again at 10 000 rpm for 5 minutes, and then further steps followed the « DNeasy Blood and Tissue »
protocol (Qiagen, Hilden, Germany) with the final elution in 100 pL ultra-pure water. PCR
amplifications were carried out using (1) a forward primer with a 5' tail of 50bp corresponding to the
sequence upstream the insertion site, followed by 5-CGCCAGCTGAAGCTTCGTA-3’ corresponding to
the TDH3prom region of the construct, and (2) a reverse primer with a 5' tail of 50bp corresponding to
the sequence downstream the insertion site, followed by 5’-CGACAGCAGTATAGCGACCA-3’
corresponding to the KanMX and NatMX terminator region of the construct (see all primer sequences
in Supplementary Table 1). PCR amplifications were carried out in 50 pL final volume with 1x colorless
GoTaq flexi buffer, 0.5mM of each primer, 0.2mM of each dNTP, 3mM MgCl2, 1.25 unit of GoTaq G2
flexi DNA polymerase (Promega, Madison, USA), and 5uL of template DNA. Thermal cycling was: 95°C
2 min, 10 cycles of (95°C 30 s, touch down from 60°C to 50°C for 30 s, and 72°C 3 min), then 25 cycles
of (95°C 30s, 50°C 30 s, and 72°C 3 min), and finally 72°C 5 min. Amplicons were checked for correct
sequence by Sanger-sequencing both strands (Genoscreen, Lille, France), purified using Qiagen
QlAquick Gel Extraction Kit, and used to transform haploid strains (LiAc protocol following (Cubillos et
al., 2009). Transformed cells were selected on YPD medium containing 100mG/L G418 or 30mG/L
nourseothricin depending on the construction used. Correct fluorescence of transformed colonies was
checked by fluorescence microscopy. After transformation, the position of the inserted sequence was
checked by Sanger-sequencing PCR products obtained with (1) primers surrounding the insertion locus
(see all primer sequences in Supplementary Table 2), (2) one forward primer upstream the insertion
locus and one reverse primer (5-CCTATGAACTGATGGTTGGTGAAG-3’) in the TDH3prom region of the
construct, and (3) one forward primer upstream the insertion locus and one reverse primer
(5’-TATTACCCTGTTATCCCTAG-3’) located in the KanMX terminator region of the constructs. Marker
insertion positions were chosen in intergenic regions surrounded on both sides by at least 100bp of
unique sequence in the genome, based on Saccharomyces Genome Database
(5288c_reference_genome_R57-1-1; SGD, (Cherry et al., 2012). We chose insertion positions so that
estimated genetic distances between adjacent markers were close to 30cM (corresponding to about
80kbp), as we calculated this distance to be close to the optimal interval length for minimizing the
coefficient of variation of inferred genetic distances (see Supplementary Methods). All insertion sites

are described in Supplementary Table 3.
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2.3.2 Construction of tri fluorescent testers

Tri-fluorescent tester strains were produced by crossing mono-fluorescent strains and sorting
recombinant spores with a fluorescence-activated cell sorter (FACS: MoFlo ASTRIOS; Beckman-Coulter,
Villepinte, France). For instance, let us consider a tester carrying on chromosome | (denoted I in our
tester nomenclature) the mCherry marker (denoted R in our tester nomenclature) at locus 2 (see
Supplementary Table 3), the yECerulean marker (denoted C in our tester nomenclature) at locus 3,
and the Venus marker (denoted Y in our tester nomenclature) at locus 4. This tester will then be
named with the suffix ‘I-R2C3Y4’ and similarly for other testers. To produce this tester, we first crossed
a SK1-ORT7217 Mat a I-R2 strain with a SK1-3615 Mat a I-C3 strain. To do so, we co-patched both
haploid strains on solid YPD to obtain diploids, then spores were produced as described below, and
recombinant bi-fluorescent SK1-1-R2C3 spores (Supplementary Figure 1) were sorted by FACS. During
cell sorting, single spores were dropped in each well of a 96-well plate on 100uL solid YPD. The plates
were incubated for 48 hours at 30°C and the mating type of each colony was determined by PCR as
described in (Gerstein, Chun, Grant, & Otto, 2006). To add the third marker, a SK1-1-R2C3 Mat a strain
and a SK1-3615 Mat a |-Y4 strain were crossed, and tri-fluorescent SK1-1-R2C3Y4 spores were sorted as
described above. The unicity of marker insertion was finally checked by verifying the Mendelian
segregation of spores produced by the SK1-1-R2C3Y4 Mat a x SK1-3590 Mat a diploid. Using this
procedure, we constructed the following seven testers: SK1-1-R2C3Y4, SK1-VI-C1Y2R3, SK1-VI-R3Y4C5,
SK1-XI-Y3R4C5, SK1-XI-R4C5Y6, SK1-XI- Y6C7R8, and SK1-XI- R8Y9C10 (Supplementary Figure 2). An
eighth tester, SK1-XI-R1C2Y3 was constructed in a way that the first two markers were physically very

close to each other (5,557bp). All physical distance between markers are given in Supp Table 3.
2.3.3 Flow cytometry analysis of spores

To induce sporulation, diploid strains were grown overnight at 30°C 200 rpm in 50mL Falcon tubes with
5mL liquid YPD, then cells were centrifuged 2 min at 2000 rpm, pellets resuspended in 600uL ddH20
and 150uL was spread on four different Petri dishes with solid SPOR medium (2.5% bacto yeast extract,
1% glucose, 10% potassium acetate, 20% agar). The four dishes were placed at different positions in
the incubator to provide four replicates possibly capturing variation due to environmental
heterogeneity. After ten days at 30°C, cells were picked up from the lawn by scraping one quarter of
the Petri dish surface with a bended pipette tip, and suspended in 96 rack tube strips (Macherey Nagel,

Hoerdt, France) containing 750 pL of ddH20 with 5mg/mL 100T zymolyase (Euromedex,
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Souffelweyersheim, France) and 100uL glass beads suspension (0.5 mm diameter, Dutscher 67172
Brumath Ref 1606106). To disrupt tetrads, the tube racks were vortexed one minute at a frequency of
23 rev/sec using a Qiagen Tissuelyzer Il grinder, incubated 60 min at 30°C, vortexed again in the same
conditions, centrifuged 5 min at 4500 rpm, and then the pellets were resuspended by vortexing in
200pL ddH,0. The suspension, mostly containing vegetative cells, was discarded. Spores, which adhere
to the tube plastic, were stripped by vortexing the tubes containing 600uL ddH20 with 0.01% NONIDET
NP40 (Sigma-Aldrich, Saint Quentin Fallavier, France) following (Rockmill, Lambie, & Roeder, 1991).
The spore suspensions were then analyzed with a MoFlo ASTRIOS flow cytometer and the associated
software Summit. We first selected events corresponding to the size of spores using a gate in the SSC-
Height-Log vs FSC-Height-Log graph (Supplementary Figure 3), then we discarded events containing
more than one cell using a gate in the SSC-Height-Log vs SSC-Area-Log graph (Supplementary Figure 4).
Finally we analyzed the fluorescence intensity of each spore in mCherry, yECerulean, and Venus
channels (excitation at 561, 405, and 488 nm respectively, emission at 614/20, 448/59, and 526/52 nm

respectively).
2.3.4 Marker fluorescence analysis

Let’s consider spores produced by a diploid strain hemizygote for markers A, B, and C distributed in
that order along one chromosome. Each marker can be present (denoted ‘A’, ‘B’, or ‘C’) or absent (wild
type phenotype denoted ‘+'), defining eight different classes of fluorescence (Figure 1). Each class is
named with a string of three consecutive characters corresponding to loci A, B, and C respectively,
thereby defining classes ABC and +++ (parental spores), A++ and +BC (spores recombinant between A
and B), AB+ and ++C (spores recombinant between B and C), and A+C and +B+ (double-recombinant

spores) (Figure 1).
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Figure 1: Segregation of three linked markers in spores after meiosis.

Each class is named with a string of three consecutive characters corresponding to loci A, B, and C
respectively, thereby defining classes ABC and +++ (parental spores), A++ and +BC (spores
recombinant between A and B), AB+ and ++C (spores recombinant between B and C), and A+C and

+B+ (double-recombinant spores).

Since it is not possible to define selection gates in a 3D graph, we used three projections, each of them
representing fluorescence intensities of two fluorescent markers (Figure 2), the notation [X/+]
indicating that the marker at locus X may be present or absent. By selecting quadrants in each of these
three graphs and applying the rules below, we assigned each spore to one of the eight possible classes
of fluorescence which correspond to the eight possible genotypes at the three marker loci.

ABC : spores in quadrants AB[C/+] and A[B/+]C and [A/+]BC

+++ : spores in quadrants ++[C/+] and +[B/+]+ and [A/+]++

A++ : spores in quadrants A+[C/+] and A[B/+]+ and [A/+]++

+BC : spores in quadrants +B[C/+] and +[B/+]C and [A/+]BC

AB+ : spores in quadrants AB[C/+] and A[B/+]+ and [A/+]B+

++C : spores in quadrants ++[C/+] and +[B/+]C and [A/+]+C

A+C : spores in quadrants A+[C/+] and A[B/+]C and [A/+]+C

+B+ : spores in quadrants +B[C/+] and +[B/+]+ and [A/+]B+
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Figure 2: Fluorescence intensities of marker A vs marker B (left), marker A vs marker C

(middle), and marker B vs marker C (right).
Warm colors indicate lowest density of spores. Each marker can be present (denoted ‘A’, ‘B’, or ‘C’)
or absent (wild type phenotype denoted ‘+’), the notation [X/+] indicating that the marker at locus

X may be present or absent.

2.3.5 Calculation of Mendelian segregation ratios to assess possible biases

Single locus segregation ratios of individual markers were calculated as:

Nypc + Nay+ + Napi + Nyt

Marker A: ratio =

N
Napc + Nipc + Naps + N
Marker B: ratio = —2c——*5¢ — AB+ +B+
Marker C: ratio = —22< +BC N ++C lasc

where N is the total number of spores counted and Nxyz the number of spores of class XYZ.

Two locus segregation ratios of two linked loci (see Figure 1) were calculated as:
Nypc + Nap+
Ngpc + Nap+ + Nity + Nioc
Npt+ + Nyt
Ngyy + Npyc + Niptr + Nipe
Nypc + Nipc
Nypc + Nipe + Nyvr + Npist

Nip+ + Nyp+
Nip+ + Ngpt+ + Nisc + Napic

Markers A and B in parentals: ratio =

Markers A and B in recombinants: ratio =

Markers B and C in parentals: ratio =

Markers B and C in recombinants: ratio =
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Three locus segregation ratio was calculated as:

Npyc

Double recombinants: ratio = ———
Npic + Nip+

2.3.6 Calculation of recombination rates

The recombination rate (Rag) in centiMorgan (cM) per kilobase between two linked markers A and B

-50 ln(l—Z(fA+[C/+] +f+B[C/+]))

dap

was calculated as Rpg(cM/Kbp) =

(Eq 1)

, Where dp is the physical distance in kbp between marker A and B and fxvz the frequency of spores of
class XYZ.

To assess possible biases (see Results), the following estimates of Rag were also calculated, based on
part of the data only:

-50 ln(1—4(f+3[c/+]))
daB

=50 ln(1—4(fA+[C/+]))
das

R'pg(cM/kbp) = and R''pg(cM/kbp) =

Caution: the notation R’ and R"' refer to different estimates of R but there is no relation with any first

or second derivative.

2.3.7 Calculation of the coefficient of coincidence (CoC)

CoC = fatctfiBr (Eq2)

RaB'RBC
To assess possible biases (see Results), the following estimates of CoC were also calculated, based on

part of the data only:

2 .
coer = 2 e
Rap 'RBC
2 .
COC” — f+B+
Ra - Rpc

Caution: the notation CoC’ and CoC" refer to different estimates of CoC but there is no relation with

any first or second derivative.
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2.3.8 Sporulation efficiency

SK1 and W303 strains were first crossed with the Mat a tester SK1-XI-R1C2Y3 to produce a diploid. At
days 1, 2, 3,4, 7,8,9, 10, and 11 of incubation on SPOR medium at 30°C, cells were picked up and
resuspended in 10ul H.O on a microscope slide to count tetrads and vegetative cells at 1000x

magnification.
2.3.9 Spore viability

At day 10 of the sporulation efficiency experiment, we scraped one quadrant of the SK1xSK1 and
SK1xW303 lawns and prepared spores as described above for FACS sorting. We then sorted spores
from vegetative cells based on SSC and FSC as described above, and distributed one spore per well in
two 96-wells plates containing 100uL solid YPD medium. After 48 hours incubation at 30°C, we
counted the number of wells in which a colony grew. In rare cases, two colonies were observed in the

same well and these events were discarded from further analyses.
2.3.10 Study of fluorescence extinction

We crossed strains SK1 and W303 with the tester SK1-XI-R1C2Y3 and sorted spores fluorescent for RFP
and YFP but not for CFP. From each cross, 288 spores were sorted in 96-wells solid YPD plates. After 48
hours incubation at 30°C, we picked up 38 colonies from SK1xSK1 diploids and 29 colonies from
SK1xW303 hybrids to check RFP, CFP, and YFP fluorescence intensity by flow cytometry. We then PCR-
amplified the middle locus (where CFP marker was inserted) using (1) forward
5’-CCACTTTGCACTTCCGGATT-3’ and reverse 5’-CCGCAACTGTTTCCCAATCA-3’ primers surrounding the
insertion site (-1495bp and +870), and (2) one forward primer in the promoter of the NatMX selection
cassette 5’-CTGTCGCCCGTACATTTAGC-3’ and one reverse primer 5’-TTGAGTGGACAGTACCATTCGT-3’
downstream of the insertion site. PCR products were sized on agarose gel and some of them were

Sanger-sequenced.
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2.3.11 Estimating fluorescence extinction frequencies, recombination rates, and interference

strength by maximum likelihood

Let's consider a tester with three markers A, B, and C at adjacent positions on the chromosome. We
constructed a mathematical model based on Mendelian hypotheses expressing the frequencies of the
eight classes of fluorescent spores as a function of the following six parameters: the two frequencies of
recombination, between markers A and B (ras) and between markers B and C (rsc), the coefficient of
coincidence (CoC: ratio between observed frequencies of double recombinants and expected
frequencies of double recombinants in the absence of crossover interference), and the three
frequencies of fluorescence extinction for markers A (Aext), B (Bext), and C (Cext). Using the observed
numbers of spores belonging to each of the eight classes of fluorescence, we inferred the six
parameters described above by maximum likelihood. Specifically, we constructed the likelihood as the
probability of the numbers of spores in the eight classes of fluorescence, given the six parameters of
the mathematical model described above. We then numerically searched for the combination of
parameters which maximizes the logarithm of the likelihood, by using the “optim” function in R with
the “L-BFGS-B” algorithm(R script available as Supplementary Text 1). To guard against possible
convergence of the algorithm to local optima, we repeated the analysis 1000 times using initial values
of the parameters uniformly drawn between zero and 0.5 for recombination frequencies, between
zero and three for CoC, and between zero and one for fluorescence extinction frequencies. We took
the estimated values of the parameters as the mode of the distributions generated by the 1000 trials.
To check the relevance of including fluorescence extinction parameters in the model, we verified that
the model presented above (with six parameters) had a lower Bayesian Information Criterion than the
model without extinction parameters. To check the quality of the model and to assess its usefulness as
compared to standard estimations of recombination rate and CoC, we simulated spore numbers in
each of the eight classes of fluorescence using the model described above with the following
parameters: rag = rac ranging between 0 and 0.5, CoC ranging between 0.1 and 1.0, and Aext = Bext = Cext
ranging between 0 and 0.05. We then estimated recombination rate, CoC, and extinction frequencies
of these simulated data using equation Eql and Eq2 (hereafter referred to as naive estimation) or by

maximum likelihood using the model (Supplementary Text 1).
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2.4 RESULTS

We first monitored the progression of meiosis using sporulation rate and ascospore (hereafter referred
to as spore) viability as proxies. In the SK1 and W303 crosses with SK1, sporulation rates reached a
plateau at respectively 73% and 70% (Supplementary Figure 5), and the spore viability rate was

respectively 90% and 84%.

2.4.1 Spore isolation

Since the percentage of sporulation never reached 100%, remaining vegetative diploid cells were
always present and had to be removed before cytometry analysis. We thus isolated spores from
vegetative diploid cells using a method adapted from (Rockmill et al., 1991). Moreover, residual
vegetative cells were filtered out during the cytometry analysis using their cell size, shape, and content
(indicated by Side Scatter (SSC) and Forward Scatter (FSC); see Materials and Methods) to distinguish
them from the spores. To assess the overall efficiency of discriminating vegetative cells, we analyzed a
synthetic mixture of 35% TDH3prom-mCherry-KanMX (RFP) vegetative cells, 32.5% TDH3prom-
yECerulean-NatMX (CFP) spores, and 32.5% non-fluorescent spores. After spore isolation from this
mixture and flow cytometry analysis, only 0.55% residual RFP vegetative cells were observed,

confirming that our selection method for spores is very efficient.

2.4.2 Checks for Mendelian segregation

Many biological (e.g. selection) or technical (e.g. overlapping fluorescence spectra leading to spore
miss-assignment) phenomena may bias the Mendelian segregation of alleles. Such bias is called
segregation distortion, and can result in inaccurate measurement of recombination and interference.
To check for possible biases in our method, we designed the following tests for Mendelian segregation:
(1) Single locus segregation was checked for each fluorescent marker in spores produced by a diploid
SK1 strain and by a SK1xW303 hybrid, both hemizygous for fluorescent markers. All results were close
to the expected 1:1 segregation for fluorescent vs non-fluorescent spores. Specifically, with SK1
diploids, the measured frequencies of the fluorescent allele ranged from 0.498 (sd=0.001) to 0.507
(sd=0.001) for CFP markers, from 0.499 (sd=0.001) to 0.507 (sd=0.003) for RFP markers, and from
0.494 (sd=0.001) to 0.504 (sd=0.001) for TDH3prom-Venus-NatMX (YFP) markers. Similarly, with
SK1xW303 hybrids, the measured frequencies ranged from 0.484 (sd=0.006) to 0.507 (sd=0.001) for
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CFP markers, from 0.496 (sd=0.001) to 0.512 (sd=0.003) for RFP markers, and from 0.480 (sd=0.001) to
0.502 (sd=0.002) for YFP markers (Supplementary Figure 6). (2) Segregation of two independent loci
was then checked on SK1 diploids hemizygous for both CFP-1-3 and RFP-VI-3 markers located on
different chromosomes. We obtained frequencies of 0.249 for CFP, 0.245 for RFP, 0.255 for CFP-RFP,
and 0.250 for non-fluorescent spores, thus close to the expected 1:1:1:1 segregation. (3) Segregation
of two linked loci was further checked by considering the haplotype frequencies, which are expected to
be equal whatever the genetic distance between the markers (See Materials & Methods). With spores
from SK1 diploids, the ratios calculated when using parental spores ranged from 0.495 (sd=0.001) to
0.508 (sd=0.001), and it ranged from 0.484 (sd=0.001) to 0.509 (sd=0.003) for spores originating from
SK1xW303 hybrids (Supplementary Figure 7A). The ratio calculated considering recombinant spores
ranged from 0.483 (sd=0.001) to 0.517 (sd=0.005) in spores from SK1 diploids, and from 0.460
(sd=0.001) to 0.594 (sd=0.002) in spores originated from SK1xW303 hybrids (Supplementary Figure
7B). (4) Finally, interference between two independent intervals was measured on diploid SK1 cells
obtained by crossing SK1-I-R2C3 with SK1-VI-C3Y4 haploid strains. Among the 16 possible haplotypes,
four classes of spores were unambiguously distinguishable in our conditions (Supplementary Figure 8):
non-fluorescent spores (parental-type), RFP fluorescent spores (recombinants between I-R2 and I-C3),
YFP-fluorescent spores (recombinants between VI-C3 and VI-Y4), and RFP- and YFP-fluorescent spores
(double recombinants). Recombination frequencies were: 0.125 between markers I-R2 and I-C3, 0.301
between markers VI-C3 and VI-Y4, and 0.078 for double recombinants, which corresponds to a
coefficient of coincidence (CoC) equal to 1.01. The CoC is the ratio between observed fraction of
double recombinants and expected fraction of double recombinants if crossovers were independent
from each other. So a CoC of 1 indicates absence of interference, and increasing interference strength
leads to decreasing CoCs. Thus, our results were consistent with marker intervals being on different
chromosomes. Altogether, our four controls showed the expected Mendelian segregations, giving
good credence that our approach allows reliable measurements of both recombination rates and

interference.
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Figure 3: Recombination rate of SK1 diploids (A) and SK1xW303 hybrids (B),

hemizygote for A, B, and C markers, calculated in three different ways (see Materials and
Methods): (1) R = using the two classes of recombinant spores, (2) R’ = using only the first class of
recombinant spores, and (3) R” = using only the other class of recombinant spores. Error bars
indicate 95% confidence interval based on four biological replicates. X-axis: Physical position of
markers along chromosomes I, VI, and XI (precise coordinates of markers are provided in Supp

table 3). Centromeres are indicated by black diamonds in the bottom of the graphs.
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2.4.3 Measurement of recombination rate

Recombination rates (R; See Materials & Methods) ranged from 0.21 cM/kbp (sd=0.005) to 0.99
cM/kbp (sd=0.026) among the 14 intervals on chromosomes |, VI, and XI for the homozygous SK1
diploid, and from 0.19 cM/kbp (sd=0.005) to 0.53 cM/kbp (sd=0.014) for the hybrid SK1xW303 (Figure
3). To test a possible impact of segregation distortion on the measurement of recombination rate, we
also calculated recombination rates R’ and R”’, based on only one or the other of the two fluorescent
classes of recombinant spores (See Materials & Methods). In the absence of segregation distortion,
one expects R=R’=R". Otherwise, the segregation distortion is expected to bias R’ and R” towards
opposite directions. For instance, considering Figure 1 for recombination between markers A and B,
extinction of marker A creates false +BC recombinants from the most abundant ABC class (which
increases R”’), and decrease the A++ recombinant class (which decreases R’). Similar reasoning applies
for CoCs. We observed no significant difference between R, R’, and R” with homozygous SK1 diploids
(Figure 3A), but found significant differences in SK1xW303 hybrids (Figure 3B), especially in the last

interval of chromosome VI.
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Centromeres are indicated by black diamonds in the bottom of the graphs.
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2.4.4 Measurement of CO interference

CoC measurements and thus interference ranged from 0.71 (sd=0.017) to 0.93 (sd=0.006) for
homozygous SK1 diploids, and from 0.85 (sd=0.013) to 1.71 (sd=0.06) for SK1xW303 hybrids (Figure 4).
To test the impact of segregation distortion on CoC measurement, we also calculated CoC’ and CoC”,
based respectively on only one of the two A+C and +B+ classes of double recombinants (See Materials
& Methods). Some genomic regions showed significantly different values of CoC, CoC’, and CoC”. For
instance along chromosome VI in SK1xW303 hybrids (Figure 4B), we found CoC=1.71 (sd=0.060), CoC’
=2.27 (sd=0.099), and CoC” = 1.15 (sd=0.026). CoC’ was always higher than CoC or CoC”, suggesting
that the number of double recombinant A+C spores could be over-estimated. Such biases could
originate from a small proportion of ABC spores, which are no longer fluorescent for marker B. We
therefore tested this hypothesis by a three-locus analysis (See Materials & Methods). If the
fluorescence defect is the cause of the bias, when using a tester with three markers genetically linked
to each other, one expects an excess of spores with the two external markers only as compared to
spores with the central marker only. As fluorescence extinction is expected to affect single
recombinant and double recombinant spores at the same rate, this “external markers vs central
marker” bias between the two classes of double-recombinant spores is expected to be stronger than
biases observed in other classes of spores because double recombination events are rarer than single
ones. In the three-locus analysis the ratio between frequencies of spores with external markers only
and spores with the central marker only ranged from 0.495 (sd=0.002) to 0.537 (sd=0.007) for SK1xSK1
hybrids, and from 0.48 (sd=0.002) to 0.66 (sd=0.007) for SK1xW303 hybrids (Supplementary Figure 9).
Outliers showing an excess of spores with only the two external markers were again observed in the
SK1xW303 hybrids, particularly on chromosome VI. These results are consistent with the hypothesis

that some parental-type tri-fluorescent spores lost the fluorescence phenotype of the central locus.

