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Abstract 
RNA degradation is a critical step in maintaining the proper balance required for

gene expression and its regulation. In eukaryotes, RNA decay is thought to be controlled

by the speed of poly-A tail shortening. Below a threshold, the presence of an oligo-A tail

leads  to  decapping  activation  and  rapid  RNA  degradation.  However,  progressive

deadenylation is not required for a major fast RNA degradation pathway, the nonsense

mediated mRNA decay (NMD), which occurs independently of the size of a poly-A tail.

Based on large-scale poly-A tail  length measurements and RNA half-life estimates, we

hypothesize that a deadenylation-independent degradation model, similar to NMD, applies

to other unstable RNAs. This  model  predicts  that  changes in the deadenylation speed

should  not  impact  the  half-life  of  these  RNAs.  Poly-A  tail  shortening  could  be  thus

considered as a parallel event rather than a requirement for RNA degradation. We found

that, as predicted by a deadenylation-independent model of RNA degradation, an unstable

reporter RNA that is insensitive to NMD, is not stabilized by an inhibition of deadenylation,

even if it  is highly sensitive to the decapping activity. These results were obtained in a

degron system for quick and specific depletion of the proteins, which allows a minimal

global perturbation of the tested cells. In line with these functional results, we identified

unstable  RNAs as a  population  of  RNA molecules  associated with  the  poly-A binding

protein and conclude that long poly-A tails are a natural feature of unstable RNAs. Our

results are consistent with recent large-scale estimates of poly-A tails length and RNA

stability and imply that molecular mechanisms involved in the initiation of RNA degradation

in eukaryotes remain to be discovered.



Résumé
La  dégradation  de  l'ARN  est  une  étape  essentielle  pour  maintenir  l'équilibre

nécessaire à l'expression des gènes et à leur régulation. Chez les eucaryotes, le modèle le

plus  courant  propose  que  la  dégradation  de  l'ARN  est  contrôlée  par  la  vitesse  de

raccourcissement de la queue poly-A. En dessous d'un certain seuil, la présence d'une

courte  queue  oligo-A  entraîne  l'activation  du  décapping  et  la  dégradation  de  l'ARN.

Cependant, la déadénylation progressive n'est pas nécessaire pour une voie majeure de

dégradation rapide de l'ARN, la dégradation par le « nonsense-mediated mRNA decay »

(NMD), qui se passe indépendamment de la taille de la queue poly-A. Sur la base de

mesures à grande échelle de la longueur de la queue poly-A et d'estimations de la demi-

vie  de  l'ARN,  nous  proposons  qu'un  modèle  de  dégradation  indépendant  de  la

déadénylation, similaire au NMD, puisse exister pour d'autres ARN instables. Ce modèle

prédit que des changements de vitesse de déadénylation ne devraient pas avoir d'impact

sur la demi-vie de ces ARN. Le raccourcissement de la queue des poly-A semble être

dans ce cas un processus parallèle et non pas nécessaire pour la dégradation de l'ARN.

Comme prédit par notre modèle, un ARN rapporteur instable et insensible au NMD n'est

pas stabilisé par une diminution de la vitesse de déadénylation, même s'il est très sensible

à l'inactivation du décapping. Ces résultats ont été obtenus dans un système degron de

déplétion rapide et spécifique de protéines d’intérêt, qui permet d’éviter une perturbation

globale du métabolisme des cellules testées. En accord avec ces résultats fonctionnels,

nous  avons  identifié  les  ARN  instables  comme  une  population  de  molécules  d'ARN

associées à la protéine de liaison cytoplasmique des poly-A et conclu que de longues

queues de poly-A sont une caractéristique naturelle des ARN instables. Nos résultats sont

compatibles avec les estimations récentes de la taille des queues poly-A et de la vitesse

de dégradation des transcrits et devraient avoir un impact important sur la découverte des

mécanismes  moléculaires  par  lesquels  la  dégradation  des  ARN  est  initiée  chez  les

eucaryotes. 



Sommaire

Introduction générale.............................................................................................................1
I. Transcription génique..........................................................................................................1

I.1. Initiation et élongation de la transcription....................................................................1
I.2. Terminaison de la transcription et export des ARN.....................................................2

II. Rôles cytoplasmiques des queues poly-A et dégradation des ARN messagers...............4
II.1. Découverte et fonctions décrites des queues poly-A.................................................4
II.2. Evaluation des tailles des queues poly-A...................................................................5
II.3. Pab1, la protéine de liaison cytoplasmique des queues poly-A.................................5

II.3.1. Caractérisation de Pab1......................................................................................5
II.3.2. Les fonctions de Pab1.........................................................................................6

II.4. La dégradation des ARN chez S. cerevisiae..............................................................7
II.4.1. La déadénylation.................................................................................................7

II.4.1.1. Le complexe Pan2-Pan3 (PAN)...................................................................7
A. Pan2.................................................................................................................8
B. Pan3.................................................................................................................8
C. Reconnaissance des queues poly-A et déadénylation....................................8

II.4.1.2. Le complexe Ccr4-Not (CNOT)....................................................................8
A. Les nucléases Ccr4 et Pop2.............................................................................9

a. Ccr4..............................................................................................................9
b. Pop2..............................................................................................................9
c. Liaison de Ccr4 et Pop2................................................................................9

B. Les autres protéines du complexe CNOT.......................................................10
a. Not1............................................................................................................10
b. Les autres protéines Nots...........................................................................10

II.4.1.3. Redondance des complexes PAN et CNOT..............................................11
II4.1.4. Les phases de déadénylation de CNOT et l’implication de Pab1...............12
II.4.1.5. Influence de la queue poly-A sur la traduction et la stabilité des ARN......12

II.4.2. Exemples de régulation de la déadénylation.....................................................13
II.4.3. Deadénylation et décapping des ARN..............................................................14

II.4.3.1. Le complexe de décapping des ARN.........................................................14
A. Dcp2...............................................................................................................14
B. Dcp1...............................................................................................................15
C. Protéines associées au complexe de décapping...........................................15
D. Formation du complexe de décapping...........................................................15

II.4.3.2. Le complexe Lsm1-7 et les protéines associées, un lien entre la queue
poly-A et le décapping.............................................................................................16

A. Le complexe Lsm1-7......................................................................................16
B. Pat1 et le complexe Lsm1-7...........................................................................16

II.4.3.3. Connexion entre les facteurs de la déadénylation et du décapping..........17
A. Implication des protéines Nots.......................................................................17
B. Implication de Dhh1 dans la dégradation des ARN.......................................18



II.4.3.4. Vitesse de déadénylation et décapping.....................................................18
II.5. Les voies de dégradation 5’-3’ et 3’-5’......................................................................19
II.6. Régulation de la transcription par la quantité d’ARN cytoplasmique........................20

III. Traduction des ARN et ses liens avec la dégradation....................................................21
III.1. Initiation de la traduction..........................................................................................21
III.2. Elongation de la traduction......................................................................................22
III.3. Terminaison de la traduction....................................................................................22
III.4. Optimisation des codons.........................................................................................24
III.5. Traduction et dégradation........................................................................................27

III.5.1. La dégradation co-traductionnelle....................................................................27
III.5.2. La dégradation des ARN par le NMD...............................................................28
III.5.3. La dégradation par les voies NSD et NGD......................................................30

Introduction aux résultats.....................................................................................................31
Résultats..............................................................................................................................32
I. Upf1 s'associe à des protéines qui lient les ARN avec des queues poly-A de différentes
tailles....................................................................................................................................32

I.1. L’étude des complexes associés à la dégradation des ARN par spectrométrie de
masse révèle de nouvelles connexions...........................................................................32

I.1.1. Interactions de la protéine Pab1.........................................................................32
I.1.2. Le complexe Lsm1-7/Pat1 interagit avec les facteurs du NMD..........................33
I.1.3. Le facteur de décapping Dhh1 révèle les complexes associés à la dégradation
des ARN......................................................................................................................33

I. 2. Etude des ARN associés à Upf1 et Lsm1-7 et Upf1 et Pab1 ..................................36
I.2.1. Lsm1-TAP s’associe avec l’ARN de Dcp2..........................................................36
I.2.2. Pab1 s’associe avec des ARN instables............................................................37

II. La déadénylation n’est pas nécessaire à la dégradation des ARN.................................43
II.1. La taille de la queue poly-A est inversement corrélée à la demi-vie des ARN.........43
II.2. Le raccourcissement de la queue poly-A n’est pas nécessaire au déclenchement de
la dégradation des ARN...................................................................................................45

II.2.1. Construction de gènes rapporteurs pour analyser le rôle de la déadénylation
dans la dégradation des ARN......................................................................................45
II.2.2. La déplétion des déadénylases.........................................................................46
II.3.La déadénylation n’est pas requise pour la dégradation d’ARN rapporteurs........48
II.4.  L’absence  de  Pab1  n’affecte  pas  la  demi-vie  des  ARN  mais  empêche  leur
déadénylation..............................................................................................................51

Conclusions et discussion....................................................................................................54
I. Analyse des complexes protéiques et des ARN associés au complexe Lsm1-7.............54
II. Le lien entre Upf1 et Pab1 autour du NMD......................................................................55
III. Un modèle actualisé pour la dégradation des ARN........................................................56
Figures supplémentaires......................................................................................................61
Matériel et méthodes............................................................................................................67
Bibliographie.........................................................................................................................81
Article de thèse....................................................................................................................98
Abstract................................................................................................................................99



Introduction........................................................................................................................100
Results...............................................................................................................................102

The core NMD factor Upf1 is associated with RNA degradation complexes not involved
in NMD...........................................................................................................................102
Pab1 preferentially associates with unstable RNA........................................................103
Decay kinetics modelling explains the relation  between poly(A)  tail  length and RNA
stability...........................................................................................................................104
Rapid degradation of deadenylation factors tests the impact of the poly(A) tail shortening
on RNA levels................................................................................................................107
Decapping, but not deadenylation speed, affects the degradation of a reporter RNA. .108

Discussion..........................................................................................................................110
Materials and methods.......................................................................................................112

Yeast and bacterial strains.............................................................................................112
Media and growth conditions.........................................................................................112
Plasmids construction....................................................................................................113
Cell culture, RNA extraction and degradation kinetics...................................................113
Northern blots................................................................................................................114
RNA half life measurements..........................................................................................114
Affinity purification for RNA sequencing, immunoblot and mass-spectrometry............115
Illumina RNA sequencing results analysis.....................................................................115
Reverse transcription and quantitative PCR..................................................................115
Poly(A) tail length estimation with ePAT........................................................................116
Protein extracts and immunoblots.................................................................................116
Mass spectrometry acquisition and data analysis.........................................................116
Nanopore sequencing and analysis..............................................................................117

Data and software availability............................................................................................117
Acknowledgements............................................................................................................118
References.........................................................................................................................118

Figure legends...............................................................................................................123
Figures...........................................................................................................................129
Supplementary figures...................................................................................................136



Table des figures

Figure  1.  Terminaison  de  la  transcription  des  ARNm  et  polyadénylation  chez  les
eucaryotes..............................................................................................................................4
Figure 2. Représentation du complexe CNOT.....................................................................11
Figure 3. Les phases de déadénylation...............................................................................12
Figure 4. Mécanisme du décapping dépendant du complexe Lsm1-7/Pat1........................17
Figure 5. Dogme actuel pour la dégradation des ARN chez S. cerevisiae..........................20
Figure 6. Mécanismes de l’initiation, de l’élongation et de la terminaison de la traduction. 23
Figure 7. L’usage des codons influence la traduction via des mécanismes dépendants des
ARNt.....................................................................................................................................26
Figure 8. Dégradation de l’ARN par le nonsense mediated mRNA decay..........................30
Figure 9. Analyse des protéines associées aux complexes de dégradation de l’ARN et à
Pab1.....................................................................................................................................35
Figure 10. Les ARN de Dcp2 et de Pat1 sont associés à Lsm1-TAP..................................37
Figure 11. Rpl28 pré-messager, substrat du NMD, est associé à Pab1 et à Upf1..............38
Figure 12. Pab1-TAP est associée à des ARN instables.....................................................40
Figure 13. Comparaison des ARN purifiés par Rpl16a et Pab1..........................................41
Figure 14. Validation de l’association de Pab1 à des substrats du NMD qui ont de longues
queues poly-A......................................................................................................................42
Figure 15. La demi-vie des ARN n’est pas corrélée à la longueur de la queue poly-A à
l’état d’équilibre....................................................................................................................44
Figure  16.  L’optimisation  des  codons  affecte  la  demi-vie  d’ARN  rapporteurs  qui  sont
stabilisés en absence de la traduction.................................................................................46
Figure 17. La déplétion des déadénylases par le système AID...........................................47
Figure 18. La demi-vie des versions optimale et non-optimale de His3 n’est pas impactée
par la déplétion de Ccr4-AID et Pop2-AID mais est augmentée quand le décapping est
compromis............................................................................................................................49
Figure  19.  La  déplétion  de  Pop2  et  Ccr4  empêche  la  déadénylation  totale  des  ARN
rapporteurs...........................................................................................................................51
Figure 20. La déplétion de Pab1 ne déstabilise pas les ARN rapporteurs..........................52
Figure 21. Un rapporteur NMD est sensible à la déplétion de Pab1...................................53
Figure 22. Un modèle de dégradation des ARN indépendant de la déadénylation.............59
Figure  S1.  L’analyse  statistique  de  DESeq2  révèle  de  nombreux  transcrits
différentiellement présents dans les purifications Rpl16, Upf1 et Pab1 et peu avec Lsm1.61
Figure S2. Les rapporteurs sont stabilisés par les déplétions de Dcp2 et Xrn1..................62
Figure S3. La stabilité de His3 ne dépend pas de l’exosome cytoplasmique quand la voie
5’ est active..........................................................................................................................62
Figure S4. La déplétion des déadénylases n’affecte pas la stabilité des rapporteurs.........63
Figure  S5.  La  déplétion  de  Pop2  et  Ccr4  empêche  la  déadénylation  totale  des  ARN
rapporteurs...........................................................................................................................64
Figure S6. La déplétion de Pab1 empêche le raccourcissement des queues poly-A.........65
Figure S7. Le rapporteur His3-PTC est sensible aux déplétions de Upf1, Dcp2 et Xrn1....65



Figure S8. L’absence de Dhh1 ne stabilise pas les rapporteurs His3 optimal et non optimal
.............................................................................................................................................66
Figure 1. A network of RNA-mediated protein interactions links Upf1 to Pab1 and the Lm1-
7 complex...........................................................................................................................129
Figure 2. Pab1 associates with unstable RNAs that have longer than average poly(A) tails.
...........................................................................................................................................130
Figure 3. An alternative kinetic model for RNA degradation explains the inverse correlation
between poly(A) tail length and mRNA stability.................................................................131
Figure  4.  An  inducible  degron  system  shows  that  RNA  levels  are  independent  from
massive poly(A) tail changes.............................................................................................132
Figure 5. Codon biased reporters are stabilized when translation is inhibited..................133
Figure 6. Non-optimal and optimal HIS3 reporter RNAs are stabilized by depletion of Dcp2,
but not by depletion Ccr4 or Pop2......................................................................................134
Figure 7. Deadenylation inhibition increases poly(A) tail sizes of reporter RNA, without an
effect on their apparent half-life..........................................................................................135
Figure S1 related to Figure 1. Enrichment of specific factors in purified complexes.........136
Figure S2 related to Figure 2. Pab1 preferentially binds long poly(A) tail versions of cellular
RNAs..................................................................................................................................137
Figure S3 related to Figure 3. Robustness of the negative correlations between poly(A) tail
length and half-life of RNA.................................................................................................138
Figure S4 related to Figure 5. Depletion of Dhh1 has variable effects on codon-biased
reporters.............................................................................................................................139
Figure S5 in relation with Fig. 6. Half-life of reporter RNA as measured by RT-qPCR......140
Figure S6, in relation with Fig. 7. Deadenylation inhibition increases poly(A) tail sizes of
reporter RNA......................................................................................................................141



Introduction générale 
La synthèse de molécules d’ARN (acide ribonucléique)  à  partir  de l’ADN (acide

désoxyribonucléique),  ou  transcription,  constitue  la  première  étape  de  l’expression  de
l’information génétique. Puisqu’il  y a  production d’ARN  d’un côté, il  y a  dégradation de
l’autre. La temporalité de cette dégradation varie selon le type d’ARN. Certains ARN sont
immédiatement dégradés après leur  transcription dans le noyau, d’autres vont persister,
être  exportés dans le cytoplasme où ils  y  seront  traduits  pour produire des protéines,
essentielles au fonctionnement cellulaire. Afin de perpétuer et de remettre à disposition les
éléments nécessaires à ce cycle, le recyclage des ARN est une étape critique pour la
balance physiologique  de la cellule.  La dégradation des ARN implique une diversité de
facteurs dont les mécanismes et la spécificité sont seulement partiellement identifiés.

I. Transcription génique 

La transcription génique est la première étape de l’expression des gènes. Chez les
cellules eucaryotes, celle-ci se déroule dans le noyau. Au cours de ce processus, les ARN
polymérases vont recopier l'ADN pour synthétiser différents types d'ARN. Chez la plupart
des eucaryotes, il existe trois ARN polymérases différentes, chacune étant responsable de
la synthèse d'un ou de plusieurs types d'ARN. L’ARN polymérase I synthétise les ARN
ribosomiques (ARNr). L’ARN polymérase II synthétise les ARN messagers1 (ARNm) qui
permettront la synthèse protéique et des ARN non codant. L’ARN polymérase III synthétise
les ARN de transfert (ARNt) et d’autres ARN non codant.

I.1. Initiation et élongation de la transcription
L’ARN polymérase II de la levure  Saccharomyces cerevisiae est composée de 12

sous-unités dont une, Rpb1, qui a une extrémité C-terminale appelée CTD pour « Carboxy
Terminal  Domain ». Elle  subit  de  nombreuses  modifications  biochimiques  durant  la
transcription. Le CTD contient notamment  des motifs répétés dont  trois sérines pouvant
être phosphorylées en position 2, 5 et 7. La phosphorylation des différentes sérines du
CTD évolue au cours de la  transcription :  durant  l'élongation,  la phosphorylation de la
sérine en position 5 est progressivement remplacée par la phosphorylation de la sérine 2.
Ces modifications de phosphorylation sont importantes pour le recrutement de différents
facteurs  intervenant  dans  la  régulation  de  la  transcription  ou  les  modifications  co-
transcriptionnelles de l'ARN, revue dans (Phatnani and Greenleaf, 2006).

L’initiation de la transcription débute par l’assemblage de l’ARN polymérase II avec
les facteurs de transcription généraux,  TFIIA,  TFIIB,  TFIID, TFIIE, TFIIF et TFIIH et le
complexe Mediator au niveau des séquences promotrices pour former le complexe de pré-
initiation ou PIC. Le PIC permet le positionnement de l'ARN polymérase au site d'initiation

1 Par la suite, « ARN » désignera les ARN messagers.
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de la transcription, l'ouverture du duplex d'ADN pour former ce qui est appelé « la bulle de
transcription »  et  le  positionnement de l'ADN dans le  site  actif  de  la  polymérase pour
permettre la synthèse d'ARN, revue dans (Sainsbury et al., 2015).

Le  départ  des  facteurs  d’initiation  de  la  région  promotrice  marque  le  début  de
l’élongation de la transcription. L’ARN polymérase II quitte la région promotrice et débute
l’élongation de la transcription au niveau du site d’initiation de la transcription (aussi appelé
TSS pour « transcription start site ») en coopération avec des facteurs d’élongation.  Au
cours de l’élongation deux modifications majeures interviennent sur l’ARN : l’ajout d’une
coiffe qui  le protège des exoribonucléases qui  pourraient  le dégrader et l’épissage qui
permet  de  retirer  les  parties  introniques,  non  codantes  de  l’ARN  pré-messager.  La
phosphorylation de la sérine 5 du CTD de l’ARN polymérase II participe notamment au
recrutement  des facteurs  impliqués dans l’ajout  de la  coiffe de l’ARN et  au complexe
d’épissage. Aussi dès que l’extrémité 5’ de l’ARN émerge du tunnel de sortie de l’ARN
polymérase II, la coiffe lui est ajoutée. Celle-ci est composée d’un  N7-méthylguanosine
(m7G) connectée au prochain nucléotide par une liaison 5’ – 5’ triphosphate.  L’épissage
est réalisé par le spliceosome, composé de protéines et de petits ARN nucléaires (ARNsn)
qui s’assemblent au site d’épissage, revue dans (Peck et al., 2019).

I.2. Terminaison de la transcription et export des ARN
La terminaison de la transcription a lieu quand l’ARN et l’ARN polymérase II sont

relâchés de l’ADN. Pour les ARN messagers, la terminaison est médiée par le complexe
CPF–CF - pour « cleavage and polyadenylation factor and cleavage complex » - composé
de  trois  sous-complexes :  CPF,  CFIA  et  CFIB.  La  transcription  d’un  signal  de
polyadénylation riche en adénines et uraciles et la phosphorylation de la sérine 2 du CTD
de l’ARN polymérase II qui interagit avec la protéine Pcf11 via son domaine CID (« CTD-
interaction domain ») provoquent le clivage de l’ARN par l’endonucléase Ysh1. Pap1 qui
est  la  poly-A polymérase synthétise alors une chaîne d’adénosines à l’extrémité 3’  de
l’ARN tandis que Rat1 dégrade l’extrémité restante toujours associée à l’ARN polymérase
II.  Une perte  des facteurs d’élongation couplée à un changement de conformation de
l’ARN  polymérase  II  conduirait  à  la  dissociation  de  la  polymérase  selon  le  modèle
allostérique. Un autre modèle, « Torpedo » propose que Rat1 associé à Rai1 et Rtt103
interagissent avec le CTD de l’ARN polymérase II ce qui mènerait à la dissociation du
complexe d’élongation (figure 1), revue dans (Porrua and Libri, 2015)

Chez S. cerevisiae, il existe une autre terminaison de la transcription pour certains
ARN non codant tels que les CUTs (« cryptic unstable transcript »   (Wyers et al., 2005;
Davis and Ares, 2006; Houalla et al., 2006)) qui n’ont pas de sites de terminaison de la
transcription et de polyadénylation canoniques. La terminaison de ces ARN générés par
des  évènements  d'initiation  de  transcription  pervasifs  dans  des  zones  dépourvues  de
nucléosomes,  dépend des protéines Nrd1–Nab3–Sen1 (NNS).  Nrd1 et  Nab3 sont  des
protéines liant l'ARN en reconnaissant des séquences spécifiques. La reconnaissance de
ces  séquences  par  Nrd1  et  Nab3  est  importante  pour  la  terminaison  médiée  par  le
complexe NNS qui serait pré-recruté sur le complexe d'élongation de la transcription grâce
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à l'interaction entre le domaine CID de Nrd1 et le CTD de l'ARN polymérase, phosphorylé
sur  la  sérine  5. Contrairement  à  ce  qui  est  observé  dans  le  cas  de  la  terminaison
dépendante de CPF-CF, l'ARN n'est pas clivé et bien que le mécanisme de dissociation de
l'ARN polymérase II ne soit encore complètement élucidé, il nécessite l'activité hélicase de
Sen1. L’ARN libéré par la dissociation du complexe d'élongation est alors oligo-adénylé par
le complexe TRAMP qui contient des poly-A polymérases non canoniques, Trf4 et Trf5 et
les protéines Air1/2 et Mtr4. La polyadénylation de l’ADN permet la dégradation par un
complexe de dégradation nucléaire : l’exosome nucléaire. 

Des  évènements  d'initiation  de  transcription  pervasifs  générant  des  ARN  non
codant instables analogues aux CUTs ont été mis en évidence dans d'autres organismes.
Chez  les  mammifères,  ces  transcrits  dénommés  PROMPT  pour  « promoter-proximal
transcript »  sont  également  rapidement  dégradés  par  l'exosome  nucléaire  après  leur
synthèse. Cependant, contrairement à ce qui est observé chez la levure, leur terminaison
dépend  des  facteurs  de  terminaison  de  la  transcription  canoniques,  potentiellement
recrutés par le complexe nucléaire de liaison à la coiffe (CBC) et la protéine ARS2 qui
intéragissent également avec l'exosome nucléaire, revue dans  (Porrua and Libri, 2015).  

Une fois que la queue poly-A est synthétisée par Pap1, elle est liée par Nab2 chez
S. cerevisiae pour « Nuclear polyAdenylated RNA-Binding »  (Anderson et al.,  1993) ou
PABPN1 chez  les  mammifères  (Wahle,  1991).  La  liaison  de  Nab2  à  la  queue  poly-A
permettrait d'une part de protéger l'ARN néosynthétisé de la dégradation par l'exosome
nucléaire et d'autre part de faciliter son export. Nab2 aurait aussi un rôle dans le contrôle
de la taille des queues poly-A des ARN néo-synthétisés : des mesures de taille de queues
poly-A ont montré que la déplétion de Nab2 augmentait la longueur de la queue poly-A de
certains transcrits chez  S. cerevisiae  (Turtola et al.,  2021) et revue dans  (Tudek et al.,
2018). 

L’export des ARN consiste en le passage des ARN du noyau au cytoplasme par le
biais des pores nucléaires (NPC pour «  nuclear pore complexes »). Les ARN sont liés par
les  protéines  Mex67/Mtr2  à  l’aide  de  l’hélicase  Sub2  accompagnée  de  Yra1  chez  S.
cerevisiae, homologues de NXF1/NXT1 avec l’hélicase UAP56 chez l’humain.  D’autres
facteurs  associés  aident  à  l’export  dont  le  complexe  TREX (conservé  de  la  levure  à
l'humain) qui se lierait aux ARN au cours de la transcription. La liaison de ces différents
complexes aurait pour effet d’une part, de changer la conformation des ARN remodelés
grâce à Sub2 et l’hydrolyse d’ATP, et d’autre part « d’activer » l’ARN pour l’export. Une
fois «  compétents », les ARN sont chargés au sein du pore nucléaire pour passer dans le
cytoplasme où ils sont remodelés par Dbp5 pour éviter un éventuel retour au noyau. Enfin
les  facteurs  Mex67/Mtr2  sont  relâchés  et  Nab2  est  remplacé  par  Pab1,  revue  dans
(Stewart, 2019).
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Figure  1.  Terminaison de  la  transcription  des  ARNm et  polyadénylation  chez  les
eucaryotes
La terminaison de la transcription débute par la reconnaissance de l’ARN par le complexe
CPF-CF au niveau d’un signal de polyadénylation. L’ARN est clivé et Pap1 polyadényle
l’ARN. Rat1 hydrolyse le fragment d’ARN généré en aval  du site de clivage. Selon le
modèle allostérique, un changement de conformation dissocierait  l’ ARN polymérase II
tandis que selon le modèle « Torpedo », Rat1 interviendrait dans la dissociation de l’ARN
polymérase II. Figure et légende adaptées de (Porrua and Libri, 2015).

II.  Rôles  cytoplasmiques  des  queues  poly-A  et
dégradation des ARN messagers

Les  queues  poly-A  sont  une  modification  particulière  des  ARN.  Depuis  leur
découverte, de nombreuses fonctions leur ont été attribuées. Elles seraient impliquées
dans l’export des ARN dans le cytoplasme, leur traduction et leur dégradation. 

II.1. Découverte et fonctions décrites des queues poly-A 
Les premières études qui font état de la présence d’une succession d’adénosines à

l’extrémité des ARN datent des années soixante.  Elles débutent par la découverte d’une
enzyme  capable  de  synthétiser  un  polymère  d’adénosines  à  l’extrémité  de  chaînes
d’acides ribonucléiques (Edmonds and Abrams, 1960). Plus d’un demi-siècle plus tard, le
rôle de la queue poly-A - pour poly-adénosine - reste ambigu. Les difficultés à comprendre
ses fonctions peuvent  notamment  s’expliquer  par  ses  rôles  complexes et  ambivalents.
Cette  succession  d’homo-nucléotides  aurait  au  moins,  selon  les  modèles  décrits,  un
double  rôle  au  sein  du  cytoplasme  -  qu’il  est  possible  de  définir  comme  :  « pro-
traductionnel » et « dégradation-stimulante ». Il y aurait d’une part, un effet stimulant pour
la traduction via l’interaction de facteurs d’initiation de la traduction entre la queue poly-A
et  la  coiffe  des  ARN et  d’autre  part  une  fonction  stimulante  pour  la  dégradation,  par
l’intervention de nucléases qui utiliseraient cette extrémité particulière  pour dégrader les
ARN. 
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Un autre type de modification 3’ qui peut influencer la dégradation des ARN est
l’uridylation qui consiste  en l’ajout d’uridines à l’extrémité 3’ des ARN par des terminales
uridyltransferases  (TUTases).  Elles  existent  de  S.  pombe à  l’humain  sans  équivalent
identifié chez S. cerevisiae. Cette modification a des effets sur la stabilité des ARN soit via
la liaison de complexes qui vont initier la dégradation, comme le complexe Lsm1-7 détaillé
ultérieurement, soit parce qu'elle est reconnue directement par l’exosome cytoplasmique.
Chez  les  mammifères  et  la  plante  modèle  Arabidopsis   thaliana notamment,  cette
modification  interviendrait  après  un  clivage  interne  opéré  par  un  micro  ARN  via le
complexe RISC (« RNA-induced silencing complex »). Alors que le fragment 3’ généré est
dégradé par  Xrn1, le fragment 5’ est polyuridylé, décappé puis dégradé dans le sens 5'-3'
par  Xrn1  et  dans  le  sens  3'-5'  par  des  exoribonucléases  spécifiques  et  l'exosome
cytoplasmique, revue dans (Zigáčková and Vaňáčová, 2018).