2.4.5 Analysis of fluorescence extinction

To investigate possible causes of this fluorescence loss, we analyzed the spores from a diploid SK1
strain hemizygote for three linked consecutive fluorescent markers A, B, and C, and sorted A+C
fluorescent spores by FACS. To increase the probability of observing spores having lost the central

marker by fluorescence extinction and not by a double recombination event, we used a tester strain in
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which the markers A and B were very close to each other (physical distance: 5,557 bp), whereas
markers B and C were separated by 80,303 bp, which is in the same range as the other intervals used in
this study (see Materials and Methods). The A+C spores gave 38 colonies among which 35 displayed
the expected A+C fluorescence in SK1xSK1 hybrids, and 26 among which 15 displayed the expected
A+C fluorescence in SK1xW303 hybrids. PCR and fragment size analysis showed that for SK1xSK1
hybrids, 14 colonies corresponded to double recombination events and 21 colonies corresponded to
loss of marker B, whereas for SK1xW303 hybrids, 6 colonies corresponded to double recombination
events and 9 colonies corresponded to loss of marker B. For both crosses, we sequenced one A+C
colony supposed to correspond to a double recombination event based on PCR results, and observed a
wild-type sequence at the central B locus, indicating a true double CO. We sequenced three A+C
spores originating from SK1xSK1 hybrids, for which PCR product lengths suggested a loss of the central
B marker, and we observed for two of them that the sequence of the B marker (CFP) was replaced by
the sequence of the external A marker (RFP). For the third spore, the sequence of the B marker was
replaced by the sequence of the external C marker (YFP). In SK1xW303, four colonies A+C for which
PCR product lengths suggested a loss of the central B marker were sequenced. They revealed a
replacement of the sequence of marker B (CFP) by the sequence of marker A (RFP) for three of them,
and by the sequence of marker C (YFP) for the fourth spore. This result can be explained by
homologous recombination events due to the fact that markers A, B, and C share large stretches of

identical sequences, particularly in their promoter and terminator regions.

2.4.6 Correction of fluorescence extinction

Such fluorescence “extinction” is expected to impact the estimation of recombination rate and
especially the interference measurements based on rare double events. To overcome this problem we
designed a mathematical model (See Materials & Methods) that allows to simultaneously estimate
fluorescence extinction frequencies and recombination rates as well as CoC from flow cytometry data.
From simulated data (See Materials & Methods), we observed that naive estimations of recombination
rate (using equation Eql) are overestimated when fluorescence extinction frequency is high
(Supplementary Figure 10A). This overestimation is even higher for CoC, with for example a CoC
estimation (using equation Eq2) of 1.63 for a simulated CoC of 0.8 with r=0.1, and 5% fluorescence
extinction (Supplementary Figure 11A). On the other hand, the parameters inferred with the model

perfectly matched the values used to simulate the data. (Supplementary Figure 10B and 11B). Using
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this model, the extinction frequencies estimated for the three consecutive markers of a tester ranged
respectively from 0 to 0.015 (sd=0.007) for SK1xSK1 diploids, and from 0 to 0.038 (sd=0.002) for
SK1xW303 hybrids (Supplementary Figure 12). As expected, the highest extinction rates were
obtained for the SK1xW303 hybrid, which shows the strongest segregation distortion. To provide an
experimental measurement of such extinction frequencies, we analyzed by flow cytometry spores
from tri-fluorescent homozygous SK1 diploids in which all spores are expected to be fluorescent at the
three loci. However we found fluorescence extinction rates ranging between 0.1% and 1%, which is in
accordance with the frequencies of extinction predicted by the mathematical model. Consequently,
this model allows to reliably estimate recombination rates and interference even in the presence of
fluorescence extinction, whatever its biological explanation might be.

When comparing the naive calculations of recombination rates using Eq 1 with fitted estimations using
the model, no significant differences were found for SK1xSK1 diploids (Figure 5A), but for SK1xW303
hybrids (Figure 5B), naive calculations of recombination rate were significantly higher than the
corresponding estimations using the model. This is particularly the case for chromosome VI, which also
shows the highest segregation distortions. Fitted estimations of recombination rates across the seven
testers ranged from 0.20 (sd=0.005) to 0.98 (sd=0.028) for SK1xSK1 diploids, and from 0.15 (sd=0.014)
to 0.49 (sd=0.011) for SK1xW303 hybrids. Finally, we compared the naive calculations and fitted
estimations of CoC and observed significant differences on the last part of chromosome VI for SK1xSK1
diploids (Figure 6A), but also, more dramatically and in more chromosomal regions, for SK1xW303
hybrids (Figure 6B). Fitted estimations of CoC across the seven testers ranged from 0.61 (sd=0.022) to
0.92 (sd=0.005) for SK1xSK1 diploids, and from 0.85 (sd=0.014) to 1.39 (sd=0.020) for SK1xW303
hybrids. CoC decreases as CO interference increases, and CoC=1 indicates absence of interference. We

thus observed significant interference in most intervals, especially in the SK1xSK1 diploids.
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2.5 DISCUSSION

Our new method of analyzing recombination rates observes the meiotic products, thereby eliminating
effects arising downstream from spore non-viability. Classical analyses rely on spore growth, which
filters out non-viable spores (10% to 16% in our results) from the recombination calculations. Such
spores are possibly aneuploid because of meiosis defects, and our method without growth step allows
to keep this information. Another keystone of our method is that the only fluorescent proteins visible
in the spore cytoplasm are those encoded by the genome of the spore. This was not obvious
beforehand because remaining cytoplasmic proteins from the parent diploid cells could still be present
in the cytoplasm of the spores. We checked this extensively by (1) observing non fluorescent spores
coming from hemizygous diploids using fluorescence microscopy (see example in Supplementary
Figure 1): no putative remaining fluorescent proteins was ever observed in the spore cytoplasm, and
(2) analyzing the distributions of fluorescence intensity in spores by flow cytometry (see example in
Supplementary Figure 13): no peak overlap was observed in these distributions, so our fluorescence
classes are reliable. This finding indicates also that during the meiotic process, fluorescent proteins
expressed in the diploid parent cells are either not transferred to the cytoplasm of the spore or
degraded during meiosis as previously observed in the case of cell cycle-related proteins (Tan,
Lewandowski, Mallory, Strich, & Cooper, 2013). Then spore expression is due to autonomous
expression of proteins as soon as the four spores resulting from meiosis are isolated by a membrane as
previously shown (Neiman, 2005). Similar approaches have been successfully achieved in S. cerevisiae
tetrads (Thacker et al., 2011). These authors described a method based on microscope observations of
fluorescent tetrads, which limits the achievable number of observations. On the other hand, flow
cytometry allows the analysis of millions of spores within a few minutes, but analyzing individual
spores by flow cytometry on very large populations was never done in budding yeast. Thacker et al.
(2011) reported unsuccessful attempts; the cytometry results presented in their figure 1 show
surprisingly overlapping distributions of fluorescence intensity between fluorescent and non-
fluorescent individual spores, whereas their fluorescence microscopy images of the corresponding
tetrads are extremely well contrasted. Several factors might cause similar issues, such as suboptimal
filters in the flow cytometer, expression instability in the isolated spores, or inadequate FSC/SSC gating
of spores vs vegetative cells or debris. In analogy with what has already been described in A. thaliana
(Yelina et al., 2013), we observed that some of our flow cytometry data showed segregation distortion.

This bias was very low for SK1xSK1 diploids and had a negligible impact on recombination rate and
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interference measurements. However, our data also indicated clearly that estimation of recombination
rates and interference in hybrids must be analyzed carefully because of higher segregation distortion.
Distortion could be due to various features such as (1) ambiguous levels of fluorescence leading to mis-
assignments of spores to fluorescent vs non-fluorescent classes, (2) loss of a fluorescent marker by
gene conversion, or (3) loss or color replacement of a fluorescence marker due to an intra-
chromosomal homologous recombination between markers that share long stretches of identical
sequences in their promoter and selection cassettes. Our analysis can exclude the first hypothesis
because the distributions of fluorescence intensity were non-overlapping between fluorescent and
non-fluorescent spores (Supplementary Figure 13). Gene conversion (2) is difficult to estimate when
the number of SNPs in the converted region is low; we did however not observe gene conversions in
our PCR analyses of 30 spores. Instead, our sequencing results revealed that the bias is mostly due to
events described in the third hypothesis. Technical factors related to flow cytometry are probably not
a cause of fluorescence extinction because our sequencing results never showed a valid marker
sequence in the spores for which the corresponding fluorescence was extinct. Furthermore, the
presence of such events can explain most of our observed segregation distortions. Whatever the exact
mechanism responsible for this bias, we overcame it by developing a mathematical model which
incorporates a certain level of fluorescence extinction. This model was fitted to flow cytometry data to
estimate fluorescence extinction frequencies as well as recombination rates and CoCs. We obtained
fluorescence extinction frequency estimates ranging from 0.6% to 3.8%, which is in agreement with
our experimental estimation of fluorescence extinction based on spores from a diploid carrying
fluorescent markers in the homozygous state. Significant differences observed between R, R’, and R”
and between CoC, CoC’, and CoC” (these are the values of recombination rates and coefficients of
coincidence obtained using different fluorescence classes, cf Results section) show that segregation
distortion can bias measurements of recombination rate and interference, but again we overcame this
bias by using an appropriate mathematical model. With this correction, the estimations of
recombination rates for both SK1xSKi1diploids and SK1xW303 hybrids are consistent with previous
estimations in budding yeast genome-wide: 0.4 cM/kbp (Cubillos et al., 2011b)), 0.61 cM/kbp
(Mancera et al., 2008b), or from 0.29 to 0.63 cM/kbp specifically for chromosome VI left arm
(Malkova et al., 2004). Also, we always observed significant positive CO interference for diploids
SK1xSK1, which is in accordance with previous studies reporting positive interference in S. cerevisiae

(Chen et al., 2008; de los Santos et al., 2003; Malkova et al., 2004; Stahl et al., 2004). We also observed
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significant variation of CoC values along chromosomes, which may reflect a variation of the CO/NCO
ratio, as already reported in S. cerevisiae (Mancera et al., 2008b; Zhao et al., 1995) and in Arabidopsis
thaliana (Basu-Roy et al., 2013). However, CoC values of SK1xW303 hybrids showed apparent negative
(or absence of) CO interference (CoC > 1), especially on chromosome VI. Negative interference has
been previously described in a S. cerevisiae mutant affecting the synaptonemal complex formation
(Tsubouchi, Zhao, & Roeder, 2006, p. 2), as well as in wild-type wheat (Peng et al., 2000), and maize
(Auger & Sheridan, 2001). Different interpretations have been proposed to explain negative
interference, among which the possibility that CoC > 1 may result from several factors including
“apparent negative interference” (Pritchard, 1960; Sall & Bengtsson, 1989).

In conclusion our new method developed here has several advantages. (1) Although the data we
presented are limited to two entire chromosomes and part of a third one, our method can potentially
cover the entire genome. Producing many additional testers would require a substantial initial
investment, but further analysis procedures, including spore preparation and flow cytometry, can be
efficiently automated. (2) The disadvantage of using single spores in flow cytometry is compensated by
the possibility to analyses of very large numbers of progenies. However our method lacks the genetic
information potentially given by analyses of tetrads, that is all four products of meiosis (Mancera et al.,
2008b; Thacker et al., 2011). (3) Moreover, our method allows measurements of recombination rates
and interference strength with an unprecedented high-throughput at a very low cost per sample once
a flow cytometer is available. (4) The fact that the different fluorescent markers are expressed in the
spores allows accurate estimations of recombination rate and CoC in very large samples of wild type,
hybrid and mutant strains without the growing steps required in other methods. (5) Finally, we showed
that the segregation distortion due to the loss of fluorescent markers can be faithfully overcome by

using the mathematical model developed for our data analysis.
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2.8 Supplementary Figures and Text
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Supp Figure 1: Production of SK1-I-R2C3 spores and microscopy observation of tetrads before FACS.
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Supp Figure 3: Optical selection of spores based on scattered light: spores are selected based on their size

and granularity using gates in the SSC-Height-Log vs FSC-Height-Log graph. Warm colors indicate lowest
density of spores.
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Supp Figure 4: Optical selection of spore singlets using gates in the SSC-Height-Log vs SSC-Area-Log
graph (right panel). As illustrated in the left panel, doublets of spores lead to a lower ratio between height and
area of the peak. Warm colors indicate lowest density of spores.
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Supp Figure 5: Sporulation kinetics for SK1xSK1 diploids and SK1xW303 hybrids. Bars indicates 95%
confidence interval based on binomial law.

Supp Figure 6: Frequency of each fluorescent marker in progenies from hemizygote SK1xSK1 diploids and
SK1xW303 hybrids. Error bars indicate 95% confidence interval based on four biological replicates. X-axis:
Physical position of markers along chromosomes I, VI, and XI (precise coordinates of markers are provided in
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Supp table 3). Centromeres are indicated by black diamonds in the bottom of the graph.
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A: Parental spores
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B: Recombinant spores
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Supp Figure 7: Two-locus segregation of two linked loci. Y-axes indicate observed ratios of genotype
frequencies as described in Materials and Methods, considering parental spores (A), and considering
recombinant spores (B). Error bars indicate 95% confidence interval based on four biological replicates.
X-axis: Physical position of markers along chromosomes I, VI, and XI (precise coordinates of markers
are provided in Supp table 3). Centromeres are indicated by black diamonds in the bottom of the graph.
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Supp Figure 8: CoC measurement on two independent intervals, with two linked marker on one chromosome
(RFP and CFP, Chr I) and two linked markers on another chromosome (CFP and YFP, Chr III). Blue circles
indicate classes which can be unambiguously identified by looking at presence/absence of fluorescence for the
three colors.
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Supp Figure 9: Three-locus analysis for SK1xSK1 diploids and SK1xW303 hybrids. Ratio between
frequencies of the two classes of double-recombinant spores, calculated as f a+c/ f +B+ when considering seven
testers having three linked consecutive markers A, B, and C (see Materials and Methods). Error bars indicate
95% confidence interval based on four biological replicates. X-axis: Physical position of markers along
chromosomes I, VI, and XI (precise coordinates of markers are provided in Supp table 3). Centromeres are
indicated by black diamonds in the bottom of the graph.
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A: Naive estimation
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Supp Figure 10: Estimation of recombination rate from simulated data incorporating fluorescence
extinction frequencies of 0.00, 0.01 or 0.05 (see Materials and Methods). (A) Naive estimation using

equation Eql, (B) maximum likelihood inference using the model.
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Supp Figure 11: Estimation of CoC from simulated data (see Materials and Methods). (A) Naive
estimation using equation Eq2, (B) maximum likelihood inference using the model.
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Supp Figure 12: Extinction frequencies estimated for SK1xSK1 diploids and SK1xW303 hybrids using the
model (see Materials & Methods). Error bars indicate 95% confidence interval based on four biological replicates.
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Supp Figure 13: Distribution of fluorescence intensity in spores. Example of spore from a SK1xSK1 diploid
hemizygote for markers A, B, and C.
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Supplementary text: R code used to estimate parameters of the model by ML

FHEHHH A AR AR AR A A A R

# #
# INRA UMR GQE - Le Moulon RAMDAM group #
# Xavier Raffoux, Matthieu Falque #
# =xavier.raffouxQinra.fr #
# matthieu.falque@inra.fr #
# #
# #

idddssassaadsssaddaaadssaadsasadsaadisaassaasiaaasiaasiisanitadi

iddssasdssadssaadssasdsaasdsaaiiaasdsaadisaadiaasiaaasitanii
#4 FUNCTTIONS
idsdsassssadssaadssasdsaaadsasiiaasdsasdiaaadiaadiaaasitasii

## Computes expected frequencies of fluorescence classes for given
## values of recombination rate in intervals AB and BC,
## CoC, and fluorescence extinction parameters
par2freqgs <- function (par) {
rAB <- par[l]
rBC <- par[2]
C <- par[3]
Aext <- par[4]
Bext <- par[5]
Cext <- par|[6]

# note that with interference, one has: (1-rAB)* (1-rBC) => (1-rAB-

rBC+C*rAB*rBC)

# rAB* (1-rBC)
=> rAB* (1-C*rBC)

# (1-rAB) *rBC
=> (1-C*rAB) *rBC

# rAB*rBC

=> C*rAB*rBC
fN <- 1/2 * (1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) +
1/2 * rAB* (1-C*rBC) *Aext +
1/2 * (1-C*rAB) *rBC*Cext +

1/2 * rAB*C*rBC*Bext +
1/2 * (1-C*rAB) *rBC*Aext*Bext +
1/2 * rAB* (1-C*rBC) *Bext*Cext +
1/2 * rAB*C*rBC*Aext*Cext +
1/2 * (1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) *Aext *Bext*Cext
fABC <- 1/2 *(1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) * (1-Aext) * (1-Bext) * (1-Cext)

fA <- 1/2 * rAB* (1-C*rBC) * (1-RAext) +
1/2 * (1-C*rAB) *rBC* (1-Aext) *Bext +
1/2 * rAB*C*rBC* (1-Aext) *Cext +
1/2 * (1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) * (1-Aext) *Bext *Cext

fB <- 1/2 * rAB*C*rBC* (1-Bext) +
1/2 * (1-C*rAB) *rBC* (1-Bext) *Aext +
1/2 * rAB* (1-C*rBC) * (1-Bext) *Cext +
1/2 * (1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) * (1-Bext) *Aext *Cext

fC <- 1/2 * (1-C*rAB) *rBC* (1-Cext) +
1/2 * rAB* (1-C*rBC) * (1-Cext) *Bext +
1/2 * rAB*C*rBC* (1-Cext) *Aext +
1/2 * (1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) * (1-Cext) *Aext *Bext
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fAB <- 1/2 * (1-C*rAB) *rBC* (1-Aext) * (1-Bext) +
1/2 * (1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) * (1-Aext) * (1-Bext) *Cext

fBC <- 1/2 * rAB* (1-C*rBC) * (1-Bext) * (1-Cext) +
1/2 * (1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) * (1-Bext) * (1-Cext) *Aext

fAC <- 1/2 * rAB*C*rBC* (1-Aext) * (1-Cext) +
1/2 (1-rAB-rBC+C*rAB*rBC) *Bext* (1-Aext) * (1-Cext)

*

fregs <- c(fA, fAB, fABC, fAC, fB, fBC, fC, fN)
names (freqs) <_ c ("fA", " fAB", Al fABC", A fAC", " fB", " fBC", "fCll, "fN")

return (fregs)

## Computes likelihood of observation given the model with its parameters par
logLike <- function(par, obs) {

if (length(par)==3) par=c(par,Aext=0,Bext=0,Cext=0) #ADD Xext=0 in case of
FIT_CONV=FALSE

fregs <- par2fregs (par)

fregs[fregs < 1le-200] <- 1e—-200

11 <- sum( obs * log(freqgs) )

return(1ll)

## Finds the set of parameters that maximizes the log-likelihood
fit_params <- function(obs, id, NB_REP_FIT=1000, FIT_CONV=TRUE) {

if (FIT_CONV ) {

lower <- c(rAB = le-6, rBC = le-6, C = 0.3, RAext = 0, Bext = 0,
Cext = 0)
upper <- c(rAB = 0.5, rBC = 0.5, C = 3, Aext = 0.5, Bext = 0.5,
Cext = 0.5)
} else {

upper <- c(xrAB = 0.5, rBC = 0.5, C = 3)
lower <- c(rAB = le-6, rBC = le-g¢, =

Q
o
w

resReps <- NULL
control <- list(fnscale = -1, factr = 1le3, maxit=100)
methods <- c("Nelder—-Mead", "BFGS", "CG", "L-BFGS-B", "SANN")
il <— 12 <— 13 <- i4 <- i5 <- i6 <=1
iRep <- 1
for (iRep in 1:NB_REP_FIT) {
thisInitPar <- rep(NA, length (upper))
for (iParam in 1l:length (upper)) thisInitPar[iParam] <- runif (1,
lower [iParam], upper[iParam])
res <- optim(par=thisInitPar, lower=lower, upper=upper, fn=loglLike,
method=methods[4], control=control, obs=obs)
resS$par
resReps <- rbind(resReps, res$par)
}
par (mfrow=c (1, length (upper)))
parMode <- rep (NA, length (upper))
for (i in l:length (upper)) {
dens <- density(resReps]|[,1i])
hist (resReps[,1], proba=T, nclass=NB_REP_FIT/50, main=id,
xlab=names (lower) [1], ylim=c (0, max (densSy)))
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lines (dens, col=4)
parMode[i] <- dens$x[which.max (densSy) ]
abline (v=parMode[i], col=2)
}
parMean <- apply(resReps, MARGIN=2, FUN=mean)
parCv <- apply(resReps, MARGIN=2, FUN=function (x) return (sd(x)/mean (x)))
theor <- par2freqgs (parMode) * sum(obs)
ssd <- sum( (theor-obs) *2)
parCv[is.nan(parCv)] <- 0
return(list (parMean=parMean, parCv=parCv, parMode=parMode, ssd=ssd))
}
EE s TEE S E LR LR EEEE L L L ELELEEEEEEEEEEEEEES
## MATIN
EEs s LA ELEEEEE LR EEEE L L L EEEEEEEEEEEEEEEES
pdf ("Check_Parameters_Fit.pdf", 30,5)
# obs is a vector with numbers of spores observed for each of the 8
# classes of fluorescence
obs <- c(

App = 76587, # A++
ABp = 116232, # AB+
ABC = 389196, # ABC
ApC = 16755, # A+C
pBp = 16191, # +B+
pBC = 76943, # +BC
ppC = 116181, ¥ ++C
ppp = 384696 # +++

)
# id is sample name (character string) to be displayed in graphs
id <- "MySample"

resFit <- fit_params (obs, id, NB_REP_FIT=1000, FIT_CONV=TRUE)