II.2. Evaluation des tailles des queues poly-A
La longueur de la queue poly-A diffère selon les espèces étudiées :  initialement

estimées de 50 à 80 nucléotides  chez la levure  S. cerevisiae (McLaughlin et al., 1973;
Brown and Sachs, 1998) et de 150 à 200 nucléotides chez les mammifères (Edmonds et
al., 1971). 

L’utilisation de puces à ADN (Beilharz and Preiss, 2007) ainsi que le séquençage
Illumina ont permis la détermination des tailles des queues poly-A à l’échelle du génome et
non plus seulement sur quelques gènes cibles. Ces études à grande échelle ont ré-évalué
à la baisse la taille des queues poly-A chez S.cerevisiae, avec une taille médiane de 28
nucléotides mais aussi chez les mammifères, avec des tailles comprises entre 67 et 96
nucléotides. Chez la plante modèle Arabidopsis thaliana et la drosophile, la taille médiane
a été évaluée à 50 nucléotides (Subtelny et al., 2014). Plus récemment, le séquençage par
la technique Nanopore des queues poly-A chez  S. cerevisiae a révélé que la moyenne
était de 50 nucléotides pour les ARN messagers (Tudek et al., 2021). 

Le séquençage massif a également permis la découverte de la composition parfois
hétérogène des queues poly-A. En effet, des guanylations au sein des queues poly-A dans
des cellules HeLa ont été identifiées (H. Chang et al., 2014). Les enzymes impliquées ont
ensuite  été  caractérisées  par  inactivation  de  différentes  « terminal  nucleotidyl
transferases » (TENTs). Ces modifications au sein des queues poly-A auraient pour effet
de diminuer l’affinité des déadénylases et de ce fait, de ralentir la déadénylation des ARN
avec pour conséquence une dégradation plus lente (Lim et al., 2018; Tang et al., 2019).

II.3. Pab1, la protéine de liaison cytoplasmique des queues 
poly-A

II.3.1. Caractérisation de Pab1
Au sein du cytoplasme la queue poly-A est liée par la protéine cytoplasmique Pab1

– pour « poly-A binding protein » – qui est la protéine de liaison majeure des queues poly-
A chez S. cerevisiae (Baer and Kornberg, 1980, 1983).
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Si  chez la  levure  il  n'existe  qu'une seule  protéine  cytoplasmique de liaison aux
queues poly-A, chez les métazoaires et les plantes, plusieurs protéines cytoplasmiques
pouvant  lier  les  queues  poly-A  des  ARN (PABPCs  pour  « cytoplasmic  poly-A  binding
protein ») ont été identifiées, revue dans (Smith et al., 2014). Les mieux caractérisées chez
l'humain sont les protéines PABPC1 et PABPC4, qui auraient toutes deux un rôle dans la
stabilité des ARN cytoplasmiques (Kajjo et al., 2022).

Pab1 est composée  de quatre domaines RRM (« RNA Recognition Motif »)  (Baer

and Kornberg, 1983). Elle n’a besoin que d’une queue poly-A de 12 nucléotides pour se
lier via ses deux domaines RRM1 et RRM2 (Sachs et al., 1987), mais son empreinte totale
sur l’ARN serait  de 27 nucléotides  (Baer and Kornberg, 1980).  Pab1 contient dans sa
partie C-terminale un domaine Mlle, « mademoiselle », qui peut interagir avec un domaine
peptidique PAM-2, « PABP-interacting motif 2 ». Ce type de domaine, PAM-2, est retrouvé
dans les protéines Pan3 et eRF3/Sup35 impliquées respectivement dans la déadénylation
et la terminaison de la traduction avec lesquelles Pab1 interagit (Siddiqui et al., 2007; Xie
et al., 2014; Roque et al., 2015).

Une  étude  récente  a  montré  l’influence  de  la  région  3'  non  traduite  (3’UTR,
« untranslated  region »)  dans  la  liaison  de  Pab1  aux  queues  poly-A.  L’environnement
nucléotidique  proche  de  la  queue  poly-A  varie  selon  le  site  de  terminaison  de  la
transcription et cela modifierait l’affinité de Pab1 pour les queues poly-A. Cette étude a par
ailleurs montré que la liaison de Pab1 aux différentes isoformes d'un même ARN était très
variable, les isoformes ayant les demi-vies les plus courtes étant les plus associées à
Pab1 (Moqtaderi et al., 2018).

L’observation en microscopie électronique à transmission a permis l’observation de
plusieurs Pab1 se succédant sur les queues poly-A des ARN. Cela a confirmé l’hypothèse
que les queues poly-A des ARN pouvaient être liées par plusieurs Pab1 (Sawazaki et al.,
2018). 

II.3.2. Les fonctions de Pab1
Pab1 est une protéine essentielle chez la levure S. cerevisiae qui intervient dans la

régulation  de  nombreuses  étapes  du  métabolisme  des  ARN,  par  l'intermédiaire  des
différents facteurs avec lesquels elle peut interagir.

Les  premières  études  utilisant  un  mutant  thermosensible  de  Pab1  ont  mis  en
évidence l'importance de cette protéine dans la régulation de la taille des queues poly-A et
de l'initiation de la traduction (Sachs and Davis, 1989). 

Des études ultérieures ont mis en évidence des interactions directes de Pab1 avec
les  facteurs  d’initiation  et  de  terminaison  de  la  traduction  tels  que  eIF4G  et  eRF3
respectivement (Gallie, 1998; Wells et al., 1998; Hoshino et al., 1999; Cosson et al., 2002).
L'interaction de Pab1 avec eIF4G faciliterait la formation du modèle « closed-loop » d’après
lequel les ARN seraient circularisés par l’interaction de l’extrémité 3’ via Pab1 à l’extrémité
5’ par les facteurs d’initiation ce qui jouerait un rôle dans l'initiation de la traduction. 
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Certaines mutations secondaires permettent la survie de la cellule en absence de
Pab1. Ces mutations se répartissent en deux catégories chez  S. cerevisiae : celles qui
affectent  des  gènes  impliqués  dans  la  synthèse  des  protéines  de  la  sous-unité
ribosomique 60S et celles affectant des gènes codant pour des protéines impliquées dans
la dégradation des ARN dont  Lsm1, Pat1,  Dcp1,  Xrn1 et la  protéine peu caractérisée
Pbp1, qui limiterait la déadénylation, revue dans (Brambilla et al., 2019). De même chez
les mammifères, des mutations de Dcp2, Xrn1 ou Lsm1 rétablissent la viabilité cellulaire
lorsque PABPC1 est inactivée (Kajjo et al., 2022). Le fait que des mutations de certaines
des protéines majeures impliquées dans la dégradation des ARN  restaurent la viabilité
cellulaire en l’absence de Pab1 suggère que Pab1 joue un rôle dans la régulation de la
dégradation des ARN.

Bien qu'essentiellement cytoplasmique, une partie de Pab1 localisée dans le noyau
jouerait un rôle dans l'export des ARN par l'intermédiaire de son interaction avec le facteur
d’export Crm1/XpoI  (Brune et al., 2005). Cette interaction entre Pab1 avec l’export n'est
pas conservée chez les mammifères où la protéine PABPC1 ne semble pas impliquée
dans l’export au cytoplasme des ARN. Pourtant, après un stress aux rayons ultraviolets les
protéines PABPC1 et PABPC4 sont relocalisées dans le noyau. Cette relocalisation serait
dû au fait que les PABPCs lient les queues poly-A des ARN dont l'export est bloqué dans
ces conditions de stress plutôt qu’à un rôle actif de ces protéines dans l'export (Burgess et
al., 2011).

Enfin une étude récente a montré que, chez la levure, la fraction nucléaire de Pab1
pourrait jouer un rôle dans la polyadénylation des ARN dans le noyau lorsque la protéine
de liaison aux queues poly-A nucléaire, Nab2, est limitante (Turtola et al., 2021).

II.4. La dégradation des ARN chez S. cerevisiae 
La dégradation des ARN est un processus majeur pour la cellule, médiée par de

nombreux facteurs. En plus d’être l’étape de recyclage des ARN, c’est également une
étape qui permet de contrôler la quantité de protéines synthétisées. La dégradation est
d’ailleurs souvent  co-traductionnelle.  La compréhension fine de la temporalité  de cette
dégradation et de son déclenchement restent à élucider.

II.4.1. La déadénylation
D’après le modèle actuel chez S. cerevisiae, pour la majorité des ARN codant pour

des protéines fonctionnelles, la dégradation débute par le raccourcissement de la queue
poly-A des ARN – autrement dit - la déadénylation. Celle-ci est catalysée par différentes
déadénylases assemblées en complexes : le complexe Pan2-Pan3 (PAN) et le complexe
Ccr4-Not-Pop2 (CNOT) (Tucker et al., 2001).

II.4.1.1. Le complexe Pan2-Pan3 (PAN)

Le complexe PAN -pour « Pab-dependent poly-A nuclease » - composé de Pan2 et
de Pan3 est conservé chez les eucaryotes. Initialement décrit pour avoir une capacité de
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déadénylation dépendante de Pab1 chez S. cerevisiae (Sachs and Deardorff, 1992), c’est
le premier complexe cytoplasmique à déadényler les ARN (Brown and Sachs, 1998). 

A. Pan2

Pan2 contient un domaine RNase de la famille DEDD, responsable de l’activité 3'-5'
exonucléase.  Cette  famille  partage  des  acides  aminés  conservés  au  niveau  du  site
catalytique et a la particularité de lier des ions métalliques (Zuo, 2001). Pan2 nécessite du
magnésium  et  une  extrémité  3’OH  libre  et  libère  comme  produit  des  5’-adénosines
monophosphates lors de l’hydrolyse des poly-A (Boeck et al., 1996). 

B. Pan3

Pan3,  caractérisée initialement par  le  même laboratoire  (Brown et  al.,  1996) lie
spécifiquement les queues poly-A des ARN via un motif en doigt de zinc mais ne possède
pas d'activité exonucléase et a donc besoin de Pan2 pour déadényler efficacement les
ARN (Wolf et al., 2014). 

Pan3 en dimère interagit avec Pab1 via un motif PAM-2 situé en C-terminal de Pan3
(Siddiqui et al., 2007). Le complexe serait d’après la résolution de la structure par  cryo-
microscopie électronique, formé d’une unité de Pan2 et deux unités de Pan3 et il se lierait
préférentiellement à des ARN qui  auraient  plusieurs molécules de Pab1  (Jonas et  al.,
2014; Schäfer et al., 2019). 

C. Reconnaissance des queues poly-A et déadénylation

La  reconnaissance  spécifique  des  queues  poly-A  est  la  particularité  des
déadénylases, c’est-à-dire qu’elles discriminent, a priori, une extrémité de poly-adénosines
du reste de l’ARN. 

Une  chaîne  de  poly-adénosines  adopte  une  conformation  particulière  avec  un
empilement  des  bases  et  la  formation  d’une  hélice  (Saenger  et  al.,  1975).  Jusqu’à
récemment il n’y avait pas de données sur la reconnaissance spécifique de cette chaîne
de poly-A même s’il avait été montré que les déadénylases avaient des préférences de
substrat, le complexe PAN se lie aux poly-adénosines mais également à des poly-uridines
(Sachs  and  Deardorff,  1992).  Une  étude  récente  a  montré  que  Pan2  reconnaissait
spécifiquement  cet  empilement  d’adénosines  et  que  la  présence  de  guanosines
interrompant les chaînes d’adénosines perturbait cet empilement et la dégradation des
queues poly-A par Pan2, revue dans (Tang and Passmore, 2019).

En  résumé,  le  recrutement  du  complexe  PAN  sur  les  ARN  serait  médié  par
l’interaction entre le motif PAM-2 de Pan3 et Pab1. Pan3 interagirait également avec la
queue poly-A. Enfin, la déadénylation des ARN serait permise par l’activité nucléase de
Pan2 qui catalyserait la réaction par la reconnaissance de ces empilements d’adénosines,
revues dans (Wolf and Passmore, 2014; Passmore and Coller, 2022). 

II.4.1.2. Le complexe Ccr4-Not (CNOT)

Le complexe CNOT est un complexe multiprotéique conservé chez les eucaryotes. Il
est composé de neuf sous-unités chez S. cerevisiae dont deux qui possèdent les activités
de  déadénylation :  Ccr4  pour  « carbon  catabolite  repression » et  Pop2  pour
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« PGK promoter directed overproduction » (avec pour  alias, Caf1 pour « Ccr4 associated
factor »), (figure 2) (Daugeron, 2001; Tucker et al., 2001). 

Le complexe a initialement été considéré comme un régulateur de la transcription
de gènes impliqués dans le métabolisme chez  S. cerevisiae. Pop2 avait un effet sur la
quantité d’une enzyme impliquée dans la glycolyse tandis que des mutations de Ccr4
affectaient une enzyme impliquée dans la fermentation  (Sakai et al., 1992; Denis, 1984;
Denis and Malvar, 1990).

En plus d’être caractérisé comme un complexe impliqué dans la déadénylation des
ARN,  le  complexe  CNOT  intervient  dans  d’autres  mécanismes  cellulaires.  Il  aurait
notamment de multiples rôles régulateurs dans le métabolisme des protéines : en étant
impliqué  à  la  fois  dans  la  régulation  de  la  synthèse  des  ARN  ribosomiques,
l’ubiquitinylation  de  certaines  protéines  et  l’assemblage  du  protéasome.  Le  complexe
aurait également un rôle dans la régulation de la transcription, il serait présent au sein de
régions promotrices de gènes, des complexes d’initiation et d’élongation de la transcription
et  aussi  associé  à  des  facteurs  de  transcription.  Le  complexe  CNOT  interviendrait
également  dans  la  résolution  de  structures  R  loop  qui  sont  des  structures  ADN/ARN
formées lors de la transcription pouvant entraîner un stress cellulaire.  Enfin parmi ses
autres rôles, ce complexe serait également impliqué dans l’export des ARN et le cycle
cellulaire, revue dans (Chalabi Hagkarim and Grand, 2020). 

A. Les nucléases Ccr4 et Pop2

a. Ccr4

Ccr4  est  une  enzyme  qui  fait  partie  de  la  famille  des  EEP  (« exonuclease-
endonuclease-phosphatase »). Il a d’abord été montré chez S. cerevisiae que Ccr4 était
une exonucléase ayant besoin de magnésium et d’une extrémité d’adénosine 3’OH et qui
pouvait également fonctionner sur de l’ADN simple brin (Chen et al., 2002). Il existe deux
orthologues chez l’humain CNOT6 et CNOT6L (Lau et al., 2009). Les études in vitro chez
l’humain ont montré  que  CNOT6 hydrolysait des homo-polymères d’adénosines, qu’elle
pouvait  agir  sur  des  désoxyribonucléotides  mais  avait  une  préférence  pour  des
ribonucléotides (Wang et al., 2010).

b. Pop2
Pop2, comme Pan2 appartient à la famille des ribonucléases  DEDD.  C’est l’autre

nucléase du complexe qui possède également une activité catalytique. (Daugeron, 2001).
Chez  S.  cerevisiae il  a  été  montré  qu’elle  pouvait,  en  plus  d’hydrolyser  des  poly-
adénosines,  hydrolyser  des  poly-uridines  et  des  poly-cytosines  (Thore  et  al.,  2003).  Il
existe chez l’humain deux orthologues, CNOT7 et CNOT8 (Lau et al., 2009).

c. Liaison de Ccr4 et Pop2

La résolution de la  structure du complexe Ccr4-Pop2-Not1 chez  S. cerevisiae a
montré que   Pop2 interagit  via un motif riche en leucine avec la région N-terminale de
Ccr4.  Les domaines nucléases des deux enzymes seraient par ailleurs particulièrement
conservés (Basquin et al., 2012).
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B. Les autres protéines du complexe CNOT

Les autres protéines qui composent le complexe ont un rôle dans la structure du
complexe en lui-même, la liaison à l’ARN et l’interaction avec le ribosome.

Caf40 et Caf130 sont deux autres protéines associées à Ccr4 chez S. cerevisiae.
Elles n’ont pas encore été précisément caractérisées mais elles interagiraient toutes deux
avec Not1 (Chen et al., 2001). 

Les protéines Not 1-5 pour « Negative on TATA less » ont initialement été identifiées
comme  des  répresseurs  de  la  transcription  de  gènes  dépourvus  de  séquence  TATA
(Collart and Struhl, 1994). La  délétion  des  protéines  Nots  impacte  la  déadénylation,
comme Tucker et al.  l’ont montré sur un ARN rapporteur en délétant les protéines Not2,
Not3, Not4 et No5 (Tucker et al., 2002).

a. Not1
Not1, qui est essentielle chez S. cerevisiae est la protéine centrale de structure qui

permet le recrutement de Ccr4 et de Pop2. Elle contient dans sa partie N-terminale cinq
paires d’hélices alpha antiparallèles – répétitions HEAT - qui forment un domaine MIF4G
pour « Middle domain of eukaryotic initiation factor 4G », similaire à un domaine retrouvé
dans le facteur d’initiation de la traduction eIF4G. C’est par ce domaine que serait médiée
l’interaction avec Pop2. Les autres protéines Nots n’interviendraient pas dans cette liaison,
car Ccr4 et Pop2 peuvent s’associer en leur absence (Bai et al., 1999; Maillet et al., 2000;
Basquin et al., 2012; Petit et al., 2012). Pop2 interagit également avec Not1 chez l'humain
(Chen et al., 2021).

b. Les autres protéines Nots
Les interactions entre les protéines Nots ont  été identifiées initialement chez  S.

cerevisiae (Oberholzer and Collart,  1998).  Puis la résolution de la structure du module
NOT du complexe CNOT humain a montré que CNOT1, CNOT2 et CNOT3 - homologues
respectivement des protéines Not1, Not2 et Not5 - interagissaient entres-elles par leurs
extrémités C-terminales  (Boland et al.,  2013) comme cela avait été également observé
chez la drosophile (Bawankar et al., 2013).

Not3 et Not5 ont de fortes similarités dans leurs extrémités N-terminales. Not3 est
présente  chez S.  cerevisiae mais  pas  chez  l’humain,  sa  délétion  chez  S.  cerevisiae
n’entraîne pas de défaut de croissance majeur (Oberholzer and Collart, 1998).

Une structure récente de Not5 a montré que cette protéine interagissait  avec le
ribosome chez S. cerevisiae. Il a par été ailleurs montré que la délétion de Not5 stabilisait
spécifiquement des ARN instables. Ce rôle de Not5 lierait directement la déadénylation à
la dégradation étant donné que Not5 est liée au complexe de déadénylation (Buschauer et
al., 2020). 

Not4,  aussi  appelée  Mot2  chez  S.  cerevisiae  est  une  ubiquitine  ligase.  Chez
l’humain, un domaine RING a été caractérisé : ce type de domaine a la particularité d’être
présent dans des protéines qui jouent un rôle dans l’ubiquitinylation des protéines telles
que les E3 ubiquitines ligases (Hanzawa et al., 2001). La délétion de la protéine Not4 chez
S. cerevisiae, affecte l’assemblage du protéasome ce qui a suggéré que Not4 avait un rôle
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dans  l’intégrité  de  ce  complexe  (Panasenko  and  Collart,  2011). Not4 ubiquitinyle  la
protéine  ribosomique  Rps7a  chez  S.  cerevisiae sans  provoquer  la  dégradation  de  la
protéine par le protéasome. Cette modification serait davantage importante pour la structure
de la protéine en elle-même (Panasenko and Collart, 2012). 

Figure 2. Représentation du complexe CNOT. 
Not2, Not3 et Not5 s'associeraient aux ARN pour le
recrutement  du  complexe  Ccr4-Not,  Not4  est
impliquée dans le contrôle de la qualité des protéines,
Caf1/Pop2  et  Ccr4  sont  impliquées  dans  la
dégradation  des  ARN.  Not1  est  la  protéine
d’échafaudage,  ou  structurante  du  complexe.  Les
protéines  Caf40  et  Caf130  n’ont  pas  de  fonction
exacte  décrite.  Figure  et  légende  adaptées  d’après
(Collart et al., 2013).

II.4.1.3. Redondance des complexes PAN et CNOT

La délétion commune des deux complexes empêcherait  toute déadénylation. En
revanche, la délétion de l’un ou de l’autre n’empêche pas toute déadénylation même si les
queues poly-A ne sont plus autant raccourcies que dans des cellules de type sauvage. Par
ailleurs la délétion de Ccr4 ou de Pop2 augmente la demi-vie d’ARN rapporteurs (Tucker et
al., 2001). 

La présence de deux complexes de déadénylases interroge sur le rôle de chacun.
Bien que catalysant la même réaction enzymatique, il semblerait que les complexes aient
des préférences de substrat :  selon la longueur de la queue poly-A et la présence de
Pab1. 

Chez les mammifères, la sur-expression de Pan2 a montré, sur un gène rapporteur,
que les queues poly-A étaient raccourcies mais que ce raccourcissement s’arrêtait à 20
nucléotides. Ce n’était pas le cas quand c’était Ccr4 qui était sur-exprimée car les queues
poly-A  étaient  complètement  raccourcies.  Cela  a  suggéré  qu’en  plus  d’avoir  une
préférence pour de longues queues poly-A, le complexe PAN précède le complexe CNOT
(Yamashita et al.,  2005). Cela avait également été montré chez  S. cerevisiae quelques
années plus tôt par délétion des gènes codant pour Pan2 et Pan3  (Brown and Sachs,
1998) ou des gènes codant pour Ccr4 et Pop2 sur des gènes rapporteurs (Tucker et al.,
2001).  Plus récemment, des expériences de déadenylation  in vitro  ont confirmé que le
complexe PAN intervenait plutôt sur de longues queues poly-A et le complexe CNOT sur
des plus courtes queues poly-A (Schäfer et al., 2019). 

Étant donné que la déadénylation par le complexe PAN ne peut aller au-delà d’une
vingtaine d’adénosines et que c’est environ l’empreinte d’une molécule de Pab1, il a été
suggéré  que  c’était  la  présence  de  Pab1  qui  empêchait  un  raccourcissement  plus
important (Tucker et al., 2001). 
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Chez  les  mammifères,  une  augmentation  globale  de  la  quantité  d’ARN  a  été
observée quand la sous-unité Pop2 du complexe CNOT était déplétée. Ce n’était pas le
cas pour le complexe PAN et cela a suggéré que le complexe CNOT avait un effet plus
important que le complexe PAN sur la demi-vie des ARN (Yi et al., 2018). 

II4.1.4. Les phases de déadénylation de CNOT et l’implication de Pab1

Deux études récentes publiées simultanément ont analysé les effets de Pab1 dans
la  déadénylation  (Webster  et  al.,  2018;  Yi  et  al.,  2018).  Dans  ces  deux  études,  le
raccourcissement de la queue poly-A sur des ARN synthétisés in vitro a été observé avec
le complexe CNOT purifié.

D’après ces expériences, Ccr4 seule ne fonctionne qu’en présence de Pab1. Pop2
seule, raccourcit plus facilement des ARN dépourvus de Pab1. Lorsque les deux protéines
du complexe sont présentes, les ARN sont déadénylés et encore plus rapidement quand il
y a ajout de Pab1. Il semblerait donc que dans le complexe, Pop2 agisse sur les poly-A
non associées avec Pab1 et Ccr4 sur les poly-A liées par Pab1. Enfin, Pab1 stimule et
accélère la déadénylation par Ccr4 (figure 3) (Webster et al., 2018; Yi et al., 2018). 

Figure 3. Les phases de déadénylation
Pab1, composée de 4 domaines RRM et d'un domaine mlle, se lie aux queues poly-A des
ARN. La déadénylation débute avec le complexe PAN. Pan3 en dimère lie les queues
poly-A via son motif en doigt de zinc et interagit avec Pab1 via son domaine PAM-2. Pan2
qui  possède  l'activité  nucléase  dégrade  les  queues  poly-A.  Après  un  certain
raccourcissement, le complexe CNOT prend le relais. Pop2 dégrade les queues poly-A
dépourvues de Pab1 tandis que Ccr4 dégrade les queues poly-A liées par Pab1.

II.4.1.5. Influence de la queue poly-A sur la traduction et la stabilité des ARN

Le  rôle  de  la  queue  poly-A  dans  la  traduction  et  la  stabilité  des  ARN  est
principalement médié par la protéine cytoplasmique qui les lie, Pab1.

Étant donné que Pab1 est impliquée dans la traduction des ARN via son interaction
avec les facteurs d’initiation, il a été déterminé une relation de causalité entre la longueur
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de la queue poly-A, la présence de Pab1 et la traduction. L’idée étant que plus la queue
poly-A est longue, plus il y aurait de possibilités de liaisons de Pab1, plus la traduction
serait importante. Dans des oocytes de drosophile. Lim et at. ont observé une corrélation
entre  l’efficacité  de  la  traduction,  mesurée  par  « ribosome profiling »   -  technique  qui
permet d’observer l’empreinte du ribosome -  (Ingolia et al.,  2009) et la longueur de la
queue poly-A. Plus la queue poly-A était longue, plus il semblait que la traduction était
importante (Lim et al., 2016).

Cependant, de récentes études tendent à montrer que la longueur de la queue poly-
A n’est pas systématiquement corrélée à la traduction. Chez plusieurs organismes dont C.
elegans et S. cerevisiae, Lima et al. ont observé que les ARN les plus exprimés – avec un
taux d’expression déterminé par l’abondance des transcrits - sont ceux qui ont une queue
poly-A courte,  d’environ  30  nucléotides ce  qui  correspondrait  à  la  liaison  d’une seule
molécule  de  Pab1.  Lima  et  al. expliquent  cette  observation  par  le  fait  que  ces  ARN
subiraient une étape de « pruning » qui consisterait en la dégradation de la queue poly-A
et l’enlèvement de Pab1. Il ne resterait au final plus qu’une molécule Pab1 qui se lierait
aux facteurs d’initiation de la traduction et cela aurait pour effet de promouvoir la traduction
et de bloquer la dégradation (Lima et al., 2017).

Une récente étude a montré que la  corrélation  entre  efficacité  de  la  traduction,
longueur de la queue poly-A et présence de Pab1 dépendait du stade de développement
de l’organisme. Pour des oocytes de Xénope, cette dépendance serait liée au fait qu’à ce
stade du développement, la quantité de Pab1 est limitante et qu’elle lierait davantage les
longues  queues  poly-A.  Cette  corrélation  disparaît  dans  des  cellules  matures  où  la
quantité de Pab1 ne serait plus limitante. Aussi la présence de Pab1 sur les queues poly-A
plutôt que leur longueur serait déterminante pour la traduction des ARN (Xiang and Bartel,
2021).

II.4.2. Exemples de régulation de la déadénylation 
Certaines séquences contenues dans les ARN jouent un rôle dans la régulation de

la déadénylation. C'est le cas par exemple des régions AU riches (AREs) qui contiennent
un fort taux d’uridines et d’adénosines. Elles pourraient recruter des protéines stimulant la
déadénylation,  revue  dans  (Garneau  et  al.,  2007).  Chez  la  levure  S.  cerevisiae,  des
régions riches en GC reconnues par les protéines Pufs permettrait une dégradation rapide
des ARN via le recrutement du complexe CNOT. La protéine Puf5 interagit avec Pop2 et sa
délétion diminue l'efficacité de la déadénylation d’un ARN rapporteur  (Goldstrohm et al.,
2006).

Chez  les  mammifères,  il  existe  une  famille  de  protéines  dénommées BTG/Top,
impliquées dans la  régulation du cycle cellulaire  et qui  interagissent  avec le complexe
CNOT, revue dans (Mauxion et al., 2009). Des expériences de déadénylation in vitro ont
montré  que  la  protéine  BTG2  du  complexe  BTG/Top  interagissait  avec  PABPC1  pour
stimuler la déadénylation d’un ARN rapporteur (Stupfler et al., 2016). Plus récemment, une
étude a révélé que les protéines BTG1 et BTG2 pouvaient avoir un rôle dans le maintien de
la  quiescence  des  lymphocytes  T :  en  promouvant  la  déadénylation  des  ARN  et  en
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diminuant l’abondance des transcrits. Des mutations de ces protéines ont révélé que les
queues poly-A des transcrits des lymphocytes T étaient plus longues. Cela avait pour effet
d’augmenter la quantité de transcrits, ce qui serait lié à une activation des lymphocytes T
(Hwang et al., 2020).

II.4.3. Deadénylation et décapping des ARN 
Le  dogme  actuel  suggère  que  la  déadénylation  est  limitante  pour  permettre  le

décapping et la dégradation in fine de la majorité des ARN. Cela signifie que la vitesse de
déadénylation des ARN déterminerait leur vitesse de dégradation. Par exemple, un ARN
instable aurait sa queue poly-A  raccourcie rapidement pour initier le décapping puis la
dégradation.  Cela  implique  également  que  les  protéines  de  décapping  sont  recrutées
seulement sur des transcrits deadénylés. 

Cependant  il  existe  des  exceptions  à  ce  dogme,  certains  ARN étant  dégradés
indépendamment de la déadénylation. C'est le cas des substrats du « nonsense mediated
mRNA decay » (NMD) détaillé ultérieurement mais également des ARN de  EDC1 et de
RPS28B qui  sont  décappés  et  dégradés  par  Xrn1  sans qu'il  n’y  ait  de  déadénylation
préalable. Dans le cas de l'ARN de  RPS28B,  il  s’agirait d’une régulation de la quantité
d’ARN produite via la protéine Rps28b elle-même et le facteur de décapping, Edc3 (Badis
et al., 2004; Muhlrad and Parker, 2005; He et al., 2014). 

II.4.3.1. Le complexe de décapping des ARN

Le  complexe  de  décapping  Dcp1/Dcp2  est  conservé  chez  les  eucaryotes.  Il
hydrolyse la coiffe des ARN (m7Gppp) alors liée au premier nucléotide de l’ARN ce qui
libère l’ARN avec une extrémité 5’ phosphate accessible pour l’exoribonucléase Xrn1 et un
m7Gpp. 

L’environnement nucléotidique à proximité de la coiffe peut influencer la stabilité de
l’ARN. Deux méthylations de l’adénosine suivant la coiffe ont été rapportées dans des
cellules de mammifères. Ces modifications changeraient notamment la stabilité des ARN
en ayant un effet protecteur contre le décapping par Dcp2 (Mauer et al., 2017).

A. Dcp2
Dcp2 pour  « mRNA decapping 2 » est la sous-unité catalytique du complexe de

décapping. Elle a été identifiée par un crible génétique chez S. cerevisiae comme étant un
acteur  de  la  dégradation  des  ARN.  Elle  a  notamment  été  caractérisée  comme  étant
importante pour le décapping dépendant et indépendant de la déadénylation des ARN
(Dunckley, 1999). 

Dcp2 fait partie de la super-famille des Nudix hydrolases (Dunckley, 1999). C’est le
domaine Nudix qui contient l’activité catalytique  (van Dijk, 2002) avec en N-terminal ce
celui-ci, un domaine régulateur (NRD)  (She et al., 2006).  La partie C-terminale de Dcp2
est la partie la plus divergente. La partie C-terminale, plus longue chez S. cerevisiae que
pour la protéine humaine, contient des motifs HLMs pour  « Helical Leucine-rich Motif »
(Gaudon, 1999). Cette extrémité C-terminale pourrait avoir un rôle de régulation positive
ou négative du décapping par la liaison de facteurs impliqués dans la dégradation. Par
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exemple,  Pat1  et  Upf1  interagissent  avec  l’extremité  C-terminale  de  Dcp2  chez  S.
cerevisiae (He and Jacobson,  2015) et  plus particulièrement  au  niveau des domaines
HLMs pour Pat1 (Charenton et al., 2017). 

B. Dcp1 

Dcp1  est  la  sous-unité  régulatrice  du  complexe,  elle  permettrait  un  meilleur
recrutement de Dcp2 aux ARN. Elle est essentielle pour permettre le décapping chez S.
cerevisiae. Une interaction directe entre Dcp1 et Dcp2 a été révélée chez les levures  S.
cerevisiae et  Schizosaccharomyces pombe (She et al., 2008). En absence de Dcp1, les
ARN de gènes rapporteurs, s'accumulent sous forme oligo-adénylée et cappés ce qui a
renforcé l’idée que Dcp1 intervenait dans le décapping des ARN après leur déadénylation
(Beelman et al., 1996).

C. Protéines associées au complexe de décapping

Des protéines Edc pour « Enhancers of decapping » ont été découvertes associées
au décapping. Leur présence favoriserait l’hydrolyse de la coiffe des ARN. Edc1 et Edc2
sont deux protéines identifiées par crible génétique : la sur-expression des protéines avait
pour  effet  de  réduire  le  défaut de  croissance d’une délétion  de Dcp2 et  leur  délétion
stabilisait un ARN rapporteur (Dunckley et al., 2001). La protéine Edc3 a quant à elle été
identifiée par  analyse  in  silico de  protéines interagissant  aussi  bien  avec le  complexe
Dcp1/Dcp2 qu'avec Xrn1, Dhh1 ou le complexe Lsm1-7  (Kshirsagar and Parker, 2004)
Scd6/Lsm14 identifiée  par  crible  génétique  chez  S.  cerevisiae  est  un suppresseur du
défaut  de  croissance  induit  par  Edc3 (Decourty  et  al.,  2008).  Des  expériences  de
« tethering » de Scd6 ont montré la stabilisation d’un ARN rapporteur chez S. cerevisiae
(Zeidan et al., 2018). Enfin une récente étude a montré par  microscopie à fluorescence
que la délétion de Scd6 conduisait à une relocalisation de Dcp2 dans le noyau (Tishinov
and Spang, 2021) Pby1 serait un autre activateur du décapping chez  S. cerevisiae, elle
interagirait avec le domaine Nudix de Dcp2 (Charenton et al., 2020). 

D. Formation du complexe de décapping
Des études structurales chez plusieurs organismes ont montré que le complexe de

décapping pouvait  adopter des conformations différentes selon la liaison des protéines
Edc et que cela aurait pour effet de contribuer à l’activation du décapping. 

Chez  S. pombe, Dcp2 contient des séquences auto-inhibitrices dans sa partie C-
terminale.  L’auto-inhibition  pourrait  être  levée  via  un  changement  de  conformation  du
complexe par la liaison des protéines : Edc1 et Edc3 (Paquette et al., 2018).

La structure d’un complexe Dcp1/Dcp2 avec Edc3 a par ailleurs été déterminée
chez la levure, Kluyveromyces lactis. Dans cette structure, Dcp2 lie Dcp1 par son extrémité
N-terminale et Edc3 par son extrémité C-terminale. Enfin, ce serait au niveau du domaine
catalytique Nudix que viendrait se placer la coiffe de l’ARN pour le décapping. Edc3 aurait
un rôle stimulateur pour le décapping (Charenton et al., 2016). Une autre forme «active »
du complexe de décapping a été décrite structurellement par la formation d’un complexe
contenant les protéines Edc1, Dcp1, Dcp2 et Edc3 chez la levure K. lactis (Mugridge et al.,
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2018).  En parallèle,  chez  S. pombe,  une structure contenant Edc1,  Dcp1 et  Dcp2 qui
favoriserait  la  conformation  active  de  Dcp2  a  été  décrite  (Valkov  et  al.,  2016).  Chez
l’humain,  le  décapping serait  facilité  par  un  assemblage de Dcp1 et  Dcp2 avec Edc4
( Chang et al., 2014). 

II.4.3.2. Le complexe Lsm1-7 et les protéines associées, un lien entre la queue poly-A
et le décapping

A. Le complexe Lsm1-7

Le complexe Lsm1-7 est constitué de sept protéines Lsm (Like Sm) numérotées de
1 à 7 qui s’assemblent sous la forme d’un anneau. Il lie de courtes queues poly-A et serait
responsable  du  déclenchement  du  décapping.  C’est  un  complexe  cytoplasmique  à
l’inverse du complexe Lsm2-8 spécifique du noyau qui intervient dans l’épissage (Mayes,
1999). La caractérisation de délétions ou de mutations qui inactivaient les protéines Lsm1
à 7 a montré que des ARN déadenylés et cappés s’accumulaient dans des expériences
réalisées sur des ARN rapporteurs. Il en a été déduit que le complexe Lsm1-7 participait
au déclenchement du décapping des ARN. (Boeck et al., 1998; Bouveret, 2000; Tharun et
al.,  2000;  He and Parker,  2001).  Par ailleurs, les ARN qui  s’accumulaient  avaient  des
queues poly-A d’une taille comprise entre 10 et 20 nucléotides. Aussi il en a été déduit que
c’était  à cette  taille  que le  décapping se déclenchait  (Tharun et  al.,  2005). Enfin,  des
expériences in vitro avec le complexe Lsm1-7 purifié ont montré qu’il avait une préférence
pour  des  formes  oligo-adénylées  ou  oligo-uridylées  (Chowdhury  et  al.,  2007).  Des
interactions entre le complexe Lsm1-7 et  le complexe de décapping ont  été mises en
évidence par double-hybride (Fromont-Racine et al., 2020).

L’accumulation de queues poly-A courtes associée à des ARN cappés couplée au
fait que le complexe Lsm1-7 a une préférence de liaison à des ARN oligo-adénylés a
suggéré  que  ce  complexe  liait  les  ARN  en  fin  de  déadénylation  pour  déclencher  le
décapping.

B. Pat1 et le complexe Lsm1-7 

Pat1 serait à la fois impliquée dans la liaison aux courtes queues poly-A des ARN et
le décapping. 

Pat1 interagit avec le complexe Lsm1-7 et sa présence semble augmenter l’affinité
du complexe Lsm1-7/Pat1 pour  sa  liaison à  l’ARN  (Chowdhury  et  al.,  2014).  Chez  S.
pombe,  des  données  de  structure  ont  montré  que  Pat1  interagit  également  avec  le
complexe de décapping via le domaine HLMs C-terminal de Dcp2. L’interaction aurait pour
effet de lever l’autoinhibition du complexe de Dcp1/Dcp2 et de promouvoir le décapping
(Lobel et al., 2019). Pat1 pourrait également interagir avec Xrn1, revue dans (Charenton
and Graille, 2018). La figure 4 résume les interactions entre le complexe de décapping et
le complexe Lsm1-7/Pat1.

En plus d’être associée au complexe Dcp1-2 et au complexe Lsm1-7, Pat1 a été
retrouvée  associée  aux  facteurs  d’initiation  de  la  traduction  eIF4E  et  eIF4G et  ce  de
manière  dépendante  de  l’ARN  (Tharun  and  Parker,  2001).  En  absence  de  Pat1,  la
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répression de la traduction induite par une carence en glucose n'est plus observée tandis
que sa sur-expression inhibe la traduction suggérant que cette protéine pouvait avoir un
rôle charnière dans la traduction et le déclenchement de la dégradation des ARN (Coller
and Parker, 2005).

Figure 4. Mécanisme du décapping dépendant du complexe Lsm1-7/Pat1
Le complexe Lsm1-7/Pat1 est recruté sur un ARN déadénylé et s’associe au complexe de
décapping  et  à  Xrn1  pour  la  dégradation  5 ‘-3’  des  ARN.  Figure  adaptée  d’après
(Charenton and Graille, 2018).

II.4.3.3. Connexion entre les facteurs de la déadénylation et du décapping

Le lien entre la déadénylation et le décapping ne serait pas uniquement médié par
le complexe Lsm1-7 qui lie des ARN déadénylés. En effet en plus de cela, des connexions
entre les facteurs de décapping et de la déadénylation ont été observées. 

A. Implication des protéines Nots 
L'ARN du gène EDC1 serait soumis à un mécanisme de dégradation indépendant

de la déadénylation et a été utilisé comme substrat pour l'étude du décapping  (Muhlrad
and  Parker,  2005).  Les  délétions  de  Not2,  Not3  et  Not5  stabilisent  l’ARN  de  EDC1,
suggérant que ces protéines participaient au déclenchement du décapping (Alhusaini and
Coller, 2016).
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B. Implication de Dhh1 dans la dégradation des ARN

Dhh1  est  une  ARN hélicase  de  la  famille  DEAD  (Strahl-Bolsinger  and  Tanner,
1993).  Des  expériences  de  co-immunoprécipitation  ont  montré  que  cette  protéine
interagissait avec Dcp1, Pop2, Lsm1, Pat1 et Not1 (Coller et al., 2001; Maillet and Collart,
2002).  La résolution de la structure de Dhh1 a mis en évidence une interaction avec la
partie N-terminale de Pat1 (Sharif et al., 2013). 

En absence de Dhh1, l’ARN du gène MFA2 est stabilisé contrairement à ce qui est
observé pour un gène rapporteur sensible au NMD. Cela a suggéré que Dhh1 avait un rôle
dans le recyclage des ARN, indépendamment du NMD. De plus, en absence de Dhh1 il y
a stabilisation de formes cappées et déadénylées suggérant un rôle potentiel de Dhh1
dans  le  déclenchement  du  décapping  (Coller  et  al.,  2001).  In  vitro, Dhh1  stimule  le
décapping médié par Dcp1  (Fischer, 2002). L’ensemble de ces observations suggèrent
l’existence d’un lien entre Dhh1 et le décapping.

Dhh1  a  ensuite  été  identifiée  comme  une  protéine  intervenant  dans  la
reconnaissance de ribosomes ralentis. L’addition d’une succession de codons rares au
sein d’un ARN provoque sa déstabilisation dans une cellule de type sauvage mais cet effet
est moins marqué dans une souche présentant une délétion de Dhh1, suggérant que cette
protéine reconnaîtrait les ARN traduits moins rapidement et que cela déclencherait leur
dégradation (Sweet et al., 2012). Plus récemment, Dhh1 a été identifiée comme étant la
protéine  qui  était  responsable  du  déclenchement  de  la  dégradation  d’ARN ayant  des
codons peu « optimisés »(Radhakrishnan et al., 2016). L’optimisation des codons et son
impact sur la stabilité des ARN sont détaillés ultérieurement.

Dhh1 serait la principale protéine qui connecterait la déadénylation au décapping.
Elle  est  présumée  comme  étant  l’élément  déclencheur  du  décapping  et  de  la
déadénylation  dans  le  modèle  dépendant  du  raccourcissement  de  la  queue  poly-A,
revues dans (Charenton and Graille, 2018; Vidya and Duchaine, 2022).

II.4.3.4. Vitesse de déadénylation et décapping

Chez  S.  cerevisiae, des  observations  en  dynamique  après  induction  puis  arrêt
transcriptionnel  réalisées  dans  les  années  90  pour  observer  le  raccourcissement  des
queues  poly-A  ont  mené  à  l’hypothèse  que  la  déadénylation  était  importante  pour  la
dégradation des ARN.

MFA2 est considéré comme étant un ARN instable (demi-vie de 3,5 minutes). Il a
été observé que des mutations dans son 3’UTR augmentaient la demi-vie du transcrit et
que le profil de déadénylation changeait avec une déadenylation qui semblait plus lente.
Cela a suggéré que MFA2 devait contenir, dans sa région 3'UTR, des éléments stimulants
pour la déadénylation et responsables de son instabilité  (Muhlrad and Parker, 1992). En
parallèle,  l’accumulation  d’espèces  oligo-adénylées  pour  un  autre  rapporteur,  PGK1
considéré comme un ARN stable (demi-vie de 45 minutes) et l’absence de courtes queues
poly-A pour MFA2 a mené Muhlrad et al. à formuler l’hypothèse qu’un ARN instable était
déadénylé plus rapidement pour initier sa dégradation qu’un ARN stable. Par ailleurs, le
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déclenchement du décapping n’était observé pour ces deux rapporteurs que quand l’ARN
avait ses queues poly-A complètement raccourcies (Muhlrad et al., 1994, 1995).

Chez S. cerevisiae et chez les mammifères, deux études ont montré que les ARN
décappés  présentaient  des  queues  poly-A  courtes.  Pour  les  espèces  cappées  en
revanche, les queues poly-A étaient plus longues et de tailles variables. L'ensemble de ces
observations suggère que la déadénylation se produit sur des ARN encore cappés et que
non seulement la déadénylation précède mais est aussi requise pour initier le décapping
(Couttet et al., 1997; Bouveret, 2000).

Différents modèles mathématiques ont été créés pour tenter de modéliser et de
prédire l'accumulation des ARN cytoplasmiques à l’état  d’équilibre ou  « steady state ».
Dans le modèle établi par Cao et Parker, en utilisant les données obtenues sur les gènes
MFA2  et  PGK1,  de  petites  variations  dans la  vitesse  de  déadénylation  ont  des effets
majeurs sur l'accumulation des ARN dans le cytoplasme, suggérant que la déadénylation
serait  l'étape  clé  du  processus  de la  dégradation  des  ARN cytoplasmiques  (Cao and
Parker, 2001). Plus récemment, de nouvelles simulations de dégradation des ARN ont été
réalisées d’après des mesures de demi-vies et de queues poly-A à grande échelle dans
des cellules  humaines.  Les  auteurs  proposent  que la  vitesse  de la  déadénylation  est
similaire pour les ARN stables et instables, jusqu’à 50 nucléotides. En dessous de ce seuil,
la déadénylation et la dégradation sont plus rapides pour les ARN instables que pour les
ARN stables (Eisen et al., 2020).

II.5. Les voies de dégradation 5’-3’ et 3’-5’
D’après le modèle canonique représenté en figure 5, la dégradation des ARN après

la déadénylation, peut avoir lieu selon deux voies.
Dans la voie de dégradation 5’-3’, la liaison du complexe Lsm1-7/Pat1 aux courtes

queues  poly-A  générées  par  l'action  des  déadénylases  permettrait  le  recrutement  du
complexe  Dcp1/Dcp2  pour  le  décapping  des  ARN.  Une  fois  décappés,  les  ARN  qui
présentent une extrémité 5’ phosphate libre sont soumis à une dégradation dépendante de
l’exoribonucléase Xrn1  (He and Jacobson, 2001). Xrn1 n’utiliserait comme substrat que
des ARN 5’ monophosphates (Jinek et al., 2011).

L’autre voie de dégradation dégrade les ARN dans le sens 3’-5’. Elle est effectuée
par l’exosome cytoplasmique qui est un complexe conservé composé de plusieus sous-
unités, dont Dis3 qui possède des activités endonucléase et exonucléase. L’exosome est
accompagné des protéines activatrices Ski. Même si l’exosome dégrade les ARN dans le
sens 3’-5’,  comme les déadénylases, la déadénylation préalable serait  nécessaire pour
dissocier Pab1 des queues poly-A et rendre accessible l’extrémité 3’ de l’ARN à l’exosome.
Cette voie est considérée comme mineure car elle interviendrait pour dégrader les ARN
qui ne seraient pas dégradés par la voie 5’-3’,  par exemple lorsque la disponibilité du
complexe de décapping ou de Xrn1 est affectée, revue dans (Łabno et al., 2016).

19



Figure 5. Dogme actuel pour la dégradation des ARN chez S. cerevisiae
La déadénylation précède le décapping des ARN et est un prérequis pour la dégradation.
Les  ARN sont  d’abord  déadénylés  par  le  complexe  PAN (Pan2  et  Pan3)  puis  par  le
complexe CNOT (Ccr4, Pop2 et les protéines Nots). Les courtes queues poly-A peuvent
ensuite  être  liées  par  le  complexe  Lsm1-7  ce  qui  déclencherait  le  décapping  par
Dcp1/Dcp2.  La  dégradation  est  effectuée ensuite  par  Xrn1  dans le  sens  5’-3’  ou  par
l’exosome  cytoplasmique  dans  le  sens  3’-5’.  Figure  et  légende  adaptées  d’après
(Passmore and Coller, 2022).

II.6. Régulation de la transcription par la quantité d’ARN 
cytoplasmique

Depuis quelques années, les notions de rétro-contrôle, « buffering », et marquage
transcriptionnel des ARN pour la dégradation ont émergé.

Sun et al. ont observé que, dans des souches de levure présentant des délétions de
différentes  protéines  impliquées  dans  la  dégradation  et  le  métabolisme des  ARN,  les
modifications induites par ces mutations sur la dégradation des ARN étaient compensées
par des modifications de leur synthèse. Ces observations suggèrent que la dégradation
cytoplasmique des ARN pourrait impacter leur transcription et qu'il existe un rétro-contrôle
de la transcription des ARN dans le noyau par leur quantité dans le cytoplasme. Ce rétro-
contrôle aurait lieu en réponse à certains stress ou infections qui impacteraient la quantité
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d’ARN cellulaires. Bien que le mécanisme responsable de ce « buffering » ne soit pas
élucidé, il semble que Xrn1 joue un rôle clé puisque contrairement aux autres protéines
testées, la délétion de cette protéine empêche la dégradation des ARN et augmente leur
transcription entraînant une forte accumulation d'ARN. Cet effet serait en partie médié par
Nrg1, un répresseur général de la transcription (Sun et al., 2012, 2013). 

En réalisant des mesures de demi-vie de certains ARN par marquage métabolique
couplées  à  des  immuno-précipitations  de  la  chromatine  (CHIP-seq)  pour  regarder
l’occupation des promoteurs par l’ARN polymérase II, Abernathy et al. ont montré que chez
les mammifères, l’expression d’une endonucléase virale provoquait à la fois la dégradation
d’ARN cellulaires et une diminution de la transcription Cette dégradation serait dépendante
de Xrn1  (Abernathy et al., 2015). Il a également été montré qu’en réponse à ce stress,
certaines protéines cytoplasmiques telles que PABPC1 étaient relocalisées dans le noyau.
Cette présence nucléaire pourrait réprimer la synthèse de certains gènes. Le rôle de ce
rétro-contrôle n’a pas encore été élucidé (Gilbertson et al., 2018). 

III.  Traduction  des  ARN  et  ses  liens  avec  la
dégradation

La traduction des ARN est l’étape qui permet la synthèse des protéines, grâce à un
complexe ribonucléoprotéique, le ribosome. Chez les cellules eucaryotes, elle se déroule
au sein du cytoplasme. La traduction est un processus séquentiel mais elle peut se diviser
en  trois  étapes :  la  reconnaissance  de  l’ARN,  sa  traduction  et  l’arrêt  de  la  traduction
(figure 6.A). 

Chez S. cerevisiae, le ribosome est composé d’une petite sous-unité 40S (S pour
Svedberg,  qui  désigne  le  coefficient  de  sédimentation  de  la  particule)  composée  de
protéines et d’un ARN ribosomique (ARNr) 18S et d’une grande sous-unité composée de
protéines et des ARNr 5S, 5,8S et 25S. L’assemblage des deux sous-unités du ribosome
est appelé 80S. La sous-unité 40S est la première à intervenir dans la traduction, elle
reconnaît notamment l’ARN à traduire et le codon AUG initiateur. La grande sous-unité
60S vient s’associer dans un second temps pour ce qui marque le début de la synthèse
protéique. Trois sites dans le ribosome se distinguent, dans lesquels vont se placer les
ARN de  transfert  (ARNt)  au  cours  de  la  traduction.  Le  site  aminoacyl  A  où  viennent
initialement se placer les ARNt chargés d’un acide aminé, le site peptidyl-transférase P où
est réalisée la liaison peptidique entre l’acide aminé situé au site A et celui au site P, le site
de sortie (« exit »), E où les ARNt sont relâchés. 

III.1. Initiation de la traduction 
Plusieurs facteurs d’initiation vont se coordonner pour se lier à l’ARN et former le

complexe d’initiation de la traduction eIF4F. Il est notamment composé de eIF4G, d’une
hélicase, eIF4A, assistée par eIF4B, et de eIF4E/CDC33 qui est la protéine cytoplasmique
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de  liaison  à  la  coiffe  des  ARN.  Au  total  11  facteurs  d’initiation  interviendraient  pour
démarrer la traduction, revue dans (Dever et al., 2016).

Pab1 via son domaine RRM2 participe au recrutement de l’un d’entre eux, eIF4G
(Tif4631/Tif4632) chez S. cerevisiae (Tarun and Sachs, 1996) et chez l’humain (Safaee et
al., 2012). eIF4G se lie à un autre facteur d’initiation, eIF4E (Fortes et al., 2000). La liaison
de ces différents facteurs provoquerait la formation d’un complexe dit  « closed-loop » ce
qui signifie que l’ARN adopte une conformation circulaire (Wells et al., 1998). 

D’autre  part,  se  forme  le  complexe  de  pré-initiation  43S  aussi  appelé  PIC.  Ce
complexe contient la petite sous-unité 40S du ribosome et un complexe dit « ternaire »
composé de la protéine eIF2 associée à une molécule de GTP et d’un ARN de transfert
méthionine dit « initiateur » (ARNti

Met). L’ARN de transfert chargé se place plus précisément
au niveau du site P de la sous-unité 40S. Enfin le PIC lie l’ARN dans sa partie 5' non
traduite (5’UTR), formant alors le complexe 48S. Ensuite une étape de « scanning », vers
le 3’  de l’ARN consiste en la recherche d’un codon AUG  « start »  par le PIC grâce à
l’anticodon UAC de l’ARNti  

Met  . Les nucléotides juste en amont du codon « start » ont une
importance dans l’efficacité de la traduction et définissent une séquence qui promeut la
reconnaissance du codon « start » appelée séquence consensus de « Kozak ». Une fois
que le codon AUG « start » est reconnu, eIF2 associé à du GDP est relargué du complexe
et la 60S est recrutée pour former le ribosome ce qui initie la phase d’élongation de la
traduction, revue dans (Dever et al., 2016).

III.2. Elongation de la traduction
L’élongation  de  la  traduction  est  l’étape  qui  va  consister  en  la  synthèse  de  la

protéine, composée d’une succession d’acides aminés. Alors que l’ARNt i  
Met est positionné

sur  l’AUG au sein du site  P du ribosome, un nouvel  ARNt  chargé associé au facteur
d’élongation eEF1A et de GTP se positionne au niveau du site A du ribosome. Lors de la
reconnaissance  codon-anticodon,  le  GTP  est  hydrolysé  et  eEF1A  est  relâché  de  la
structure puis recyclé par eEF1B pour un nouveau cycle. Durant la formation de la liaison
peptidique, le peptide naissant situé au niveau du site P du ribosome est transféré au
nouvel aminoacyl ARNt situé au site A. eIF5a/Hyp2 qui est un autre facteur d’élongation
viendrait se lier au sein du site E du ribosome ce qui aurait pour effet de catalyser la
liaison  peptidique  entre  les  deux  acides  aminés.  Le  ribosome  adopterait  alors  une
conformation « hybride ». eEIF2-GTP viendrait s’associer au site A ce qui aurait pour effet
de transloquer les ARNt situés respectivement aux sites A et P aux sites P et E. Après la
dissociation de eEIF2-GDP, le site A est disponible pour accepter un nouvel ARNt (figure
6.B), revue dans (Dever et al., 2018).

III.3. Terminaison de la traduction 
La terminaison de la traduction intervient  quand un codon stop (UAA, UGA, ou

UAG) se situe au site A du ribosome. eRF1/Sup45 et eRF3/Sup35 sont les deux facteurs
de  terminaison.  Les  deux  protéines  s’associent  pour  former  le  complexe  ternaire

22



eRF1/eRF3-GTP. L’hydrolyse du GTP permet le positionnement de eRF1 au niveau du
codon stop et eRF3 est relâché (figure 6.C). Enfin le facteur eRF1 en coordination avec
un facteur qui intervient pour recycler le ribosome, Abce1/Rli1 permettrait l’hydrolyse de la
liaison peptidique et la libération de la protéine. Enfin l’hydrolyse d’ATP par Abce1/Rli1
permet la dissociation du ribosome (figure 6.D), revue dans (Dever and Green, 2012).

Figure  6.  Mécanismes  de  l’initiation,  de  l’élongation  et  de  la  terminaison  de  la
traduction.
(A) Vue d'ensemble des différentes phases de la traduction. (B) Schéma de l'initiation, (C)
de l'élongation, (D) de la fin de la traduction et du recyclage. Figure et légende adaptées
d’après (Sonneveld et al., 2020). 
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III.4. Optimisation des codons 
Le code génétique repose sur la correspondance entre un acide aminé et un triplet

de nucléotides sur l'ARNm, appelé codon. Il existe 43 soit 64 codons différents dont trois
qui correspondent aux codons stop - AUG, UGA et UAG - et les 61 autres aux 20 acides
aminés. Ce code génétique est dit « dégénéré » car il peut exister plusieurs codons dits
« synonymes » pour un même acide aminé. Certains codons et leurs ARNt associés sont
très abondants, il s’agit du « biais de codon ». Dans des gènes très exprimés tels que les
gènes codant pour les protéines ribosomales il y a une sur-représentation de codons qui
seraient efficacement traduits, à l’inverse par exemple des cibles du NMD, qui ne codent
pas souvent pour une protéine fonctionnelle.