# resFit is a list with the following vectors:

# parMean (mean of 1000 fits)

# parCv (sd/mean of 1000 fits)

# parMode (mode of 1000 fits) = best estimate value to use
# parMean (mean of 1000 fits)

#

# Each vector has 6 elements corresponding respectively to
# the following 6 parameters :

# rAB

# rBC

# C

# Aext

# Bext

# Cext

results <- resFitS$parMode
names (results) <- c("rAB", "rBC", "C", "Aext", "Bext", "Cext",)

print (results)
dev.off ()
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3.1 ABSTRACT

Meiotic recombination is a major driver of genome evolution by creating new genetic combinations. To
probe the factors driving variability of meiotic recombination, we used a high-throughput method to
measure recombination rates in hybrids between SK1 and a total of 26 S. cerevisiae strains from
different geographic origins and habitats. Fourteen intervals were monitored for each strain, covering
chromosomes VI and Xl entirely, and part of chromosome I. We found an average number of
crossovers per chromosome ranging between 1.0 and 9.5 across strains (“domesticated” or not), which
is higher than the average between 0.5 and 1.5 found in most organisms. In the different intervals
analyzed, recombination showed up to 9-fold variation across strains but global recombination
landscapes along chromosomes varied less. We also built an incomplete diallel experiment to measure
recombination rates in one region of chromosome Xl in 10 different crosses involving five parental
strains. Our overall results indicate that recombination rate is increasingly positively correlated with
sequence similarity between homologs (i) in DNA double-strand break rich regions within intervals, (ii)
in entire intervals, and (iii) at the whole genome scale. Therefore, these correlations cannot be
explained by cis-effects only. We also estimated that cis and trans effects explained respectively 38%
and 17% of the variance of recombination rate. In addition, by using a quantitative genetics analysis,
we identified an inbreeding effect that reduces recombination rate in homozygous genotypes while
other interaction effects (specific combining ability) or additive effects (general combining ability) are
found to be weak. Finally, we measured significant crossover interference in some strains, and

interference intensity was positively correlated with crossover number.
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3.2 INTRODUCTION

In sexually reproducing organisms, meiosis is a particular type of cell division producing gametes that
contain half of the somatic genetic material. Meiotic recombination is a major driver of genome
dynamics and evolution because it generates new allelic combinations that can be subject to natural
selection. The number of crossing-over events and their positions along the chromosomes are tightly
regulated, but the mechanisms involved are still not well understood. Obtaining more insights into the
regulation of recombination rate and crossover distribution would be beneficial for many fields of
fundamental and applied genetics, in particular to improve the efficiency of plant breeding (Li et al.
2016). Meiotic recombination starts by programmed DNA double-strand breaks (DSBs) throughout the
genome. DSB repair occurs using the homologous chromosome as template, which in turn allows
recognition and pairing of the homologous chromosomes (Zickler and Kleckner 2016). DSB repair is
achieved by different pathways (Mercier et al. 2015), leading to either crossovers (COs), that are
reciprocal exchanges of genetic material, or non-crossovers (NCOs), which produce gene conversions
resulting in a 3:1 allele segregation within a short sequence tract near the break. Sequence divergence
between homologous chromosomes can lead to heteroduplex rejection which prevents the formation
of double Holliday junctions. In S. cerevisiae, DNA heteroduplex recognition is achieved by a complex
composed of Msh2, the Sgs1 helicase, and the Top3-Rmil toposiomerase (Hunter et al. 1996;
Chakraborty et al. 2016; see review in Tham et al. 2016). In such cases, DSBs can be processed through
different pathways (e.g. SDSA), leading to gene conversions but not COs (Alani et al. 1994; Chen and
links-Robertson 1999; Chakraborty and Alani 2016). In most organisms, the distribution of DSBs and
COs is not homogeneous along chromosomes. At a fine scale (a few kilobases), they are clustered in
regions called hotspots, as has been shown for instance in S. cerevisiae (Gerton et al. 2000; Pan et al.
2011; Illingworth et al. 2013), in humans (60% of COs lying in such hotspots; Coop et al. 2008), and in
A. thaliana (Drouaud et al. 2013). In S. cerevisiae, 84% of CO hotspots overlap with gene promoters
(Mancera et al. 2008). At the chromosome scale, large “hot” regions showing high CO rates alternate
with colder regions (de Massy 2003). The peri-centromeric regions of the chromosomes are “cold” in
most organisms, e.g. in S. cerevisiae (Mancera et al. 2008), Arabidopsis thaliana (Giraut et al. 2011),
maize (Bauer et al. 2013) and tomato (Anderson et al. 2014). DSBs occur usually in open chromatin
regions. In human and mice, many DSB hotspots occur in DNA sequences targeted by the histone H3K4
methyltransferase PRDM9 (Baudat et al. 2009). In S. cerevisiae, the SET1 complex deposits histone

H3K4 methylation at the positions of future DSB regions, where the Spp1 protein (Acquaviva et al.
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2012) makes a link between H3K4me3 and Spo11 which in turn generates DSBs (Keeney et al. 1997). In
maize and A. thaliana, CO-rich regions are correlated with low DNA methylation (Mirouze et al. 2012;
Yelina et al. 2015a) and low transposable elements content (Liu et al. 2009; Yelina et al. 2012). In S.
cerevisiae, DSB hot spots (which do not directly relate to CO patterns) co-localize with transcriptionally
active regions, especially promoters (Gerton et al. 2000; Borde and de Massy 2013). Also in S.
cerevisiae, approximately 40% of DSBs are repaired to form COs, the other DSBs being repaired as
NCOs or using the sister chromatid as template (Hunter 2015; Marsolier-Kergoat et al. 2018). The ratio
between CO and DSB numbers can be regulated at two levels during DSB repair: (1) by driving repair to
the homologous chromosomes vs the sister chromatids, and (2) by using the repair pathway leading to
the formation of COs vs NCOs. (Martini et al. 2006, 2011; Matos et al. 2011; Serrentino et al. 2013). CO
numbers vary at both inter- and intra-species levels. However, for 76% of the species studied (fungi,
animals, and plants), the number of COs per bivalent ranges from 1 to 3 (see review in Mercier et al.
(2015)). This low variation in CO numbers across species suggests selective constraints keeping
recombination levels within a certain range. The presence of at least one CO per homologous pair can
be explained by the need to ensure correct chromosome segregation during the first meiotic division.
Concerning the upper limit, possible selective pressures might prevent too many DSBs from becoming
COs (Mercier et al. 2015). But this hypothesis remains speculative, especially because some species
such as S. cerevisiae and S. pombe can produce 10 or more COs per bivalent. Furthermore it was
recently shown that in A. thaliana the number of COs can be increased about eight-fold without
perturbing chromosome segregation (Fernandes et al. 2018). CO numbers also vary at the intra specific
level (McMullen et al. 2009; Cubillos et al. 2011; Bauer et al. 2013; Hunter et al. 2016), though this
variation is generally smaller than between species. In S. cerevisiae, using four parental strains
(Cubillos et al. 2011), it was observed that (1) CO hotspots as well as cold spots, are highly conserved
among crosses, (2) the number of COs per meiosis varies from 48 to 64.5, and (3) the recombination
rate varies up to 60% between strains in some intervals. Relatively few studies have investigated the
variation of meiotic recombination rate at a broad level within one species. In the present work, we
characterized the intra-specific diversity of recombination rate in a large part of the S. cerevisiae
genome. To do so, we developed a high-throughput method to measure crossover rates (Raffoux et al.
2018), and we used it to analyze diploids obtained by crossing a SK1 strain to 26 strains taken from a
core-collection of S. cerevisiae strains (see list in Table S1; phylogenomic details in Figure S1; Liti et al.

2009)). To measure recombination, each strain of the core collection was crossed with eight SK1
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testers carrying three different fluorescent markers (mCherry, yECerulean, and Venus, hereafter
respectively denoted RFP, CFP, and YFP) at different chromosomal locations (see Materials and
Methods). In the resulting diploids, we measured the recombination rate and CO interference based
on 14 genomic intervals covering chromosomes VI and XI, and part of chromosome I. Our results show
up to 2.5 fold differences in recombination rate when considering all pooled intervals and up to 9-fold
differences in some intervals. Our dataset indicates also a clear positive correlation between CO
numbers and genome wide sequence similarity between homologs in the hybrids, and thus a negative
correlation between recombination and observed heterozygosity. However, concomitantly, the
correlation was weaker when using sequence similarity within the interval where recombination is
measured. To obtain further insights, five strains were intercrossed in an incomplete diallel design
(among the fifteen possible parental combinations, only ten crosses produced diploids able to
sporulate). The recombination rate of these ten diploids was then analyzed in one interval of
chromosome XI. Altogether, we find (1) that sequence similarity between homologs (and thus
heterozygosity) plays a major role in the observed variation of recombination rate, and (2) that
complete homozygosity lowers recombination, a phenomenon that can be thought of as an inbreeding

depression.

3.3 MATERIALS AND METHODS

3.3.1 Biological material

The collection of 26 S. cerevisiae strains used in this study comes from the Saccharomyces Genome
Resequencing Project (SGRP; Liti et al. 2009; Cubillos et al. 2009), and strains were kindly provided by
F. Cubillos, Universidad de Santiago de Chile, Santiago, Chile. These strains were collected from various
geographical areas and types of habitats (Table S1; Figure S1). The eight SK1 tri-fluorescent testers
strains hereafter referred to as “testers” (SK1-1-R2C3Y4, SK1-VI-C1Y2R3, SK1-VI-R3Y4C5, SK1-XI-
R1C2Y3, SK1-XI-Y3R4C5, SK1-XI-R4C5Y6, SK1-XI-Y6C7R8, and SK1-XI-R8Y9C10) used to measure
recombination are described in a previous paper (Raffoux et al. 2018). Each of them contains three
reporter genes distant by around 30 centiMorgans on a same chromosome, coding for three different
fluorescent proteins that can be detected in flow cytometry. That nice feature allowed us to use tri-

fluorescent testers rather than bi-fluorescent ones, speeding up the process of measuring
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recombination rates; as a bonus, we also obtained measures of genetic interference since we were

able to detect the presence of double recombinants.

3.3.2 Sporulation efficiency

Each of the 26 Mat a strains of the collection was crossed with the Mat a tester SK1-XI-R1C2Y3 to
produce a hybrid diploid and spores as described by Raffoux et al. (2018). Atdays 1, 2, 3,4, 7, 8, 9, 10,
11 of incubation on solid SPOR medium (2.5% yeast extract, 1% glucose, 10% potassium acetate;
sporulation in this work was always induced on solid medium for practical reasons related to the
number of samples to be processed at the same time in the incubator) at 30°C, cells were picked up
and resuspended in 10puL H,0 on a microscope slide. Tetrads and vegetative cells were counted at
1000X magnification. To assess sporulation efficiency, only small spots were sampled on the surface of
the sporulation medium, which may have caused heterogeneity leading to some sporulation kinetics
curves showing decreasing regions (e.g. YS9 between days 3 and 4). Thus, for recombination analyses,

very large areas were scraped to avoid such heterogeneity, and reproducibility was indeed high.

3.3.3 Spore viability

At day 10 of the sporulation efficiency experiment, we scraped one quadrant of each of the 26 Petri
dishes and prepared spores as described by Raffoux et al. (2018) for FACS sorting. We selected events
corresponding to the size of spores using a gate in the side scatter (SSC)-Height-Log vs forward scatter
(FSC)-Height-Log graph (Summit software, Beckman Coulter, USA), then we discarded events
containing more than one cell using a gate in the SSC-Height-Log vs SSC-Area-Log graph (see Materials
and Methods in Raffoux et al. 2018). One spore per well was distributed in two 96-wells plates
containing 100pL solid YPD medium. After 48 hours incubation at 30°C, we counted the number of
wells in which a colony had grown. In rare cases, two colonies were observed in the same well and

these events were discarded from further analyses. Thus, 192 spores were analyzed per condition.

3.3.4 Recombination rate and interference measurements on the collection

As it was technically impossible to handle all strain and all testers in the same experiment, we worked
with each tester, one at a time. Thus, for one given experiment, each of the 26 Mat a strains of the

collection was deposited with one given Mat a tri fluorescent tester strain on solid YPD medium and
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incubated one night at 30°C to produce diploid cells. Cells were then transferred to sporulation
medium (SPOR). To capture possible variation due to environmental heterogeneity, the experiment
was designed in the following manner: (1) for each cross, four Petri dishes were placed at different
positions in the incubator to provide four replicates, and (2) in each experiments, the control (Y12

Mat a) x (SK1-VI-Y3R4AC5 Mat a) diploid was added. After ten days at 30°C, tetrads were picked up by
scraping one quarter of the Petri dish surface, and spores were then isolated as described by Raffoux
et al. (2018). The spore suspensions were analyzed with a MoFlo ASTRIOS flow cytometer (Beckman
Coulter, USA) and the associated software Summit. Vegetative cells were filtered out based on SSC and
FSC as described above, and then the fluorescence intensity was analyzed for each spore in the
mCherry, yECerulean, and Venus channels (excitation at 561, 405, and 488 nm respectively, emission
at 614/20, 448/59, and 526/52 nm respectively). To quantify recombination rates and coefficients of
coincidence (CoC), we used the mathematical model given in Raffoux et al. (2018) to take into account
the fact that fluorescence can be extinguished at a low rate (see File S1; Figure S2). As recombination
rate values of the (Y12 Mat a) x (SK1-VI-Y3R4C5 Mat a) control sample didn’t show significant variation
between the eight experiments corresponding to the eight testers (ANOVA p-value = 0.99), results
were normalized using this control as a standard (see supplementary File S1). The coefficient of
coincidence (CoC) for a pair of intervals is defined as the ratio between the experimental frequency of
double recombinants and its theoretical frequency in the absence of interference. Absence of
interference means that recombination events in the two intervals are independent, and thus the
theoretical frequency of double recombinants is simply the product of each interval's recombination
fraction. Since CoC values strongly depend on recombination rate in the two intervals, we cannot
compare CoC values across different strains or testers. We thus used a simulation approach to map the
correspondence between CoC and the parameter v of the Gamma model (McPeek and Speed 1995) for
each strain / tester combination. First, it was necessary to simulate the relationship between
recombination fraction and number of crossovers for each value of v (see examples in Figure S3), and
then the relationship between CoC and v (see examples in Figure S4; see details in File S1). The
parameter v is a quantitative measurement of interference strength, it's value is 1 in the absence of
interference, greater than 1 in the presence of positive interference, and lower than 1 in the presence
of negative interference. In the Gamma model framework, this parameter does not depend on

recombination rate and thus its values may be compared across strains and testers.
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3.3.5 Score of sequence similarity at different scales

Reference sequences of all strains studied come from the Saccharomyces Genome Resequencing
Project (SGRP; Liti et al. 2009; Cubillos et al. 2009). The sequence similarity percentage between
homologous genomes was calculated at different scales: (1) genome-wide, (2) in the whole
chromosome carrying the considered markers, (3) in the interval surrounded by the two markers
analyzed, (4) within that interval, but focusing only on the DSBs-rich regions defined as 300bp regions
for which Pan et al. found at least 100 Spol1-associated oligo reads (Pan et al. 2011), and (5) in the
30kb regions surrounding the interval. Similarity percentages were calculated both-ways, using the SK1
sequence as query blasted against the other parent as subject, and the reciprocal analysis using the
SK1 sequence as subject and the other parent as query. Motivated by what occurs during the repair of
meiotic double strand breaks, for each pair of sequences considered, the query sequence was sliced in
200bp windows sliding with a 50bp step. Only windows which did not contain any “N” in their
sequence (92.6 % of the cases, sd = 7.9 %) were considered. For each window, we calculated the
sequence similarity percentage as the fraction of identical nucleotides in the first High-Scoring-
segment Pair multiplied by its length and divided by the size of the window (200) and multiplied by
100. We then took the average percentage of similarity for all windows within the region considered,
calculated both ways. These computations were carried out using R scripts calling standalone BLAST+
(Camacho et al. 2009). Blast was preferred to sequence alignment software because it is much quicker
and complete alignments were not necessary here.

DATA AVAILABILITY STATEMENT

The authors affirm that all data necessary for confirming the conclusions of this article are represented
fully within the article and its tables and figures. Supplementary material includes the following files,
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3.4 RESULTS

3.4.1 Sporulation, spore viability and recombination rate

Because of the large genetic diversity explored in this work, we first assessed the correct progress of
meiosis using sporulation rate and spore viability as proxies. When crossing all strains of the collection
(see Materials and Methods) with SK1, sporulation rates reached a plateau before 10 days on the
sporulation medium (Figure S5), and the values of the plateau ranged from 14% to 85% across hybrids
with a continuous variation, the maximum being reached for the SK1 x SK1 diploid which is completely
homozygous (Figure S6A). Sporulation rates and spores viabilities obtained in this work using a simple
solid medium (for practical reasons) were on average lower than those usually obtained with
optimized conditions. Spore viability ranged from 1.5 to 85 %, the hybrids from strains
UWOPS03_461_4, UWOPS05_217_3, UWOPS05_227 2 (Malaysian wild strains), and YS9 (Asian baking
strain) producing almost no viable spores (Figure S6B). Such low viability may denote abnormalities in
the meiotic process, probably associated with chromosomal rearrangements previously described for
the Malaysian clade (Dujon and Louis 2017). Therefore we discarded these four strains. Spore viability
was not correlated with the sporulation rate (p-value=0.16) indicating that these two biological
processes are relatively independent. Finally, the average recombination rate over the eight testers

was significantly positively correlated with spore viability (r>=0.49 p-value=7.2x107).
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Figure 1: Average recombination rate over the 14 intervals for each strain of the collection crossed to
SK1 testers. Strain names bordered in brown indicate domesticated strains. Symbols and colors refer
to the phylogenetic group of the strains. Error bars indicate 95% confidence intervals based on four

biological replicates.
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3.4.2 Wide diversity of recombination rate in the collection

When pooling the information obtained from all intervals of the eight testers, we obtained global
recombination rates ranging from 0.20 cM/kbp to 0.51 cM/kbp across the 22 hybrids tested. The
highest value corresponds to the SK1 x SK1 diploid (Fig 1). Recombination rates averaged over hybrids
varied significantly between chromosome | (0.47 cM/kbp), chromosome VI (0.39 cM/kbp), and
chromosome XI (0.30 cM/kbp) (Tukey’s HSD test: p-value < 1077), and between individual testers as
well as between individual intervals delimited by fluorescent markers (Fig 2; Table S2; see each hybrid
in Figure S7). The patterns of recombination rate along chromosomes were significantly different
between hybrids for some intervals, but all hybrids showed the same decreasing recombination rate
tendency in the vicinity of centromere regions except for chromosome | for which there is a strong DSB
hotspot in the interval containing the centromere (Fig 2; see each hybrid in Figure S7). For each
interval, the ratio between the most and least recombining hybrids ranged from 1.8 to 9.5. Note that
the SK1 x SK1 diploid had the highest recombination rate only for intervals two and ten. Analyses of
variance revealed significant effects of hybrids, intervals, and hybrid x interval interactions on
recombination rate (p-value < 2.2x10°% for each effect). Further, we observed a significant effect of
the geographic origin on the global (eight testers pooled) recombination rate of the hybrid (ANOVA p-
value = 0.009). Specifically, pairwise significant differences were observed between hybrids involving
strains collected in Africa and America (Tukey’s HSD test: p-value = 0.049). Genome-wide sequence-
based phylogenetic groups (Liti et al. 2009; see Figure S1) also showed a significant association with
recombination rate (ANOVA p-value = 3.9x10°°). Specifically, pairwise significant differences were
observed between the West-African phylogenetic group and all other groups (Tukey’s HSD test: p-
values < 10'%; see Figure S8). However, West-African strains gave almost the highest recombination
rates of the collection for eight intervals, but almost the lowest for four intervals, and are ranked in the
middle for the remaining two intervals (Figure S9), pointing to very different behaviors between
intervals. Because adaptation to a changing environment can drive evolution towards higher
recombination rate (Aggarwal et al. 2015), we analyzed hybrids of strains grown in laboratory, clinical,
or fermentation habitats (supposed to be a stable environment). Surprisingly, they had significantly
higher recombination rates than hybrids of strains coming from wild habitats which may correspond to

more changing environments (Tukey’s HSD test: p-values < 10%; see Figure S8).
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Figure 2: Recombination rates in cM/kbp along chromosomes for hybrids between SK1 and strains
UWOPS87 2421, Ylicl7_E5, and SK1, and for the mean of the 22 hybrids (thick green line). Error bars
indicate 95% confidence intervals based on four biological replicates. X-axis: physical position along
chromosome | (upper panel), VI (middle panel) or XI (lower panel). Also shown: (1) DSBs per interval:
average frequency of double strand breaks per base (Pan et al. 2011) between markers, (2) DSB level:
average number of DSBs per 5kb window smoothed using “loess” , (3) H3K4Me3 level: arbitrary units
based on (Liu et al. 2005) and smoothed using “loess”, (4) Rec 8 level: arbitrary units based on (Sun et
al. 2015) and smoothed using “loess”, and (5) Sequence similarity: proportion of identical bases
between homologs (see Materials and Methods) smoothed using “loess”. Vertical blue dashed lines

indicate the positions of fluorescent markers. Diamonds at the bottom show centromere positions.

3.4.3 Relative importance of cis and trans effects on recombination

Cis effects generally refer to situations where DNA sequence variation in a given region controls a
phenomenon (e.g. gene expression, or recombination) arising in that particular region or in its
neighbourhood. On the contrary, trans effects act remotely via diffusing factors. To quantitatively
estimate and test the respective roles of cis and trans effects in our recombination data, we formalized
the question by defining trans effects as mechanisms modulating recombination by the same extent in
all intervals studied for one given hybrid. Given this definition, trans effects correspond to the general
effect of the hybrid on recombination (excluding interaction with intervals), and cis effects correspond
to the specific effect of hybrid x interval interactions on recombination. We observed highly significant
effects of hybrid, interval, and hybrid x interval interaction on recombination rate (ANOVA p-value <
101> for all three effects, the model explaining 99.4% of the total phenotypic variance, due to there
being hardly any variation across replicates). This approach allowed us to estimate that cis effect
explained 38.3% of the variance of recombination rate and that trans effects explained 17.0% of that

variance.

3.4.4 Relationship between recombination rate and DSB levels

For most hybrids, recombination rates and DSB patterns showed a positive correlation except in the
region between markers Y2 and R3 of chromosome VI, and in the region between Y9 and C10 of

chromosome Xl (Fig 2; see also each hybrid in Figure S7). Patterns of recombination rate along
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chromosomes and average SK1 DSB levels (data from Pan et al. (2011) were both low near the

centromere, except for chromosome | (Fig 2).

Mean sequence similarity for all intervals
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Figure 3: Correlation between sequence similarity when pooling all intervals and the mean

recombination rate of hybrids. X-axis: score of sequence similarity (see Materials & Methods), Y-axis:

for each strain of the collection, average of the recombination rates obtained in the 14 intervals. Colors

indicates the phylogenetic group of the strains.
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3.4.5 High levels of heterozygosity reduce recombination

To investigate the correlation of recombination rate with sequence similarity between homologous
chromosomes (which is one minus the observed heterozygosity) across the different hybrids, we
considered successively five scales of sequence similarity: the pool of all intervals studied, the pool of
all intervals on each chromosome, each interval separately, DSB-rich regions within each interval, and
30Kb regions surrounding each interval (see Materials and Methods). We found a significant positive
correlation between average recombination rate and sequence similarity when pooling all intervals
(r’=0.43 p-value=9x10*) (Fig 3), as well as when pooling intervals for each chromosome (r?>0.2 p-
value<0.04) (Figure S10). The three chromosomes investigated thus seem to have similar correlations.
When considering the 14 intervals separately, we found significant positive correlations between
sequence similarity and recombination rate for nine of them. Analysis of sequences flanking these 14
intervals on both sides showed that only five intervals gave significant positive correlations (Table S3).
Finally, focusing on sequence similarity within DSB-rich regions in these 14 intervals, nine intervals
showed significant positive correlations (Table S3). This correlation is expected because sequence
divergence greater than about 1% is known to lead to heteroduplex rejection by the mismatch repair
machinery, and recombination suppression (Chen and Jinks-Robertson 1999). Elsewhere, the
correlation between recombination rate and sequence similarity in DSBs rich regions is weaker than
when considering the whole sequence spanned by intervals. This suggests that in our data, CO number
is not only controlled by local sequence similarity at the sites of DSBs repair. Similarly, the correlation
between recombination rate and sequence similarity within the interval studied is weaker than when
considering genome wide sequence similarity, which again points to the existence of trans effects in

addition to cis effects for controlling CO number.

3.4.6 Crossover interference analysis

To quantitatively compare interference strength across strains and chromosomal regions, we used the
v parameter of the Gamma model (McPeek and Speed 1995), inferred for each pair of adjacent
intervals (corresponding to one tester) from its coefficient of coincidence (CoC) and its two
recombination fractions measured for a strain x tester combination (see Materials & Methods and
supplementary methods in File S1). As in our previous study (Raffoux et al. 2018), we discarded the

tester SK1-XI-R1C2Y3 from interference analyses because its first interval is anomalously small (5,557
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bp). When pooling the information given by the seven testers, we obtained v values ranging from 0.54
to 1.53 across hybrids (Fig 4; see also CoCs in Figure S11). Most hybrids show either no interference (v
=1) or positive interference (v >1). However, the two strains Ylic17_E5 and UWOPS83 787 3, which
also have the lowest genome-wide recombination rates, display negative interference (v <1).
Interference patterns along chromosomes were also significantly different between some hybrids
(Figure S12). We found significant effects of hybrid, tester, and interaction hybrid x tester on
interference strength (ANOVA p-value < 2.2x1071®). Interference strength and average recombination
rate were positively correlated across the seven testers (Fig 5), even when discarding the two outlier

strains Yllc17_E5 and UWOPS83_787_3 from the data (r2=0.56, p-value=10"%).
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Figure 4: Diversity of interference strength measured by the v (nu) parameter of the Gamma model
across hybrids. X-axis: name of the parent crossed with SK1 tester to produce the hybrid. Y-axis:
average v value over all testers except SK1-XI-R1C2Y3 which has two very close markers and was not
considered for these averages. Error bars indicate 95% confidence interval based on four biological
replicates. Colors refer to the phylogenetic group of the strains.
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3.4.7 Inbreeding reduces recombination

To obtain further insights on the control of recombination rate, we measured the genetic length of
interval Y9C10 on chromosome Xl for 10 hybrids obtained by crossing five parental strains in an
incomplete diallel experiment (See Fig 6). As above, the recombination rates in this diallel experiment
showed a significant correlation with sequence similarity between homologs (p-value= 7x1071°, r2=0.4).
Recombination rate is a quantitative trait displaying genetic diversity (Fig 1). As such, it may be
controlled by several types of mechanisms involving QTLs possibly interacting with each other. These
QTLs may have two kinds of effects: (1) additive effects of individual alleles, which sum up in the
hybrid, referred to as general combining ability (GCA; Sprague and Tatum, 1942), and (2) interaction
effects between alleles either at the same locus (including dominance, over-dominance, and
inbreeding) or between alleles at different loci (epistasis), referred to as specific combining ability
(SCA; Sprague and Tatum, 1942). The effect of heterozygosity on recombination rate may be
considered as a particular type of SCA because there is no additive effect associated with individual
sequences and the recombination rate depends on each pair of homologous sequences. Therefore we
used the pairwise sequence similarity as a quantitative explicative variable in our diallel analysis,
thereby distinguishing sequence similarity effects from other interaction effects. We then used the
Hierarchical Generalized Linear Model below, considering sequence similarity between homologs as a
fixed effect, and GCA, SCA, and inbreeding as random effects. Specifically, the statistical model sets
Yik = U + aSjj + GCA; + GCA; + SCAj; + INBj; + €k

Yiik Genetic distance (in cM), measured in the hybrid formed by crossing strain i and strain j for the
replicate k

u: Intercept (in cM)

a Coefficient associated with sequence similarity effect (in cM per percent of similarity)

Si: Percentage of sequence similarity between strain i and strain j (See Materials and Methods)
GCA;-General combining ability (in cM) of strain i

GCAj. General combining ability (in cM) of strain j

SCA ;- Specific combining ability (in cM) of the hybrid obtained by crossing strain i and strain j when izj,
set to 0 when i=j, calculated as Yj. - 1/2 (V.. + Y;)- u

INBjj: Inbreeding effect when i =j (in cM), calculated as Y;i. - Yi. - u

€ij: Residual variance
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To estimate the parameters, we used the R hglm package (Lars Ronnegard, Xia Shen and Moudud Alam
2010; Moudud Alam, Lars Ronnegard and Xia Shen 2014) as described by Lenarcic et al. (2012) and
Nepoux et al. (2015). This program uses a Bayesian approach to fit hierarchical generalized linear
models. We found that the Akaike information criterion decreased when adding factors one after the
other, indicating that all parameters of the model are relevant. We further checked that there was a
strong significant correlation between experimental and predicted phenotypic values (r>=0.78 p-
value=4.5x10%°) (Figure S13). The results of the diallel analysis are given in Figure S14. Values of effects
are relative to the intercept u which would be the phenotypic value obtained if all effects were null.
The GCA results showed that strain DBVPG6044 had a significantly higher GCA value (+8.5cM from the
intercept value) than the four other strains (between -3.4 and 0cM), which were not very different
from each other. SCA results showed some differences between parental combinations (ranging from -
3cM to +4.5cM) but the effects remained limited. In the cases of SK1 and YPS128, for which we could
measure the recombination rates in the homozygous diploids, we observed strong inbreeding effects,
in effect depressing the recombination rates in a major way (INB=-36,7cM for SK1 and INB=-23.3cM for
YPS128). Finally, the estimated effects of sequence similarity (aS) ranged from 0 to +44.4cM across
hybrids, the two highest values corresponding to homozygous diploids. Thus in our experiment,
hybrids from distantly related strains show that heterozygosity decreases recombination rate, but we
also see from the two homozygotes having negative inbreeding effects that high levels of
homozygosity seem to decrease recombination rate. Altogether, aS and INB effects were much
stronger than other effects, suggesting that sequence similarity may be the strongest factor driving the

genetic diversity of recombination rate within S. cerevisiae strains.
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Figure 6: Hybrids obtained by crossing five parental strains. Each green line represents a cross and

corresponding numbers indicate the genetic distance in centiMorgan measured in the interval.

3.5 DISCUSSION

3.5.1 Intraspecific diversity of recombination

When the level of divergence between homologous chromosomes is too high, DSBs cannot be repaired
through the homologous recombination pathway but may be repaired as gene conversions because of
heteroduplex rejection by the mismatch repair pathway. This may prevent CO formation, leading to
aneuploidy and loss of spore viability (Hunter et al. 1996; Chambers et al. 1996). In our study, we thus
discarded the hybrids showing strong spore viability defects, to keep only those which are relevant for
studying homologous recombination. We observed recombination rates (averaged across the eight
testers) between 0.20 and 0.51 cM/kbp, which is consistent with previous results in budding yeast
genome-wide analyses: 0.4cM/kbp (see Fig 2 of Cubillos et al. 2011), 0.61 cM/kbp (Mancera et al.
2008), or from 0.29 to 0.63 cM/kbp for chromosome VIl left arm (Malkova et al. 2004). We observed a
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negative correlation (although involving only three chromosomes) between chromosome physical size
and recombination rate, in accordance with a mechanism previously proposed in yeast (Kaback et al.
1992). Across our 22 strains, we obtained an average 2.55-fold variation of recombination rate, that
can be compared to the observation by Cubillos et al. (2011) of a 4-fold variation between crosses of
four genetically distant S. cerevisiae strains. This could be compared to the case of maize, where only
30% variation was measured in genome wide CO numbers between 23 (Bauer et al. 2013) and 25
(McMullen et al. 2009) hybrids, based on genetic mapping; such far more modest variation might be
attributable to less intra-specific divergence in maize than in S. cerevisiae. We also observed that West
African strains gave hybrids with the highest average recombination rates (Figure S8; although the
opposite trend was observed in a few intervals, see Figure S9). This is in accordance with our results on
the effect of heterozygosity since these strains are phylogenetically the closest to SK1 (Figure S1). The
present study also indicates that the recombination landscape along chromosomes is different across
strains: the ratio between the most and least recombining hybrids ranged from 1.8 to 9.5 depending
on the interval. In maize (McMullen et al. 2009) an average 2.9-fold variation in CO number was
reported between 25 hybrids, some intervals showing up to 30-fold differences. Such high levels of
variation of recombination rate across intervals suggest that some determinants affect recombination
in close-by locations (cis effects). Finally, we observed significantly different recombination rates
depending on the habitat of the parental strains, but there is no indication that strains living in
changing environments may have evolved higher recombination rates to adapt more easily, as
previously hypothesized (Birger 1999; Aggarwal et al. 2015; McDonald et al. 2016; Kosheleva and
Desai 2017). Hybrids from laboratory strains recombined more than the other groups, but those from
strains domesticated for fermentation did not. This gives no clear support to the hypothesis that
domesticated strains evolved higher recombination rate (Ross-Ibarra 2004), or were selected indirectly
for their higher recombination rate since creating more genetic combinations can play positive roles
for adaptation. Note that higher recombination may also have deleterious effects by breaking up
established favorable arrangements, although A. thaliana mutant implementing nearly eight times

more COs did not show any detectable phenotypic defect (Fernandes et al. 2018).
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3.5.2 Intraspecific diversity of crossover interference

Through our measurements of coefficient of coincidence (CoC) and interference strength (v), we
observed positive CO interference for most testers and hybrids, which is in accordance with previous
studies reporting interference in S. cerevisiae (de los Santos et al. 2003; Malkova et al. 2004; Stahl et
al. 2004; Chen et al. 2008). Two hybrids however, Ylic17_E5 x SK1 and UWOPS83_787_3 x SK1,
showed negative interference. These two hybrids are among those with the lowest recombination
rate, sporulation rate, and spore viability of the collection. In such crosses between distantly related
parents, negative interference might be justified a posteriori as being due to meiotic defects.
Specifically, if two homologs do not pair in some of the meioses, CO events will be statistically
positively correlated because the data will consist of a mixture where some cases have pairings and
others do not. In a similar vein, if homologs stochastically pair only along part of their length, COs will
be restricted to those paired regions and thus in effect they will be subject to clustering. Both
situations result in apparent negative interference even if there is positive interference between
crossovers for each meiosis or paired region. This is in direct analogy with what was observed in the
Arabidopsis axrl mutant (Jahns et al. 2014). We also observed significant variation of interference
across hybrids. To our knowledge, intraspecific diversity of interference strength had never been
assessed before in S. cerevisiae, but in maize, Bauer et al. (2013) reported significant differences
among 23 hybrids based on the Gamma model. We also measured variations of interference intensity
along and between chromosomes, as already reported in S. cerevisiae (Zhao et al. 1995; Mancera et al.
2008) and in Arabidopsis (Basu-Roy et al. 2013). Our results showed significant positive correlations
(averaged across seven testers) between recombination rate and interference strength, whereas in
maize, Bauer et al. (2013) reported a significant negative correlation. It is commonly hypothesized that
interference reduces CO number while ensuring the obligatory CO (Chakraborty et al. 2017). Indeed,
there seems to be selective pressure against too many COs, although the reasons are unclear (Mercier
et al. 2015). The maize results of Bauer et al. (2013) are in accordance with this hypothesis, whereas
our results in yeast are not. An tentative explanation may come from the fact that in maize, each
meiocyte undergoes almost 500 DSBs that lead to about 20 COs (Pawlowski et al. 2003; Anderson et al.
2003), whereas in S. cerevisiae, 40% of the DSBs lead to the formation of COs (Brown et al. 2013). The
DSB/CO ratio is then about 25 in maize to be contrasted with 2.5 in S. cerevisiae. So in the context of
selective pressure against both too many COs and zero CO, a high number of DSBs together with

strong interference could fulfill both constrains. One would then expect many more DSBs than COs,
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and a negative correlation between interference and recombination, as observed in maize. On the
other hand, as the DSB/CO ratio is low in S. cerevisiae, it is less plausible there to consider interference
as the main mechanism at work to limit CO number, and this might explain the difference between our

results in yeast and results in maize (Bauer et al. 2013).

3.5.3 Genetic control of recombination rate

Effect of heterozygosity and homozygosity on recombination rate

Considering all intervals pooled, the recombination rates in our study showed a significant positive
correlation with sequence similarity between the two parents of the hybrid (i.e. a negative correlation
between heterozygosity and COs). This strong correlation (r?=0.43 p-value=9x10%; Fig 3) is in
accordance with previous studies showing that heterozygosity can have an inhibitory effect on
homologous recombination in yeast (Borts and Haber 1987) or in A. thaliana (Opperman et al. 2004).
In our study, sequence similarity in DSB rich regions did not explain recombination rate better than
sequence similarity in whole intervals, suggesting that the sequence similarity in the region of strand
invasion is probably not the main determinant of DSB commitment into CO vs NCO or repair on the
sister chromatid. We used DSBs pattern obtained from a homozygous SK1 strain, whereas our hybrids
are heterozygous between SK1 and other strains; nevertheless, this is not a problem because DSB
landscape variation has been shown to be very modest between S. cerevisiae strains (Lam and Keeney
2015). In all likelihood, DSBs landscapes are similar between SK1 and our hybrids. Elsewhere our
analysis of sequence similarity in regions flanking the 14 intervals on both sides showed a significant
positive correlation with the recombination rate within the interval in five cases (four of which also
being significant when considering sequence similarity within the intervals). This suggests that those
flanking regions might carry some of the determinants of the positive correlation between sequence
similarity and recombination rate. Similarly, results on A. thaliana (Ziolkowski et al. 2015) showed that
the presence of a heterozygous interval next to a homozygous region leads to more COs in the
heterozygous region and less in the homozygous one. At a larger scale, we observed that the genome
wide correlation between recombination rate and sequence similarity is stronger than when focusing
on individual chromosomes, and even more than when focusing on individual intervals. This points to
the presence of trans acting factors modulating CO formation, in addition to cis effects. Further, our
study of hybrid x intervals interactions indicated that the contribution of the cis effects was two times

larger than that of trans effects when it comes to explaining the variance of recombination rate. Our
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results altogether suggest that heterozygosity alone is not sufficient to explain the variation observed
in CO numbers and positions across hybrids, in accordance with previous works (Salomé et al. 2012;
Bauer et al. 2013; Rodgers-Melnick et al. 2015; Ziolkowski and Henderson 2017). CO control may also
depend on other factors such as structural differences between homologous genomes that can (1)
inhibit CO formation as observed in A. thaliana (Fransz et al. 2016), or (2) modify CO frequency as
suggested in maize (Bauer et al. 2013; Rodgers-Melnick et al. 2015). Beyond sequence-related effects,
recombination can also be modulated by epigenetic factors, as observed in centromeric regions (Yelina
et al. 2012, 2015a; b), and by environmental conditions (Phillips et al. 2015; Saini et al. 2017; Zhang et
al. 2017).

Dissecting parental effects on recombination

Our diallel experiment also showed a significant positive effect of sequence similarity on
recombination rate. Together with the correlation observed in our diversity experiment, this confirms
that heterozygosity is a major determinant of the intraspecific genetic diversity of recombination rate
in S. cerevisiae hybrids. Since this determinant is defined pairwise rather than in terms of individual
sequences, its effect has no additive component and may be considered as overdominance. This is
illustrated by comparing recombination rates of heterozygous vs homozygous crosses involving the
parental strains SK1 and YPS128 (Fig 6; Fig 7): crossover numbers measured in SK1 x YPS128 were
significantly lower than in both SK1 x SK1 and YPS128 x YPS128 crosses, reflecting overdominance due
to sequence divergence. But in fact, the quantitative analysis of the diallel experiment revealed that
this apparent sequence similarity effect comes from the combined effects of aS and INB which
represent respectively the negative effect of strong heterozygosity on recombination and also the
negative effect of inbreeding in perfect homozygotes on recombination (aS=+44 cM, INB=-36.7cM for
SK1 x SK1 and INB=-23.3cM for YPS128 x YPS128) (Table S4). Accordingly, the highest values of
recombination in the diallel experiment do not correspond to homozygous diploids but to the
heterozygous hybrid SK1 x DBVPG6044. This may be explained by the fact that SK1 and DBVPG6044
may be genetically close enough to allow high recombination rates (¢5S=23,35cM) but different enough
to escape inbreeding effects on recombination. It would be interesting to extend our experiment to
more closely related strains to investigate in detail such inbreeding effect. It is usually assumed that
inbreeding depression is due to recessive deleterious mutations (Charlesworth and Willis 2009), and
this is expected to be particularly true in outcrossing species which do not purge such mutations.

Unfortunately, the relationship between recombination rate and fitness is complex, making
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interpretations difficult. In the case of S. cerevisiae, the HO gene can lead to mating type switch (Haber

2012) potentially favoring inbreeding which may justify the inbreeding depression we see, although

the level of outcrossing in natural S. cerevisiae populations remains unknown (Ruderfer et al. 2006;

Magwene et al. 2011).
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Figure 7: Diallele experiment: genetic length of interval R8Y9 on chromosome Xl for 10 hybrids

obtained by crossing five parental strains. Error bars indicate 95% confidence intervals.
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Figure SS: Sporulation kinetics for all strains
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Figure S6: Sporulation and spore viability rates. X-axis: Names of the strains crossed with tester
SK1-XI-R1C2Y3 to obtain the hybrid. Bars indicate 95% confidence intervals based on binomial law.
Panel A: Percentage of tetrads after 10 days for the 26 hybrids. Panel B: Percentage of viable spores.

Colors refer to the phylogenetic groups of the parental strains
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Figure S7: Recombination rates in cM/kbp along chromosomes for hybrids between SK1 and each of
the 22 strains of the study (one page per strain). Error bars indicate 95% confidence intervals based on
four biological replicates. X-axis: physical position along chromosome | (upper panel), VI (middle panel)
or XI (lower panel). Also shown: (1) DSBs per interval: average frequency of double strand breaks per
base (Pan et al. 2011) between markers, (2) DSB level: average number of DSBs per 5kb window
smoothed using “loess” , (3) H3K4Me3 level: arbitrary units based on (Liu et al. 2005) and smoothed
using “loess”, (4) Rec 8 level: arbitrary units based on (Sun et al. 2015) and smoothed using “loess”,
and (5) Sequence similarity: proportion of identical bases between homologs (see Materials and
Methods) smoothed using “loess”. Vertical blue dashed lines indicate the positions of fluorescent

markers. Diamonds at the bottom show centromere positions.
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Figure S9: Recombination rates of hybrids between SK1 and each strain of the collection, in
every interval separately (each page represents an interval). Strains are ordered by
increasing recombination rate. Colors refer to the phylogenetic groups of the parental

strains.
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Figure S10: Correlation between sequence similarity (across intervals of one given chromosome), and

the mean recombination rate of hybrids. X-axis: percentage of sequence similarity (see Materials &

Methods), Y-axis: for each strain of the collection, average of the recombination rates of the hybrids

obtained by crossing the strain with the tester(s) corresponding to the chromosome considered. Colors

refer to the phylogenetic groups of the parental strains.
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Figure S11: Values of the coefficient of coincidence (CoC) across hybrids. X-axis: name of the parent
crossed with SK1 tester to produce the hybrids. Y-axis: average CoC value over all seven testers. Error
bars indicate 95% confidence interval based on four biological replicates. Colors refer to the

phylogenetic group of the strains
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(see Results) with the diallel data.
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Supplementary Methods : File S1

A-Segregation bias and fluorescence extinction

To check for possible experimental/technical biases in our experiment, we designed the following two tests for

Mendelian segregation:

(1) Single locus segregation in all hybrids: we investigated to what extent our recombination phenotyping
method is robust to different genetic backgrounds, particularly with hybrids from more or less distantly related
parental strains. We observed single-locus segregation ratios of fluorescent vs non-fluorescent (NF) spores
ranging from 0.47 (sd=0.013) to 0.51 (sd=0.008) among 22 hybrids (average of all markers), and ranging from
0.48 (sd=0.0128) to 0.50 (sd=0.011) among 15 markers (average of all hybrids). The lowest values of these ratios
always corresponded to strains Yllc17_E5, UWOPS83 787 3, and marker CFP-XI-2 for which we observed a

deficit of fluorescent spores.

(2) Three-locus analysis: from our data, we calculated the ratio between frequencies of spores with external
markers only and spores with the central marker only. This ratio ranged from 0.54 (sd=0.078) to 0.64 (sd=0.135)
among 22 hybrids (average of all markers) and from 0.49 (sd=0.040) to 0.81 (sd=0.069) among eight testers
(average of all hybrids). Outliers showing an excess of spores with only the two external markers were again
observed with hybrids from strains Yllc17_E5 and UWOPS83_787_3, and with tester XI-R1C2Y3 (containing

marker CFP-XI-2 at middle position).