Un des enjeux de la synthèse protéique est la bonne reconnaissance du codon par
l’ARNt  chargé  correspondant.  C’est  ce  qui  permettra  d’introduire  dans  le  polypeptide
l’acide aminé correct. Pour cela, plusieurs ARNt chargés vont venir se placer au sein du
site A du ribosome et ce jusqu’à ce que l’ARNt  via sa boucle anticodon soit associé au
codon correspondant.  L’ARNt est alors dit  « cognate ».  Lors de cette étape, des ARNt
« non-cognate » (pas d’appariement possible avec le codon) et « proche-cognate » (deux
appariements possibles avec le codon) peuvent se placer au sein du ribosome. Ces ARNt
« non ou proche-cognate » peuvent se lier partiellement au codon de part les interactions
entre bases. Si le codon lu est rare et que des ARNt «proche-cognate » sont abondants,
alors la reconnaissance du codon par l'ARNt correspondant sera lente. D’où l’idée que les
codons rares sont décodés moins rapidement et que le ribosome resterait plus longtemps
sur  ces codons (figure 7.A),  revues dans  (Hanson and Coller,  2018;  Bae and Coller,
2022).

Plusieurs  méthodes  ont  été  utilisées  pour  déterminer  le  biais  dans  l’usage  des
codons. Une des premières utilisées est le « Codon Adaptation Index » (CAI) qui permet
de  déterminer  pour  chaque  acide  aminé  la  fréquence  d'utilisation  de  chacun  de  ses
codons en utilisant comme référence les gènes les plus exprimés. Le principe étant que
plus  un  codon  est  présent  dans  un  gène  exprimé,  plus  son  utilisation  est  importante
(Sharp and Li, 1987). Le « tRNA adaptative index » (tAi) est un autre calcul d’usage des
codons qui se base sur les appariements codons-anticodons et prend en compte à la fois
les  liaisons  canoniques  Watson-Crick (définies  par  les  paires  adénine/uracile  et
guanine/cytosine)  et  non  canoniques, wobble.  Les  appariements  non  canoniques
interviennent quand un ARNt peut s’apparier à plusieurs codons de par la permissivité de
la troisième base de l’anticodon. Par exemple l’inosine est une base modifiée de la boucle
anticodon qui peut s’apparier avec l’uracile, l’adénine et la cytosine. Le tAi reflète ainsi la
disponibilité des ARNt pour un codon (figure 7.B) (Reis, 2004). Pechmann et Frydman ont
par la suite défini un seuil à partir duquel un codon était considéré comme optimal avec
l’idée qu’un codon optimal avait une disponibilité d’ARNt en excès par rapport à son usage
(Pechmann and Frydman, 2013). 

L’optimisation  des codons affecte  la  synthèse protéique et  la  stabilité  des ARN.
L’optimalité des codons aurait un rôle sur la vitesse de synthèse des protéines : comme les

24



codons  non  optimaux  sont  décodés  plus  lentement,  les  ARNs  sont  traduits  moins
rapidement (figure 7.C). Un  décodage ralenti en fonctiondes codons a par exemple été
montré chez E. coli par marquage radioactif des protéines néosynthetisées (Sørensen and
Pedersen, 1991). Des expériences de « ribosome profiling » chez S. cerevisiae ont montré
par  la  suite  que  les  ARN  qui  avaient  des  codons  rares  et  donc  moins  d’ARNt
correspondants étaient décodés plus lentement  (Weinberg et al., 2016). Par ailleurs, la
présence de paires de codons non-optimaux semble avoir un effet multiplicateur sur une
baisse de l’efficacité de la traduction (figure 7.D). Chez S. cerevisiae, 17 paires de codons
inhibitrices pour la traduction ont été identifiées  (Gamble et al., 2016). D’autre part, des
cinétiques  de  dégradation  chez  S.  cerevisiae ont  montré  que  la  stabilité  des  ARN
dépendait  de  l’usage  des  codons.  (Hoekema  et  al.,  1987).  Enfin,  une  analyse  bio-
informatique utilisant des données de séquençage à grande échelle a mis en évidence
une corrélation entre le pourcentage de codon optimaux et la demi-vie des ARN qui a
ensuite  été validée expérimentalement.  Cette  analyse a permis de définir  le  « stability
correlation coefficient » (CSC) corrélant  la  demi-vie  des ARN à leur  usage de codons
(Presnyak et al., 2015).
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Figure 7.  L’usage  des  codons  influence  la  traduction via des  mécanismes
dépendants des ARNt
(A) Les codons optimaux (vert) permettent une translocation rapide du ribosome, libérant
ainsi  l'extrémité  5ʹ  de  la  séquence  d'ARN codante  (CDS).  Les  codons  non  optimaux
(rouge)  peuvent  ralentir  la  translocation  des  ribosomes  alors  que  ces  derniers
« attendent » un ARNt rare ce qui peut créer une accumulation de ribosomes. (B) Lorsque
l’ARNt reconnu par le codon est rare dans le pool d'ARNt ou en faible quantité par rapport
aux  espèces  d'ARNt  « proche-cognat »,  la  traduction  peut  être  ralentie  en  raison  de
l'augmentation  du  temps  nécessaire  pour  que  le  codon  soit  reconnu  par l'ARNt
correspondant.  (C)  Les codons qui doivent être décodés par les espèces d'ARNt qui ne
forment pas de paires de bases canoniques Watson-Crick en troisième position du codon
provoquent  un  ralentissement  du  ribosome,  en  raison  du  temps  accru  nécessaire  à
l'incorporation des ARNt wobble. Deux interactions wobble communes chez la levure sont
illustrées, G-U et G-I en comparaison  aux paires de bases traditionnelles Watson-Crick,
qui  sont  associées  à  une  traduction  plus  efficace.  (D) Les  doublets  de  codons  non
optimaux  induisent un ralentissement du ribosome  encore plus important que lorsqu’ils
sont isolés. Légende et figure adaptées d’après (Hanson and Coller, 2018).
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III.5. Traduction et dégradation 
Il  est  désormais  établi  que  la  dégradation  des  ARN  est  étroitement  liée  à  la

traduction. Cette dégradation dépendante de la traduction peut s’envisager par le fait qu’un
ARN messager doit d’abord avoir permis la production de protéines avant d’être dégradé. 

III.5.1. La dégradation co-traductionnelle 
En  analysant  les  ARN  présents  dans  différentes  fractions  de  gradients  de

saccharose qui permettent de séparer les ARN associés aux ribosomes des ARN libres,
Hu et al. ont observé que des ARN décappés pouvaient être associés avec des ribosomes
en  cours  de  traduction.  Ils  ont  également  observé  la  présence  de  fragments  de
dégradation dans ces fractions de gradient suggérant que le décapping et la dégradation
intervenaient sur  des  ARN  en  cours  de  traduction  (Hu  et  al.,  2009).  Par  ailleurs,  la
dégradation  des  ARN  instables  dans  les  polysomes  avait  été  démontrée  auparavant
(Zhang et al., 1997). 

Quand l’élongation de la traduction est inhibée par l’ajout de cycloheximide,  une
drogue  qui  empêche  la  translocation du ribosome, les ARN sont  stabilisés et  ce sont
principalement des espèces cappés qui sont observées. Bien que cette drogue affecte la
traduction, il est possible que l'effet observé sur la stabilisation des ARN ne soit pas dû
directement au blocage de l'élongation de la traduction mais à l'inhibition de la synthèse
d'un  ou  de  plusieurs  facteurs  de  dégradation  des  ARN.  Dans  ce  cas  l'effet  sur  la
stabilisation des ARN serait indirect (Chan et al., 2018). 

Le lien entre la traduction et la dégradation a été étudié par l’analyse de fragments
d’ARN en cours de dégradation. Lorsque les ARN sont décappés puis dégradés par des
exoribonucléases telle que Xrn1, cela génère des extrémités 5’  phosphate libres. Cette
caractéristique a été utilisée pour isoler et identifier par séquençage les ARN en cours de
dégradation après la ligation d'une amorce spécifique à cette extrémité (Pelechano et al.,
2015).

L'utilisation  de  cette  technique  a  permis  de  montrer  que  les  fragments  de
dégradation chez S. cerevisiae s’accumulaient avec une périodicité de 3 nucléotides dans
les  parties  codantes  des  ARN  alors  que  ce  n’était  pas  le  cas  pour  les  régions  non
traduites. Par ailleurs, il y avait une forte accumulation de fragments 17 nucléotides en
amont  du  codon  stop  des  séquences  codantes.  Ces  deux  observations  ont  conduit
Pelechano  et  al. à  suspecter  l’implication  de  la  traduction  dans  la  dégradation :  la
périodicité de 3 nucléotides est également celle observée lors du décodage des codons et
de la translocation du ribosome. L’accumulation de fragments spécifiquement avant le stop
pourrait  s'expliquer par la persistance du ribosome au stop. En effet,  les analyses par
« ribosome profiling »  ayant montré que le ribosome couvrait  environ une trentaine de
nucléotides (Ingolia et al., 2009), un ribosome « bloqué » au codon stop  protégerait une
séquence d'environ 15±2 nucléotides de part et d'autre de celui-ci ce qui est compatible
avec la distance de 17 nucléotides en amont du codon stop observée. Dans un mutant de
délétion pour Xrn1, cette périodicité est perdue alors qu'elle est renforcée après inhibition
de la traduction par ajout de cycloheximide  (Pelechano et al., 2015). L'ensemble de ces
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résultats suggère que la dégradation des ARN par Xrn1 est co-traductionnelle, et que la
périodicité de 3 nucléotides observée serait la conséquence du déplacement du ribosome,
protégeant la portion d'ARN auquel il est associé de la dégradation par cette exonucléase.
Une interaction physique entre Xrn1 et le site de sortie du ribosome a par ailleurs été mise
en évidence par cryo-microscopie électronique (Tesina et al., 2019).

III.5.2. La dégradation des ARN par le NMD
Si la corrélation entre la séquence de l'ARN et sa stabilité est maintenant clairement

établie, la première observation de cette corrélation remonte à la fin des années 70 chez
S.  cerevisiae avec la  découverte  du  « nonsense mediated  mRNA decay » (NMD) par
l’introduction d’un codon non-sens au sein du gène codant pour la protéine URA3 (Losson
and  Lacroute,  1979).  Le  NMD  est  un  mécanisme  de  contrôle  de  qualité  des  ARN
dépendant  de  la  traduction  qui  dégrade  spécifiquement  les  ARN  ayant  une  courte
séquence codante suivie d'un long 3'UTR. Outre les ARN contenant des mutations non-
sens, les ARN ayant de petites phases codantes en amont de la séquence canonique
(uORF pour « upstream open-reading-frame » (Malabat et al., 2015)), les ARN épissés qui
ont conservé des introns, et certains ARN non codant issus de la transcription pervasive
tels que les XUTs («Xrn1-sensitive unstable transcript », (van Dijk et al., 2011)) et les SUTs
(« stable  unannotated  transcripts »,  (Neil  et  al.,  2009;  Xu  et  al.,  2009))  présentent  la
caractéristique d'avoir une courte séquence codante suivie d'un long 3' UTR et constituent
des cibles du NMD, revue dans (Celik et al., 2017).

Upf1, Upf2 et Upf3 sont les trois protéines essentielles au NMD chez S. cerevisiae,
(Leeds et al., 1991, 1992; Cui et al., 1995). Ces protéines sont dénommées ainsi car les
mutations « upf » ont initialement été identifiées par crible génétique chez S. cerevisiae :
les mutations de ces gènes augmentaient la fréquence de glissement (« frameshift ») du
ribosome (Culbertson et al., 1980). Upf1 est impliquée dans toutes les étapes du NMD et
est de ce fait considérée comme la protéine clé du NMD. Upf1 est une ARN/ADN hélicase
ATP-dépendante qui  possède à son extrémité N-terminale une région en doigt de zinc
riche en cystéines et histidines (CH). Cette extrémité constitue une plateforme d’interaction
avec  d’autres  protéines  telles  que  Upf2,  eRF1,  eRF3,  Dcp2,  Ebs1  et  Nmd4  chez  S.
cerevisiae. (He and Jacobson,  1995;  He et  al.,  1996;  Czaplinski  et  al.,  1998;  He and
Jacobson, 2015; Dehecq et al., 2018). Le domaine C-terminal, de Upf1 contient une région
riche  en  sérines  et  glutamines  (SQ)  qui  interviendrait  dans  la  régulation  de  l'activité
hélicase, revue dans (Lavysh and Neu-Yilik, 2020). 

Chez S. cerevisiae, la présence d'un codon stop précoce (PTC pour  « premature
stop codon ») suivi d’un long 3’UTR dans un ARN provoquerait le recrutement de Upf1,
Upf2 et Upf3 (He and Jacobson, 2001; Muhlrad et al., 1994; Muhlrad and Parker, 1999).
Un deuxième complexe de protéines composé de Nmd4 (homologue chez la levure de
Smg6) et  Ebs1 (homologue chez la  levure de Smg5/7)  et  du complexe de décapping
viendrait ensuite s’associer à Upf1 permettant la dégradation de l'ARN par Xrn1 sans qu'il
n’y ait déadénylation préalable (Dehecq et al., 2018) (figure 8).

28



Chez  les  mammifères,  la  reconnaissance  de  PTC  se  fait  par  deux  voies
potentiellement distinctes : une similaire à celle de la levure, par l'intermédiaire d'un long
3'UTR, et une autre à laquelle participent un complexe macromoléculaire assemblé en
aval des jonctions entre exons lors de l’épissage des ARN : l’EJC pour  « exon junction
complex ». Lorsqu’un codon stop est situé au sein d’une séquence codante et qu’il y a en
aval un EJC, la reconnaissance du codon stop aberrant est médiée par le recrutement des
facteurs du NMD (UPF2, UPF3) via l’EJC, ce qui permet leurs interactions avec UPF1 pour
activer  la  dégradation de l'ARN. Contrairement à  la  levure où les ARN sont  dégradés
essentiellement par Xrn1, chez les mammifères ceux-ci seraient dégradés dans le sens 5’-
3’ par XRN1 et dans le sens 3’-5’ par les déadénylases et l’exosome cytoplasmique. Il y
aurait également un clivage endonucléolytique par la protéine SMG6 (homologue humain
de Nmd4), recrutée par UPF1, revue dans (Lykke-Andersen and Jensen, 2015). 

Plusieurs  hypothèses  ont  été  formulées pour  expliquer  comment  la  cellule  était
capable de distinguer un codon stop aberrant (PTC pour « premature termination codon »)
d’un  codon  stop  « normal »  en  fin  de  phase codante  (NTC pour « normal  termination
codon »). 

En comparaison d’un NTC, un ribosome resterait plus longtemps en attente des
facteurs  de  terminaison  de  la  traduction  au  niveau  d’un  PTC.  La  terminaison  de  la
traduction serait donc plus lente et/ou moins efficace sur un PTC que sur un NTC, ce
« retard » permettrait la reconnaissance de l'ARN cible et sa dégradation par la machinerie
du NMD et l’hydrolyse d’ATP par Upf1 aiderait à prévenir l’accumulation de ribosomes au
niveau des PTC (Serdar et al., 2016). 

Lors  de  la  terminaison  de  la  traduction,  Pab1  participerait  au  recrutement  des
facteurs de terminaison eRF1/eRF3  grâce à l'interaction entre Pab1 et eRF3 (Hoshino et
al.,  1999;  Cosson  et  al.,  2002;  Roque  et  al.,  2015;  Ivanov  et  al.,  2016).  Chez  les
mammifères, il  a été montré qu'il  existe une  compétition entre  PABPC1 (homologue de
Pab1) et  Upf1  pour  le  recrutement  des  facteurs  de  terminaisons  de  la  traduction
eRF1/eRF3 (Ivanov et al., 2008; Singh et al., 2008). Cette compétition jouerait un rôle dans
la dégradation des ARN, la liaison de Upf1  aux facteurs de terminaison sur le ribosome
terminal déclencherait  la dégradation de l'ARN tandis que la liaison de PABPC1 à ces
facteurs de terminaison permettrait de préserver l'intégrité de l'ARN. En accord avec cette
hypothèse, l'ancrage physique de Pab1 ou de eRF3 à proximité d'un PTC peut inhiber la
dégradation d'ARN par le NMD (Amrani et al., 2004; Behm-Ansmant et al., 2007; Ivanov et
al.,  2008; Silva et al.,  2008).  Certaines  études suggèrent que Upf1 serait recrutée sur
l'ensemble des ARN, qu'ils soient substrats du NMD ou non, et serait déplacé par les
ribosomes lors de la traduction vers les régions 3' non traduites où il s'accumulerait (Hogg
and  Goff,  2010;  Zünd  et  al.,  2013).  L'enrichissement  de  Upf1  sur  les  longs  3'UTR
augmenterait  la  probabilité  que Upf1 plutôt  que Pab1 interagisse avec les facteurs de
terminaison de la traduction déclenchant alors la dégradation des ARN correspondants
(Amrani et al., 2004; Singh et al., 2008; Eberle et al., 2008; Hogg and Goff, 2010). Les
ARN cibles du NMD dépourvus de queue poly-A et donc potentiellement dépourvus de
Pab1  peuvent toujours  être  stabilisés  en  absence de Upf1  (Meaux  et  al.,  2008).  Ces
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observations  suggèrent  que  le  recrutement  de  Pab1  n’est  pas  nécessaire  pour  le
mécanisme du NMD mais que cette dernière peut contribuer à la terminaison normale de
la traduction. Une étude récente a montré que plus un PTC était proche de l'extrémité 3’ de
l’ARN,  plus  la  terminaison  de  la  traduction  était  efficace  et  moins  il  y  avait  de
« readthrough » de ce codon stop. Cette étude a également montré que Pab1 jouerait un
rôle important dans le contrôle de l'efficacité de terminaison (Wu et al., 2020).

Figure 8. Dégradation de l’ARN par le nonsense mediated mRNA decay
La dégradation par le NMD chez S. cerevisiae est déclenchée par la reconnaissance du
PTC par le complexe composé de Upf1, Upf2 et Upf3. Un deuxième complexe composé
de Upf1, Nmd4 et Ebs1 déclenche le décapping de l’ARN via Dcp1/Dcp2 ce qui initie la
dégradation 5’-3’ par l’exoribonucléase Xrn1. 

III.5.3. La dégradation par les voies NSD et NGD
En plus du NMD, il existe deux autres voies de dégradation des ARN qui présentent

des défauts de traduction. La voie NSD (« non-stop decay ») cible les ARN qui n’ont pas
de  codon  de  terminaison.  La  voie  NGD  (« no-go  decay »)  dégrade  les  ARN  dont  la
traduction est interrompue à cause de ribosomes bloqués (substrats « no-go »). 

Dans le cas de la voie NSD, en l’absence de codon de terminaison, l’élongation se
poursuit jusqu’au niveau des queues poly-A de l’ARN. Ski7 reconnaît le ribosome bloqué
qui a son site accepteur vide, ce qui déclenche le recrutement de l’exosome cytoplasmique
et l’ARN pourrait être déadénylé par l’exoribonucléase Dis3. En absence de Ski7, ces ARN
pourraient être dégradés dans le sens 5'-3' par Xrn1. Les substrats NSD proviennent par
exemple d’ARN dont la transcription s’est terminée à des sites de terminaison alternatifs,
revue dans (Łabno et al., 2016).

La voie NGD intervient quand un ribosome est bloqué sur un ARN en cours de
traduction. Ce blocage peut être dû à la présence de structures ou d’une suite de codons
rares, le ribosome ne pouvant aller au-delà. L’ARN est alors clivé par une endonucléase,
Cue2  (D’Orazio et  al.,  2019).  Le fragment 3’  ainsi  généré est  dégradé par  Xrn1 et  le
fragment 5’ par l’exosome cytoplasmique, revue dans (Łabno et al., 2016). 

Dans ces deux voies, il  semblerait que des protéines de recyclage du ribosome,
Dom34 et Hbs1 qui ont des similarités de structure avec les facteurs de terminaison de la
traduction eRF1 et eRF3, permettent la dissociation du ribosome et son recyclage, revue
dans (D’Orazio and Green, 2021).
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Introduction aux résultats
Lorsque les ARN sont dans le cytoplasme, ils sont liés par la protéine de liaison des

queues poly-A, Pab1, qui est impliquée dans de nombreux processus : export des ARN,
traduction et déadénylation des ARN. La dégradation des ARN messagers débuterait par
le raccourcissement de la queue poly-A et donc l’élimination progressive de Pab1. Une fois
que les queues poly-A sont courtes (environ 10 résidus) et dépourvues de Pab1, elles
seraient liées par le complexe Lsm1-7. Ce deuxième complexe  jouerait un rôle dans la
dégradation des ARN car il  participerait  au déclenchement du décapping. Revue dans
(Passmore and Coller, 2022).

Étant  donné  que  ces  deux  complexes  semblent  lier  les  ARN  de  manière
séquentielle  mais ont des fonctions  a priori très différentes, nous avons souhaité étudier
les ARN liés par ces deux protéines avec l’idée que nous aurions une population d’ARN
stables associée à Pab1 et une population d’ARN en cours de dégradation associée au
complexe Lsm1-7. 

Pour cela, nous avons combiné une analyse des protéines associées à Pab1 et à
Lsm1-7 d’une part, avec des immuno-précipitations des ARN par ces protéines et d’autres
protéines  impliquées  dans  la  dégradation  des  ARN d’autre  part.  Dans  une  deuxième
partie, des corrélations inattendues entre la demi-vie des ARN et la longueur de la queue
poly-A nous ont amené à reconsidérer le rôle de la déadénylation dans la dégradation des
ARN.
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Résultats

I. Upf1 s'associe à des protéines qui lient les ARN
avec des queues poly-A de différentes tailles 

I.1. L’étude des complexes associés à la dégradation des 
ARN par spectrométrie de masse révèle de nouvelles 
connexions

En combinant des purifications par affinité d'une protéine d'intérêt et l'identification
par LC-MS/MS ( « Liquid Chromatography coupled to tandem Mass Spectrometry ») des
protéines  partenaires,  nous  avons  analysé  la  composition  de  différents  complexes
protéiques impliqués dans le métabolisme des ARN. Pour cela des souches de levure
contenant une protéine avec à son extrémité C-terminale une étiquette TAP (« Tandem
Affinity Purification ») ont été utilisées. Les extraits protéiques ont ensuite été purifiés par
affinité sur des billes magnétiques couplées à des IgG (immunoglobulines G)   afin de
récupérer spécifiquement la protéine de fusion possédant l'étiquette TAP et les protéines
associées  (Rigaut et al., 1999).  Les  purifications sont réalisées avec ou sans une étape
d'incubation avec de la ribonucléase (RNase) pour vérifier si les interactions observées
sont dépendantes ou non de l'ARN.

Ce type  d'approche  a  été  réalisé  avec différentes  protéines  impliquées dans la
dégradation  des  ARN  (Dhh1,  Pat1,  Lsm1  et  Lsm7)  ainsi  qu'avec  Pab1,  la  protéine
cytoplasmique  de  liaison  aux  queues  poly-A  et  a  permis  de  mettre  en  évidence  de
nouvelles interactions détaillées ci-dessous.

I.1.1. Interactions de la protéine Pab1
Outre  les  interactions  avec  des  facteurs  impliqués  dans  la  traduction

(Tif4632/eIF4G) (Tarun and Sachs, 1996), la déadénylation (Pan3) (Siddiqui et al., 2007)
ou l'export des ARN (Sto1/Cbp80) déjà connues, revue dans (Stewart, 2019), l'analyse des
protéines co-purifiées avec Pab1 a permis de mettre en évidence une interaction avec la
protéine Upf1 impliquée dans le NMD (figure 9.A rectangle rose). Cette interaction entre
Upf1  et  Pab1 a été confirmée par  western blot,  réalisé sur  des extraits  protéiques de
souche de levure exprimant à la fois une version de Upf1 avec une étiquette TAP (Upf1-
TAP) et une version de Pab1 possédant une étiquette HA (pour « Hemagglutinin »),  Pab1-
HA (figure 9.B) Un western blot avec des anticorps anti-HA sur des extraits de protéines
totales ou purifiées sur des billes d'IgG a montré un enrichissement de Pab1-HA dans les
extraits purifiés par rapport aux extraits totaux. Cet enrichissement n’est pas retrouvé si les
extraits sont préalablement incubés avec de la RNase suggérant que l’interaction entre les
deux protéines est médiée par l’ARN. 

32



I.1.2. Le complexe Lsm1-7/Pat1 interagit avec les facteurs du NMD
Lsm1 et Lsm7 sont associées dans le complexe Lsm1-7 qui lie de courtes queues

poly-A.  Les purifications de Lsm1-TAP et Lsm7-TAP ont montré qu’elles partageaient les
mêmes interactions protéiques (figure 9.A) : le complexe Lsm1-7 est associé au complexe
de décapping Dcp1/Dcp2 et aux facteurs qui lui sont associés dont Dhh1, Scd6, Pby1 et
l’exoribonucléase  Xrn1.  Le  profil  d'interaction  de  Pat1  qui  fait  partie  du  complexe
Lsm1-7/Pat1,  est  très  similaire  à  ceux  de  Lsm1 et  Lsm7 et  confirme les  interactions
précédemment décrites de cette protéine avec Dcp2 et Xrn1, revue dans (Charenton and
Graille,  2018),(Lobel  et  al.,  2019). Seule  Lsm7 qui  fait  également  partie  du  complexe
nucléaire Lsm2-8  participant à l'épissage des ARN, a montré des interactions avec les
protéines regroupées dans la catégorie « épissage des ARN », confirmant la spécificité de
la méthode utilisée.

Les purifications des différents membres du complexe Lsm1-7/Pat1 ont également
mis en évidence une interaction de ces protéines avec Upf1 (figure 9.A) confirmant une
observation  précédente  du  laboratoire.  Lors  d'une  analyse  des  complexes  protéiques
associés à la protéine Upf1, Dehecq et al. avaient mis en évidence une interaction entre
Upf1  et  le  complexe  Lsm1-7/Pat1,  dépendante  de l'ARN  (Dehecq  et  al.,  2018).  Cette
observation est étonnante étant donné que la dégradation des ARN dépendante de Upf1
par  le  NMD  ne  nécessite  pas  de  déadénylation  préalable,  alors  que  le  complexe
Lsm1-7/Pat1 est connu pour se lier à des ARN partiellement déadénylés, possédant de
courtes queues poly-A pour déclencher le décapping 

I.1.3. Le facteur de décapping Dhh1 révèle les complexes associés
à la dégradation des ARN

Comme  attendu,  les  protéines  enrichies  après  purification  de  Dhh1,  qui  est
associée au décapping des ARN, étaient essentiellement des protéines impliquées dans la
dégradation des ARN : le complexe de décapping (Dcp1/Dcp2) et des facteurs associées
(Pby1 et Scd6), le complexe Lsm1-7/Pat1 ou encore l’exoribonucléase Xrn1 (figure 9.A).
Des  protéines  impliquées  dans  le  contrôle  de  la  traduction  (Sbp1  et  Ded1)  ont  été
également  associées  avec  Dhh1  en  accord  avec  le  rôle  potentiel  de  Dhh1  dans  la
répression traductionnelle. 

Un  enrichissement  de  Upf1  a  été  également  observé  parmi  les  protéines  co-
purifiées avec Dhh1 (figure 9.A). Bien qu'une interaction entre Upf1 et Dhh1 ait été déjà
été observée dans certaines analyses à grande échelle (Gavin et al., 2002; Tarassov et al.,
2008), aucune interaction entre ces deux protéines n'a pu être mise en évidence dans un
crible double hybride (Swisher and Parker, 2011).

Dhh1-TAP  montre  une  association  avec  Pab1  alors  que  Dhh1  n’est  pas
significativement  enrichie  lorsque  l'on  purifie  Pab1  ce  qui  pourrait  s'expliquer  par
l'existence  au  sein  de  la  cellule,  d'une  population  d’ARN  décappés  (potentiellement
associées à Dhh1) avant d’être déadénylés (et donc encore associées à Pab1), comme
c'est a priori le cas pour les cibles du NMD. Il n’est cependant pas exclu que d’autres ARN
non cibles du NMD soient dégradés de la même façon.
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A cet égard il est intéressant de noter que Upf1, acteur majeur du NMD, est associé
aussi bien avec des protéines impliquées dans le décapping et la dégradation des ARN
tels  que Dhh1 et  le  complexe Lsm1-7/Pat1 qu'avec la  protéine  Pab1.  De plus,  si  l'on
compare  les  protéines  présentes  lorsque  l'on  purifie  Dhh1-TAP avec  celles  présentes
lorsque l'on purifie Pab1-TAP, Upf1 apparaît enrichie sensiblement de la même manière
dans les deux purifications (figure 9.C) et est l'une des rares protéines à être enrichie de
façon significative dans chacune des purifications réalisées ici (figure 9.A et 9.C). 

Bien que les interactions entre Upf1 et Pab1 d'une part et entre Upf1 avec Dhh1 et
Lsm1-7/Pat1 d'autre part soient probablement médiées par l'ARN (voir  figure 9.B pour
Pab1 et (Dehecq et al., 2018) pour Lsm1-7/Pat1), ces observations suggèrent l'existence
de complexes indépendants liant l’ARN de manière séquentielle : un complexe associé à
Pab1, des facteurs d’export  et de la traduction des ARN et le complexe de décapping
associé au complexe Lsm1-7/Pat1, avec Upf1 comme protéine charnière entre ces deux
complexes.  Afin  de  vérifier  cette  hypothèse,  nous  avons  décidé  d'analyser  les  ARN
associés à ces différentes protéines.
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Figure 9. Analyse des protéines associées aux complexes de dégradation de l’ARN
et à Pab1
(A) Protéines enrichies (seuil fixé à 2) en association avec Dhh1, Pat1, Lsm1, Lsm7 et
Pab1. L'enrichissement est représenté par la taille du cercle (échelle logarithmique), la
couleur bleue indiquant une p-value du t-test inférieure à 0,05. Par souci de clarté, les
facteurs d'épissage de l'ARN et les protéines impliquées dans la biogenèse des ribosomes
trouvés dans les différentes purifications ont été regroupées. L'enrichissement moyen et
les p-values ont été calculés pour chaque groupe dont la liste complète des protéines se
trouve dans le matériel et méthodes. (B) Validation par western blot des interactions entre
Upf1-TAP et Pab1-HA. Comme contrôle négatif, une souche exprimant uniquement Pab1-
HA a été utilisée. Le traitement RNase (nucléase micrococcale) est indiqué. (C) Dhh1-TAP
et Pab1-TAP sont toutes deux associées au facteur du NMD, Upf1. L'enrichissement a été
calculé sur au moins trois répétitions en utilisant Dhh1-TAP ou Pab1-TAP comme appât et
seules  les  protéines  significativement  enrichies  ayant  un  facteur  d’enrichissement
supérieur à 4 soit avec Dhh1-TAP soit avec Pab1-TAP (p-value du t-test inférieure à 0,05)
sont r :eprésentées (les protéines uttilisées comme appât sont indiquées en rose). 
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I. 2. Etude des ARN associés à Upf1 et Lsm1-7 et Upf1 et 
Pab1 

Afin de  déterminer  quels  étaient  les  ARN communs entre  Upf1  et  le  complexe
Lsm1-7 d’une part et Upf1 et Pab1 d’autre part, j’ai réalisé des purifications TAP de ces
protéines et identifié les ARN associés par séquençage Illumina (RIP-seq). Le même type
d'approche a été réalisé avec une protéine de la grande sous-unité ribosomique, Rpl16a,
afin de déterminer l’état de traduction des ARN (Halbeisen et al., 2009).

I.2.1. Lsm1-TAP s’associe avec l’ARN de Dcp2 
Une fois  les fichiers  de comptage obtenus pour  les différentes  purifications,  j’ai

réalisé une analyse avec le logiciel DESeq2 et une interface informatique, « Sartools » qui
facilite la visualisation des données (Love et al., 2014; Varet et al., 2016). DESeq2 permet
de déterminer quels sont les transcrits statistiquement différentiellement présents dans les
différentes conditions expérimentales. 

L’analyse a montré qu’il y avait beaucoup de gènes pour lesquels les ARN étaient
différentiellement  présents dans les  purifications Rpl16a,  Upf1  et  Pab1 mais pas pour
Lsm1, en comparaison d’un contrôle de la purification qui a été fait dans une souche qui
n'exprime pas le TAP afin d’avoir le bruit de fond (figure supplémentaire 1, S1). Cela
suggère que Lsm1 s’associe moins spécifiquement aux ARN ou que les conditions de
purification ne sont pas optimales pour cette protéine.

Il est cependant intéressant de noter que les ARN de DCP2 et PAT1 sont retrouvés
associés à la purification de Lsm1 (figure 10). Lsm1-7 étant  connu pour  se lier  à de
courtes  queues  poly-A,  cela  peut  suggérer  que  les  ARN  de  DCP2  et  PAT1  à  l’état
d’équilibre sont majoritairement sous forme oligo-adénylée ce qui ne serait pas le cas pour
l’ensemble des ARN.

Étant  donné  que  le  complexe  Lsm1-7  interagit  via Pat1  avec  le  complexe  de
décapping Dcp1/Dcp2, revue dans (Charenton and Graille, 2018), on peut aussi imaginer
que  cette  interaction  se  fasse  avec  les  protéines  en  cours  de  synthèse  expliquant
l’enrichissement particulier de ces ARN. 
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Figure 10. Les ARN de Dcp2 et de Pat1 sont associés à Lsm1-TAP 
La fréquence représente le nombre de transcrits enrichis par Lsm1-TAP par rapport au
contrôle qui  a été fait dans une souche qui n'exprime pas le TAP afin d’avoir le bruit de
fond. 

I.2.2. Pab1 s’associe avec des ARN instables 
À l’inverse de ce qui a été observé avec la purification de Lsm1-TAP en figure 10,

de nombreux ARN ont été enrichis par rapport au contrôle lorsque Pab1, Upf1 ou Rpl16a
ont été purifiés (figure S1). J'ai donc concentré les analyses sur la comparaison des ARN
enrichis après purification de Pab1, Upf1 et Rpl16a. 

Une première inspection  visuelle des données de séquençage a été réalisée en
utilisant le logiciel  IGV  (Robinson et al.,  2011).  Les figures 11.A  et  11.B  montrent les
résultats  obtenus  pour  le  gène  RPL28  dont  la  transcription  génère  un  transcrit
normalement épissé, insensible au NMD et un transcrit non épissé qui, une fois exporté au
cytoplasme est une cible du NMD. Comme attendu, seul le transcrit mature épissé a été
enrichi dans la purification de Rpl16a-TAP alors que dans la purification de Upf1-TAP les
deux types de transcrits, messager et pré-messager sont présents (figure 11.A et 11.B).
L'ARN pré-messager  de  RPL28 a  été  également  enrichi  dans  la  purification  de  Pab1
(figure 11.A et 11.B). Ce résultat a été validé par PCR quantitative sur les ARN associés à
chacune des protéines purifiées (figure 11.C).
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Figure 11. Rpl28 pré-messager, substrat du NMD, est associé à Pab1 et à Upf1
(A-B) Exemples de profils de séquençage IGV dans les purifications de Rpl16a-TAP, Upf1-
TAP  et  Pab1-TAP.  Les  ARN  totaux  ont  été  analysés  en  parallèle.  Un  contrôle  de  la
purification a été réalisé dans une souche qui n'exprime pas le TAP, ceci représente le bruit
de fond.  (C)  Validation par qPCR de l’association spécifique de l’ARN pré-messager de
RPL28 à Upf1-TAP et Pab1-TAP mais pas à Rpl16a-TAP. 

Dans  un  deuxième  temps,  nous  avons  analysé  l'enrichissement  des  transcrits
individuels dans chacune des purifications par rapport à leur abondance dans la cellule, en
comparant  les  valeurs  obtenues  après  purification  à  celles  obtenues  par  séquençage
d'une population d'ARN total à l'équilibre (figure 12.A-C). 

Outre les ARN messagers codant pour les protéines, l'ARN polymérase II synthétise
de nombreux ARN non codant. Ces ARN sont en général instables car ils sont rapidement
dégradés dans le noyau par l'exosome nucléaire (CUTs) ou dans le cytoplasme par le
NMD (XUTs/SUTs). Les protéines étudiées étant essentiellement cytoplasmiques, les ARN
non codant susceptibles d'être enrichis sont  a priori des XUTs et des SUTs, cibles du
NMD,  terme  utilisé  pour  désigner  cette  catégorie  d'ARN  instables  dans  laquelle  j'ai
également inclus les ARN pré-messagers, eux aussi dégradés par le NMD. 

Comme  attendu,  les  ARN  enrichis  après  purification  de  Rpl16a-TAP,  protéine
associée à des ARN activement traduits,  ont  été essentiellement des ARN messagers
(figure 12.A en gris). A l'inverse, les ARN cibles du NMD ayant des capacités codantes
restreintes ont été peu associées avec Rpl16a-TAP (figure 12.A en orange). Ces transcrits
non codant ont été en revanche enrichis lorsque l'on a immuno-précipé Upf1 (figure 12.B
en orange). L'association des ARN messagers avec Upf1 (figure 12.B  en gris) est plus
étonnante puisque  a priori ces ARN ne sont pas dégradés par le NMD. Une partie des
ARN messagers associée à Upf1 pourrait cependant être constituée d'isoformes sensibles
au NMD, issues d'évènements d'initiation de la transcription non canoniques, que notre
analyse ne nous permet pas de distinguer des isoformes majeures non ciblées par le NMD
(Malabat et al., 2015). Il est également possible qu'à l'instar de ce qui a été observé chez
les  mammifères,  Upf1  s'associe  de  façon  non  spécifique  et  indépendamment  de  la
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traduction à tous les ARN messagers dont il serait « délogé » lors de la traduction (Hogg
and Goff, 2010; Zünd et al., 2013). Une analyse statistique comparant la distribution des
différents types de transcrits dans chacune des purifications de Rpl16a (figure 12.D à
gauche) et Upf1 (figure 12.D au centre) a confirmé que les ARN messagers étaient plus
enrichis  que les  ARN cibles  du NMD dans la  purification  de Rpl16a alors  que c'était
l'inverse avec Upf1. Lorsque le même type d'analyse a été réalisée pour les ARN associés
à Pab1, on a observé parmi les ARN enrichis, la présence aussi bien d'ARN messagers
que d'ARN instables, cibles du NMD (figure 12.C). L'analyse statistique indique que ces
dernières ont été un peu plus enrichies avec Pab1 que ne le sont les ARN messagers
(figure 12.D à droite).

L'association de Pab1 aux ARN messagers n'est pas surprenante car ceux-ci étant
a priori polyadénylés, on s'attend à les enrichir lorsque l'on purifie la protéine de liaison aux
queues  poly-A.  L'enrichissement  des  ARN  instables,  cibles  du  NMD  parmi  les  ARN
associés à Pab1, même s’il peut paraître surprenant, peut s'expliquer par le fait que ces
ARN étant dégradés sans déadénylation préalable, ils ont de longues queues poly-A qui
peuvent fixer plusieurs molécules de Pab1, facilitant leur purification.

Une comparaison des ARN enrichis dans les purifications de Rpl16a et Pab1 a
montré une relativement bonne corrélation entre les deux (r = 0,48) suggérant que les
ARN en cours de traduction sont plus enrichis par Pab1 que les ARN peu traduits comme
cela a déjà été montré (figure 13 et  (Costello et al.,  2015)).  Ainsi parmi les 150 ARN
messagers les moins enrichis par Pab1, 112 correspondent à des transcrits de gènes
impliqués dans la biosynthèse des acides aminés (en bleu sur la figure 13), qui sont peu
traduits  dans  les  conditions  de  culture  utilisées,  comme  le  montre  leur  faible
enrichissement  avec  Rpl16a-TAP.  Cet  enrichissement  des  ARN  activement  traduits
pourrait être médié par l’interaction de Pab1 avec eIF4G (Tif4631/Tif4632) qui est impliqué
dans l’initiation de la traduction et parce que le complexe tertiaire Pab1-eIF4G-ARN serait
plus stable que le complexe Pab1-ARN. Il est d'ailleurs intéressant de noter que les ARN
codant pour les deux protéines Tif4631 et Tif4632 sont parmi les plus enrichis dans la
purification de Pab1 (figure 12.C). Le domaine d'interaction de eIF4G avec Pab1 étant
localisé  dans le  premier  tiers  de  la  protéine  (acides aminés 201 à  315 sur  914 pour
Tif4632),  il  est  possible  que Pab1 interagisse avec eIF4G de façon co-traductionnelle
(Tarun and Sachs, 1996).                                                                   
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Figure 12. Pab1-TAP est associée à des ARN instables
(A-C) Représentation  des  ARN  associés  à  Rpl16a-TAP,  Upf1-TAP  et  Pab1-TAP  par
rapport à l’abondance des transcrits dans l’extrait total. L’enrichissement est calculé en
faisant le ratio de chaque purification sur le signal obtenu  dans l’extrait total (« input »).
Les ARN cibles du NMD sont en en orange alors que les ARN messagers sont en gris.
Certains transcrits sont annotés, RPL28 i. désigne l’ARN pré-messager de RPL28.   (D)
Distributions des valeurs d'enrichissement  des ARN messagers (gris)  et  des cibles du
NMD (orange) dans les purifications de Rpl16a-TAP (gauche), Upf1-TAP (centre) et Pab1-
TAP (droite) par rapport à un extrait d'ARN total à l’état d’équilibre. Le nombre de transcrits
pour chaque classe est spécifié. La p-value (p) a été déterminée par le test statistique de
Wilcoxon-Mann-Whitney  pour  la  catégorie  des  ARN  messagers  montrant  des  valeurs
supérieures  à  la  catégorie  des  cibles  du  NMD  pour  Rpl16a-TAP  et  inférieures  à  la
catégorie des cibles du NMD pour Upf1-TAP et Pab1-TAP. 
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Figure 13. Comparaison des ARN purifiés par Rpl16a et Pab1
Représentation des ARN associés à Rpl16a-TAP en comparaison de ceux associés à
Pab1-TAP.  Les  ARN  cibles  du  NMD  sont  en  orange,  les  transcrits  appartenant  à  la
biosynthèse des acides aminés (« AA ») sont en bleu, les ARN messagers sont en gris.
Certains transcrits sont annotés, RPL28 i. désigne l’ARN pré-messager de RPL28. Un test
statistique Pearson a été réalisé pour obtenir le coefficient de corrélation r de 0,48 avec
une p-value inférieure à 2x10-16. L’intervalle de confiance (IC) de 95 % pour le coefficient
de corrélation est indiqué. Le nombre de transcrits (N) est indiqué.

Étant donné que Pab1 joue un rôle complexe dans le contrôle de la taille de la
queue poly-A des ARN en permettant le recrutement des déadénylases et qu'elle interagit
a priori avec tout ARN polyadénylé ayant une queue poly-A d'au moins 12 résidus (Sachs
et  al.,  1987),  nous  avons décidé  d'analyser  la  longueur  des queues poly-A  des  ARN
enrichis  avec Pab1 en utilisant  la technique de l'ePAT pour  « extension Poly(A)  Test »
(Jänicke et  al.,  2012) qui  permet  d’observer  la  distribution  des queues  poly-A et  d'en
mesurer la taille (figure 14.A). Cette méthode permet également de déterminer l'existence
de sites de polyadénylation alternatifs.

Les résultats des expériences de ePAT réalisées pour Ccw22, un substrat du NMD
associé à Upf1 et à Pab1 et pour Hht2 sont présentés sur la figure 14.B. Dans les deux
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cas, les ARN immuno-précipités avec Pab1 possèdent des queues poly-A plus longues
que celles observées dans un extrait d'ARN total ou dans les ARN immuno-précipités avec
Rpl16a, Upf1 ou Lsm1 (figure 14.B). La même observation a été faite sur tous les ARN
testés (figure 14.B et  données non présentes)  ce qui  suggère que Pab1-TAP enrichit
spécifiquement les ARN ayant de longues queues poly-A et pas ou peu les formes ayant
de courtes queues poly-A. Par ailleurs, dans l'extrait total (« input »), les queues poly-A
observées sont courtes et il n’y a pas les formes longues observées avec la purification
Pab1-TAP ce qui suggère que les formes polyadénylées possédant de longues queues
poly-A sont des formes minoritaires.

Figure 14. Validation de l’association de Pab1 à des substrats du NMD qui ont de
longues queues poly-A 
(A) La technique de l’ePAT de (Jänicke et al., 2012) permet d’observer la distribution des
queues  poly-A  pour  un  ARN  donné.  Une  amorce  oligo-dT  est  hybridée  à  l’ARN.
L’incubation en présence de Klenow (fragment de l’ADN polymérase I de E. coli) et de
désoxyribonucléotides permet à cette dernière de recopier la séquence ADN du duplex
ARN/ADN ajoutant ainsi à l’extrémité 3’OH une séquence connue qui sera utilisée, après
transcription inverse de l'ARN, pour réaliser une amplification par PCR. L'utilisation, en
parallèle  d'une  amorce  oligo-dT  ancrée  ((dT)12VN  où  V  représente  n’importe  quel
nucléotide sauf A et N n’importe quel nucléotide) permet  la détermination des sites de
polyadénylation  et  le  calcul  de  la  taille  des  queues  poly-A.  (B)  Visualisation  de  la
distribution des queues poly-A dans les purifications Pab1, Lsm1, Rpl16a et Upf1 ainsi que
pour un extrait d'ARN total :input. Le « site poly-A » correspond au site de terminaison de
l’ARN. 
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II.  La  déadénylation  n’est  pas  nécessaire  à  la
dégradation des ARN

II.1. La taille de la queue poly-A est inversement corrélée à 
la demi-vie des ARN

Pour la majorité des ARN messagers, le modèle de dégradation couramment admis
indique que celle-ci commence par un raccourcissement de la queue poly-A sous l’action
séquentielle des deux complexes de déadénylation, PAN et CNOT. Puis, lorsque la taille
de  la  queue  poly-A  atteint  environ  10  résidus,  elle  est  liée  par  le  complexe  Lsm1-7
permettant ainsi le recrutement du complexe de décapping Dcp1/Dcp2 et la dégradation
par l’exoribonucléase Xrn1, revue dans (Passmore and Coller, 2022).

D’après  ce  modèle,  où  la  déadénylation  des  ARN  est  un  prérequis  pour  la
dégradation et constitue  l’étape limitante de ce processus, la stabilité des ARN dépend
essentiellement de la vitesse de déadénylation. Un ARN instable étant déadénylé plus
rapidement qu’un ARN stable, la longueur de la queue poly-A d’un ARN à l’équilibre serait
un indicateur de la demi-vie de cet ARN. 

Cependant,  ce  n’est  pas  aussi  simple,  puisque  lorsque  que  l’on  effectue  des
corrélations entre la demi-vie des ARN et la longueur de leur queue poly-A, on obtient
l’image inverse de ce qui est attendu : les ARN ayant de longues queues poly-A ont des
demi-vies courtes  alors que les ARN ayant de courtes queues poly-A ont des demi-vies
longues (figure 15). Bien que cette corrélation ne tienne pas compte de la dynamique de
la déadénylation puisqu’il s’agit ici de la distribution moyenne des queues poly-A des ARN
à l’état d’équilibre, le résultat obtenu est difficilement  compatible avec un modèle dans
lequel la stabilité d’un ARN dépend essentiellement de la vitesse de raccourcissement de
sa queue poly-A. 

En  admettant  que  la  déadénylation  soit  un  prérequis  pour  la  dégradation,  la
corrélation observée sur la figure 15 est plus compatible avec un modèle dans lequel les
ARN instables seraient très rapidement déadénylés et dégradés (après déadénylation) de
sorte  qu’à  l’état  d’équilibre  seules  les  formes  ayant  des  queues  poly-A  longues  sont
détectées  tandis  que  les  ARN  stables  seraient  dégradés  plus  lentement  après
déadénylation. En d’autres termes, après déadénylation, le déclenchement du décapping
et la dégradation par Xrn1 ne seraient pas identiques pour les ARN stables et les ARN
instables et constituerait l’étape limitante au moins pour les ARN stables. 

On pourrait cependant aussi avancer une autre hypothèse pour expliquer le fait que
les  ARN  instables  aient  de  longues  queues  poly-A :  que  ceux-ci  soient  dégradés
rapidement sans qu’il n’y ait de déadénylation préalable, comme c’est le cas pour les ARN
dégradés par la voie NMD. Aussi, il ne serait pas possible d’observer des queues poly-A
de tailles intermédiaires ou courtes pour ces ARN. Pour les ARN stables, en revanche, les
formes majoritaires observées auraient de courtes queues poly-A car ils auraient le temps
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d’être déadénylés avant d’être dégradés. D’après ce modèle alternatif, la déadénylation ne
serait  pas  nécessairement  un  prérequis  pour  la  dégradation  et  la  vitesse  de
raccourcissement de la queue poly-A ne serait pas critique pour la stabilité des ARN.

Figure 15. La demi-vie des ARN n’est pas corrélée à la longueur de la queue poly-A à
l’état d’équilibre 
Les mesures de queue poly-A ont  été moyennées et  proviennent  de  (Subtelny et  al.,
2014). Les mesures de demi-vies proviennent de (Miller et al., 2011) (A) ou (Chan et al.,
2018) (B). La densité des points est indiqué par la couleur sur le graphique, de jaune à
violet,  jaune  correspondant  au  maximum  de  densité  et  violet  au  minimum.  Un  test
statistique Pearson a été réalisé pour obtenir le coefficient de corrélation r avec une p-
value inférieure à 2x10-16.  L’intervalle  de confiance (IC) de 95 % pour  le coefficient  de
corrélation est indiqué. Le nombre de transcrits (N) est indiqué.
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II.2. Le raccourcissement de la queue poly-A n’est pas 
nécessaire au déclenchement de la dégradation des ARN

II.2.1. Construction de gènes rapporteurs pour analyser le rôle de la
déadénylation dans la dégradation des ARN
        

Afin de pouvoir  tester l’importance de la déadénylation  dans la  dégradation des
ARN,  nous  voulions  disposer  d’ARN  rapporteurs  de  stabilités  différentes  dont  nous
pourrions  analyser  la  dégradation  dans  différents  fonds  génétiques  ou  conditions  de
culture. Pour déstabiliser un ARN, il est possible d’introduire un codon stop au sein d’une
séquence  codante.  Cependant,  l’ARN étant  alors  reconnu  par  Upf1,  Upf2  et  Upf3  et
dégradé par la voie NMD indépendamment du raccourcissement de la queue poly-A, il
n’était  pas  possible  d’utiliser  cette  stratégie  pour  générer  un  ARN  instable  et  tester
l’importance de la déadénylation dans sa dégradation indépendamment du NMD. Aussi,
afin de générer des rapporteurs exprimant un ARN stable et un ARN instable permettant
d’analyser l’effet d’une inhibition de la déadénylation sur leur dégradation, j’ai utilisé le fait
que le biais de codons d’un ARN a un effet majeur sur la stabilité des ARN (Presnyak et
al.,  2015).  En  utilisant  les  données  publiées  par  le  laboratoire  de  Jeff  Coller  sur
l’optimisation des codons (Presnyak et al., 2015; Radhakrishnan et al., 2016), j’ai construit
des plasmides permettant la synthèse d’un ARN codant pour la protéine His3 mais avec
des biais de codons différents. L’un de ces plasmides permet la transcription d’un ARN
dont la séquence a été déterminée comme la plus optimale pour la traduction (nommé
« OPT His3 », qui correspond à la version optimisée 100% de l'article) tandis que l’autre a
une séquence considérée comme non optimale pour la traduction (« non-OPT His3», qui
correspond à la version optimisée à 10% de l'article). Ces deux ARN sont sous contrôle
d’un promoteur dont la transcription peut être réprimée par l’ajout de doxycycline (figure
16.A).  Pour  déterminer  la  demi-vie  des ARN et  valider  des différences de stabilité  en
fonction de la composition en codons, des cinétiques de dégradation des ARN ont été
réalisées (figure 16.B).  Alors que l’ARN non optimal disparaît après 10 minutes, l’ARN
optimal persiste plus de 15 minutes, validant l’importance de la composition des codons
d’un  ARN  pour  sa  stabilité.  Par  ailleurs,  l’ajout  de  cycloheximide,  un  inhibiteur  de  la
traduction, stabilise les deux rapporteurs, ce qui confirme le fait que la dégradation de ces
ARN est affectée par la traduction (Hu et al., 2009).
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Figure 16. L’optimisation des codons affecte la demi-vie d’ARN rapporteurs qui sont
stabilisés en absence de la traduction
(A) Schéma des rapporteurs sous contrôle d’un promoteur dont la transcription peut être
réprimée par l'ajout de doxycycline dans le milieu de culture. La sonde pour le northern
blot  est  indiquée en rouge.  (B) Northern blot  réalisé avec les  ARN totaux  extraits  de
cellules traitées ou non  avec de la doxycycline (concentration finale de 10 µg/mL) pour
inhiber  la  transcription  et  de la cycloheximide  (concentration  finale  de  5  μg/mL)  pour
inhiber la traduction. Les temps de traitement avec les drogues avant l’extraction des ARN
sont  indiqués.  Les  cellules  ont  été  transformées  avec  les  plasmides  permettant
l’expression de la version optimisée ou non de l’ARN codant pour la protéine His3. Les
ARN ont été séparés, après dénaturation à 65°C dans du formazol, sur un gel d'agarose à
1,5%.  Après  transfert  des  ARN  sur  membrane  de  nylon,  celles-ci ont été  hybridées
simultanément  avec  des sondes  marquées  à  la  digoxigénine correspondant  soit  à  la
région 3’ UTR des ARN rapporteurs soit à l’ARN non codant Scr1, qui sert de contrôle de
charge.

II.2.2. La déplétion des déadénylases 
L’influence de la délétion des déadénylases sur  la  stabilité  des ARN a déjà été

testée chez S. cerevisiae (Tucker et al., 2001). Cependant, même si la délétion des sous-
unités  catalytiques  des  déadénylases  est  viable,  elle  affecte  fortement  la  croissance
cellulaire, revue dans (Collart, 2016). Aussi pour réduire les potentiels effets secondaires
liés à la délétion de ces gènes, nous avons décidé de générer de nouvelles souches dans
lesquelles les déadénylases peuvent être rapidement et temporairement déplétées.
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Nous avons pour cela utilisé le système de dégradation inductible par l’auxine (AID pour
« auxin-inducible degron ») qui permet de déclencher la dégradation rapide d’une protéine
cible  en  présence d’auxine  (Mendoza-Ochoa et  al.,  2019) (figure 17.A). Les résultats
présentés sur la  figure 17.B montrent que 30 minutes après induction du système de
dégradation, par ajout des drogues, les protéines cibles étiquetées avec le domaine AID
étaient  quasiment  indétectables. Par  ailleurs,  les  tests  de  croissance  ont  montré  qu’à
l’inverse des souches délétées pour Ccr4 et Pop2, les souches exprimant les protéines de
fusion Ccr4-AID et Pop2-AID ne présentaient de phénotype de croissance que lorsqu’elles
étaient  cultivées  en  présence  de  drogues  (figure  17.C).  L’effet  de  la  déplétion  des
protéines sur la croissance concorde avec le fait que Ccr4 et Pop2 seraient importantes
pour le bon fonctionnement cellulaire. 

Figure 17. La déplétion des déadénylases par le système AID
(A) En présence d’auxine (IAA : acide indole acétique), Tir1 interagit avec les protéines
conservées  Skp1  et  Cdc53  pour  former  un  complexe  E3  ubiquitine  ligase  SCF-Tir1
permettant  la poly-ubiquitinylation de la protéine de fusion avec le domaine AID et  sa
dégradation  par  le  protéasome.  Pour  éviter  un  effet  potentiellement  toxique dû à  une
éventuelle dégradation incontrôlée de la protéine cible même en absence d’auxine, nous
avons utilisé un système analogue à celui décrit par Mendoza-Ochoa et al., dans lequel
l’expression de Tir1 est induite par ajout de β-estradiol dans le milieu (Mendoza-Ochoa et
al.,  2019) (B)  Western blot,  la quantité de protéine-fusion avec le domaine AID (Ccr4,
Pop2, Dcp2) diminue après ajout de  β-estradiol et d’auxine. Les temps correspondant à
l’ajout des drogues sont indiqués.  (C) Test  de croissance de souches de type sauvage
(WT pour « wild type ») ou mutantes après ajout ou non de β-estradiol et d’auxine. Des
dilutions sérielles des cultures ont été déposées sur boîte  et  incubées pendant 48h  à
30°C. 
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II.3.La déadénylation n’est pas requise pour la dégradation d’ARN
rapporteurs

 Après  avoir  construit les  rapporteurs  permettant  la  synthèse d’ARN  stables  et
instables  (figure  16) et  les  souches  dans  lesquelles  une  protéine  d’intérêt  peut  être
rapidement déplétée (figure 17), nous avons réalisé des cinétiques de dégradation des
ARN  afin de  tester  l’effet  de  ces  déplétions  sur la  stabilité  des  ARN.  Pour  cela,  les
différentes souches transformées avec les plasmides rapporteurs ont été traitées pendant
une heure avec du β-estradiol et de l’auxine (IAA) pour dépléter la ou les protéines cibles,
avant l’ajout de doxycycline, pour arrêter la transcription de l’ARN. 