In a previous paper (Raffoux et al., 2018. Yeast, doi:10.1002/yea.3315), we observed on strains SK1 and W303
that some parental-type tri-fluorescent spores lost the fluorescence phenotype for the central locus. Such
fluorescence extinction resulted in some extent of segregation bias, mainly affecting multi-locus segregation and
thus interference measurement. Our present results on many more strains are fully consistent with these
previous observations. To correct for this bias, we thus used the mathematical model described in our first
paper to estimate fluorescent extinction frequencies as well as corrected recombination rates and interference
strength (true coefficient of coincidence) from flow cytometry data (see Materials and Methods). Using this
model with all testers and all hybrids, the average extinction frequencies estimated for the three consecutive

markers of a tester were 0.5% (sd=0.8), 1.3% (sd=1.5), and 0.7% (sd=0.9). As expected, the highest extinction
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rates were obtained for strains Ylic17_E5, UWOPS83_787_3 which showed the strongest segregation distortion
for all single markers (Supp Figure 2). These values are consistent with the rate of experimental fluorescence
extinction measured in a SK1 homozygous fluorescent diploid as described in our previous paper, indicating that

there is no bias in the recovery of all the expected classes of spores.
B-Experimental design and normalization

Each experiment was composed of one of the eight tri-fluorescent testers crossed with each of the 26 strains of
the collection, plus one control sample: (Y12 Mat a X SK1-VI-Y3R4C5 Mat a). Four technical replicates were
achieved for each cross and placed at different locations in the incubator during sporulation. As recombination
rate values of the control sample didn’t show significant variation between the eight experiments corresponding
to the eight testers (ANOVA p-value = 0.99), we normalized the results as follows: every recombination rate
obtained in experiment E was multiplied by the average recombination rate of the control across the eight

experiments, and divided by the recombination rate of the control in experiment E.
C-Translating a coefficient of coincidence into an interference strength

When modeling interference, one usually assumes a process that generates COs on a continuous chromosome
such that nearby COs are less likely to arise than by chance (i.e., than when COs arise independently). In such
models (Kleckner et al., 2004, Proc Natl Acad Sci U S A 101: 12592-12597; McPeek and Speed, 1995, Genetics
139: 1031-1044), interference strength is quantified by a single parameter. Suppose the considered model is
used to simulate a large number of meioses; interference in such data can be characterized either by that single
model parameter or by the coefficients of coincidence (CoCs) produced. The « problem » with CoCs is that they
require specifying the size of the intervals used. Since the CoCs will be very small for small intervals and will
approach 1 for large intervals, CoCs do not give a direct measure of interference strength. It is thus wisest to rely
on an underlying model if the objective is to quantify and compare interference strength. In the case of our
dataset however, we do not have CO positions along a continuous chromosome, we just know whether adjacent
intervals are recombinant or not. In view of the previous remarks, it is best to « translate » the CoCs of these
interval pairs into estimates of the model's interference strength parameter, thus overcoming the dependence
of CoC on interval sizes. We do this for our dataset by asking which value of the model's interference parameter
leads to the experimental CoC, given the recombination rates in each interval. For specificity, we use the
Gamma model (McPeek and Speed, 1995, Genetics 139: 1031-1044) of CO interference but our method for

mapping CoCs to interference strength is more general. The steps for a given pair of intervals are as follows.
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(1) First it is necessary to relate genetic distance (« d » in Morgans) and recombination rate (« r », ratio without
dimension). Indeed, Haldane's formula, namely d =- 0.5 In( 1 — 2 r), linking those two quantities, assumes that
there is no interference; unfortunately, in the presence of interference, no such formula is available. We thus
resort to simulation to determine the relation between d and r, assuming a given value of v (the Gamma model
interference parameter). This is done by simulating 10° meioses, considering two ad hoc markers at distance d
and extracting the fraction of meioses leading to an odd number of COs between those two markers. In practice,
we do this for regularly spaced values of d, d=0,2,4,6,8,... cM, thereby creating a table relating genetic distance
and recombination rate. This table can then be used to interpolate and obtain the curve linking d and r. Supp

Figure S3 illustrates this mapping for the specific values v=1.4 and v=2.5.

(2) Second, we extend the single interval analysis just described to study the CoC arising for the two intervals of
interest. Specifically, the mapping between d and r allows us to infer each interval's genetic length, d: and d>
(just search the table, with spline polynomial interpolation, to find the two distances that give rise to each
interval's recombination r1 and r,.). Then as above we can introduce ad hoc markers delimiting the positions of
the two intervals and extract the fraction of double recombinants generated by the simulations. This thereby
provides a « theoretical » value for the CoC, and thus the translation between vand CoC. Note that this
translation requires knowing di1 and d, (or equivalently, r1 and r;). In practice the experimental measurements
provide the CoC and so it is necessary to perform a scan in vto see which value of vleads to a translation into
the experimental value of the CoC. In Supp Figure S4 we illustrate the result of this scan for two of our pairs of

intervals.

In summary, for each interval, we use these two steps to infer the value of the corresponding interference

parameterv, thereby overcoming the caveats of using the CoC directly as a measure of interference strength.
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Strain # Name Origin Phylogenetic group Habitat
3582 UWOPS87 2421 Americas Unknown Wild
3583 W303 Unknown Unknown Laboratory
3584 YS9 Asia Unknown Baking
3585 273614N Europe Unknown Clinical
3586 Ylic17_E5 Europe Unknown Fermentation
3587 3221345 Europe Unknown Clinical
3588 Y55 Europe Unknown Laboratory
3589 UwWOoPs83_787_3 Americas Unknown wild
3590 SK1 Americas Unknown Laboratory
3591 BC187 Americas WineEuropean Fermentation
3592 YIMO78 Europe WineEuropean Clinical
3593 YIMO81 Europe WineEuropean Clinical
3594 YIMO75 Europe WineEuropean Clinical
3595 DBVPG1373 Europe WineEuropean Wild
3596 DBVPG1106 Oceania WineEuropean Fermentation
3597 DBVPGB765 Unknown WineEuropean Unknown
3598 L_1374 Americas WineEuropean Fermentation
3599 L 1528 Americas WineEuropean Fermentation
3600 DBVPG6044 Africa WestAfrican Fermentation
3601 NCYC110 Africa WestAfrican Fermentation
3602 UWOPS03_461_4 Asia Malaysian Wild
3603 UWOPS05_217 3 Asia Malaysian Wild
3604 UWOPS05_227_2 Asia Malaysian Wild
3605 ¥i2 Africa Sake Fermentation
3606 YPS606 Americas NorthAmerican Wild
3607 YPS128 Americas NorthAmerican Wild

Supp Table 1: Strain code, name, origin, phylogenetic group, and habitat of the strains used. Extracted

from table 1 of (Liti et al. 2009)
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Chromosome Tester Interval Lowest strain Recombination rate cM/kbp Highest strain Recombination rate cM/kbp p-value Ratio
| |-R2C3Y4 R2C3 UWOPS83_787_3 0.22 BC187 0.86 5.4e-09 3.84
C3Y4 UWOPS87_2421 0.19 SK1 0.7 6.4e-07 3.77
Vi VECTYZHS C1Y2 Yllc17_ES 0.16 Y55 1.09 9.1e-08 6.81
Y2R3 Yllc17_ES5 0.18 Y55 0.66 3.1e-10 3.59
Vi VLR3YACS R3Y4 UWOPS83_787 3 0.13 Y55 0.39 2.2e-11 291
YACS Yllcl7_ES 0ir DBVPG6044 1.06 4.2e-08 9.46
Not used
Xl XI-R1C2Y3 B1e2
C2Y3 Yllc17_E5 0.21 Y12 0.94 7.6e-11 4.46
i XI-Y3RACS Y3R4 NCYC110 0.13 3221345 0.27 1.3e-09 2.03
R4CS5 Ylic17 _ES 0.16 SK1 0.37 4.3e-07 2.32
N XI-RACEYE R4CS Yllcl7_ES 0.16 SK1 0.38 5.4e-08 237
C5Y6 Yilc17 ES 0.23 DBVPGED44 0.77 9.6e-11 2:29
X VI-Y6CTRS Y6C7 Yllc17_ES 0.18 Y55 0.58 3.1e-11 3.24
C7R8 Yllc17_ES 0.17 Y55 0.3 6.3e-09 1.78
%l VILREYSETY R8Y9 Yllc17_E5 0.23 Y55 0.79 6.7e-10 3.4
Y9C10 Yllc17_ES 0.24 DBVPG6044 0.79 3.0e-10 3.3

Supp Table 2: Diversity of recombination rate for each interval flanked by fluorescent markers. Lowest

strain, highest strain: strains with lowest and highest recombination rates. p-value: p-value for strain

effect (ANOVA). Ratio: ratio between recombination rates of the most and the least recombining

strains for each interval.
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DSB hotspots within  30kb surrounding the

Genome wide All intervals All intervals of a chromosome Each interval . .
interval interval
R? p -value R? p-value Chromosome R? p-value Interval number R? p -value R? p-value R? p -value
1 0.24 0.023 0.01 0.66 0.05 0.33
| 0.22 0.034
2 0.15 0.087 0.03 0.43 0.46 0.0007
3 0.74 0 0.44 0.0007 0.53 0.0001
4 0.26 0.016 0.18 0.045 0.38 0.002
Vi 0.62 1,00E-05
5 0.04 0.38 0.22 0.029 0.04 0.38
6 0.45 0.0006 0.34 0.004 0.05 0.34
7 NA NA NA NA NA NA
8 0.01 0.6 0.07 0.23 0.15 0.071
0.54 9.5e-05 043 9.00e-04
9 0.03 0.42 0.24 0.019 0.02 0.52
0.28 0.01 0.02 0.56 0.01 0.73
1o/11 0.24 0.02 0,01 0.70 0.01 0.54
Xl 0.19 0.044 ) . ! . ' )
12 0.48 0.0003 0.64 8,00E-06 0.13 0.103
13 0.69 3,00E-06 0.25 0.022 0.33 0.0065
14 0.17 0.064 0.18 0.053 0 0.88
15 0.43 0.0016 0.29 0.014 0.54 0.0002
16 0.16 0.08 0.3 0.011 0.06 0.306

Supp Table 3: Correlation between recombination rate and sequence similarity at different scales.
Genome-wide: considering average genome-wide sequence similarity with recombination rate
averaged over all intervals. All intervals: considering average sequence similarity within all intervals
with recombination rate averaged over all intervals. All intervals of a chromosome: same as before, but
for each chromosome separately. Each interval: considering sequence similarity and recombination
rate within each interval. DSB hotspots within interval: considering sequence similarity within DSB-rich
regions in each interval with recombination rate in the corresponding interval. 30Kb surrounding the
interval: considering sequence similarity in 30kb flanking sequences outside each interval on both

sides, with recombination rate in the interval.
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GCA

Cross Y (cM) Tl as SCA/INB Residuals (cM)
P1 P2
SK1 X SK1 42.6 44 .44 -3.2 -3.2 -36.67 0.17
YPS128 X YPS128 55.7 41.4 44 .44 -34 -34 -23.28 0.02
SK1 X YPS128 38.1 1.11 -3.2 -3.4 1.94 -0.25

Supp Table 4: Measured recombination rate (Y), and estimated values of the diallele model

parameters (see text). SCA/INB: value of SCA for the hybrids or INB for the homozygotes.
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Quatrieme partie

4 Conception et préparation d'une expérience de sélection
récurrente sur le taux de recombinaison
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Cette partie de mon manuscrit décrit les premiéres étapes d'un projet qui est en cours et continuera
apres ma soutenance de thése. J'ai choisi de présenter ce chapitre a la maniere d’un projet de recherche,

d’ou le rappel de certains points déja présentés dans I'introduction de la these.

4.1 Introduction

Le changement climatique en cours risque fort d’étre accompagné d’ une baisse des rendements pour
de nombreuses cultures (Hawkins et al., 2013; Zhao et al., 2016), ainsi qu’une réorganisation des
relations hote-pathogene rendant les cultures beaucoup plus sensibles aux attaques (Garrett et al.,
2006). De plus, les agronomes, statisticiens et économistes s’accordent pour reconnaitre une stagnation
actuelle des rendements (Brisson et al., 2010; Ray et al., 2012). Pourtant, si I’on veut couvrir les besoins
alimentaires d’une population grandissante, la productivité doit augmenter a un taux plus important
que dans le passé (Garrett et al., 2006). L’agriculture moderne doit donc répondre a de nombreux enjeux
tels que d’assurer les approvisionnements alimentaires futurs tout en réduisant les impacts sur
I’environnement. Afin de relever ces défis, une connaissance la plus exhaustive possible de I'organisation
du génome des plantes, de leur fonctionnement et de leur diversité est nécessaire. La génomique a un
role central pour I'amélioration de la productivité des espéces agricoles, par exemple en détectant les
variations génétiques permettant I'augmentation des performances des plantes. Les avancées récentes
en séquencgage et assemblage des génomes permettent aujourd’hui d’avoir acces aux génomes des
plantes cultivées. Elles ont révélé une large gamme de variations génétiques et ont permis de conduire
des études d’associations avec divers caracteres d’intérét agronomique. En combinaison avec le
phénotypage automatique et les analyses de génomique fonctionnelle, les avancées réalisées
fournissent de nouveaux éléments qui pourront permettre une amélioration de I’agriculture.

Ainsi, de nombreuses études ont pour but d’identifier les facteurs génétiques (ou au moins les régions
génomiques, appelées QTL pour « quantitative trait locus ») qui contrélent des caractéres d’intérét
agronomique. Ces travaux peuvent étre conduits en étudiant la descendance de croisements controlés
(études de type « linkage »), ou en utilisant une collection d’individus non apparentés (études de type
« association »). Lors de ces études, I'objectif est d’identifier des régions génomiques dont le
polymorphisme est associé a la variation d’un caractere d’intérét. La localisation des QTL consiste dans
un cas comme dans l'autre a identifier la plus petite région possible associée au caractére, typiquement
délimitée de chaque c6té par un point de recombinaison dans la population. Ces recombinaisons se sont

produites lors des méioses, soit pendant la construction de la population de cartographie (études de
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type « linkage »), soit tout au long de la généalogie des individus constituants la collection (études de
type « association »). La précision de I'approche dépend essentiellement du nombre de points de
recombinaison. En pratique, la précision de la localisation des QTL dépend également de différents
facteurs qui sont: le nombre d’individus étudiés, la précision du génotypage, et la fréquence des
différents alléles dans la population étudiée. Dans le cadre de I'amélioration génétique, ce travail de
détection de QTL est suivi par la mise en ceuvre de stratégies de sélection, dont le role est de combiner
les alléles favorables a différents QTL. Le génotypage haut débit et les études basées sur des croisements
multiparentaux ont permis de gagner en précision sur le positionnement des QTL. Cependant, de larges
zones des génomes ne sont pas ou trés peu soumises au phénomeéne de recombinaison méiotique (par
exemple les régions péri-centromériques chez le mais). La détection précise des QTL dans ces zones pose
donc un énorme probléme puisque ces régions se présentent sous forme de blocs haplotypiques dans
lesquels il est impossible de localiser plus finement les QTL. De méme, il est tres difficile, en sélection,
de casser des combinaisons alléliques dans ces régions ou de créer de nouvelles combinaisons favorables
d’alleles situés dans des régions peu recombinantes.

Bien que les événements de recombinaisons soient au coeur des études conduites pour identifier les QTL
et essentiels au travail d’amélioration génétique des plantes, les connaissances sur le déterminisme
génétique de la recombinaison font cruellement défaut. Méme si des travaux récents ont permis de
décrire des méthodes pour faire varier le niveau de recombinaison chez certaines espéces d’intérét
agronomique (Fernandes et al., 2018b; Marimuthu et al., 2011; Pelé et al., 2017b; Serra et al., 2018), les
connaissances limitées sur le déterminisme génétique de la recombinaison ne permettent pas d’explorer
pleinement cette voie. Une meilleure connaissance dans ce domaine pourrait permettre de controler le
nombre et la distribution des CO dans les régions faiblement recombinantes des génomes, permettant
non seulement de détecter les QTL plus finement, mais aussi de sélectionner plus efficacement les
individus cumulant les alleles favorables en amélioration génétique des plantes.

Nos connaissances actuelles sur les mécanismes moléculaires et sur la régulation de la recombinaison
sont issues de différentes approches. (1) Les études de génétique directe visent, pour un phénotype
mutant donné, a identifier le géne responsable de ce phénotype. En génétique inverse, on étudie la
fonction d’'un géne par I'observation des mutants correspondants. Ces deux méthodes, bien que
puissantes, ont certaines faiblesses. Dans les deux cas, I'étude du processus biologique se fait par
I'intermédiaire de mutants chez lesquels on ne sait pas dans quelle mesure le phénotype observé n’est

pas biaisé par le génotype extréme de ces individus. De plus, avec ce type d’étude, les seuls genes étudiés
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sont ceux qui, une fois mutés, conduisent a un phénotype suffisamment différent du génotype sauvage
pour étre décelable dans un criblage a haut débit. Enfin, ces études sont réalisables uniquement pour
les especes modeles chez lesquelles on dispose de ressources de mutants. (2) Les études d’association
explorent quant a elles les variations de fréquence des différents alléles le long du génome dans une
population d’individus non apparentés. Ainsi, il est possible de détecter par étude d’association les
corrélations entre la présence d’un alléle particulier a un certain locus chez les individus de la population,
avec la valeur d’un caractére. Ces travaux permettent alors d’identifier les genes ou QTL ayant une
influence possible sur le phénotype. Grace aux progrés de séquencage, les études d’association peuvent
étre réalisées sur I'ensemble du génome avec une précision de détection relativement fine, ce qui est
regroupé sous le terme « Genome Wide Association Studies » (Bevan et al., 2017). Il est également
possible par étude d’association de détecter les réarrangements structuraux du génome corrélés avec
la variation d’un caractére (Chaney et al., 2016). (3) Certaines études sont conduites sur des populations
particuliéres de type « Nested Association Mapping » (NAM) permettant de combiner les avantages du
déséquilibre de liaison apporté par les événements de recombinaison récents et les avantages des
études d’association basées sur le déséquilibre de liaison di aux recombinaisons anciennes (McMullen
et al., 2009). Ce type de croisement étant réalisé a partir d’individus avec une large diversité génétique,
il est possible de détecter et localiser finement des QTL. Cette méthodologie a déja été appliquée sur
une population NAM de blé et de mais afin d’étudier 'architecture génétique de la recombinaison
(Jordan et al., 2018; McMullen et al., 2009). La variation du taux de recombinaison est le résultat de
rares alléles avec un effet faible expliquant tout de méme presque la moitié de la variation observée. La
majorité des QTL détectés sont additifs et ont un effet a distance sur le génome (effet en trans).

Cependant, les études d’association nécessitent de génotyper et phénotyper un grand nombre
d’individus ce qui est problématique dans le cas de la recombinaison, les méthodes de phénotypage de
la recombinaison posent en effet de nombreux problemes pratiques et se font donc généralement a
faibles effectifs. (4) Enfin, il est possible d’étudier I'évolution d’'un caractére dans une population
soumise a une pression de sélection artificielle lors de cycles de sélection. Ainsi, les individus présentant
les alleles responsables de certaines valeurs du caractére sélectionné vont voir leur fréquence
augmenter ou diminuer dans la population. Les zones du génome montrant des différences de
fréquences entre la population avant sélection et la population apres sélection correspondent alors
possiblement a des QTL ayant un role dans la variation du caractére étudié. La pression de sélection peut

étre soit appliquée directement sur le caractére dont on souhaite étudier la réponse, soit appliquée
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indirectement en étudiant la réponse d’autres caracteres. Ainsi, quelques travaux ont étudié I’évolution
de la recombinaison en réponse a des pressions de sélection indirectes. Chez la drosophile, dans une
expérience de sélection basée sur le nombre de soies, le niveau de recombinaison dans deux paires
d’intervalles entre marqueurs situés sur les chromosomes 2 et 3 augmente, et ce pour les deux directions
de sélection (positive ou négative) alors que la recombinaison semble étre réduite dans le témoin sans
sélection (Rodell et al., 2004). De méme, en réponse a une sélection faite sur différents stress
(dessiccation, hypoxie, hyperoxie) chez la drosophile, le taux de recombinaison augmente jusqu’a 50%
dans certains intervalles, l'interférence étant relaxée montrant méme une interférence négative
apparente (Aggarwal et al., 2015). Ces deux expériences suggérent qu’une élévation du niveau de
recombinaison génétique pourrait permettre une augmentation de valeur sélective dans le contexte
d’un changement d’environnement. Le niveau de recombinaison pourrait ensuite revenir a un niveau de
base une fois la population adaptée (réduction de la recombinaison en I'absence de sélection). En
modulant le niveau de recombinaison et donc la vitesse a laquelle la diversité est produite, les
populations augmenteraient ainsi leur adaptabilité a long terme. Le taux de recombinaison peut
également répondre a une pression de sélection directe. Chez la drosophile, une expérience de sélection
sur le taux de recombinaison entre deux genes situés sur le chromosome sexuel montre une diminution
continue du taux de recombinaison, de 15.4% a 8.5% apres 33 générations dans le cas d’une sélection
vers un taux de recombinaison bas, et une augmentation continue au cours des générations, de 15.4%
a 22.1%, dans le cas d’une sélection vers une recombinaison élevée (Chinnici, 1971). Dans une autre
étude, en sélectionnant des femelles sur le taux de recombinaison, celui-ci passe de 14.8% a 30% en 12
générations, atteignant alors un plateau, le mode de sélection pour une recombinaison faible ne
montrant pas de réponse a la sélection (Kidwell, 1972). Toujours chez la drosophile, dans une expérience
de sélection directe sur le taux de recombinaison entre deux paires de marqueurs situés sur le
chromosome 3 de la femelle, le taux de recombinaison dans la premiére paire de marqueurs passe de
13% a 22% (Charlesworth and Charlesworth, 1985a). Les trois chromosomes autosomiques contribuent
a cette différence de taux de recombinaison, le chromosome 3 portant au moins deux QTL de
recombinaison (Charlesworth and Charlesworth, 1985b). Ces résultats confirment que le taux de
recombinaison est un caractere qui répond a la sélection gqu’elle soit directe ou indirecte. La réponse du
caractere a la sélection étant continue, ce caractere peut étre contr6lé par un grand nombre de génes
(contréle multigénique) et/ou par une gamme d’alléles a un locus dans la population. De plus, le

plafonnement de la recombinaison observé suggere que la sélection agit contre un taux de
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recombinaison trop élevé, les individus trop recombinants étant alors contre-sélectionnés. La contre-
sélection des individus trop recombinants pourrait étre due au fait que trop de recombinaison briserait
les combinaisons favorables d’alléles chez ces individus et ainsi abaisserait leur valeur génétique. Les
différents mécanismes moléculaires permettant de réguler la recombinaison (cf introduction du
manuscrit) pourraient ainsi étre sélectionnés en fonction de leur efficacité a réguler la recombinaison. A
I'inverse, I'absence de réponse a la sélection vers une recombinaison faible pourrait étre le fait que des
individus trop peu recombinants seraient contre-sélectionnés car il leur manquerait le CO obligatoire.
Cependant, les études de la réponse de la recombinaison a une pression de sélection directe ou indirecte
souffrent souvent d’'un manque de puissance. En effet, tout comme avec les techniques de génétique
directe ou inverse, il est nécessaire dans le cas d’expériences de sélection directe sur le taux de
recombinaison, d’étre en mesure de sélectionner un tres grand nombre d’individus selon leur phénotype
(c’est-a-dire le nombre de CO) ce qui est tres difficile aujourd’hui. Les rares expériences d’évolution
dirigée ciblées sur le taux de recombinaison sont réalisées sur des échantillons treés restreints
représentant une trés faible diversité génétique. Or, dans ce type d’expériences il est essentiel d’utiliser
un matériel biologique présentant la plus grande diversité possible. En effet, une grande diversité
génétique est essentielle pour une analyse fine des déterminants génétiques controlant le caractére.
Nous avons précédemment développé une méthode permettant le phénotypage a haut débit de la
recombinaison chez la levure S. cerevisiae (Raffoux et al., 2018). En complétant cette approche par une
étape de tri cellulaire, nous sommes capables de sélectionner a haut débit les spores, en fonction du
niveau de recombinaison de leur cellule mére dans un intervalle donné. Nous sommes donc aujourd’hui
en mesure de conduire une expérience de sélection récurrente directe sur le taux de recombinaison
méiotique chez S. cerevisiae, et ceci a large échelle, aussi bien en termes de nombre d’individus qu’en
termes de diversité génétique soumise a sélection si I’'on choisit une population appropriée.