Dans  une  cellule  de  type  sauvage  (« wild  type »),  l’ARN  ayant  une  séquence
optimisée a une demi-vie (mesurée par PCR quantitative) d’environ 16 minutes, près de
deux fois plus longue que l’ARN dont la séquence n’est pas optimale (figure 18.A et C).
Après  déplétion  de  Dcp2  ou  de  l’exoribonucléase  Xrn1,  les  deux  types  d’ARN  sont
stabilisés (figures 18.A et S2), et en absence de Dcp2, leur demi-vie est augmentée d’un
facteur 1,6 à 2 pour la version optimale et la version non-optimale respectivement (figure
18.C). En revanche, la délétion du gène SKI2, impliqué dans le recrutement de l’exosome
cytoplasmique et la dégradation des ARN de 3’ vers 5’, n’a aucun effet sur la stabilité des
ARN testés sauf quand le décapping est inhibé en même temps (figure S3). 

Contrairement, à ce que nous avons observé en absence de Dcp2, la déplétion des
déadénylases  Ccr4,  Pop2  et  Pan2  seules  ou  en  combinaison  n’a  pas  entraîné  la
stabilisation de ces ARN rapporteurs (figures 18.B et S4.A). Aucun effet significatif sur la
demi-vie des rapporteurs n’a pu être mesuré par PCR quantitative en absence de Ccr4,
Pop2 ou de Ccr4 et Pop2 par rapport à une cellule de type sauvage (figures 18.C et
S4.B).

L’ensemble  de  ces  résultats  indique  que  les  deux  rapporteurs  ARN  sont
majoritairement dégradés dans le sens 5’-3’ par l’exoribonucléase Xrn1, après décapping
mais  qu’ils  n’auraient  pas  besoin  d’être,  au  préalable,  déadénylés  contrairement  au
modèle canonique de dégradation dans lequel le décapping est initié par le recrutement du
complexe Dcp1/Dcp2 sur de courtes queues poly-A via le complexe Lsm1-7, revue dans
(Passmore and Coller, 2022).
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Figure  18.  La  demi-vie  des  versions  optimale  et  non-optimale  de  His3  n’est  pas
impactée par la déplétion de Ccr4-AID et Pop2-AID mais est augmentée quand le
décapping est compromis 
(A-B) Northern blot réalisés avec des ARN totaux extraits de souches wild type, Dcp2-AID
ou Ccr4-AID/Pop2-AID traitées avec de l'auxine et du β-estradiol pendant 1h et pendant
différentes périodes de temps avec de la doxycycline indiqué au dessus des northern blot.
Les cellules ont été transformées avec les plasmides permettant l’expression de la version
optimisée ou non de l’ARN de His3. Après dénaturation à 65°C dans du formazol, les ARN
ont été séparés sur un gel d'agarose à 1,5% et transférés sur membrane de nylon.  Les
membranes ont été  hybridées  simultanément  avec  des sondes  marquées  à  la
digoxigénine correspondant soit à la région 3’ UTR des ARN rapporteurs soit à l’ARN non
codant Scr1, qui sert de contrôle de charge. (C) qPCR et mesures de demi-vies réalisées
sur au moins 3 expériences indépendantes pour chaque souche et chaque plasmide. La
demi-vie a été déterminée par une régression non linéaire et un « lag » de 1,2 minutes a
été appliqué afin de corriger le délai de l’arrêt transcriptionnel. L’intervalle de confiance
(95%) pour le temps de demi-vie de l'ARN basé sur une régression non-linéaire utilisant
tous les points de minimum 3 répétitions de l’expérience est indiqué. 

Étant  donné  que  la  déplétion  des  déadénylases  ne  montrait  pas  d’effet  sur  la
stabilité des ARN, nous avons souhaité vérifier si l’absence des déadénylases avait au
moins un effet sur la taille des queues poly-A. Pour cela, nous avons réalisé des digestions
à la RnaseH (qui clive des duplex ARN/ADN) des ARN extraits à différents temps après
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arrêt de la transcription afin de pouvoir déterminer, par northern blot, l’évolution de la taille
de la queue poly-A au cours du temps (figure 19.A). 

Les résultats de ces expériences ont montré que les queues poly-A qui, à l’état
d’équilibre, avant arrêt de la transcription (temps = 0), avaient une distribution large de 0 à
55 nucléotides environ, ont évolué progressivement vers des formes courtes avec une
distribution moins  étendue,  indiquant  que  les  formes  les  plus  longues  sont
progressivement raccourcies (figure 19.B).  Bien que pour la version non-optimisée du
rapporteur,  la  dégradation  rapide  de  l’ARN  n’ait  pas  permis  d’observer  un
raccourcissement aussi important que celui observé pour la version optimale, nous avons
pu quand même observer un raccourcissement au cours du temps (figure 19.B, non-OPT
His3 panneau de droite versus OPT His3 panneau de gauche).

En absence de Ccr4 et Pop2, pour l’ARN ayant une séquence optimale, nous avons
toujours observé une diminution de la taille de la queue poly-A au cours du temps, bien
que celle-ci ait été moins rapide que dans une souche de type sauvage et que l’on n’ait
jamais observé de formes aussi courtes (figure 19.B, panneau de gauche et figure S5).
Pour l’ARN ayant une séquence non-optimale en revanche, il semble que la déplétion de
Ccr4 et Pop2 inhibe le raccourcissement de la queue poly-A ou en tout cas, ait un fort effet
de ralentissement de la vitesse de déadénylation (figure 19.B, panneau de droite et figure
S5).

Ces résultats  indiquent que  Ccr4 et Pop2 ont un rôle dans la déadénylation des
ARN et qu’en leur absence, les ARN ne peuvent pas être totalement déadénylés comme
cela a précédemment été décrit (Tucker et al., 2001). L’inhibition du complexe CNOT via la
déplétion de Ccr4 et Pop2 inhibant ou empêchant la déadénylation totale des ARN sans
avoir d’effet sur leur demi-vie, indique que contrairement à ce qui est admis d’après le
modèle canonique, la déadénylation pourrait ne pas avoir un rôle majeur dans le cas de la
dégradation de ces ARN. 
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Figure 19.  La déplétion de Pop2 et Ccr4 empêche la déadénylation totale des ARN
rapporteurs
(A) Schéma indiquant la position du site de clivage des ARN par la RNaseH en présence
de l’oligonucléotide LA121. Le rectangle gris représente l’ORF et le trait gris en aval le
3’UTR, p(A) symbolise la queue poly-A. La sonde pour le northern blot est indiquée en
rouge.  (B) Northern  blot  réalisés  avec  des  ARN  totaux  clivés  à  la  RNaseH  avec
l’oligonucléotide LA121 provenant de souches wild type, Ccr4-AID/Pop2-AID traitées avec
de l'auxine et du β-estradiol pendant 1h et pendant différentes périodes de temps avec de
la doxycycline pour arrêter la transcription du gène rapporteur. Les temps sont indiqués au
dessus des northern blot. Les cellules ont été transformées avec les plasmides permettant
l’expression de la version optimisée ou non de l’ARN de His3. Les ARN clivés ont été
séparés,  après  dénaturation  à  65°C  dans  du  formazol,  sur  un  gel  d'acrylamide  (6%)
dénaturant. Après transfert des ARN sur membrane de nylon, celles-ci  ont été hybridées
avec  une sonde marquée à la digoxigénine correspondant à la région 3’ UTR des ARN
rapporteurs. Une réaction de digestion  à la RNaseH  avec l’oligonucléotide LA121 et un
oligo-dT (dT) permet de générer un fragment d’ARN sans queue poly-A (A0), utilisé pour
estimer la taille des queues poly-A indiquées sur la gauche. L’ARN 5,8S visualisé après
coloration au bleu de méthylène de la membrane est utilisé comme contrôle de charge.

II.4.  L’absence de Pab1 n’affecte  pas la  demi-vie  des  ARN mais
empêche leur déadénylation

Pab1 a de multiples rôles dans le métabolisme cellulaire, elle est impliquée à la fois
dans le contrôle de la taille de la queue poly-A, la traduction et la déadénylation des ARN,
et  leur  stabilité.  De  récentes  expériences in  vitro ont  suggéré  que  Pab1 stimulait  la
déadénylation médiée par le complexe CNOT (Webster et al., 2018; Yi et al., 2018). Aussi
nous avons voulu voir in vivo si la déplétion de Pab1 empêchait la déadénylation des ARN
et si cela affectait leur stabilité. 
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De la même manière que précédemment,  nous avons réalisé des cinétiques de
dégradation des ARN dans une condition wild type et dans une condition où nous avions
déplété Pab1. Aucune différence de stabilité des ARN testés n’a été observée en absence
de Pab1 par rapport à une souche wild type (figure 20.A) et les demi-vies pour les deux
rapporteurs  n’étaient  pas  sensiblement  différentes  (figure  20.B). Cela  suggère  que
l’absence  de  Pab1  n’empêche  pas  la  dégradation  des  ARN.  Cependant,  même si  la
déplétion  de Pab1 n’a  pas montré d’effet  sur  la  stabilité  des ARN, les queues poly-A
observées étaient plus longues (figure  S6)  en accord avec ce qui a précédemment été
montré (Sachs and Davis, 1989).

Figure 20. La déplétion de Pab1 ne déstabilise pas les ARN rapporteurs 
(A) Northern blot réalisés avec des ARN totaux extraits de souches wild type ou Pab1-AID
traitées avec de l'auxine et du β-estradiol pendant 1h et pendant différentes périodes de
temps avec de la doxycycline pour arrêter la transcription du gène rapporteur. Les temps
sont indiqués au dessus des northern blot.  Les cellules ont été transformées avec les
plasmides permettant l’expression de la version optimisée ou non de l’ARN de His3. Après
dénaturation à 65°C dans du formazol, les ARN ont été séparés sur un gel d'agarose à
1,5%  et  transférés  sur  membrane  de  nylon.  Les  membranes ont été  hybridées
simultanément  avec  des sondes  marquées  à  la  digoxigénine  correspondant  soit  à  la
région 3’ UTR des ARN rapporteurs soit à l’ARN non codant Scr1, qui sert de contrôle de
charge. (B) qPCR  et  mesures  de  demi-vies  réalisées  sur  au  moins  3  expériences
indépendantes pour chaque souche et chaque plasmide. La demi-vie a été déterminée par
une régression non linéaire et un « lag » de 1,2 minutes a été appliqué afin de corriger le
délai de l’arrêt transcriptionnel. L’intervalle de confiance (95%) pour le temps de demi-vie
de l'ARN basé sur  une  régression non-linéaire  utilisant  tous les points  de minimum 3
répétitions de l’expérience est indiqué. 

Étant donné que parmi les ARN enrichis par immuno-précipitation de Pab1 nous
avions identifié de nombreux ARN cibles du NMD (figure 12.C), nous avons voulu étudier
l’effet de la déplétion de cette protéine sur la stabilité et la taille de la queue poly-A sur un
ARN  cible  du  NMD.  Nous  avons  donc  construit  un  nouveau  plasmide  rapporteur
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permettant  l’expression d’un ARN dégradé par  le  NMD en introduisant  un codon stop
prémature à la place du 24ème  codon de la séquence codant pour His3 dans le plasmide
exprimant la version optimisée.

Cet ARN, dénommé His3-PTC, est rapidement dégradé dans une souche wild type
et  stabilisé  lorsque  Upf1,  la  protéine  clé  du  NMD,  Dcp2  ou  Xrn1  ont  été  déplétées,
confirmant qu’il est dégradé par le NMD dans la souche wild type (figure 21.A). De façon
surprenante, lorsque Pab1 a été déplétée, cet ARN est devenu presque indétectable par
nothern blot (figure 21.B). Le fait que cet ARN cible du NMD s’accumule moins dans une
souche déplétée pour Pab1 suggère qu’il  est plus rapidement dégradé et que le NMD
serait plus « efficace » en absence de Pab1 qu’en condition wild type. 

Étant donné l’implication de Pab1 dans la terminaison de la traduction et le fait que
Pab1 et Upf1 interagissent toutes les deux avec le facteur de terminaison eRF3 (Czaplinski
et al., 1998; Hoshino et al., 1999; Cosson et al., 2002), on peut imaginer que lorsque Pab1
est présente, il y a une compétition avec Upf1 pour la terminaison au PTC et que Pab1
prévient de la dégradation par la voie du NMD. Quand elle est absente, il n’y a plus de
compétition, Upf1 serait recruté plus efficacement au PTC par les facteurs de terminaison
de la traduction et les ARN dégradés plus rapidement, comme cela a déjà été proposé
(Amrani et al., 2004).

Figure 21. Un rapporteur NMD est sensible à la déplétion de Pab1 
Northern blot réalisés avec des ARN totaux  extraits de souches wild type ou Upf1-AID,
Dcp2-AID,  Xrn1-AID  (A)  et  Pab1-AID  (B)   traitées avec  de  l'auxine  et  du  β-estradiol
pendant 1h et pendant différentes périodes de temps avec de la doxycycline.  Les temps
sont  indiqués au  dessus  des  northern  blot.  Les  cellules  ont  été  transformées  avec  le
plasmide His3-PTC. Après dénaturation à 65°C dans du formazol, les ARN ont été séparés
sur un gel d'agarose à 1,5% et transférés sur membrane de nylon. Les membranes ont été
hybridées simultanément avec des sondes marquées à la digoxigénine correspondant soit
à la région 3’ UTR des ARN rapporteurs soit à l’ARN non codant Scr1, qui sert de contrôle
de charge. 
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Conclusions et discussion

I. Analyse des complexes protéiques et des ARN
associés au complexe Lsm1-7

Notre analyse des complexes impliqués dans la dégradation des ARN ainsi que les
données publiées par Dehecq et al., ont confirmé l’interaction du complexe Lsm1-7/Pat1,
avec le complexe de décapping Dcp1/Dcp2 et ses co-facteurs, dont Dhh1. Par ailleurs,
une interaction de Upf1 avec le complexe Lsm1-7/Pat1 avait déjà été observée, et bien
qu’elle dépende de l’ARN, il est surprenant de voir Upf1 associée au complexe Lsm1-7 qui
lie de courtes queues poly-A, étant donné que Upf1 est impliquée dans la dégradation des
ARN par le NMD qui est, a priori, indépendante du raccourcissement de la queue poly-A
((Dehecq et al., 2018) et  figure 9). Les cibles du NMD ne sont  a priori pas liées par le
complexe Lsm1-7/Pat1 et les délétions de Lsm1, Lsm7 ou Pat1 n’affectent pas la stabilité
d’un rapporteur NMD à l’inverse des ARN dégradés par la voie canonique, qui montrent
une  accumulation  d’espèces  d’ARN  cappées  et  déadénylées  (Boeck  et  al.,  1998;
Bouveret, 2000).

Aussi, nous avons souhaité identifier la population d’ARN liés à la fois par Upf1 et
par  le  complexe  Lsm1-7.  Des  analyses  des  ARN  associés  à  Lsm1  avaient  déjà  été
réalisées  par  la  technique  du  CLIP  (« Cross-linking  immunoprecipitation »).  Cette
technique, qui permet,  comme le RIP-seq d’identifier les ARN associés à une protéine
d’intérêt,  est  caractérisée  par  une  étape  de  crosslinking  aux  rayons  ultraviolets,  qui
stabilise les interactions entre les acides nucléiques et les protéines par la création de
ponts covalents et permet, d’une part de faire des purifications en conditions dénaturantes
diminuant les interactions non spécifiques et d’autre part, d’identifier le site d’interaction de
la protéine avec l’ARN au nucléotide près. Environ 1200  ARN messagers enrichis d’un
facteur  2 dans  la  purification  de  Lsm1 ont  été  identifiés  et  une  analyse  des  sites
d’interactions ARN-protéine a montré que Lsm1 s’associait préférentiellement aux régions
3’UTR des ARN (Mitchell et al., 2013). Nos analyses n’ont montré qu’une centaine d’ARN
enrichis dans la  purification  Lsm1  par  rapport  au  contrôle  (figure S1).  Mais  de  façon
intéressante,  parmi  les  transcrits  enrichis  dans cette  purification,  on  retrouve les  ARN
codant pour les protéines Dcp2 et Pat1 parmi les 3 transcrits les plus enrichis (figure 10).
L’association spécifique de ces ARN peut être dû à une forte association du complexe
Lsm1-7 aux formes déadénylés de ces ARN ou au fait que ces ARN seraient davantage
sous forme déadénylée que la majorité des ARN. Cependant, ni l’ARN codant pour Dcp2,
ni celui codant pour Pat1 ne figurent parmi les ARN messagers purifiés avec Lsm1-TAP
dans les expériences de CLIP (Mitchell et al., 2013). Étant donné que les protéines Pat1 et
Dcp2  interagissent  avec  Lsm1,  on  peut  imaginer  que  les  ARN correspondants  soient
enrichis dans nos expériences de RIP-seq parce que Lsm1 interagirait avec les protéines
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en cours de synthèse. Cette association de Lsm1-7 avec les protéines Dcp2 et Pat1 lors
de leur  traduction  permettrait la  formation d’un complexe de décapping « fonctionnel »
composé  de  Lsm1-7/Pat1/Dcp1-Dcp2.  Pour  tester  cette  dernière  hypothèse,  nous
pourrions  combiner  des  purifications  de  complexes  protéiques avec  un  marquage
métabolique des protéines néosynthétisées utilisant la méthode de « pSILAC » (« pulse
Stable Isotope Labeling by Amino acid in Cell culture ») (Pratt et al., 2002). En analysant
en parallèle des purifications de Lsm1 et d’autres partenaires de Dcp2 et Pat1, ce type de
marquage métabolique pourrait permettre de déterminer si les protéines néosynthétisées
Dcp2 et Pat1 sont associées à Lsm1 plutôt qu’avec une autre protéine avec laquelle elles
interagissent également, par exemple Dcp1 pour Dcp2  (She et al., 2008) et Dcp2 pour
Pat1 (Charenton et al., 2017; Lobel et al., 2019).

Ce  type  d'association  co-traductionelle,  déjà  proposé  pour  l'association  des
protéines avec les ARN messagers de leurs partenaires protéiques par Duncan et Mata, a
été par la suite identifié comme un mécanisme général dans la formation de complexes
multi-protéiques (Duncan and Mata, 2011; Shiber et al., 2018).

Un  assemblage  co-traductionnel  peut  avoir de  nombreux  avantages  pour  la
formation d’un complexe multiprotéique. Cela peut par exemple permettre d’assurer un
assemblage ordonné des sous-unités du complexe qui se ferait une fois que les sites de
liaisons  respectifs  émergeraint  du  ribosome.  De plus,  les  interactions  qui  en  résultent
pourraient avoir un effet sur le repliement de la chaîne polypeptidique naissante ou sur la
stabilisation des domaines repliés, voire dans certains cas, d’assurer une protection contre
la  dégradation.  Enfin,  compte  tenu  de  l'environnement  encombré  du  compartiment
cytosolique,  la  formation  de  complexes  co-traductionnels  peut  permettre  de  mieux
contrôler l'association des « bonnes » protéines au « bon » moment.

II. Le lien entre Upf1 et Pab1 autour du NMD

A l’inverse de l’interaction  entre  le  complexe Lsm1-7 et  Upf1,  l’interaction  entre
Pab1 et Upf1 dépendante de l’ARN (figure 9.A et 9.B), était plus attendue dans la mesure
où Pab1 lie tous les ARN polyadénylés et que les cibles du NMD liées par Upf1 étant
dégradées  sans  déadénylation  préalable,  sont  forcément  visibles  sous  forme
polyadénylées. L’analyse des ARN associés à Pab1 a par ailleurs confirmé qu’en plus de
lier les ARN messagers, elle liait les cibles du NMD (figure 12.C et 12.D).

L’association d’ARN messagers à Upf1 (figure 12.B et  12.D)  est  moins intuitive
mais peut s’expliquer par le fait que les ARN qui présentent des sites alternatifs d’initiation
de la transcription générant  des isoformes sensibles au NMD n’ont  pas été exclus de
l’analyse et/ou que, comme certaines études le suggèrent, Upf1 lie tous les ARN de façon
indiscriminée et que le NMD ne serait déclenché que dans le cas où il s’agit d’une cible du
NMD (Hogg and Goff, 2010; Zünd et al., 2013; Malabat et al., 2015).

En l’occurrence, le mécanisme de reconnaissance d’un codon stop comme précoce
et le déclenchement du NMD restent peu clairs. Il semble cependant que le recrutement
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sur le ribosome terminal par les facteurs de terminaison eRF1/eRF3 de Upf1 ou de Pab1
ait  un  rôle  important :  le  recrutement  de  Upf1  (et  Upf2,  Upf3)  par  les  facteurs  de
terminaison déclencherait  la  dégradation de l'ARN tandis  que le  recrutement  de Pab1
permettrait de préserver l'intégrité de l'ARN (Ivanov et al., 2008; Singh et al., 2008). Les
résultats que nous avons obtenus sur ARN rapporteur cible du NMD en absence de Pab1
sont  en  accord  avec l’existence d’une compétition  entre  Pab1 et  Upf1 comme facteur
déclenchant  de  la  dégradation  de  ces  ARN.  Notre  observation  que  l’ARN  du  gène
rapporteur His3-PTC, cible du NMD, s’accumule moins dans la cellule lorsque Pab1 est
déplétée  qu’en  condition  wild  type  (figure  21.B)  s’expliquerait  par  une  meilleure
« efficacité »  du  mécanisme  de  dégradation  par  la  voie  du  NMD,  conséquence  d’un
recrutement plus « efficace » de Upf1 par eRF3 sur le ribosome au PTC en absence de
compétition avec Pab1. Cet ARN différant seulement par une base (générant un PTC) de
la version optimale de His3, qui elle n’est pas affectée par la déplétion de Pab1 (figure
20), il est peu probable que l’effet observé sur son accumulation résulte d’un problème de
transcription ou d’export de cet ARN en absence de Pab1.

Le même effet d’absence de Pab1 sur le NMD a été observé dans une souche
pab1Δ,  spb8Δ sur  un rapporteur  PGK1 dans lequel  des PTC ont  été introduits  à  des
distances variables du codon initiateur (Meaux et al., 2008). Il est intéressant de noter que
dans ces expériences, la moindre accumulation du transcrit sensible au NMD en absence
de  Pab1  par  rapport  à  une  souche  wild  type  est  plus  visible  lorsque  le  PTC  est
relativement proche du codon initiateur mais pas s’il  est proche de l’extrémité 3’  de la
séquence codante même si l’ARN correspondant est toujours substrat du NMD, suggérant
que le mécanisme déclenchant le NMD est plus complexe qu’une simple compétition entre
Pab1 et Upf1 pour l’interaction avec les facteurs de terminaison de la traduction (Kervestin
et al., 2012). 

III.  Un modèle actualisé pour la dégradation des
ARN 

Le  modèle  de  dégradation  des  ARN  couramment  admis  indique  que  celle-ci
commence  par  un  raccourcissement  de  la  queue  poly-A  et  que  le  décapping  par
Dcp1/Dcp2 et la dégradation par l’exoribonucléase Xrn1 sont déclenchés lorsque la taille
de la queue poly-A atteint  environ une dizaine de résidus, revue dans  (Passmore and
Coller, 2022).  D’après ce modèle, la stabilité des ARN dépend essentiellement de leur
vitesse de déadénylation.

Ce modèle est basé sur des expériences d’induction puis d’arrêt transcriptionnel qui
ont montré sur des rapporteurs de stabilités différentes, une déadénylation accélérée pour
un ARN instable par rapport à un ARN stable, et un déclenchement du décapping et de la
dégradation par Xrn1 uniquement quand les queues poly-A étaient raccourcies (Muhlrad et
al.,  1995) ainsi  que sur des simulations qui ont montré que c’est la modification de la
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vitesse de déadénylation qui a le plus d’impact sur la demi-vie des ARN (Cao and Parker,
2001).

Cependant ce modèle est difficilement compatible avec notre analyse montrant qu’il
existait une corrélation inverse entre la taille de la queue poly-A et la demi-vie des ARN à
l’état  d’équilibre  (figure  15) ainsi  qu’avec  certaines  études  montrant  que  des  ARN
déadénylés s’accumulaient sans être dégradés (Herrick et al., 1990; Muhlrad et al., 1995).
Les courtes queues poly-A devraient, d’après un modèle majoritairement dépendant de la
déadénylation, être transitoires et rarement observées. Leur accumulation suggère que la
vitesse de dégradation d’un ARN dépend aussi du déclenchement du décapping sur ces
formes  oligo-adenylées.  Une  étude  récente  portant  sur  l’analyse  et  la  dégradation  de
plusieurs milliers de gènes chez les mammifères a par ailleurs montré que la vitesse de
dégradation de formes oligo-adénylées des ARN variait beaucoup d’un gène à un autre et
était d’autant plus élevée que les ARN étaient déadénylés rapidement (Eisen et al., 2020). 

Que la  vitesse de dégradation  des ARN dépende uniquement  de  la  vitesse de
déadénylation ou qu’elle dépende à la fois de la vitesse de déadénylation et de décapping,
tous  les  modèles  s’accordent  sur  le  fait  que  la  déadénylation  est  requise  pour  la
dégradation des ARN. De plus, les délétions des gènes CCR4 ou POP2 codant pour les
déadénylases  du  complexe  CNOT  chez  la  levure  augmentent  la  demi-vie  d’ARN
rapporteurs (Tucker et al., 2001).

De façon surprenante, lorsque nous  avons réalisé des cinétiques de dégradation
sur nos rapporteurs, nous n’avons pas observé de stabilisation des rapporteurs optimisés
ou non pour la traduction de His3 en absence de Ccr4 et Pop2 alors même que leurs
queues  poly-A  n’étaient  pas  totalement  raccourcies,  indiquant  que  l’absence  des
déadénylases a un effet sur la taille des queues poly-A, sans avoir d’effet sur la stabilité
des  ARN  (figures  18,  19.B et  S5).  Cependant,  nous  avons  observé  que  ceux-ci
continuaient d’être déadénylés même quand Ccr4 et Pop2 étaient déplétées (figure 19.B
et  S5) ce qui suggère que des quantités résiduelles d'enzymes sont suffisantes pour la
déadénylation ou que d’autres enzymes peuvent raccourcir les queues poly-A longues de
ces ARN. Un autre complexe de déadénylases, le complexe PAN composé de Pan2/Pan3
est connu pour être le premier complexe à déadényler les ARN et en particulier les formes
possédant  de  longues  queues  poly-A  (Brown  and  Sachs,  1998;  Tucker  et  al.,  2001;
Schäfer et al., 2019). Aussi la déadénylation par le complexe PAN pourrait expliquer le
léger raccourcissement des longues formes de queues poly-A observées sur la  figure
19.B. Par ailleurs, quand les déadénylases étaient déplétees, la déadénylation des deux
rapporteurs  semblait  s’arrêter  à  environ  15  résidus  d’adénosines  ce  qui  pourraient
correspondre à la présence d’une molécule de Pab1 encore liée à la queue poly-A, en
accord avec les observations récentes indiquant que seule Ccr4 est capable d’éliminer
Pab1 liée à la queue poly-A (Webster et al., 2018; Yi et al., 2018). Il a été montré dans ces
mêmes études que  Pab1 promouvait  la  déadénylation  des  ARN  in  vitro  et  qu’en  son
absence les ARN étaient déadénylés moins efficacement. Lorsque nous avons regardé les
queues poly-A des rapporteurs en absence de Pab1, nous avons effectivement observé
que les queues poly-A étaient plus longues mais les ARN n’étaient pas stabilisés (figures

57



20 et S6), contrairement à ce qui avait déjà été observé dans des mutants de délétion de
différents domaines de Pab1 (Simón and Séraphin, 2007). Une différence majeure entre
nos expériences et les données publiées est l’utilisation de mutants de délétion versus des
déplétions temporaires et rapides (1h) des protéines par le système AID dans notre cas.
Même  s’il  peut  rester  une  petite  quantité  de  la  protéine  non  dégradée  après  1h  de
traitement (figures 17.B), la déplétion semble suffisante car nous observons des effets
directs sur les queues poly-A des ARN (figures 19.B, S5 et S6).