Pour cela, nous utiliserons une population mosaique de 10° individus déja obtenue par intercroisements
répétés entre quatre souches représentant une grande partie de la diversité de I'espéce (Cubillos et al.,
2013a). Nous croiserons cette population avec un de nos huit testeurs fluorescents (Raffoux et al., 2018),
puis nous soumettrons la population d'hybrides obtenus a dix cycles de sélection, en ne conservant a
chaque génération que les individus ayant recombiné (sélection positive) ou n'ayant pas recombiné
(sélection négative) entre les marqueurs fluorescents. L'utilisation du cytometre trieur nous permettra
de travailler avec un grand nombre d’individus (> 10°) limitant ainsi les éventuels effets de dérive

génétique, ce qui permettra de conserver un niveau élevé de diversité génétique. Nous mesurerons
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ensuite le niveau de recombinaison et d’interférence sur les 14 régions du génomes couvertes par la
méthode que nous avons mise au point précédemment (Raffoux et al., 2018), et ceci a chaque
génération et pour chaque type de sélection (négative, neutre, positive).

Ces données nous permettront d’étudier la réponse a la sélection (pour le taux de recombinaison sur un
intervalle) du taux de recombinaison et de I'interférence, d’'une part dans I'intervalle soumis a sélection,
et d’autre part sur d’autres régions du génome (chromosomes complets VI et Xl et une partie du
chromosome I). Enfin, nous séquencerons a grande profondeur la population initiale et les populations
évoluées obtenues apres sélection positive, neutre ou négative, afin de détecter des régions du génome
montrant des différences de fréquence allélique entre ces populations, régions qui devraient
correspondre & des QTL de recombinaison. Etant donné la trés grande taille de la population, la
résolution de cette détection devrait permettre d'identifier directement des génes candidats. Ce travail
inédit contribuera a mieux comprendre les mécanismes fondamentaux de la recombinaison méiotique
et de sa régulation en identifiant les génes et alleles responsables de variations du taux de

recombinaison.
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4.2 Le matériel biologique adapté a ce projet est disponible
4.2.1 La population soumise a sélection

La population « Saccharomyces Genome Resequencing Project » (SGRP)-4X est le produit d’un
intercroisement entre quatre souches de levure S. cerevisiae représentatives de la diversité de I'espece
(Figure 1). 1l s’agit des souches YPS128, DBVPG6044, Y12 et DBVPG6765, appartenant respectivement
aux groupes phylogénétiques North American (NA), West African (WA), Sake (SA) et Wine/European
(WE). Ces souches ségregent pour 64% des SNP précédemment décrits (Liti et al., 2009). Elles ont été
tres bien caractérisées génétiquement (Liti et al., 2009) , phénotypiquement (Warringer et al., 2011) et
ont déja été utilisées en croisement a deux parents dans des expériences de détection de QTL (Cubillos
et al., 2011b; Parts et al., 2011; Salinas et al., 2012). Chacun des quatre parents a été reséquencé et les
assemblages contiennent plus de 95% de la séquence de chacune des souches. Aucun variant structural

n’a été trouvé entre ces souches, ce qui en fait de bons candidats a I'intercroisement.

YPS128 DBVPG6765
(NA) (WE)
Y12
(SA)

DBVPG6044 0.001
(WA)

Figure 1: Diversité génétique des quatre souches utilisées.

Arbre phylogénétique des souches séquencées dans le projet SGRP (Liti et al., 2009). La couleur des
points représente I'origine géographique (vert: Afrique, rouge: Amérique, bleu: Europe et jaune:
Asie). Souches YPS128, DBVPG6044, Y12 et DBVPG6765, appartenant respectivement aux groupes
phylogénétiques North American (NA), West African (WA), Sake (SA) et Wine/European (WE).
Figure extraite de (Cubillos et al., 2013b).
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Figure 2: Plan de croisement utilisé pour construire la population SGRP-4X

Figure extraite de (Cubillos et al., 2013b).
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Les souches YPS128 et DBVPG6044 (ho::HygMX, ura3::KanMX), ont étés croisées pour former des
hybrides F1 et il en a été de méme avec les souches , Y12 et DBVPG6765 (ho::HygMX, ura3::KanMX,
lys2::URA3). Aprés préparation des spores (Parts et al., 2011), des spores issues de chacun de ces deux
hybrides ont été mélangées en quantités égales et les hybrides quatre voies ont été sélectionnés sur
des milieux spécifiques pour avoir une contribution génétique de chacun des quatre parents. Apres
sporulation des hybrides quatre voies et panmixie, les diploides ont été sélectionnés pour constituer
ainsi la population de troisieme génération. Cette procédure (sporulation des diploides, préparation des
spores, panmixie, sélection des diploides) a été répétée 11 fois pour créer une population de génération
12 (F12) formée de plus de 10 millions de ségrégants (Figure 2). La majorité du génome de chacun des
quatre parents est en principe représentée de facon égale dans la population F12, soit une fréquence
attendue de 25% de chaque parent en I'absence de sélection. L'étude génétique de 192 spores issues
de la population F12 a montré que chaque génome est découpé en blocs haplotypiques provenant de
I’'un des parents, avec en moyenne 374 blocs d’une taille de 23kb. Du fait de la taille de population trés
grande, la perte de diversité par dérive génétique est quasiment nulle (Cubillos et al., 2013a). Les sites
en ségrégation sont uniformément répartis sur le génome et les profils de recombinaison sont
semblables a ceux connus chez S. cerevisiae, avec un niveau de recombinaison plus faible prés des
centromeres. Dans ces régions, le taux de recombinaison est égal a 65% du taux moyen calculé sur le
génome (lllingworth et al., 2013). Le phénotypage des capacités de croissance mitotique dans différents
environnements des 179 ségrégants montre que les cycles d’intercroisement réalisés n’ont pas eu
d’impact sur la fitness, et n’ont pas imposé de pression de sélection particuliére. Une détection de QTL
a permis d’identifier 6, 16 et 3 régions impliquées respectivement lors de la réponse a I'exposition a la
chaleur, a I’arsenic et au paraquat. La taille moyenne de ces QTL est de 27.8kb. Dans la plupart des cas,
les régions détectées contiennent un géne déja identifié comme important dans I'environnement
concerné (Cubillos et al., 2013a).

Cette population de ségrégants est donc un matériel biologique tout a fait adapté aux expériences de
détection de QTL aprés une phase de sélection, comme déja réalisé pour différents caracteres (Cubillos

etal., 20133, 2017).
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Figure 3 Panel A: Diversité du taux de recombinaison.

Moyenne du taux de recombinaison sur les 14 intervalles, pour chaque souche de la collection SGRP
croisée avec les testeurs SK1. Les barres d’erreur indiquent I'interval de confiance a 95% basé sur
quatre réplicas biologiques. Les quatre souches parentes de la population SGRP-4X sont indiquées en

rouge.

Figure 3 Panel B: Diversité de I’interférence

Diversité de la force d’interférence mesurée par le parametre v (nu) de la loi gamma. Axe-x: nom de
la souche croisée avec les testeurs SK1, axe-y: valeur moyenne du parametre v pour les sept testeurs.
Les barres d’erreur indiquent l'intervalle de confiance a 95% basé sur quatre réplicas biologiques.

Les quatre souches parentes de la population SGRP-4X sont indiquées en rouge.
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Notre objectif est de conduire une expérience de détection de QTL aprés sélection sur le taux de
recombinaison, en utilisant pour cette sélection les souches fluorescentes que nous avons
précédemment construites (Raffoux et al., 2018). Pour cela, il est essentiel de vérifier que la population
SGRP-4X est un matériel bien approprié en vérifiant les points suivants: (1) les quatre souches parentes
de la population SGRP-4X doivent pouvoir étre croisées avec les souches « testeurs » fluorescentes de
fond génétique SK1, et (2) le niveau de recombinaison doit présenter une certaine diversité entre les
guatre souches fondatrices de la population pour qu’il existe de la diversité génétique pour la
recombinaison dans la population.

Le paragraphe suivant présente donc les résultats obtenus en utilisant notre méthode de mesure a haut
débit de la recombinaison (Raffoux et al., 2018) sur les hybrides formés par chacune des quatre souches
parentales de la population SGRP-4X, croisées avec chacun des huit testeurs fluorescents permettant de
mesurer la recombinaison sur le chromosome | partiellement et sur la totalité des chromosome VI et XI.
Le taux de sporulation aprés 10 jours des quatre hybrides (SK1-XI-R1C2Y3) x YPS128, DBVPG6044, Y12,
et DBVPG6765 est respectivement de 51%, 63%, 47% et 54%. Le taux de viabilité des spores issues de
ces hybrides est respectivement de 57%, 71%, 68% et 62% (les taux de sporulation et de viabilité des
spores sont de bons indicateurs pour vérifier la progression correcte de la méiose). Dans le cas des
guatre souches fondatrices de la population SGRP-4X, ces taux sont dans la moyenne de ceux obtenus
avec une collection de 26 souches représentatives de la diversité de I’espéece (cf troisieme partie) et sont
le reflet d’une progression de méiose normale. Chacune des quatre souches peut donc étre croisée avec
les testeurs de fond génétique SK1 qui va étre utilisés dans notre expérience de sélection récurrente. Le
taux de recombinaison moyen mesuré sur les huit testeurs est respectivement de 0.34cM/kb,
0.47cM/kb, 0.34cM/kb et 0.31cM/kb. Ces valeurs de recombinaison sont représentatives de la diversité
du taux de recombinaison mesuré chez I'espéce (Figure 3 Panel A). Le paramétre v (nu) de la loi gamma
mesurant la force de l'interférence est respectivement de 1.18, 1.23, 1.27 et 1.19 (Figure 3 Panel B).
Enfin, pour ce qui concerne la corrélation entre le taux de recombinaison moyen sur I'ensemble des
intervalles étudiés et la similarité de séquence, les quatre souches représentent bien la diversité de

I’espéce (Figure 4).
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Figure S : Profil de recombinaison le long des chromosomes

Taux de recombinaison en cM/kb le long des chromosomes pour les hybrides entre SK1 et les souches
YPS128, DBVPG6044, Y12 et DBVPG6765, parents de la population SGRP-4X. Les barres d’erreur
indiquent l'intervalle de confiance a 95% basé sur quatre réplicas biologiques. Les lignes verticales en
pointillé indiquent la position des marqueurs fluorescents. Les lignes horizontales indiquent la position

des chromosomes avec les losanges noirs indiquant 'emplacement des centroméres.
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Chromosome Testeur Intervalle Variance
" I-R2C3Y4 R2C3 0.017
CcC3Y4 0.001
VA VI-C1lY2R3 Civz 0.108
Y2R3 0.003
VA VI-R3Y4CS5 si(Y:g gggg
Rico NA Tableau 1 : Variance du taux de
pd] XI-R1C2Y¥3 . .
c2v3 0.070 recombinaison des souches
Y3R4 0.002 - .
x1 XI-Y2RACS e o o0s fondatrices de la population
1 XI-RACSYS RACS 0.062 SGRP‘4X
C5vY6 0.054
pad VI-Y&CT7RS8 Yecs ©.010
C7R8 0.0005
pad | VI-R8Y9C10 R8Y9 0.024
Y9C10 0.043

Les quatre souches fondatrices de la population SGRP-4X présentent des différences de recombinaison
entre elles, sont bien représentatives de la diversité de la recombinaison de I'espéce, et enfin, la
similarité de séquence de ces souches avec la souche SK1 montre de la diversité qui est, elle aussi,

représentative de la diversité de I'espéce.

4.2.2 Appliquer une pression de sélection sur le niveau de recombinaison

Parmi les testeurs produits lors de mon travail de thése, un des huit sera croisé avec la population SGRP-
4X afin de produire des diploides soumis ensuite a pression de sélection. Cette pression de sélection se
fera en conservant a chaque génération uniquement les individus, (1) ayant recombinés entre deux
marqueurs du testeur choisi « sélection positive », (2) n’ayant pas recombiné entre ces deux marqueurs
« sélection négative », (3) pris au hasard « sélection neutre ». Dans ce type d’expérience, il est préférable
de choisir un phénotype présentant le plus de variance possible, permettant ainsi une meilleure réponse
a la sélection. Nous devons donc choisir, parmi les 14 intervalles couverts par nos huit testeurs, celui qui
montre le plus de variance avec les quatre génotypes composant la population SGRP-4X. Nous avons
ainsi choisi I'intervalle compris entre les marqueurs C1 et Y2 du chromosome VI (Tableau 1) (Figure 5)
en utilisant donc le testeur VI-C1Y2R3 (voir Raffoux et al., 2018), qui sera croisé avec la population initiale

SGRP-4X.
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Figure 6: Schéma des cycles de sélection positive pour le taux de recombinaison
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Figure 7: Schéma des cycles de sélection négative pour le taux de recombinaison
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4.2.3 Préparer la population aux cycles de sélection

En préambule aux cycles de sélection, la population SGRP-4X diploide (ura3::kanMX, ho::Hygro,
lys2 ::URA3 ou ura3::kanMX ho::Hygro) sera mise a sporuler. Aprés préparation (voir M&Ms, Raffoux et
al., 2018), nous obtiendrons une suspension de spores (% ura3::kanMX ho::Hygro lys2 ::URA3 et %
ura3::kanMX ho::Hygro). Ces spores seront croisées avec le testeur SK1- VI-C1Y2R3 (mat a, ho, ura3,
kanMX, NatMX) sur milieu complet puis les diploides seront sélectionnés sur milieu —URA —LYS + NAT,

formant ainsi la population Go.

4.3 Description des cycles de sélection

Dans l'article présentant la méthode de mesure a haut débit de la recombinaison, nous avons montré
gu’il est possible de trier des spores en fonction de leur profil de fluorescence (tri de spores double
recombinantes, Raffoux et al., 2018). Nous appliquerons donc la méme méthode avec le méme matériel
afin de sélectionner a haut débit les spores selon leur fluorescence.

Dans le cas de la sélection positive (Figure 6), parmi les spores issues de la méiose de la population Go,
seules seront sélectionnées celles ayant recombiné entre les marqueurs fluorescents C1 et Y2, c’est-a-
dire les spores qui fluorescent en cyan uniquement (Cerulean) ou en jaune uniquement (Venus). Ces
spores seront intercroisées en panmixie pour conduire a la population diploide Gi. Parmi les spores
issues des diploides Gi, seules seront sélectionnées celles ayant recombiné entre les marqueurs
fluorescents C1 et Y2, c’est-a-dire les spores (issues de la moitié des diploides Gi1 correspondant aux
individus hémizygotes pour les deux marqueurs) qui fluorescent a la fois en cyan (Cerulean) et en jaune
(Venus) ou ni dans I'un ni dans l'autre. Ces spores seront intercroisées en panmixie pour conduire a la
population diploide G,. Parmiles spores issues des diploides G, seules seront sélectionnées celles ayant
recombiné entre les marqueurs fluorescents C1 et Y2, c’est-a-dire les spores (issues de la moitié des
diploides Gz correspondant aux individus hémizygotes pour les deux marqueurs) qui fluorescent en cyan
uniquement (Cerulean) ou en jaune uniquement (Venus). A ce stade, aprés donc deux générations de
sélection, la situation est la méme qu’apres tri des spores issues de la population Go. Les cellules issues
des spores seront ensuite intercroisées en panmixie pour conduire a la population diploide Gs, et ainsi
de suite selon le schéma de la figure 6. Concernant la sélection négative, la méthodologie sera similaire
a celle décrite précédemment mais selon le schéma de la figure 7. Il existe une difficulté supplémentaire

avec cette sélection puisque parmi les diploides des générations G, les % homozygotes pour les deux
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marqueurs et les % sauvages produisent des spores qui seront sélectionnées comme « non
recombinantes », et cela indépendamment de la recombinaison. La pression de sélection négative,
imposée uniquement sur la moitié des diploides G, étant hémizygotes pour les deux marqueurs sera
donc moindre que celle imposée en sélection positive. Dans le cas de la sélection neutre, les cycles de
sélection se feront comme précédemment, avec une sélection des spores indépendante de la
fluorescence. Toutes ces expériences feront I'objet de quatre réplicas afin d’explorer éventuellement
des trajectoires évolutives différentes dues aux recombinaisons pendant les cycles de sélection, ou dues

a de la mutation.

Sélection positive
o Selection neutre
Sélection négative

014 016 0.18

Fréquence de l'allele fort

012

5 1o 15 20

Cycles de sélection
Effet de l'alléle fort =0.05  Taille de la population = 10° Biais de tri = 0.05

Figure 8: Simulation de sélection positive avec un QTL d’effet 5%
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Figure 9: Simulation de sélection positive avec un QTL d’effet 10%

4.4 Dimensionnement de I'expérience

Afin de dimensionner correctement cette expérience en termes de nombre d’individus et de nombre de
cycles de sélection a effectuer, pour étre en mesure de détecter les différences de fréquence alléliques
avec une profondeur de séquencage raisonnable, nous avons réalisé des simulations. Pour cela, nous
avons fixé certains paramétres connus: la taille du chromosome VI (275kb), la moyenne du taux de
recombinaison pour les quatre souches entre les marqueurs C1 et Y2 (0.51 cM/kb), la distance physique
entre les marqueurs C1 et Y2 (69.9 kb), la fréquence initiale du QTL dans la population (0.125), la
fréquence des erreurs de tri (0.05). Nous avons ensuite fait varier les parameétres suivants : la taille de
population, le nombre de cycles de sélection et I'effet du QTL sur le phénotype. Cette simulation a été
réalisée pour chacune des trois directions de sélection : positive, neutre et négative. Pour simuler le
premier cycle de sélection, nous avons tout d’abord calculé le nombre d’individus avec I'effet du QTL
favorable a la recombinaison dans la population, la distance génétique entre marqueurs chez ces
individus, puis nous avons tiré dans une loi de poisson le nombre de CO sur le chromosome pour chacun
de ces individus, et de méme pour les individus ayant I'autre allele au QTL. Ensuite, sous I’hypothéese

d’une loi de distribution uniforme, nous avons positionné les CO sur le chromosome pour chaque
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individu et détecté si un nombre impair de CO a eu lieu entre les marqueurs (individus recombinants).
Dans le cas de la sélection positive, nous n’avons conservé que les individus ayant recombiné entre les
marqueurs pour la génération suivante. Dans le cas de la sélection négative, nous n’avons conservé que
les individus n’ayant pas recombiné entre les marqueurs pour la génération suivante. Enfin, dans le cas
de la sélection neutre, nous avons conservé la moitié des individus indépendamment de la
recombinaison. Dans chacun de ces trois cas, pour simuler des erreurs de tri, nous avons remplacé une
partie des individus sélectionnés par des individus tirés aléatoirement dans la population. Nous avons
alors calculé la fréquence des alléles au QTL pour chacune des trois populations sélectionnées, ce qui a
permis de générer trois populations évoluées en conservant une taille de population fixe. Les cycles de
sélection suivants ont été calqués sur le premier. Avec une taille de population de 10° individus, une
erreur de tri de 5% et un effet du QTL de 5%, nous obtenons les résultats donnés en figure 8. Dans le cas
de la sélection neutre, la fréquence moyenne du QTL sur les 10 cycles est égale a 0.13 (sd=0.02). Dans le
cas de la sélection positive, apres 10 cycles de sélection, la fréquence du QTL atteint 0.16. En sélection
négative, apres 10 cycles de sélection, la fréquence du QTL atteint 0.11. Dans le cas d’un QTL d’effet 5%
sur le phénotype, avec 10 cycles de sélection et une population de 10° individus, la différence de
fréquence allélique entre les populations évoluées positive et négative est donc égale a 0.05. Avec des
parametres identiques mais un effet du QTL de 10% (Figure 9), apres 10 générations, la fréquence du
QTL atteint 0.19 en sélection positive et 0.10 en sélection négative, soit une différence de fréquence du
QTL de 0.09. Concernant la taille de la population, un effectif de 108 individus semble suffisant pour ne
pas subir les effets de la dérive. En effet, les résultats obtenus ne varient pas lorsque I'on répéte les
simulations. Dans notre expérience nous devrons séquencer la population initiale ainsi que trois
populations évoluées pour chacun des quatre réplicats, soit 13 populations au total (1 + 3x4). Un
séquencage lllumina HiSeq produit en moyenne 180Gb de reads. En multiplexant nos 13 populations
lors de la préparation des librairies, nous aurions en moyenne 13.85 Gb de données par population. Le
génome de la levure S. cerevisiae ayant une taille de 12Mb, les 13.85Gb de données correspondent a
une couverture de 1154X pour chacune des 13 populations. En regard a la couverture de 210X utilisée
par Cubillos et al. (2013), permettant de détecter une différence allélique de 20% correspondant au géne
IRA2 (Figure 10), une couverture de 1154X pour détecter une différence de fréquence allélique de 9%

semble suffisante.
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Figure 10: Détection de différences de fréquences alléliques

Expérience de détection de QTL basée sur les différences de fréquences alléliques dans une
expérience de sélection sur la température utilisant la population SGRP-4X.

En bleu : déséquilibre de liaison, voir (Illingworth et al., 2013)

Axe des abscisses : position physique le long du chromosome XV

Axe des ordonnées : fréquence de I'alléle WA

Points noirs : cas de la sélection neutre

Points rouges : sélection pour la résistance a la température en génération 10

4.5 Réponse a la sélection et recherche de QTL

Phénotypage des trois populations a toutes les générations

Pour chacun des trois modes de sélection (positive, négative et neutre) et a chaque génération, 10°

spores non fluorescentes seront triées et croisées avec chacun des huit testeurs fluorescents. En suivant

la méthode de mesure a haut débit de la recombinaison (Raffoux et al., 2018), nous aurons accés au taux

de recombinaison et au niveau d’interférence sur I'ensemble des chromosomes VI, Xl et partiellement

sur le chromosome 1. Ainsi, nous pourrons suivre |’évolution du taux de recombinaison et de

I'interférence au cours des cycles de sélection pour les trois modes de sélection et pour chacun des

quatre réplicats (Figure 11).
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4.5.2 Deétection et validation des QTL modulant la recombinaison

Les différences de fréquences alléliques entre population initiale et évoluées sous sélection positive et
négative devraient indiquer la position de QTL modulant la recombinaison. Aprés séquencage a grande
profondeur (1154X) de la population initiale et des trois populations évoluées (positive, négative et
neutre) pour chacun des quatre réplicats, soit 13 populations, nous pourrons détecter les différences de
fréquences alléliques et ainsi détecter les QTL de recombinaison (Figure 12). Ces QTL seront validés par
remplacement d’alléle au QTL, puis mesure de la recombinaison avec notre méthode (Raffoux et al.,

2018).