Les ARN rapporteurs utilisés ont été fortement stabilisés  en absence de Dcp2 ou
Xrn1 (figures 18.A, 18.C  et  S2) mais pas en absence des déadénylases Ccr4 et Pop2
(figures 18.B et 18.C). Ces résultats suggèrent que, contrairement au modèle canonique
de  dégradation,  ces  ARN  peuvent  être  décappés  et  dégradés  indépendamment  d’un
raccourcissement de la queue poly-A. 

Bien  qu’on  ne  puisse  exclure  que  ce  type  de  dégradation  indépendante  de  la
déadénylation  ne  se  produise  qu’en  réponse  à  la  déplétion  de  Ccr4  et  Pop2,  il  est
intéressant  de  noter  que  si  on  réalise  des  simulations  de  dégradation  des  ARN  en
considérant  la  déadénylation  et  le  décapping comme deux phénomènes  concomitants
mais indépendants (figure 22.A), on peut, en jouant uniquement sur les constantes de
déadénylation  (kA)  et  de  décapping  (kD)  (figure  22.B),  trouver  des  paramètres  qui
expliquent la corrélation inverse entre taille des queues poly-A à l’équilibre et demi-vie des
ARN de levure présentée sur la figure 15. 

D’après cette simulation, dans laquelle la valeur de la constante de décapping (kD)
seule détermine la demi-vie des ARN, on peut voir que pour un ARN instable (kD=élévé),
des variations de la vitesse de déadénylation (kA) n’affectent pas beaucoup la taille des
queues  poly-A  observées,  et  leur  distribution  est  restreinte  (figure  22.B,  jaune).  En
revanche, pour un ARN stable (kD=faible) la demi-vie étant plus longue, il y aura plus de
chances que l’on  observe une distribution  étendue des tailles  de  queues poly-A avec
notamment, des queues poly-A courtes (figure 22.B, violet). 

Comme  souligné  précédemment,  ce  modèle  simple  qui  ne  dépend  que  du
décapping  permet  d’expliquer  l’anti-corrélation  observée  en  figure  15 avec  des  ARN
stables qui ont de courtes queues poly-A et des ARN instables qui ont de longues queues
poly-A mais un modèle dans lequel le décapping serait dépendant de la déadénylation et
constituerait l’étape limitante peut également expliquer cette anti-corrélation. Aussi on peut
imaginer que selon les ARN et les conditions, ce soit l’un ou l’autre des mécanismes de
dégradation qui se produise. 
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Figure 22. Un modèle de dégradation des ARN indépendant de la déadénylation 
(A) Un modèle simplifié de la dégradation de l'ARN inclut deux paramètres cinétiques : un
qui  caractérise la  vitesse de deadenylation (kA) et un autre qui  caractérise la vitesse de
decapping (kD). Dans le modèle canonique dépendant de la déadénylation, la vitesse de
dégradation  des  ARN  est  dictée  essentiellement  par  la  vitesse  de  déadénylation,  à
condition que le kD ait une valeur importante puisque la vitesse d’apparition de la forme
qui subit le décapping dépend du kA alors que dans un modèle alternatif, indépendant de
la déadénylation, le kA et le kD ne sont pas liés et la vitesse de dégradation dépend du
kD. kA et kD désignent des constantes arbitraires de déadénylation et de dégradation
respectivement. (B) Simulation de la moyenne des queues poly-A en fonction de la demi-
vie en faisant varier les constantes de déadénylation et de dégradation dans un modèle de
dégradation indépendant de la déadénylation.

Quel que soit le modèle de dégradation des ARN : de manière dépendante ou non
de la déadénylation, les rapporteurs étudiés sont dégradés à des vitesses différentes et le
ou les facteur(s) responsable(s) de la dégradation plus rapide d’un ARN dont la séquence
codante n’est pas optimisée n’ont pas été identifiés.

Bien que Dhh1, impliquée dans le décapping ait été identifiée par Radhakrishnan et
al. comme étant un facteur qui pouvait reconnaître les ARN non-optimaux et les adresser à
la dégradation (Radhakrishnan et al., 2016), nous n’avons pas observé de stabilisation des
rapporteurs  utilisés  testés  en  absence  de  Dhh1  alors  que  nous  avons  utilisé  les
séquences codantes publiées par ces auteurs (figure S8.A), ce qui a été validé par PCR
quantitative (figure S8.C). Nous avons également testé les rapporteurs initiaux utilisés par
Radhakrishnan et al. qui comportent des 5’UTR et 3’UTR différents de nos rapporteurs.
Avec leurs rapporteurs,  nous avons pu observer une stabilisation pour la version non-
optimisée en condition de déplétion pour Dhh1 mais pas lorsque Dhh1 était délétée. Il n’y
avait en revanche pas d’effet de la déplétion ou de la délétion de Dhh1 sur la version
optimale,  en accord avec les résultats  publiés ((Radhakrishnan et  al.,  2016) et  figure
S8.B). 

Ces différences de résultats pour des séquences identiques pourraient s’expliquer
par  le  fait  que  les  régions  5’UTR  et  3’UTR  des  rapporteurs  utilisés  sont  différentes,
plusieurs études font état de différences de stabilités liée à ces séquences (Malabat et al.,
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2015; Moqtaderi et al., 2018). Par ailleurs, l’arrêt transcriptionnel utilisé par Radhakrishnan
et al.  est un passage d’un milieu contenant du galactose à un milieu contenant du glucose
qui peut entraîner plus de modifications dans le métabolisme cellulaire comparé à l’ajout
de doxycycline pour nos rapporteurs. 

L’étude  de  rapporteurs  optimisés  ou  non  pour  la  traduction  nous  a  permis  de
découvrir que la déadénylation n’était pas essentielle pour la dégradation des ARN dans
certains cas,  et  que les ARN n’avaient  pas besoin d’être  oligo-adénylés pour initier  le
décapping.  Cependant  nous  n’avons  pas  pu  identifier  les  facteurs  qui  favorisaient  la
dégradation rapide de la version non-optimisée ou les éléments qui protégeaient la version
optimisée de la dégradation. 

Pour identifier les facteurs impliqués dans la stabilité d’un ARN optimal  ou non-
optimal, il faudrait disposer d’un rapporteur pour lequel on pourrait rapidement analyser la
disparition de l’ARN après arrêt transcriptionnel et qui pourrait être utilisé pour transformer
une banque de mutants et tester l’effet des mutations sur la stabilité de l’ARN. Pour cela on
pourrait  imaginer  la  construction  de  rapporteurs  analogues  à  ceux  utilisés  ici  mais
exprimant des ARN codant pour une protéine fluorescente dont la demi-vie reflète celle de
l’ARN, par exemple une GFP («  Green Fluorescent Protein ») contenant  une séquence
déstabilisatrice PEST (Li et al., 1998) et utiliser ce système pour cribler par microscopie de
fluorescence ou FACS (« Fluorescence-activated cell sorting ») une banque de délétions
de gènes.
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Figures supplémentaires

Figure  S1.  L’analyse  statistique  de  DESeq2  révèle  de  nombreux  transcrits
différentiellement présents dans les purifications Rpl16, Upf1 et Pab1 et peu avec
Lsm1
Distribution des p-values ajustées en fonction de la fréquence des transcrits. Les transcrits
dont  la  p-value  est  proche  de  0  sont  considérés  comme  plus  significativement
différentiellement présents que ceux proches de 1. 
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Figure S2. Les rapporteurs sont stabilisés par les déplétions de Dcp2 et Xrn1 
Northern blot réalisés avec des ARN totaux  extraits de souches de souches wild type,
Dcp2-AID ou Xrn1-AID, traitées avec de l'auxine et du β-estradiol pendant 1h et pendant
différentes périodes de temps avec de la doxycycline. Les temps sont indiqués au dessus
des  northern  blot.  Les  cellules  ont  été  transformées  avec  les  plasmides  permettant
l’expression de la version optimisée ou non de l’ARN de His3. Après dénaturation à 65°C
dans du formazol, les ARN ont été séparés sur un gel d'agarose à 1,5% et transférés sur
membrane de nylon. Les membranes ont été hybridées simultanément avec des sondes
marquées à la digoxigénine correspondant soit à la région 3’ UTR des ARN rapporteurs
soit à l’ARN non codant Scr1, qui sert de contrôle de charge. 

Figure S3. La stabilité de His3 ne dépend pas de l’exosome cytoplasmique quand la
voie 5’ est active
Northern blot réalisés avec des ARN totaux  extraits de souches  de souches wild type,
d’une souche délétée pour SKI2 ou déplétée pour Dcp2-AID, ainsi qu’une souche ski2
delta déplétée pour Dcp2-AID, traitées avec de l'auxine et du β-estradiol pendant 1h et
pendant différentes périodes de temps avec de la doxycycline. Les temps sont indiqués au
dessus des northern blot. Les cellules ont été transformées avec les plasmides permettant
l’expression de la version optimisée ou non de l’ARN de His3. Après dénaturation à 65°C
dans du formazol, les ARN ont été séparés sur un gel d'agarose à 1,5% et transférés sur
membrane de nylon. Les membranes ont été hybridées simultanément avec des sondes
marquées à la digoxigénine correspondant soit à la région 3’ UTR des ARN rapporteurs
soit à l’ARN non codant Scr1, qui sert de contrôle de charge. 
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Figure S4. La déplétion des déadénylases n’affecte pas la stabilité des rapporteurs 
(A) Northern  blot  réalisés  avec  des  ARN totaux  extraits de  souches  wild  type  ou  de
souches déplétées pour les protéines AID indiquées, traitées avec de l'auxine et du β-
estradiol pendant 1h et pendant différentes périodes de temps avec de la doxycycline. Les
temps sont indiqués au dessus des northern blot. Les cellules ont été transformées avec
les plasmides permettant l’expression de la version optimisée ou non de l’ARN de His3.
Après  dénaturation  à  65°C  dans  du  formazol,  les  ARN  ont  été  séparés  sur  un  gel
d'agarose à 1,5% et transférés sur membrane de nylon. Les membranes ont été hybridées
simultanément  avec  des sondes  marquées  à  la  digoxigénine  correspondant  soit  à  la
région 3’ UTR des ARN rapporteurs soit à l’ARN non codant Scr1, qui sert de contrôle de
charge.  (B)  qPCR  et  mesures  de  demi-vies  réalisées  sur  au  moins  3  expériences
indépendantes pour chaque souche et chaque plasmide. La demi-vie a été déterminée par
une régression non linéaire et un « lag » de 1,2 minutes a été appliqué afin de corriger le
délai de l’arrêt transcriptionnel. L’intervalle de confiance (95%) pour le temps de demi-vie
de l'ARN basé sur  une  régression non-linéaire  utilisant  tous les points  de minimum 3
répétitions de l’expérience est indiqué. 

63



Figure S5. La déplétion de Pop2 et Ccr4 empêche la déadénylation totale des ARN
rapporteurs
Northern blot  réalisés avec des ARN totaux clivés à la RNaseH avec l’oligonucléotide
LA121  provenant  de  la  souche  Ccr4-AID/Pop2-AID  traitée  avec  de  l'auxine  et  du  β-
estradiol pendant 1h et pendant différentes périodes de temps avec de la doxycycline pour
arrêter  la  transcription  du  gène  rapporteur.  Les  temps  sont  indiqués au  dessus  des
northern  blot.  Les  cellules  ont  été  transformées  avec  les  plasmides  permettant
l’expression de la version optimisée ou non de l’ARN de His3. Les ARN clivés ont été
séparés,  après  dénaturation  à  65°C  dans  du  formazol,  sur  un  gel  d'acrylamide  (6%)
dénaturant. Après transfert des ARN sur membrane de nylon, celles-ci  ont été hybridées
avec  une sonde marquée à la digoxigénine correspondant à la région 3’ UTR des ARN
rapporteurs. Une réaction de digestion  à la RNaseH  avec l’oligonucléotide LA121 et un
oligo-dT (dT) permet de générer un fragment d’ARN sans queue poly-A (A0), utilisé pour
estimer la taille des queues poly-A indiquées sur la gauche.
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Figure S6. La déplétion de Pab1 empêche le raccourcissement des queues poly-A
Northern blot  réalisés avec des ARN totaux clivés à la RNaseH avec l’oligonucléotide
LA121 provenant de souches wild type ou Pab1-AID traitées avec de l'auxine et du β-
estradiol pendant 1h et pendant différentes périodes de temps avec de la doxycycline pour
arrêter  la  transcription  du  gène  rapporteur.  Les  temps  sont  indiqués au  dessus  des
northern  blot.  Les  cellules  ont  été  transformées  avec  les  plasmides  permettant
l’expression de la version optimisée ou non de l’ARN de His3. Les ARN clivés ont été
séparés,  après  dénaturation  à  65°C  dans  du  formazol,  sur  un  gel  d'acrylamide  (6%)
dénaturant. Après transfert des ARN sur membrane de nylon, celles-ci  ont été hybridées
avec  une sonde marquée à la digoxigénine correspondant à la région 3’ UTR des ARN
rapporteurs. Une réaction de digestion  à la RNaseH  avec l’oligonucléotide LA121 et un
oligo-dT (dT) permet de générer un fragment d’ARN sans queue poly-A (A0), utilisé pour
estimer la taille des queues poly-A indiquées sur la gauche. 

Figure S7. Le rapporteur His3-PTC est sensible aux déplétions de Upf1, Dcp2 et Xrn1
Northern blot réalisés avec des ARN totaux  extraits de souches wild type ou Upf1-AID,
Dcp2-AID, Xrn1-AID,  traitées avec de l'auxine et du β-estradiol  pendant 1h et pendant
différentes périodes de temps avec de la doxycycline. Les temps sont indiqués au dessus
des northern blot.  Les cellules ont été transformées avec le plasmide His3-PTC.  Après
dénaturation à 65°C dans du formazol, les ARN ont été séparés sur un gel d'agarose à
1,5%  et  transférés  sur  membrane  de  nylon.  Les  membranes ont été  hybridées
simultanément avec des sondes marquées à la digoxigénine correspondant soit à la région
3’ UTR des ARN rapporteurs soit à l’ARN non codant Scr1, qui sert de contrôle de charge. 
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Figure S8.  L’absence de Dhh1 ne stabilise pas les rapporteurs His3 optimal et non
optimal
(A-B) Northern blot réalisés avec des ARN totaux extraits de souches wild type, dhh1 delta
ou de souches déplétées Dhh1-AID, traitées avec de l'auxine et du β-estradiol pendant 1h
et pendant différentes périodes de temps avec de la doxycycline. Les temps sont indiqués
au dessus des northern blot. Les cellules ont été transformées avec le plasmide His3-PTC.
Après  dénaturation  à  65°C  dans  du  formazol,  les  ARN  ont  été  séparés  sur  un  gel
d'agarose à 1,5% et transférés sur membrane de nylon. Les membranes ont été hybridées
simultanément avec des sondes marquées à la digoxigénine correspondant soit à la région
3’ UTR des ARN rapporteurs soit à l’ARN non codant Scr1, qui sert de contrôle de charge.
(C) qPCR et mesures de demi-vies réalisées sur au moins 3 expériences indépendantes
pour  chaque souche et chaque plasmide. En ordonnée est  représenté le pourcentage
d’ARN et en abscisse le temps après ajout de doxycycline. La demi-vie a été déterminée
par une régression non linéaire et un « lag » de 1,2 minutes a été appliqué afin de corriger
le délai de l’arrêt transcriptionnel. L’intervalle de confiance (95%) pour le temps de demi-
vie de l'ARN basé sur une régression non-linéaire utilisant tous les points de minimum 3
répétitions de l’expérience est indiqué. 
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Matériel et méthodes
Souches de levure

Les  souches  de  levure  Saccharomyces  cerevisiae dérivent  toutes  des  souches  de
référence BY4741 (Mat a) et BY4742 (Mat alpha) (Baker Brachmann et al., 1998). 
Toutes les souches exprimant une protéine fusion avec l’étiquette TAP sont issues d’une
collection de souches construite par Ghaemmaghami et al. (Ghaemmaghami et al., 2003).
La souche  dhh1Δ provient  d’une collection de souches construites par  Giaever  et   al.
(Giaever et al., 2002) distribuée par EuroScarf (http://www.euroscarf.de).
Une  spore  Mat  alpha  obtenue  après  sporulation  de  la  souche  GBy68,  fournie  par G
Bushkin  (Bushkin  et  al.,  2019),  a  été  croisée  avec  une  souche  BY4741  contenant  la
mutation trp1-1 dans le gène TRP1. Après sporulation de la souche diploïde ainsi obtenue,
nous avons sélectionné des spores ayant les génotypes suivants : Mat a, LYS2, met15∆0,
ura3∆0, leu2∆0, his3∆1, trp1-1, RME1-∆, ins-308A, TAO3(E1493Q) dénommée LMA5395
et Mat alpha, lys2∆0, ura3∆0, leu2∆0, his3∆1, trp1-1, RME1-∆, ins-308A, TAO3 (E1493Q)
dénommée LMA5396.  La  souche  LMA5395  a  été  transformée avec le  plasmide 1692
linéarisé par digestion avec Bsu36I et une souche prototrophe pour le tryptophane a été
sélectionnée pour générer la souche LMA5419.
Pour construire les souches dans lesquelles les proteines d’intérêt peuvent être déplétées,
une étiquette polyG-3Flag-miniAID amplifiée par PCR en utilisant le plasmide 1451 comme
matrice (Dehecq et al., 2018) a été insérée juste avant le codon stop des gènes. Toutes
ces insertions ont été faites dans la souche Mat alpha, LMA5396. Les souches obtenues
ont  été  croisées  avec  la  souche  LMA5419.  Après  sporulation  des  cellules  diploïdes
obtenues, les souches ayant le génotype désiré ont été sélectionnées. Pour la souche
permettant  la déplétion de Ccr4, l’étiquette AID amplifiée par PCR en utilisant  comme
matrice  le  plasmide  1602  a  été  insérée  juste  après  le  codon  initiateur  du  gène  par
recombinaison médiée par CRISPR/CAS9 (Mans et al., 2015).

Milieux de culture et conditions de croissance

Les levures sont cultivées soit dans du milieu riche YPD soit du milieu synthétique complet
dépourvu  d’uracile  pour  la  sélection  des  transformants  et  le  maintien  des  plasmides
réplicatifs. Les levures ont été cultivées à 30°C sauf pour les cinétiques de dégradation
des ARN où elles ont été cultivées à 25°C. 

Construction de plasmides

Plasmides permettant l’expression des ARN de séquences optimisée ou non     :  
Les séquences codant pour la protéine His3 avec 10 % (non-opt His3) ou 100 % (opt-
His3) de codons optimaux proviennent des données publiées par Radhakrishnan et ses
collaborateurs (Radhakrishnan et al., 2016). Ces séquences synthétisées par l’entreprise
TWIST ont été réamplifiées en utilisant les oligonucléotides LA070  et  LA071  et clonés

67



dans les sites  BamHI et NotI du  plasmide pCM189  (Garí  et  al.,  1997) pour  créer  les
plasmides pCM189-NFlag-HIS3-10 et pCM189-NFlag-HIS3-100.
Deux  fragments  du  gène  rapporteur  opt-His3  ont  été  amplifiés  par  PCR  avec  les
oligonucléotides MFR917 et 3890 d’une part et avec les oligonucléotides LA084 et 3889
d’autre part puis les deux produits de PCR ont été mélangés et ré-amplifiés en utilisant  les
oligonucléotides LA70  et LA71.  Le produit  de PCR ainsi  obtenu a été digéré avec les
enzymes de restriction SbfI et  BamHI et cloné dans les sites SbfI et BamHI du plasmide
pCM189_HIS3_100% afin de remplacer la séquence codante optimisée du gène HIS3 par
une courte séquence codante de 24 acides aminés suivie d’un long 3’UTR. Le plasmide
généré est dénommé pCM189-Nflag-HIS3-PTC24.
Plasmide pour le système de déplétion protéique induite par l’auxine (AID)
Un produit de PCR réalisé en utilisant les oligonucléotides 3765 et 3766 et le plasmide
pFS461 (https://www.addgene.org/search/catalog/plasmids/?q=pfs461) comme matrice a
été utilisé pour transformer une souche dérivée de BY4741 prototrophe pour l’uracile. Les
transformants résistants au 5-FOA (acide fluoro orotique) ont été sélectionnés et le bon
remplacement de la séquence codante du gène URA3 par celle codant pour le facteur de
transcription artificiel dénommé Z3EV_Tf a été vérifié par séquençage du locus d’insertion.
L’allèle (ura3::Z3EV) obtenu a été amplifié en utilisant les oligonucleotides 293 et 3746 et
l’ADN génomique de la souche créée comme matrice. Le produit de PCR  obtenu a été
digéré  avec  l’enzyme  de  restriction  SstII  et  cloné  dans  les  sites SstII  and  SmaI  du
plasmide pRS304 pour générer le plasmide 1603.
Le  promoteur  Z3EV  a  été  amplifié  par  PCR  en  utilisant  comme  matrice  le  plasmide
pFS478  (https://www.addgene.org/search/catalog/plasmids/?q=pfs478)  et  les
oligonucléotides 3740 et 3872. Le produit de PCR obtenu a été digéré avec les enzymes
de restriction SalI et BamHI. La séquence codante pour la protéine Tir1 d’O. sativa suivie
du terminateur du gène  NRD1 a été amplifiée par PCR en utilisant les oligonucléotides
3718  et 3719  et comme matrice l’ADN génomique d’une souche NRD1-AID  donnée par
Drice Challal du laboratoire de Domenico Libri. Le produit de PCR obtenu a été digéré
avec les enzymes de restriction XhoI et BamHI. Ces deux produits de PCR ont ensuite été
clonés ensemble au site XhoI du plasmide 1603 pour générer le plasmide 1692.

Extraction d’ARN
L’ARN total  de levure a été extrait  en utilisant le protocole décrit  par Collart et Oliviero
(Collart and Oliviero, 1993)

Cinétique de dégradation des ARN

Pour les cinétiques de dégradation des ARN, les cellules transformées avec les plasmides
permettant l’expression des différentes version de l’ARN codant pour His3 sous contrôle
du promoteur TET-OFF ont  été cultivées à 25°C dans du milieu synthétique dépourvu
d’uracile jusqu’à une DO600 d’environ 0,4 avant ajout de doxycycline à une concentration
finale de 10μg/ml pour arrêter la transcription. Les cellules ont été récoltées à différents
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temps après l’arrêt de la transcription, en général (sauf indication contraire) 0, 2, 4, 8, 10,
20, 30 minutes pour le rapporteur exprimant la version non-optimale de His3 ou la version
contenant le PTC et 0, 5, 10, 20, 30, 60 minutes pour le rapporteur exprimant la version
optimale de His3.
Lorsque les plasmides utilisés contenaient le gène  HIS3 sous contrôle du promoteur du
gène GAL1, les cultures ont été réalisées dans du milieu synthétique dépourvu d’uracile et
contenant du galactose (concentration finale 2% p/v) comme source de carbone et l’arrêt
transcriptionnel a été réalisé par ajout à la culture de glucose à une concentration finale de
2% p/v. 
Pour l’analyse et la caractérisation des souches AID, les cellules ont été cultivées à 25°C
dans un milieu synthétique complet jusqu’à ce que la DO600 atteigne environ 0,4 puis du  β-
estradiol à une concentration finale de 1 μM et de l’auxine à une concentration finale de
100 μM ont été ajoutés dans le milieu pour induire la transcription de Tir1 et la dégradation
de la protéine. Des aliquotes de culture ont été récupérées à différents temps après l’ajout
des drogues pour extraire les protéines totales et analyser la disparition de la protéine par
western blot avec un anticorps anti-Flag couplé à la peroxidase.
Pour les expériences d’arrêt de la traduction, la cycloheximide à une concentration finale
de 5 μg/ml a été ajoutée au milieu en même temps que la doxycycline.

Northern blot

Les  ARN  totaux  ont  été  séparés  sur  un  gel  d’agarose  à  1,5 %  (p/v)  dans  du  TBE,
transférés sur une membrane de nylon (Hybond N+, Amersham) puis crosslinkés aux UV à
0.120 Joule/cm2 à  254 nm.  Les membranes ont  été hybridées avec des sondes ARN
marquées avec de la digoxygenine par transcription  in vitro  avec l’ARN polymérase du
phage  T7  en  utilisant  le  kit  DIG  RNA  Labelling  kit  (SP6/T7)  de  Roche  (cat.  No
11175025910). Les oligonucléotides AJ529 (promoteur T7) et LA94 ou AJ529 et LA95 ont
été hybridés pour générer les matrices permettant la synthèse des sondes spécifiques de
la région 3’ des rapporteurs His3 (His3-tCyc) et Scr1 respectivement. 
Pour  l’analyse  de  la  taille  des  queues  poly-A,  les  ARN totaux  ont  été  clivés  avec  la
RNaseH (NEB) en présence de l’oligonucléotide LA121 spécifique de la région 3’UTR des
rapporteurs.  Un oligo-dT  a  été  ajouté  à  la  réaction  pour  éliminer  la  queue poly-A  et
déterminer  la  taille  du fragment généré sans A (« A0 »).  Après une heure  à 37°C,  la
réaction a été arrêtée par  ajout  d’EDTA et les ARN purifiés par  traitement au phénol-
chloroforme et précipitation à l’éthanol. Les ARN clivés ont été séparés par migration sur
un gel d’acrylamide dénaturant (6% acrylamide,  8M urée), transférés sur membrane de
nylon (Hybond N+, Amersham) et crosslinkés comme précédemment.  L’échelle de poids
moléculaire correspond au plasmide pBR322 digéré par MspI préalablement marqué à la
digoxygénine en utilisant la terminale transférase (NEB) en présence de  digoxigenin-11-
ddUTP.
Après transfert,  les membranes ont été colorées au bleu de méthylène (0.2%  bleu de
methylene  blue,  0.4M  acétate  de  sodium  et  0.4M  acide  acétique)  ce  qui  permet  de
visualiser l’ARNr 5,8S utilisé comme contrôle de charge.
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Transcription inverse et PCR quantitative

Avant transcription inverse (RT) avec la Superscript II ou III (Invitrogen) que ce soit pour la
préparation des banques ou les PCR quantitatives, les échantillons d'ARN extraits ont été
traités à la DNase I (kit Ambion TURBO DNA-free).
Pour  les quantifications par PCR quantitative du pré-messager et de l’ARN mature de
RPL28, un mélange des oligonucléotides CS888 (RPL28-premature), CS889 (RPL28) avec
des  hexamères  aléatoires  ont  été  utilisés  pour  la  transcription  inverse.  Des  dilutions
sérielles de l’ADNc ont été quantifiées par qPCR avec du SYBR Green (Sigma) en utilisant
les amorces  CS887 et  CS888  pour le prémessager de  RPL28 et CS889  et  CS946  pour
l’ARN mature.  L'amplification a été réalisée dans un Stratagene MX3005P et le logiciel
correspondant  (système  de  PCR  quantitative  MXpro),  avec  une  première  étape  de
dénaturation de 5 minutes  à 95°C suivie  de  40 cycles  à 95°C pendant 20 s  et  60°C
pendant 1 min.
Pour les quantification avec les sondes TaqMan, la transcription inverse a été réalisée avec
les oligonucléotides LA126 (Act1), LA102 (His3-tCyc) et des hexamères aléatoires. Des
dilutions sérielles de l'ADNc ont été quantifiées par PCR quantitative avec des sondes
TaqMan, LA122 pour His3-tCyc, LA125 pour Act1 avec les amorces LA123 et LA102 pour
His3 et LA124 et LA126 pour Act1. L'amplification a été réalisée avec la machine Bio-Rad
CFX96 et le logiciel correspondant (logiciel CFX Maestro),  avec une première étape de
dénaturation de 30 secondes à 95°C suivie de 40 cycles à 95°C pendant 15 secondes et
60°C pendant 30 secondes.
Calcul de demi-vie par qPCR 
Chaque valeur de cycle obtenu pour Act1 a été retranché à celle de His3 pour normaliser
les  valeurs.  La  moyenne de trois  dilutions  en série  a  été  effectuée.  Chaque point  de
cinétique a été retranché à la valeur du point à t=0. 
Pour la détermination des demi-vies,  il  s'agit  d'une régression non-linéaire appliquée à
l'ensemble des données disponibles (tous replicats confondus). Un « lag » de 1,2 minutes
a été appliqué afin de corriger le délai de répression de la transcription par la doxycycline
(Baudrimont et al., 2017). Un intervalle de confiance a été appliqué en utilisant la fonction
« confint » du paquet « MASS » (https://rdrr.io/cran/MASS/man/confint.html). 