4.6 Résultats attendus et apports

Les données de phénotypage a toutes les générations, des populations correspondant aux trois modes
de sélection, nous permettrons d’étudier la réponse de la recombinaison a la sélection a I'échelle du
chromosome VI sur lequel la région comprise entre les marqueurs C1 et Y2 est soumise a sélection. Ceci
permettra d’observer une possible compensation de la variation de recombinaison dans la région
comprise entre les deux marqueurs par une variation de la recombinaison dans d’autres régions du
chromosome, mettant en jeu d’éventuels effets cis qui contribueraient a limiter la variation du nombre
de CO sur le chromosome. Ce phénomene pourra également étre étudié sur le chromosome XI, a la
condition que la sélection faite sur le chromosome VI entraine une réponse de la recombinaison sur le
chromosome Xl via des effets trans. Notre méthode de mesure a haut débit nous permettant d’avoir
acces au niveau d’interférence, il sera également possible d’étudier la réponse de l'interférence a la
sélection sur le taux de recombinaison. Ainsi, il nous sera possible de mieux comprendre les liens entre
la variation du niveau d’interférence et les variations du taux de recombinaison en relation avec la

longueur des chromosomes.
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Expérience de sélection récurrente : phénotypage
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Figure 11: Phénotypage de la recombinaison des générations de sélection.
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Figure 12: Détection de QTL et validation fonctionnelle

256



De plus, I'étude de la réponse a la sélection au cours des différentes générations nous permettra
d’étudier les trajectoires évolutives de I'ensemble des types de réponse a la sélection décrits
précédemment. La population SGPP-4X est composée d’individus mosaiques dont le génome comprend
en moyenne un quart de chacun des quatre parents fondateurs. Mais ces individus sont génétiquement
tous différents les uns des autres. En effet, le g¢nome mosaique de chaque individu est le résultat de 11
méioses successives, avec une répartition différente des CO sur le génome de chaque individu. Ainsi, le
génome de certains individus pourrait contenir des combinaisons d’alleles favorables ou non a la
recombinaison. Malgré un effectif tres important de la population SGRP-4X, la fréquence de tels
individus peut étre faible et soumise au phénomene de dérive. Ainsi, il est possible que les quatre
réplicats soumis a sélection ne suivent pas les mémes trajectoires évolutives. De plus, des événements
de mutation peuvent intervenir pendant les cycles de sélection sur la recombinaison et conduire
également a des trajectoires évolutives différentes. Les données de réponse a la sélection et de
détection de QTL issues de chacun des quatre réplicats nous permettront d’étudier ces questions. Dans
le cas ol les réplicats montreraient des trajectoires évolutives différentes, nous chercherons quelles sont
les traces génomiques de ces différences. Nous essaierons alors de mettre en évidence, par exemple,
des combinaisons d’alléles particuliéres avec des relations d’épistasie, ou bien des événements de
mutation uniques ou multiples ayant un impact sur la recombinaison. Enfin, les QTL ayant été détectés
comme modulant la recombinaison, ainsi que les alleles associés, viendront enrichir les connaissances
sur le controle génétique de la formation des CO. Ces résultats devraient faire I'objet de publications,
car cette expérience est originale a deux titres: d’une part la sélection se fait directement sur la
recombinaison des individus, et d’autre part nous utiliserons un grand nombre d’individus représentant

une large diversité génétique.

4.7 Perspectives

En fonction des résultats obtenus sur la réponse de la recombinaison a la sélection, nous pourrons
rechercher si d’autres caractéres répondent indirectement a la pression de sélection sur le taux de
recombinaison. Nous pourrons également compléter I’étude en recherchant d’autres facteurs capables
de moduler la recombinaison. Ainsi, nous pourrons comparer les profils épigénétiques des génomes des
populations initiales et évoluées sous sélection, ce qui permettra de mieux comprendre les mécanismes

de régulation de la recombinaison par modification des histones et/ou de la méthylation de ’ADN. Nous

257



pourrons également rechercher des différences de profils d’expression grace a un séquengage des ARN
messagers des différentes populations. En effet, le contrble de I'expression génique peut étre impliqué
dans la régulation de la recombinaison et cela a différents niveaux, allant de la régulation de la
transcription, a la dégradation des ARNm par de petits ARN régulateurs par exemple. Enfin, nous
pourrons réaliser une analyse de protéomique quantitative comparative entre les différentes
populations issues de la sélection. Il existe en effet des voies de régulation de la recombinaison par
modification post traductionnelle des protéines.

Toutes ces perspectives permettront de mieux comprendre comment la recombinaison est régulée, non

plus a une échelle génomique, mais a une échelle transcriptomique, épigénétique et protéomique.

4.8 Gestion des risques

Concernant les erreurs liées a I'appareillage utilisé, par simulation, nous avons montré que les erreurs
du tri au cytomeétre n’impactent que trés peu les résultats. Concernant les erreurs liées au matériel
biologique, nous avons montré précédemment (Raffoux et al., 2018) que les marqueurs fluorescents
peuvent, par recombinaison homologue, étre substitués I'un I'autre a une fréquence d’environ 2%,
conduisant a la perte d’un des deux marqueurs et a la formation de spores « pseudo recombinantes »,
sélectionnées quel que soit leur niveau de recombinaison. Dans les cycles de sélection positive, les
spores « pseudo recombinantes » sont éliminées toutes les deux générations puisqu’ a cette étape, les
spores sélectionnées doivent posséder les deux marqueurs ou aucun. Dans les cycles de sélection
négative, le critére de sélection des spores recombinantes est le méme a chaque génération et les spores
ayant perdu un marqueur ne sont jamais sélectionnées. La substitution des marqueurs est donc un
phénomeéne qui n’aura aucun impact sur la sélection au-dela d’'une génération.

Plusieurs phénomenes biologiques pourraient également poser probléme. La pression de sélection ne
s'effectuant que sur une petite région du génome, on peut imaginer que lorsque le taux de
recombinaison aura atteint une valeur plateau dans cette région, la sélection ne sera plus efficace. En
effet, dans les cycles de sélection positive, lorsque le taux de recombinaison aura dépassé un certain
seuil, on peut imaginer un cas extréme ou il y aurait recombinaison dans la région entre marqueurs pour
presque tous les individus de la population, qui seraient alors tous sélectionnés, rendant la pression de
sélection inefficace. En sélection négative, en dessous d’un certain seuil, on peut imaginer qu’il n’y ait
plus jamais de recombinaison entre les marqueurs, rendant également la pression de sélection

inefficace. Dans ces deux hypothéses, il est possible a tout moment de sélectionner des individus ne
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possédant aucun marqueur fluorescent puis de les croiser avec un des autres testeurs fluorescents
disponibles. Ainsi, la pression de sélection serait exercée sur une autre région du génome ce qui
permettrait de poursuivre les cycles de sélection efficacement, bien que cela complexifierait I'analyse
finale des fréquences alléliques en augmentant la part du génome de la souche SK1.

Enfin, toujours dans le cas de la sélection négative, on peut imaginer qu'un événement de
réarrangement chromosomique se produise dans la région contenant les marqueurs. Ceci rendrait
impossible toute recombinaison dans cette région et l'individu concerné serait alors sélectionné
uniquement du fait de la présence du réarrangement structural. Dans cette hypothese, si nous
constatons que la réponse a la sélection plafonne a un niveau bas, il est possible soit (1) de faire comme
précédemment et utiliser un autre testeur. (2) soit de remplacer un cycle de sélection par un cycle de
sélection positive afin de purger la population évoluant en sélection négative de tous les individus
n’ayant plus la possibilité de recombiner entre les marqueurs a cause d’un réarrangement structural.
Enfin, dans les deux types de sélection, on peut supposer que le taux de recombinaison peut atteindre
un niveau plateau, soit a un niveau de base nécessaire pour assurer le CO obligatoire, soit a un niveau
maximum pour ne pas casser les combinaisons favorables d’alléles déja crées et ainsi contre-
sélectionner des individus ayant une valeur génétique basse. Encore une fois, la réponse a apporter
pourrait étre de croiser des spores non fluorescentes avec un des autres testeurs de la collection de huit

testeurs que nous avons produite.

4.9 Planning prévisionnel et budget financier

4.9.1 Temps nécessaire pour réaliser une génération de sélection

Les spores issues de la population G, seront sélectionnées et incubées a 30°C sur milieu complet pendant
2 jours. Les hybrides seront alors répliqués sur milieu de sporulation et incubés a 30°C pendant 10 jours.
Aprés préparation, les spores seront triées au cytometre et mélangées pour former la population Gn+1
(1 journée). Les générations de sélection s’enchaineront ainsi en recommencant a I'étape 1. Le temps
nécessaire pour effectuer un cycle de sélection sera donc de 13 jours. En pratique, nous calerons

I’expérience sur 14 jours pour simplifier la gestion plannings.
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4.9.2 Temps nécessaire au phénotypage et a la détection des QTL

A chaque tri au cytometre, nous garderons 10° spores non fluorescentes afin d'effectuer le phénotypage
de cette génération, c'est a dire de mesurer les taux de recombinaison dans I'ensemble de nos
intervalles. Pour cela, ces spores de la génération G, seront mélangées successivement avec un exces de
chacun des huit testeurs, incubées 2 jours sur milieu complet, puis les hybrides seront sélectionnés 2
jours sur milieu minimum (-URA-LYS+Nat) pour ne garder que les diploides formés d’une spore de la
génération Gn et d’un testeur fluorescent. Les hybrides ainsi obtenus seront incubés 10 jours sur milieu
de sporulation a 30°C puis les spores seront préparées et la ségrégation des marqueurs fluorescents sera
analysée au cytometre (1/2 jour). Le temps nécessaire pour phénotyper une génération sera donc de 15
jours. Ce travail peut étre accompli en paralléle pour toutes les générations a la fin des 10 générations
de sélection. Pour cela, a chaque génération de sélection, et aprés incubation de 2 jours sur milieu
complet, les hybrides spores x testeurs seront conservés a -80°C et les étapes suivantes du phénotypage
seront réalisées a la fin des dix cycles de sélection (Figure 13).

Concernant le séquencage profond des populations initiales et évoluées, il sera confié a un prestataire
en fonction des approches technologiques disponibles a ce moment. Nous réaliserons I'analyse des
résultats et la détection des QTL en interne ce qui prendra six mois. Ainsi, le temps nécessaire, de la
premiére génération de sélection aux résultats de phénotypage, détection de QTL, et rédaction d’un

article correspond a une année (Figure 14).
4.9.3 Budget prévisionnel

La prestation de cytométrie se compose d’une journée par cycle de sélection et de deux journées pour
le phénotypage final, soit 12 journées pour un montant total de 4896 euros (Figure 15). La prestation de
cytométrie sera réalisée sur la plateforme de cytométrie de I'Institut de Biologie Intégrative de la Cellule
a Gif sur Yvette 91190. La prestation de séquencgage concernera la population initiale ainsi que les quatre
réplicats des trois populations sélectionnées soit 13 populations au total pour un montant de 3281 euros
(Figure 14). Cette prestation pourra étre réalisée sur la plateforme de séquencage de I'Institut de
Biologie Intégrative de la Cellule a Gif sur Yvette 91190. Les consommables de laboratoire nécessaires
pour I'expérience ont un colt de 3186 euros (Figure 15). Enfin, les frais d’'une mission a un congrés
international sont estimés a 1500 euros, et les frais de publication d’un article a 1500 euros, soit un

budget prévisionnel global de 14 363 euros.
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Besoin en concommables pour |'expérience de sélection

Prestation de cytométrie

Réplicat Type de sélection  Génération Tarif horaire Nombre d'heures
1de4 1de3 1de 10 ,Nomb.re Quantité  Tarif 51 euros 12 jours X 8 heures = 96 heures
d'échantillons
Boites de pétri 2 240 147
Tube 1,5mL 4 120 480 20
Zymolyase 3,75mG 450mG 585
TOTAL 752
Besoin en consommables pour le phénotypage Prestation de séquencage
Réplicat  Type de sélection Génération Testeur Préstation Tarif
1des 1de3 1de10 1des | NP Guantitg Tarif Préparation de la banque 2431
d'échantillons 187 euros/librairie
Boites de pétri 960 586 Séquencage HiSeq, 50 bases, 850
Plaque 96 puits 960 10 93 1 piste 120 millions de
Zymolyase 3,75mG 3600mG 1755
TOTAL 3281
TOTAL 2434

Figure 15: Budget prévisionnel

TOTAL

4896
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5 Discussion générale

Dans la période qui a précédé ma these, mon équipe a estimé qu'il serait intéressant d'étudier la
recombinaison génétique en tant que caractére complexe, et donc de mesurer sa variabilité naturelle,
de quantifier sa réponse a une pression de sélection récurrente et de comprendre le déterminisme ou
I'architecture génétique associé. Nous avons donc projeté de mettre en place une expérience de
sélection récurrente sur le nombre de CO qui permettrait d’une part d’étudier la réponse a la sélection
de la recombinaison et d’autre part d’identifier des QTL (Quantitative Trait Loci) pour ce caractere.
L’expérience de sélection en elle-méme ne rentrant pas dans le temps imparti pour la these, j’ai choisi
de présenter sous forme d’un projet de recherche la démarche de préparation de cette expérience, qui
a occupé une partie de mon travail de thése. Pour I'expérience de sélection, nous avions besoin d’un
modele biologique et d’'une méthode permettant de sélectionner un grand nombre d’individus selon
leur niveau de recombinaison. Parmi les différents modeles disponibles, I’équipe a porté son choix sur
lalevure S. cerevisiae car cet organisme permet de travailler facilement sur un grand nombre d’individus,
avec des cycles sexués rapides permettant d’enchainer des cycles de sélection dans un temps
raisonnable. Cependant, les méthodes de phénotypage de la recombinaison disponibles a I'époque chez
S. cerevisiae n’offraient pas la possibilité de mesurer puis de sélectionner un trés grand nombre
d’individus facilement pour le taux de recombinaison. Mon projet de these a alors débuté, avec pour
objectifs de mettre au point une méthode de mesure a haut débit de la recombinaison, puis d’utiliser
cette méthode afin d’étudier la diversité et le contrble génétique de la recombinaison, et de préparer
I’expérience de sélection. Dans les paragraphes suivants, je vais revenir sur les résultats apportés par
mon travail de thése, tout d’abord en présentant les atouts et faiblesses de la méthode de mesure a
haut débit de la recombinaison que j'ai mise au point, puis en commentant les résultats apportés par
mon étude de la variabilité naturelle pour cerner l'architecture génétique de ce trait au sens de la
génétique quantitative.

L'objectif premier a donc été de mettre au point la méthodologie permettant de mesurer a haut
débit la recombinaison chez S. cerevisiae. Puis grace a cette méthode, j’ai mesuré sur une collection de
24 souches de S. cerevisiae représentatives de la diversité de I'espece des taux de recombinaison
compris entre 0.20 et 0.51 cM/kbp, ce qui est compatible avec les valeurs mesurées lors d’expériences
précédentes (0.4cM/kbp dans une analyse génome complet (voir fig 2 de Cubillos et al. 2011), ou encore
entre 0.29 et 0.63cM/kbp pour le bras gauche du chromosome VII (Malkova et al. 2004)). Nous avons

observé une interférence positive pour la majorité des souches de la collection, résultat trouvé
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également dans des études précédentes (de los Santos et al. 2003; Malkova et al. 2004; Stahl et al. 2004,
Chen et al. 2008). Notre méthode de phénotypage repose sur I'utilisation du cytometre en flux et permet
I"acquisition de données de ségrégation de marqueurs sur un trés grand nombre de gametes (1 million
environ en une minute). Ainsi, nos mesures du taux de recombinaison et de I'interférence sont trés
précises. Enfin, nous avons montré dans notre premier article décrivant cette méthode qu’il est tout a
fait possible de trier les spores selon leur fluorescence, et ceci a haut débit avec un faible taux d’erreur
de tri. Nous possédons donc maintenant le matériel biologique et la méthode qui nous permettront de
réaliser prochainement I’expérience de sélection récurrente sur le taux de recombinaison. Mon travail
a permis de fournir a la communauté scientifique une ressource et une méthode de mesure précise de
la recombinaison ayant de nombreux avantages. En effet, classiquement, les analyses de la ségrégation
de marqueurs génétiques dans la descendance d’un croisement (par tests d’auxotrophie ou séquencage
de spores de levure ayant germé, ou en observant la couleur et la forme des graines apres fécondation
de gametes de plantes), nécessitent que les gametes soient viables. Ainsi, les gameétes non viables sont
écartés, et les analyses ne se font que sur une partie seulement des descendants, ce qui peut fausser les
résultats. Notre méthode permet d’étudier la recombinaison indépendamment de la viabilité des
produits de méiose, et donc sans ce biais. Un autre avantage de notre méthode vient du fait que la
précision fournie par I'approche nous a permis de mettre en évidence un biais dans la ségrégation des
marqueurs. Ce biais a un effet négligeable sur la mesure de la recombinaison, mais un effet non
négligeable sur la mesure de l'interférence. Chez A. thaliana, la méme observation a été faite et les
auteurs ont amoindri ce biais en écartant de leurs analyses la partie des descendants hypothétiquement
responsable de la distorsion observée (Yelina et al. 2013). Cette solution n’étant pas satisfaisante au
regard de la précision que nous permet l'utilisation du cytomeétre, nous avons tout d’abord identifié
I'origine de ce biais de ségrégation. Nous avons démontré par séquengage qu’une des origines de la
distorsion de ségrégation observée est le remplacement d’un marqueur a un locus par un marqueur d’'un
autre locus, probablement via recombinaison homologue entre séquences encadrant les genes de
fluorescence. Pour prendre en considération ce biais dans nos mesures de la recombinaison, nous avons
développé un modele mathématique incorporant un certain niveau de perte de fluorescence, résultat
du remplacement d’un marqueur a un locus par un autre ou toute autre hypothése. En confrontant la
fréquence de perte de fluorescence obtenue expérimentalement (de I'ordre de 1%) avec les fréquences
estimées par notre modele, nous avons observé que les résultats étaient similaires, ce qui donne une

certaine confiance dans la pertinence du modele. Notre méthode estime donc mieux le taux de

265



recombinaison et l'interférence que les autres approches basées sur des marqueurs fluorescents.
Cependant, une faiblesse de notre méthode vient du fait que I'analyse de la ségrégation des marqueurs
dans les spores est réalisée sur un mélange de spores issues de différentes tétrades. Ainsi, nous perdons
une partie de I'information génétique potentiellement donnée par I'analyse des quatre spores d’une
méme tétrade (Mancera et al. 2008; Thacker et al. 2011), mais cet inconvénient est compensé d’un point
de vue statistique par le fait d’analyser un trés grand nombre de spores. Le matériel biologique
(collection des testeurs) que j'ai produit permet d’étudier la recombinaison sur le chromosome |
partiellement et les chromosomes VI et Xl en totalité, mais il serait possible de compléter cette collection
afin de couvrir le génome entier. Ainsi, notre méthode permet d’étudier la recombinaison dans
différentes souches de levure (sauvages, hybrides, mutants de méiose), ou bien dans différents
environnements (température, composition du milieu), et ainsi a terme de mieux comprendre les
facteurs génétiques ou abiotiques qui régulent la recombinaison.

Grace aux apports de cette méthode nouvelle, il nous a été possible dans le cadre de I'étude de la
diversité et du contrdle génétique de la recombinaison d’apporter de nouvelles connaissances. Nos
résultats montrent un taux de recombinaison (moyenne sur une partie du chromosome | et la totalité
des chromosomes VI et XI) variant d’un facteur 2.5 entre les 24 souches étudiées, ce qui suggere que la
recombinaison pourrait étre contrélée a un niveau global, certaines souches recombinant en moyenne
plus que d’autres. D’autres études vont d’ailleurs dans le méme sens et montrent que le niveau de
recombinaison moyen sur le génome peut varier entre souches (variation d’un facteur 4 entre différents
croisements a partir de quatre souches de S. cerevisiae (Cubillos et al. 2011), ou encore variation de 30%
entre 23 (Bauer et al. 2013) ou 25 (McMullen et al. 2009) hybrides chez le mais). Nos résultats, appuyés
par ceux de la bibliographie, suggérent que certains déterminants pourraient contréler le niveau de
recombinaison de I'ensemble du génome, tout comme les protéines HEI10 chez la souris ou FIGL chez
A. thaliana (Ward JO, et al. 2007 ; Fernandes, et al. 2018). Les avantages évolutifs d’un contrdle de la
recombinaison a I’échelle du génome ont été étudiés par différents groupes. Certains auteurs suggerent
que le niveau moyen de recombinaison chez les souches originaires d’environnements peu stables
pourrait avoir évolué a la hausse, permettant ainsi une adaptation plus rapide aux fluctuations (Blrger
1999; Aggarwal et al. 2015; McDonald et al. 2016; Kosheleva and Desai 2017). Nous avons testé cette
hypothése sur nos données en recherchant si I’habitat d’origine des souches est corrélé avec le niveau
de recombinaison mesuré, mais nos données ne montrent pas de relation de ce type, ce qui est contraire

a I’hypothése d’un niveau de recombinaison élevé dans un environement peu stable formulée dans les
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articles précédents (Blrger 1999; Aggarwal et al. 2015; McDonald et al. 2016; Kosheleva and Desai
2017). Une explication a cela pourrait étre que nos mesures de la recombinaison ne couvrent pas
I’ensemble du génome mais sont limitées a une partie du chromosome | et aux chromosomes VI et XI,
et ne représentent pas suffisamment le niveau de la recombinaison a I’échelle du génome complet. De
plus, la collection que nous avons utilisée n’est peut-étre que trés peu informative pour répondre a cette
question puisque les souches que nous avons catégorisées comme venant de milieux peu stables sont
depuis plusieurs générations cultivées en laboratoire et donc dans un environnement tres stable. Pour
mieux répondre a cette question, il faudrait, soit pouvoir étudier le niveau de recombinaison historique
de ces souches, par exemple par étude du déséquilibre de liaison dans des populations naturelles, soit
conduire une expérience d’évolution expérimentale permettant d’étudier la réponse du niveau de
recombinaison a un changement d’environnement. Apres avoir montré que la recombinaison peut étre
contr6lée a un niveau global, nos résultats ont également apporté des éléments sur le contrdle plus local
de la recombinaison. En effet, les profils de recombinaison sont différents entre les souches de la
collection, avec un ratio variant de 1.8 a 9.5 entre souches recombinant le plus et le moins en fonction
de I'intervalle considéré. Des résultats similaires sont décrits chez le mais: le nombre moyen de CO varie
d’un facteur 2.9 entre 25 hybrides, avec certains intervalles montrant une variation d’un facteur 30
(McMullen et al. 2009). Ainsi, nos résultats confirment que le niveau de recombinaison peut varier le
long du génome, et que I'amplitude de la variation observée entre les souches de la collection peut étre
différente selon les régions du génome, certains déterminants étant donc capables de controler
localement le niveau de recombinaison.

Il est suggéré que le phénoméne d’interférence peut étre un moyen de contrbler le niveau de
recombinaison (Zickler and Kleckner 2016), nous avons donc étudié la variation du niveau d’interférence
au sein de notre collection puis selon la position sur le génome. Comme ceci a déja été observé chez le
mais (Bauer et al. 2013), mais a notre connaissance pour la premiére fois chez la levure S. cerevisiae, nos
résultats montrent que les profils d’interférence le long du génome varient en fonction des hybrides.
L'interférence mesurée est généralement positive ou nulle, varie le long des chromosomes mais aussi
entre les chromosomes d'un méme hybride. Ces résultats confirment les observations faites
précédemment chez S. cerevisiae (Zhao et al. 1995; Mancera et al. 2008) et chez A. thaliana (Basu-Roy
et al. 2013). Le niveau d’interférence peut donc varier a I’échelle du génome, mais aussi entre souches.
Pour déterminer si le niveau de recombinaison est lié au niveau d’interférence, nous avons ensuite

observé qu'’il existe une corrélation positive entre le taux de recombinaison et I'interférence dans nos
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données (moyenne pour chaque souche sur I'ensemble des testeurs). Cette observation est contraire a
ce qui est décrit chez le mais (Bauer et al. 2013) ou cette corrélation est négative. Il y est suggéré que
I'interférence permettrait de réduire le nombre de CO a partir d’'un nombre élevé de CDB, tout en
assurant le CO obligatoire (Chakraborty et al. 2017), en faisant I’"hypothése d’une pression de sélection
contre un nombre trop élevé de CO (Mercier et al. 2015). Ceci signifierait que I’évolution aurait conduit,
afin de réduire le nombre de CO, a une augmentation du niveau d’interférence, et donc une corrélation
négative entre le taux de recombinaison et l'interférence telle qu’observée chez le mais (Bauer et al.
2013). Or cette hypothése n’est pas en accord avec nos résultats. Pour tenter d’expliquer ce paradoxe,
il faut comprendre plus en détail quels pourraient étre les mécanismes de l'interférence contrélant la
recombinaison. L'interférence, en empéchant une CDB d’étre réparée en CO a proximité d’un premier
CO, pourrait donc faire varier a la baisse le rapport CO/CDB, ce mécanisme permettant ainsi de réduire
un nombre de CO trop important. Si la régulation du nombre de CO se fait via l'interférence, on
s’attendrait donc a observer la présence d’un grand nombre de CDB conduisant a un faible nombre de
CO, et donc un ratio CDB/CO élevé. Le rapport CDB/CO est de 25 pour le mais et de 2.5 chez S. cerevisiae
(Pawlowski et al. 2003; Anderson et al. 2003; Buhler et al. 2007; Brown et al. 2013). La régulation du
nombre de CO par l'interférence serait donc trés efficace chez le mais, mais beaucoup moins chez la
levure. Ainsi, on observerait une corrélation négative entre le taux de recombinaison et I'interférence
chez le mais, mais pas chez la levure. Cependant, cette hypothése pourrait expliquer une absence de
corrélation entre taux de recombinaison et interférence chez la levure, mais pas la corrélation positive
gue nous observons. La régulation de la recombinaison doit donc se faire différemment chez le mais et
lalevure et ne pas faire intervenir les mémes mécanismes. Ceci montre que nous avons encore beaucoup
de choses a découvrir concernant les mécanismes régulant la recombinaison.

Revenons sur la mesure de l'interférence et intéressons-nous au cas des deux hybrides de la
collection pour lesquels nous mesurons une interférence négative. Dans le cas de trois QTL liés
génétiquement, supposons deux de ces QTL a effet positif et celui du milieu a effet négatif. Alors, une
interférence négative permettrait d’avoir plus facilement deux CO proches I'un de I'autre. L'haplotype
formé par la combinaison de ces trois QTL serait alors facilement cassé, le QTL a faible valeur génétique
dissocié des deux autres, permettant alors de combiner deux QTL positifs dans un méme haplotype.
Ainsi, une interférence négative pourrait conférer un avantage adaptatif car améliorant des
configurations d'alleles en répulsion. Cette hypothese est appuyée par une expérience de sélection

indirecte du taux de recombinaison basée sur la réponse a différents stress (dessiccation, hypoxie,
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hyperoxie) chez la drosophile. Il y est montré que le taux de recombinaison et l'interférence sont
modifiés. Le taux de recombinaison est en effet augmenté jusqu’a 50% dans certains intervalles par
rapport au controle. L'interférence, elle, est relaxée et donne méme lieu a une interférence négative
apparente (Aggarwal et al. 2015). Cependant, dans notre expérience, les souches parentales des
hybrides montrant une interférence négative sont trés éloignées phylogénétiquement I'une de I'autre.
Des défauts de méiose (suggérés par les faibles taux de sporulation et de viabilité des spores de ces
hybrides) tels qu’un mauvais appariement des homologues provoquant le regroupement des CO dans
les seules régions génomiques les plus homologues, pourraient également conduire a la mesure d’une
interférence apparente négative, méme si les CO étaient soumis a de I'interférence positive au sein de
chacune de ces régions, tout comme ce qui a été observé chez le mutant axrl d'A. thaliana (Jahns et al.
2014). Il est donc difficile dans le cas de ces deux hybrides et de notre expérience, de conclure sur
I'interprétation a donner a cette mesure d’interférence négative et d’en tirer des conclusions quant aux
liens avec la recombinaison. Une étude cytologique marquant les foci des protéines Zip3 et Zip1 lors de
la méiose pourrait permettre de visualiser I'appariement des axes pour mieux comprendre I'origine de
I'interférence négative mesurée.

Maintenant que nous avons commenté nos résultats sur les mesures de la recombinaison et de
leurs variations a différentes échelles, nous allons nous intéresser aux facteurs génétiques qui pourraient
controler la recombinaison. Certaines études montrent que I’'hétérozygotie peut avoir un effet inhibiteur
sur la recombinaison chez la levure (Borts and Haber 1987) ou chez A. thaliana (Opperman et al. 2004).
Nous avons donc étudié les liens entre taux de recombinaison et similarité de séquence entre
homologues dans nos hybrides. Au niveau global (moyenne de la recombinaison sur tous les intervalles
et similarité de séquence entre homologues sur I'ensemble du génome), on observe une corrélation
positive entre le taux de recombinaison et la similarité de séquence, ce qui vient confirmer le fait que
I’hétérozygotie pourrait avoir un effet inhibiteur de recombinaison. Si tel est le cas, c’est au moment de
la recherche d’homologie que le niveau de similarité entre les séquences des deux homologues pourrait
avoir le plus d’'importance. Nous avons donc étudié la corrélation entre le taux de recombinaison de
chaque intervalle et la similarité de séquence calculée uniquement dans les régions riches en CDB de cet
intervalle. La corrélation positive trouvée est moins forte que celle obtenue en calculant la similarité sur
I’ensemble de la séquence de I'intervalle. Ceci montre que I'hétérozygotie dans les régions des CDB (ou
se fait la recherche d’homologie) peut certes avoir un effet sur le niveau de recombinaison dans

I'intervalle (en modulant par exemple le ratio CO/NCO), mais qu’elle n’explique pas aussi bien la
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variation de recombinaison que I’hétérozygotie sur I'ensemble de I'intervalle. D’autres facteurs que la
séquence a proximité immédiate des CDB participent donc au contréle de la recombinaison. Cette
hypothése est confirmée par la corrélation positive (pour cing cas sur 14, les autre cas ne montrant pas
de corrélation) entre similarité de séquence dans les régions (30kbp) de chaque c6té de I'intervalle et
taux de recombinaison dans l'intervalle. Ces régions flanquantes pourraient avoir une action en cis a
moyenne distance. Des études dans le méme esprit ont été menées chez A. thaliana ou la présence
d’une portion de génome hétérozygote introduite a proximité d’une région homozygote (individus d’'une
population recombinante issue du croisement d’une lignée portant des marqueurs fluorescents avec 32
accessions) modifie a la hausse le nombre de CO dans la région hétérozygote et a la baisse dans la région
homozygote (Ziolkowski et al. 2015). Mais, dans notre expérience, la similarité de séquence des régions
entourant les intervalles peut étre corrélée avec la similarité de séquence dans l'intervalle puisque ce
sont des régions proches. Ainsi, la corrélation entre taux de recombinaison dans l'intervalle et similarité
de séquence dans les régions entourant cet intervalle pourrait n’étre que le reflet de la corrélation entre
taux de recombinaison et similarité de séquence dans l'intervalle. De plus, la corrélation entre la
similarité de séquence calculée sur le génome entier et la recombinaison moyenne sur tous nos
intervalles est plus forte que celle obtenue avec la similarité de séquence calculée pour chacun des 3
chromosomes (1, VI, et XI) sur lesquels le taux de recombinaison est mesuré, cette corrélation étant elle-
méme plus forte que celle obtenue en calculant la similarité de séquence directement sur chacun des
intervalles étudiés. Ces observations nous suggerent que la recombinaison serait modulée a la fois par
des facteurs trans et des éléments cis régulateurs. Enfin, dans tous les cas, le niveau d’hétérozygotie
n’explique pas toute la variation de la recombinaison, ce qui confirme les résultats précédemment
obtenus (Salomé et al. 2012; Bauer et al. 2013; Rodgers-Melnick et al. 2015; Ziolkowski and Henderson
2017). Le contrdle de la recombinaison pourrait dépendre d’autres facteurs tels que des réarrangements
structuraux empéchant ou limitant la formation des CO (Bauer et al. 2013; Rodgers-Melnick et al. 2015;
Fransz et al. 2016), des facteurs épigénétiques (Yelina et al. 2012, 2015a; b), ou encore des effets de
I’environnement (Phillips et al. 2015; Saini et al. 2017; Zhang et al. 2017).

Nous avons montré précédemment que le niveau d’hétérozygotie explique pour une partie le niveau de
recombinaison. Cependant, I'hétérozygotie étant un facteur défini uniquement pour un hybride donné,
son effet n’est pas une addition des effets de deux parents et pourrait montrer une part de
superdominance, qui est un effet spécifique d’intéraction entre deux alléles a un locus. Pour comprendre

plus en détail comment le niveau de similarité module le niveau de recombinaison, nous avons réalisé
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une expérience de type di-allele a partir de cing parents représentant la plupart de la diversité génétique
de I'espece mais aussi une grande diversité pour le taux de recombinaison. Les résultats de I’étude de
ce di-allele confirment l'effet de la similarité de séquence sur le taux de recombinaison montré
précédemment sur la collection. Cette expérience montre de plus que le taux de recombinaison d’un
hybride hétérozygote SK1 x YPS128 est significativement plus faible que le taux de recombinaison de
chacun des diploides homozygotes parentaux (SK1 x SK1 et YPS128 x YPS128). L’analyse quantitative du
di-allele montre que cette observation reflete un effet de superdominance lié a I’"hétérozygotie, se
décomposant d’'une part en un effet négatif de I’hétérozygotie sur la recombinaison chez les hybrides et
d’autre part en un effet négatif de la dépression de consanguinité sur la recombinaison chez les
homozygotes. Ainsi, les taux de recombinaison les plus élevés ne correspondent pas aux diploides
homozygotes, mais a I'hybride hétérozygote SK1 x DBVPG6044. Les souches SK1 et DBVPG6044 doivent
probablement étre suffisamment proches génétiquement pour avoir un faible effet négatif de
I’hétérozygotie sur la recombinaison, mais suffisamment éloignées pour échapper a I’effet négatif de la
dépression de consanguinité. La dépression de consanguinité observée pourrait étre due a I'effet de
mutations délétéres (Charlesworth and Willis 2009), ce qui serait particulierement le cas chez les espéces
allogames qui n’auraient pas purgé de telles mutations récessives. Cependant, chez S. cerevisiae, le
niveau d’allogamie est encore peu décrit (Ruderfer et al. 2006; Magwene et al. 2011), et la possibilité de
changement de type sexuel (Haber 2012) favoriserait plutét I'autogamie.

Comprendre les forces évolutives permettant le maintien de la reproduction sexuée et de la
recombinaison chez les eucaryotes reste de nos jours un sujet d’actualité. Une hypothése suggere une
sélection indirecte de la recombinaison au cours de I'évolution. En effet, la recombinaison génétique, en
cassant les liens entre génes, fournit une diversité nouvelle, qui soumise a sélection peut conduire a
I'obtention de génotypes avec une meilleur valeur génétique. Les génotypes ainsi sélectionnés étant
également ceux présentant un niveau de recombinaison élevé, le niveau de recombinaison serait
indirectement sélectionné. Mais malgré les efforts faits pour mieux comprendre les relations entre
sélection et recombinaison, les connaissances sont limitées. Le niveau de recombinaison minimum
nécessaire a une création de diversité suffisante pour étre soumise a sélection, selon le type
d’environnement, est, par exemple, complétement méconnu. Ceci est encore plus vrai concernant
I’éventuelle relation entre interférence et sélection. Les avancées faites grace aux travaux théoriques
(Charlesworth 1993; Otto and Barton 2001; Barton and Otto 2005; Charlesworth et al. 2009; Barton

2010; Carja et al. 2014) ont permis d’émettre certaines hypothéses, mais ces hypotheses théoriques,
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conceptuellement satisfaisantes, ne sont confirmées que par trés peu d’expériences sur le vivant.
Certains résultats expérimentaux viennent toutefois appuyer I'hypothése que la recombinaison est
sélectionnée de maniere indirecte au cours de I'évolution. Il est par exemple montré chez la drosophile,
en comparant des régions du génome avec des taux de recombinaison trés contrastés, que le taux de
recombinaison d’un géne est positivement corrélé avec une plus grande efficacité de sélection positive
(Campos et al. 2014). Une fois encore, beaucoup de travail est a faire pour mieux comprendre les

chemins évolutifs ayant conduit aux mécanismes de reproduction sexuée que I’'on connait aujourd’hui.
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6 Conclusion générale

Ce travail met a la disposition de la communauté une méthode permettant de mesurer a haut débit la
recombinaison et l'interférence sur la levure S. cerevisiae. Nous allons prochainement I'utiliser pour
réaliser le projet de recherche présenté dans ce mémoire : une expérience de sélection récurrente pour
la recombinaison qui devrait permettre d'étudier la réponse a la sélection et de détecter des QTL
contrélant la formation des crossing-overs. Nous avons observé sur un grand nombre de souches que S.
cerevisiae a un niveau de recombinaison plus élevé que la plupart des autres espéces, avec des profils
de crossing-overs le long des chromosomes qui peuvent étre différents entre souches. Nos résultats
suggerent également que la recombinaison est contrélée a la fois par des éléments cis et des facteurs
trans. Par ailleurs, ce travail apporte un regard nouveau sur la relation entre hétérozygotie et
recombinaison puisque nous avons observé que cette relation n’est pas monotone chez S. cerevisiae :
I'hétérozygotie affecte négativement le niveau de recombinaison chez des hybrides entre souches
génétiquement distantes, mais un effet de dépression de consanguinité réduit également la
recombinaison des homozygotes stricts. Nous avons enfin trouvé de l'interférence sur la plupart des
souches, et observé une corrélation positive entre niveau de recombinaison et interférence qui pose de
nombreuses questions sur les processus impliqués dans le contréle de la recombinaison via
I'interférence. En particulier le ou les mécanismes a I'origine de I'interférence, du CO obligatoire, et de
I’'homéostasie, restent encore spéculatifs, méme si la modélisation donne déja de bonnes pistes pour
appréhender ces phénomenes. Enfin, la question particulierement intrigante de I'existence d’une

pression de sélection contre un nombre trop élevé de CO reste encore complétement ouverte.
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Résumé grand public

Les chromosomes sont les supports physiques de 1'information génétique. Thomas Morgan (1866-1945) a observé que
certains caracteres peuvent €tre déterminés par des facteurs (ou genes) situés sur un méme chromosome, mais qui
peuvent pourtant se dissocier chez une partie des descendants. Ce réassortiment a lieu lors de la méiose, c'est a dire la
fabrication des gametes (ex. spermatozoides et ovules). Pour que chaque gamete contienne un jeu complet de
chromosomes, des liens physiques doivent étre créés lors de la méiose entre les deux exemplaires de chaque
chromosome (homologues), I'un venant de la mere et l'autre du pere. Ces liens conduisent a un échange réciproque de
matériel génétique que 1’on appelle recombinaison. C'est ainsi que deux genes 1'un venant de la mere et l'autre venant
du pere, peuvent se retrouver sur un méme chromosome dans un gamete, et donc dans un descendant qui présentera

ainsi une nouvelle combinaison de caracteres qui n'existait pas chez les parents.

Un des défis de la génétique moderne est d’identifier les régions du génome responsables de la variation de caracteres
importants pour l'agriculture ou la médecine. Pour cela, quelle que soit la méthode utilisée, les chercheurs exploitent
les évenements de recombinaison se produisant de part et d’autre de la région ciblée. La précision de 1’approche dépend
donc essentiellement du nombre et de la position des points de recombinaison, afin d’identifier la plus petite région
possible associée a un caractere. Les évenements de recombinaison n'étant pas répartis régulierement le long du
génome, il est parfois difficile, voire impossible, de localiser les régions contr6lant un caractere, lorsque celles-ci sont
situées dans une zone du génome peu ou pas recombinante. De méme, il est quasiment impossible de rassembler dans
un méme descendant des genes de parents différents situés dans une méme région treés peu recombinante, sauf a recourir

a des OGM.

Ainsi, comprendre les facteurs génétiques controlant le nombre et la position des évenements de recombinaison est un

enjeu crucial pour la médecine, 1'agriculture, ou la recherche fondamentale.

Durant ma these, j’ai développé une approche originale de mesure a haut débit de la recombinaison chez la levure de
biere. Cela m’a permis d’étudier la diversité de la recombinaison au sein d’une collection de 24 souches représentatives
de la diversité de I’espece, ainsi que dans les descendants de différents croisements entre souches. Les résultats
montrent que la levure recombine plus que la majorité des autres especes. Le niveau de recombinaison varie le long
des chromosomes et ces profils de recombinaison peuvent étre différents entre les souches, avec des variations jusqu'a
un facteur 9 entre souches pour certaines régions. Les hybrides entre parents €éloignés présentent un niveau de
recombinaison plus faible du fait de la divergence de séquence entre les chromosomes homologues, mais lorsque les
chromosomes parentaux sont identiques aussi, le niveau de recombinaison est réduit (effet de la consanguinité). Il
existe par ailleurs des genes qui modulent la recombinaison de facon globale sur l'ensemble des régions
chromosomiques. Ce travail va étre prolongé par une expérience visant a sélectionner sur plusieurs générations des

levures qui recombinent davantage, ce qui permettra de découvrir des genes controlant la recombinaison.
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General public summary

Chromosomes are the physical carriers of genetic information. Thomas Morgan (1866-1945) observed that certain traits
can be determined by factors (or genes) located on the same chromosome, which can nevertheless be dissociated in a
part of the progeny. This reassortment takes place during meiosis, ie the production of gametes (eg spermatozoa,
ovocytes). In order that each gamete contains a complete set of chromosomes, physical links must be created during
meiosis between the two copies of each chromosome (homologs), one inherited from the mother and the other from the
father. These links lead to a reciprocal exchange of genetic material called “recombination”. Consequently, one gene
coming from the mother and another one coming from the father can be found on the same chromosome in a gamete,

and thus in an offspring, which will thus present a new combination of traits that did not exist in the parents.

One challenge of modern genetics is to identify regions of the genome responsible for the variation of agronomic or
health-related traits. In this way, whatever the method used, the researchers exploit the recombination events occurring
on both sides of the targeted region. The precision of the approach therefore essentially depends on the number and the
position of recombination breakpoints, in order to identify the smallest possible region associated with a trait. As
recombination events are not evenly distributed along the genome, it is sometimes difficult, if not impossible, to locate
the region controlling a trait when this region is located in a zone of the genome with little or no recombination. Similarly,
it’s almost impossible, except by using GMOs, to assemble together in the same offspring genes of different parents,

that are located in the same chromosomal region with very little recombination.

So, understanding the genetic factors controlling the number and the position of recombination events is a crucial issue

for medicine, agriculture, or basic research.

During my thesis, I developed a high-throughput method to measure recombination in baker's yeast. This allowed me to
study the diversity of recombination within a collection of 24 strains representative of the diversity of the species, as
well as in the progeny of different crosses between strains. The results show that yeast recombines more than most other
species. The level of recombination varies along chromosomes and these recombination patterns can be different
between strains, with variations up to 9-fold in certain regions. Hybrids between distant relatives exhibit lower levels of
recombination due to sequence divergence between homologous chromosomes, but also when parental chromosomes
are identical, the level of recombination is reduced (inbreeding effect). Elsewhere, there are factors that modulate
recombination globally across all chromosomal regions. This work also includes a research project for an experiment
aiming at selecting over several generations yeast cells that recombine more, in order to discover genes controlling

recombination.
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Résumé L'agriculture moderne doit assurer notre
sécurité alimentaire dans le contexte d’'un changement
climatique qui entraine une baisse des rendements. Une
meilleure compréhension des facteurs contrélant la
recombinaison méiotique ouvrirait la voie a la
modification du nombre et de la répartition des crossing-
overs, ce qui permettrait une localisation plus précise des
facteurs génétiques contrblant les caractéres d’intérét
agronomique et faciliterait le pyramidage d’alleles
favorables au sein d’'un méme génotype élite. Pendant
ma these, j’ai développé une méthode de mesure a haut
débit de la recombinaison chez la levure Saccharomyces
cerevisiae pour étudier la diversité de la recombinaison
et de linterférence au sein d’une collection de 24
souches représentatives de la diversité de I'espece ainsi
gu’au sein d’un dispositif di-allele a cinq parents. Les
résultats montrent un nombre moyen de crossing-overs
par méiose compris entre 24 et 61, ce qui est plus élevé
que chez Ila majorité des autres especes. Plus
particulierement, les profils de recombinaison different
entre souches, atteignant un écart d’'un facteur 9 dans
certaines régions.

Les souches originaires d’habitats peu stables n’ont
cependant pas un niveau de recombinaison plus
élevé que les souches originaires
d’environnements stables. En outre, la plupart des
souches montrent de l'interférence dont la force
est corrélée positivement avec le niveau de
recombinaison. L’étude de la relation entre niveau
de recombinaison et similarité de séquence entre
homologues, a différentes échelles locales ou
globales, indique que la recombinaison est
contrélée a la fois par des éléments cis et des
facteurs trans. Par ailleurs, I’'hétérozygotie chez les
hybrides a un effet négatif sur le niveau de
recombinaison, mais les homozygotes ont aussi un
niveau de recombinaison réduit par un effet de
dépression de consanguinité. Ce travail permettra
maintenant d’étudier la réponse de Ia
recombinaison a la sélection et de détecter les QTL
de nombre de crossing-overs, afin d’identifier des
génes qui contrdlent la recombinaison.
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Abstract : Modern agriculture must ensure food security
in a context of climate change that will lower yields. A
better understanding of the factors controlling meiotic
recombination could pave the way to modifying the
number and distribution of crossing-over, which would
allow a more precise localization of genetic factors
controlling agronomic traits, and facilitate gene
pyramiding in selection programs. During my thesis, |
developed a method for high-throughput measurement
of recombination rates in the yeast Saccharomyces
cerevisiae. This allowed me to study the diversity of
recombination and interference in a collection of 24
strains representing most of the diversity of the species,
as well as within a five-parent di-allele design. The results
show an average number of crossovers per meiosis
ranging between 24 and 61, higher than in the majority
of other species. Furthermore, recombination patterns
differ between strains, and ratios of local recombination
rates show 9-fold differences in some regions.

Strains from unstable habitats, however, do not
have a higher level of recombination than those
from stable environments. In addition, most strains
show interference whose strength is positively
correlated with the level of recombination. The
study of the relationship between recombination
rate and sequence similarity between homologs at
different scales (from local to global) indicates that
recombination is controlled by both cis elements
and trans factors. Lastly, heterozygosity in hybrids
has a negative effect on crossing-over, but
homozygotes also have a reduced level of
recombination due to inbreeding depression. This
work will now be used to study the response of
recombination to selection and to detect QTL of
crossover number in order to identify genes
controlling recombination.
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