Western blot

Des extraits de protéines totales ont  été préparés à partir  de 5  unités de  DO600 d’une
culture exponentielle avec la méthode utilisant un traitement alcalin (Kushnirov, 2000). Les
protéines  ont  été  dénaturées  pendant  3  min  à  95°C,  et  les  débris  cellulaires  ont  été
culottés par centrifugation. 10μL de surnageant ont été déposés sur des gels d'acrylamide
NuPAGE  Novex  4-12%  Bis-Tris  (Life  technologies).  Après  transfert  sur  membrane  de
nitrocellulose avec un système semi-sec rapide (Biorad trans-blot) avec tampon discontinu
(BioRad technote 2134), les protéines ont été détectées par hybridation avec les anticorps
appropriés.
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Purification par affinité (TAP) et séquençage (RIP-seq)

Les protéines marquées avec l’étiquette TAP ont été purifiées en utilisant une méthode de
purification en une étape. Les culots cellulaires congelés  provenant  d'une culture de 4
litres ont été  resuspendus dans un tampon de lyse (20 mM HEPES K pH 7,4, 100 mM
KOAc,  0,5%  Triton  X100,  5mM  MgCl2,  inhibiteur  de  protéase,  complexe  Vanadyl-
Ribonucléoside 1X, 40 unités ml-1 RNasin) et lysés en utilisant un MagNAlyser  (Roche)
(deux  passages  de  90s  à  4000  rpm).  Le  lysat  a  été  clarifié  par  centrifugation à  4°C
pendant  20  min  à  14000  t/min.  Des  billes  magnétiques  (Dynabeads  M-270  epoxy,
invitrogen) couplées à des IgG ont été ajoutées à l'extrait protéique et incubées pendant
1,5 h à 4°C (Oeffinger et al, 2007). Les billes ont été recueillies à l'aide d'un aimant et
lavées cinq fois avec un tampon de lavage (20 mM HEPES K pH 7,4, 100 mM KOAc 0,5%
Triton X100, 5mM MgCl2). Après lavage, les protéines ont été éluées par incubation dans
un tampon d'élution (SDS 2% dans Tris-EDTA pH 7.5) 10 min à 65°C. L’éluat a ensuite été
traité au phénol/chloroforme pour éliminer les protéines et les acides nucléiques ont été
précipités avec de l'acétate d'ammonium et de l'éthanol. Les échantillons ont été traités
avec RiboZero  (Illumina)  ou Ribominus (invitrogen) pour éliminer les ARN ribosomiques
25S et 18S (plus les ARN 5,8S et 5S dans le cas du RiboZero) et les  banques ont été
préparées à l'aide du kit TruSeq Stranded mRNA (Illumina). Nous avons strictement suivi
le protocole, sauf que nous avons commencé directement à l'étape de fragmentation après
le  RiboZero  et  que  nous  avons  ajusté  le  nombre  de  cycles  requis  pour  amplifier  les
banques.
Une aliquote du lysat clarifié a été prélevée avant la purification TAP pour extraire les ARN
totaux (input) et a été traitée de la même manière que les fractions purifiées pour générer
la banque. 
Traitement des résultats du séquençage
Nous  remercions  Caroline  Proux  et  Laurence  Ma  de  la  plateforme  Biomics  pour  le
séquencage  des  échantillons  avec  le  séquenceur  Illumina  hiseq2500  ainsi  que  le
démultiplexage des séquences.
Les différentes étapes pour obtenir le fichier de comptage depuis les fichiers .fastq ont été
réalisées sur la plateforme Galaxy de l’Institut Pasteur (Mareuil et al., 2017).
Les « reads » ont été alignés sur les 16 chromosomes et le génome mitochondrial  de la
souche de référence S288C. Pour l’alignement, nous avons utilisé le logiciel STAR (version
STAR_2.7),  qui  permet  d’aligner  sur  les introns.  Les  paramètres  par  défauts  ont  été
appliqués  sauf  les  suivants :  --alignIntronMax  1500  --alignMatesGapMax  1500  --
alignSJoverhangMin  25.  Le  génome  utilisé  est  Saccharomyces_cerevisiae.R64-1-
1.dna.toplevel.fa  qui  provient  de  https://www.ensembl.org/index.html  avec le  fichier
Saccharomyces_cerevisiae.R64-1-1.101.gtf  qui  donne  les  positions  des  introns  et  des
exons. 
Pour le comptage, nous avons utilisé  feature count du paquet  Subread avec un fichier
d’annotations de notre laboratoire (scGFF2GTF_final14.gtf)  qui  contient  les annotations
pour les SUTs/XUTs/CUTs avec les paramètres supplémentaires suivants« O -M ».
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Pour la visualisation IGV (Robinson et al., 2011), la fonction bamCoverage de deepTools a
été utilisée en mettant le bin à 1 et sans normalisation.
Pour l’analyse statistique de la figure S1, DESeq2 avec l’interface de Sartools a été utilisé
en laissant les paramètres par défaut (Love et al., 2014; Varet et al., 2016). L’analyse des
transcrits statistiquement différentiellement présents dans les purifications a été réalisée
par rapport à l’input. 
Analyse des résultats de RIP-seq
Une fois les fichiers de comptages obtenus, deux ARN sur-représentés ont été enlevés :
RDN et YLR154C. Ensuite le nombre de reads a été filtré pour chaque gène en mettant un
seuil à 10 reads pour les 3 réplicats de l’input. Pour normaliser les comptages, chaque
gène a été divisé par le nombre total de reads pour chaque purification. La moyenne des
Log2 des 3 réplicats a ensuite été effectuée. Les valeurs d’enrichissement ont été obtenues
en faisant le rapport de chaque purfication sur l’input. (Log2 purif – Log2 input). Afin de
centrer les résultats,  chaque valeur d’enrichissement a été corrigée par la médiane du
nombre de reads de chaque purification. 
Pour l’analyse des figures 12 et 13, les transcrits suivants ont été enlevés : les CUTs, les
ARNsn, les ARNsno, les ARNt, les ETS, les ITS, les transposons, Icr1, Irt1, Lsr1, Nme1
Rna170 ,Rpr1, Scr1, Srg1 et Tlc1. Pour les cibles du NMD, tous les XUTs, SUTs et introns
des ARN messagers ainsi que deux autres ARN cibles du NMD, Ccw22 et Ctr2 ont été
sélectionnés. Le test statistique de Wilcoxon a été utilisé pour déterminer la significativité
des différences au sein des classes de transcrits sélectionnés. 
Pour la catégorie « Biosynthèse des acides aminés », les 150 gènes les moins associés à
Pab1-TAP qui  faisaient partis des 2750 ARN les plus abondants (dans l’input)  ont  été
séléctionnés, en excluant les CUTs, les ARNt et d’autres ARN nucléaires. La liste générée
a ensuite été chargée sur G-profiler dans le but de sortir une liste de gènes associés à une
voie cellulaire (Raudvere et al., 2019). 
G-profiler a trouvé une liste associé à la voie de biosythèse des acides aminés avec une
significativié de p-value ajustée = 4,764x10-17, il s’agit de la KEGG:01230 qui regroupe les
gènes suivants :  CYS3, CDC19, PRS4, LYS2, TYR1, PYC2, HIS7, ARO4, SHM1, ILV6,
HIS4, HA1, CIT2, PGK1, THR4, IDP1 LYS21, GLT1, LYS20, TRP1, ARO3, TPI1, ALT2,
ARO1, HOM2, LYS4, PRO1, TRP4, SAM2 GLY1, PRO3, HOM3, HIS1, ARG5,6, SER3,
ILV1, TRP2, MET6, PRS2, HIS2, IRC7, LEU1, TRP5, PYC1, ARO2, ARO8, MCY1, ASN2,
CYS4,  TDH3,  SER2,  PFK1,  ENO1,  PRS3,  ARG4,  THR1,  ENO2,  BAT1,  HIS6,  SER33,
LYS12, HIS5, LYS1, TDH1, ARG2, RPE1, ACO2, TDH2, ILV3, STR2, HOM6, BAT2, FBA1,
AAT1, GPM1, PRS1, TRP3, YLL058W, AAT2, SHM2, ALT1, SAM1, ACO1, TAL1, ILV5,
YML082W, ARG7,  ILV2,  PFK2,  IDP3,  IDH1,  LEU4,  MET2,  PHA2,  CIT1,  LYS9,  GPM3,
ARG1, PRS5, ARG8, RKI1, LEU9, IDH2, SER1 ,HIS3, PRO2, PYK2, CAR1, GLN1, ARO7,
TKL1, ASN1.

Mesures des queues poly-A 

Nous avons utilisé le protocole publié par (Jänicke et al., 2012).  Pour les échantillons de
RIP (Pab1-TAP,  Lsm1-TAP,  Rpl16a-TAP,  Upf1-TAP)  nous  avons  utilisé  des  quantités

72



d’ARN variables, de 5ng à 100ng.  Pour l’input, nous avons utilisé  1 μg  d’ARN.  Pour le
reste,  le  protocole est  le  même que celui  décrit  par  Jänicke et  al.,  nous avons utilisé
l’oligonulcéotide CS1400 qui s’hybride au niveau des queues poly-A des ARN et pour le
TVN-PAT, nous avons utilisé l’oligonucléotide CS1401 qui s’ancre au niveau du site de
polyadénylation de l’ARN. 
Pour les réactions de PCR, les oligonucléotides CS1402 et CS1455 et CS1402 et GB1399
ont été utilisés pour l’amplification des queues poly-A de HHT2 et CCW22 respectivement.
Les réactions de PCR ont été réalisées avec la polymerase Phusion (ThermoFisher) avec
30 cycles d’amplification. Les produits de PCR ont été déposés sur un gel d’agarose 2,5%
(p/v) et colorés au Bromure d’Ethidium.

Spectrométrie de masse et analyses des résultats

Les expériences liées à la spectrométrie de masse et au western blot de la figure 9 ont
été  réalisées  selon  le  protocole  décrit  dans  (Dehecq  et  al.,  2018) excepté  pour  la
normalisation  pour  la  spectrométrie  de  masse. Pour  le  score  LTOP2,  la  moyenne  de
l'intensité des trois plus intenses peptides pour chaque protéine (ou 2 si il n’y en avait que
2) a été réalisée. Seules les protéines pour lesquelles il  y avait au moins deux valeurs
indépendantes de LTOP2 ont été retenues. Les valeurs brutes de LTOP2 pour chaque
purification ont été centrées sur la médiane.
Pour générer la figure 9.A, les protéines qui avaient un enrichissement supérieur à 4 avec
une p-value inférieure à 0,05 dans au moins une purification ont été sélectionnées. Des
groupes de protéines ont été séléctionnés, le groupe « épissage de l’ARN » contient les
protéines suivantes : Brr2, Prp3, Prp4, Prp6, Prp8, Prp24, Prp28, Prp31, Prp38, Smd1,
Snu66, Snu23, Snu114, Sad1, Smd1, Smd2, Spp381, Lsm8  et le groupe « biogénèse des
ribosomes contient les protéines suivantes : Rex, Nop56, Nop1, Cbf5, Fpr3, Prp43.

Simulations de la dégradation de l’ARN

Des  simulations  de  la  dégradation  de  l'ARN  pour  la  figure  22.B qui  incluent  la
déadénylation et le décapping ont été réalisées auparavant et impliquaient de nombreuses
étapes et  constantes  cinétiques pour  tenir  compte d'un  nombre important  d'étapes de
déadénylation (D. Cao and Parker, 2001). Des modèles plus simples ont été par la suite
proposés (Wu et al., 2013; Wu and Tian, 2016) et semblent aussi adaptés à la description
du processus de dégradation de l'ARN. Nous avons utilisé un modèle cinétique simplifié
pour répondre à la question du lien entre la vitesse de déadénylation, la fréquence du
décapping et la vitesse apparente de dégradation d'un ARN. Nous nous sommes basés
sur le constat que la plupart du temps, les temps de vie des ARN sont estimés dans des
systèmes dans lesquels on interrompt la transcription et on regarde le devenir, dans le
temps  de  toutes  les  espèces  d'ARN,  polyadenylés  ou  oligo-adénylés.  Les  schémas
réactionnels sont présentés dans la figure 22.A. Nous avons noté une constante cinétique
apparente kA pour la vitesse de passage des ARN à queues poly(A) longues à des queues

73



poly(A) intermédiaires et plus loin à des ARN oligoadénylés, qui sont ensuite décappés
avec une constante de vitesse kD.
Deux modèles ont été utilisés dans tellurium (Choi et al., 2018), un programme permettant
de simuler le devenir des divers espèces moléculaires au cours du temps. Le modèle « en
série » (non montré), dans lequel seule l’espèce oligo-adenylée peut être decappée est le
suivant, en utilisant la syntaxe antimony (Smith et al., 2009) :
        $T -> PAl; kS*T
        PAl -> PAm; kA*PAl
        PAm -> PAs; kA*PAm
        PAs -> ; kD*PAs

Ici,  la  formation  de l'ARN avec de  longues  queues  poly-A,  PAl,  se  fait  à  une vitesse
constante, dictée par la constante kS et le facteur T, représentant la transcription (le signe
$ devant T indique une concentration constante). Dans le cas ou la dégradation de l'ARN
peut  survenir  sur  toutes  les  formes  d'ARN  en  figure  22.B,  le  modèle  cinétique  est
légèrement différent (les étapes supplémentaires de dégradation des ARN indépendant de
la déadénylation sont les deux dernières) :
        $T -> PAl; kS*T
        PAl -> PAm; kA*PAl
        PAm -> PAs; kA*PAm
        PAs -> ; kD*PAs
        PAl -> ; kD*PAl
        PAm -> ; kD*PAm

Ces  modèles  sont  adaptables  à  la  fois  à  des  expériences  de  chasse  par  arrêt
transcriptionnel  (dans ce  cas le  terme contenant  T disparaît)  et  à  des simulations de
situations en « steady-state ». Pour comprendre comment les diverses espèces PAl, PAm
et  PAs varient  les  unes  par  rapport  aux autres  dans diverses conditions  et  dans des
conditions  stationnaires,  nous  avons  résolu  le  système  d'équations  différentielles
correspondant  aux  deux  modèles  cinétiques  à  l'aide  de  Maxima
(https://maxima.sourceforge.io).  Les  valeurs  d'abondance  relative  pour  les  espèces  de
poly-A  de  tailles  differentes  sont,  dans  le  premier  modèle  (non  montré)  :  PAl=T/kA,
PAm=T/kA et PAs=T/kD et, pour le deuxième modèle en figure 22.B : PAl= T/(kA+kD), PAm
= T/(kD

2/kA+2*kD+kA), PAs = T/(kD
3/kA

2 + 2*kD/kA + kD).

Disponibilités des données

Le numéro d'accession des données de séquençage est GSE160642. Les données de
protéomiques ont été déposées dans le ProteomeXchange via le dépôt PRIDE (Vizcaíno
et al., 2016) avec l'identifiant PXD028008.
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Souche Génotype Référence

LMA2154 MATa ura3Δ0 his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 (Baker Brachmann et al.,
1998)

LMA2194 UPF1(YMR080C)-TAP::HIS3MX6 (Ghaemmaghami  et  al.,
2003)

LMA2195 RPL16A(YIL133C)-TAP::HIS3MX6 (Ghaemmaghami  et  al.,
2003)

LMA2626 ski2(YLR398C)Δ::KANMX6 (Giaever et al., 2002)

LMA4985 LSM1(YJL124C)-TAP::HIS3MX6 (Ghaemmaghami  et  al.,
2003)

LMA4987 PAB1(YER165W)-TAP::HIS3MX6 (Ghaemmaghami  et  al.,
2003)

LMA5042 DCP2(YNL118C)-degron::NAT, 
ski2(YLR398C)∆::Hygro

(Zhang et al., 2018)

LMA5060 ccr4(YAL021C)∆::KANMX6 (Giaever et al., 2002)

LMA5062 pop2(YNR052C)∆::KANMX6 (Giaever et al., 2002)

LMA5262 dhh1(YDL160C)Δ::KANMX6 (Giaever et al., 2002)

LMA5395 TAO3_E1493Q/RME1(YGR044C) insert A -
308/trp1(YDR007W)_D87Stop (trp1-1)

Cette étude

LMA5396 TAO3_E1493Q/RME1(YGR044c) insert A -
308/trp1(YDR007w)_D87Stop (trp1-1)

Cette étude

LMA5419 TAO3_E1493Q/RME1(YGR044C) insert A -
308/trp1-1::TRP1-prURA3-Z3EVtf-tURA3-
Z3EV-TIR1

Cette étude

LMA5575 LMA5419 DCP2(YNL118c)::polyG-3Flag-
AID::KANMX6

Cette étude

LMA5578 LMA5419 XRN1(YGL173C)::polyG-3Flag-
AID::KANMX6

Cette étude

LMA5593 LMA5419 CCR4(YAL021C)::polyG-3Flag-
AID::kANMX6

Cette étude

LMA5595 LMA5419 PAN2(YGL094C)::polyG-3Flag-
AID::KANMX6

Cette étude

LMA5597 LMA5419 POP2(YNR052C)::polyG-3Flag-
AID::KANMX6

Cette étude

LMA5599 LMA5419 AID-3Flag-polyG- Cette étude
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CCR4(YAL021C)/PAN2(YGL094C)::polyG-
3Flag-AID::KANMX6

LMA5601 LMA5419 AID-3Flag-polyG-
CCR4(YAL021C)/CAF1(YNR052c)::polyG-
3Flag-AID::KANMX6

Cette étude

LMA5603 LMA5419 AID-3Flag-polyG-
PAN2(YGL094C)/POP2(YNR052C)::polyG-
3Flag-AID::KANMX6

Cette étude

LMA5605 LMA5419 AID-3Flag-polyG-
PAN2(YGL094C)/POP2(YNR052C)/CCR4(Y
AL021C)::polyG-3Flag-AID::KANMX6

Cette étude

LMA5615 LMA5419 DHH1(YDL160C)::polyG-3Flag-
AID::KANMX6

Cette étude

LMA5629 LMA5419 PAB1(YER165W)::polyG-3Flag-
AID::KANMX6

Cette étude

LMA5654 LMA5419 UPF1(YMR080C)::polyG-3Flag-
AID::KANMX6

Cette étude

Plasmide ID et description (marqueur 
levure)

Référence

pCM189-NFLAG-HIS3-10 1638 (TETO7-NFLAG-HIS3-10) 
(URA3

Cette étude

pCM189-NFLAG-HIS3-100 1640 (TETO7-NFLAG-HIS3-100) 
(URA3)

Cette étude

pCM189-NFLAG-HIS3-
PTC24

1707 (TETO7-NFLAG-HIS3-
PTC24) (URA3)

Cette étude

pJC858_pGAL_FLAG_10pc_
HIS3

1710 (pGAL-NFLAG-HIS3-10) 
(URA3)

(Radhakrishnan  et
al., 2016)

pJC867_pGAL_FLAG_optHI
S3

1711 (pGAL-NFLAG-HIS3-100) 
(URA3)

(Radhakrishnan  et
al., 2016)

pFA6a-polyG-3Flag-
miniAID_opt-kanMX6 (72426)

1451 (Dehecq et al., 2018)

pRS304_pURA3-Z3EVtf-
tURA3

1603 Cette étude

pRS304_pURA3-Z3EVtf-
tURA3-Z3EV-TIR1

1692 Cette étude 
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N° oligonucléotide Nom Sequence 5’→3’ Utilisation

3314 dcp2-F2 GCCCAACTTCGACGTCCGTTC
GAATGGAACTTCAGGGTCTAA
TGAATTATTAAGCATTTTGCAT
AGGAAGcggatccccgggttaattaa

Souche Dcp2-AID

3692 Dcp2-R1 TATTTTACTTTACATCGCTTCG
GCTGCCTTCATTTACAGTGTGT
CTATAAAACGTATAACACTTATT
CTTgaattcgagctcgtttaaac

Souche Dcp2-AID

3891 dhh1-f2 GCAGCAGGGGTATCCTCCACA
GCAGGAACATTTCATGGCGAT
GCCACCTGGTCAGTCACAACC
CCAGTATcggatccccgggttaattaa

Souche Dhh1-AID

3892 dhh1-r1 aaaataatcgacgattagatcacaaaaa
aagcgtatctcaccacagtagttattttttctt
agatattctGAATTCGAGCTCGTT
TAAAC

Souche Dhh1-AID

3490 nam7-f2 CTTCGCGAGAGAGTTACAGAG
AGAAGAACAAAAGCATGAATT
GTCAAAAGACTTCAGCAATTT
GGGAATAcggatccccgggttaattaa

Souche Upf1-AID

MD116 UPF1_stop_
R1_longtine

GTATCACAAGCCAAGTTTAACA
TTTTATTTTAACAGGGTTCACC
GAATTAgaattcgagctcgtttaaac

Souche Upf1-AID

CS1479 PAB1_fw_F
2

CTGCCTATGAGTCTTTCAAAAA
GGAGCAAGAACAACAAACTG
AGCAAGCTcggatccccgggttaatta
a

Souche Pab1-AID

CS1480 PAB1_rv_R
1

AAGATGATAAGTTTGTTGAGTA
GGGAAGTAGGTGATTACATAG
AGCATTAgaattcgagctcgtttaaac

Souche Pab1-AID

3705 caf1-f2 GCATAAGTTCCCAAACGGTAC
GGATTTCGCCAAGTACCAAGG
TGTCATATACGGTATTGATGGG
GACCAAcggatccccgggttaattaa

Souche Pop2-AID 

3706 caf1∆-
M13rev

TCCAATCATAAGCTGATGTTGC
TTTTAAACTTTTTTTTTTAAAA
TTGTGTATACATATAGTACATAA

Souche Pop2-AID 
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ATGAggaaacagctatgaccatg

3707 pan2-f2 GAAAGTACTGAACAGCGTGTA
CGAAGAAGGAAGAGCCCATA
ATTTCAAAGTTCCAGAAACTT
CAAAGGGAcggatccccgggttaatt
aa

Souche Pan2-AID 

3708 pan2-
M13rev

TTTTTTGTATACTTTTCCAACC
AGTGGTGCGCTGGTGGCTCTT
GAGATTACGTGAAAGGCACTG
CACCATAggaaacagctatgaccatg

Souche Pan2-AID 

3836 AID-Flag-
CCR4-
NoNGG-fwd

AAGGGCACAGCATAAGGGAC
ACCAGCAAGGGAACTCTGACT
GACGTTATCCCTGCAAACTAC
CGCTAATGaaagaaaagagtgcttgc
c

Souche AID-Ccr4

3757 pGAL-AID-
Flag-CCR4-
rev

TGCTGCTGTTGCTGCTGTTGC
TGTTGCTGCTGCGGGCCCAC
ATTAGGGTAGCCTAGTAAAGA
AGGGTCGTTcttgtcatcgtcatccttg

Souche AID-Ccr4

3834 ccr4-
gRNA_fwd

TGCGCATGTTTCGGCGTTCGA
AACTTCTCCGCAGTGAAAGAT
AAATGATCtttgcagggataacgtcag
tGTTTT

Souche 
AID-Ccr4/ARN 
guide pour 
CRISPR/CAS9

3835 ccr4_gRNA
_rev

GTTGATAACGGACTAGCCTTAT
TTTAACTTGCTATTTCTAGCTC
TAAAACactgacgttatccctgcaaaG
ATCA

Souche 
AID-Ccr4/ARN 
guide pour 
CRISPR/CAS9

MFR1018 MFR1018 AGTCACAAAGCAATGCTGCTG
ACCGTGATAATAAAAAAGACG
AATCTACTcggatccccgggttaattaa

Souche Xrn1-AID

MFR1019 MFR1019 GATATACTATTAAAGTAACCTC
GAATATACTTCGTTTTTAGTCG
TATGTTgaattcgagctcgtttaaac

Souche Xrn1-AID

3889 HIS3_100_
PTC24_fwd

TTACTAACGAAACCtAGATTCA
AATTGCCATC

Construction His3 
PTC 

3890 HIS3_100_
PTC24_rev

CAATTTGAATCTaGGTTTCGTT
AGTAATACGC

Construction His3 
PTC 

3718 Nrd1-AID CATGGTACTcGAgAAGCGC construction 
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plasmide 1692

3719 Nrd1-AID aaaggatccATGACTTATTTTCCT
GAAGAAG

construction 
plasmide 1692

3740 Z3EV-
promotor-
SalI-fwd

CGGCGtcGACGAGGCAAGC construction 
plasmide 1692

3872 Z3EV-
promotor-
BamHI-rev

aatggatccTATAGTTTTTTCTCCT
TGACGTTAAAG

construction 
plasmide 1692

293 ura3R TGTTCTTGATTTGTGCCCCG construction 
plasmide 1603

3746 ura3_SstII(-)
237+

agaaggttaCCgCggctgtgg construction 
plasmide 1603

3765 ura3::TIR1-
fwd

gaaattgcccagtattcttaacccaactgc
acagaacaaaaacctgcaggaaacgaa
gataaatcATGACTTATTTTCCTG
AAGAAGTTG

insertion de 
Z3EV_Tf au locus 
URA3

3766 ura3::TIR1-
rev

taattaaattgaagctctaatttgtgagtttag
tatacatgcatttacttataatacagttttTC
ATAAAATCTTGACGAAGTTAG
GAGC

insertion de 
Z3EV_Tf au locus 
URA3

AJ529 AJ529_for_
T7_dble_str
and

GCTAATACGACTCACTATAGGG Promoteur T7

CS1400 PAT-
anchor_ 
primer

GCGAGCTCCGCGGCCGCGTT
TTTTTTTTTT

ePAT

CS1401 polyA_tail_e
valuation

GCGAGCTCCGCGGCCGCGTT
TTTTTTTTTTVN

Oligo-dT ancré 
pour ePAT

CS1402 polyA_tail_e
valuation

GCGAGCTCCGCGGCCGCG ePAT

CS1455 HHT2_fwd CGTTTACAGACATAATTGCGG
G

Amplification de 
Hhf2

GB1399 YDR134c_f
wd

CTTAGGTTACACGCAACTAAA
C

Amplification de 
Ccw22

LA70 His3_DNA_
synthesis_f

aaatacacacactaaattaccggatc clonage de His3
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wd

LA71 His3_DNA_
synthesis_rv

taactaattacatgatgcggcc clonage de His3

LA84 tCyc_rv gggacctagacttcaggttg clonage du 
terminateur Cyc1

LA94 His3-
tCyc_RNA_
probe

ccgctctaaccgaaaaggaaggagttag
acaacctgaagtctaggtccctatttatttttt
tatagttatgccctatagtgagtcgtattagc

Sonde ARN His3-
cyc1

LA95 Scr1_RNA_
probe

GAAGTGTCCCGGCTATAATAA
ATCGATCTTTGCGGGCAGCCC
GTTGGCAGccctatagtgagtcgtatt
agc

Sonde ARN Scr1

LA102 pCM189_re
v

cttcaggttgtctaactccttcc Transcription 
inverse et PCR 
quantitative pour 
His3

LA121 RnaseH_cle
avage_rev

ctgcagggccctagcCTACAT Clivage par la 
RNaseH

LA122 His3_5’-
Cy5/TAO/
3’IBRQ_fwd

taattagttatgtcacgcttacattcacgc Sonde Taqman

LA123 pcm189_10
_&_100_fwd

cctgcaggagggccgcat PCR quantitative 
pour His3

LA124 Act1_fwd CAAGGTATCATGGTCGGTATG
G

PCR quantitative 
pour Act1

LA125 ACt1_5’-
HEX/ZEN/
3’IBFQ_fwd

CCTACGTTGGTGATGAAGCTC
AATCCA

Sonde Taqman

LA126 Act1_rev CGTGTTCAATTGGGTAACGTA
AAG

Transcription 
inverse et PCR 
quantitative pour 
Act1

MFR917 MFR917 TATGGCATGCATGTGCTCTG Construction His3-
PTC 
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Abstract

RNA turnover in eukaryotes is triggered by decapping, believed to be activated mostly on
oligoadenylated RNA. Thus, the main determinant of RNA degradation is considered to be
deadenylation speed. To test this prevalent model, we investigated the protein and RNA
composition of degradation complexes that bind long and short poly(A) tail RNAs. Contrary
to expectations, we found that the poly(A) binding protein Pab1 was strongly associated
with unstable RNAs with long poly(A) tails. This observation was correlated with genome-
wide studies showing that the most unstable RNAs have longer than average poly(A) tails.
We modelled RNA decay and found that, to explain the available large-scale results, the
decapping of oligoadenylated RNA has to occur at variable rates. Alternatively, the data
can also be explained by decapping activation at various rates but independent of the
poly(A) tail size. To distinguish between these two hypotheses, we measured the stability
of a rapidly degraded reporter RNA after fast depletion of deadenylases. Despite a global
increase  of  RNA  poly(A)  tail  length,  slowing  down  deadenylation  did  not  affect  the
degradation  of  the  unstable  reporter  RNA.  Our  analyses  and  results  suggest  that
decapping activation dictates RNA stability but is independent of the deadenylation speed.
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Introduction

Addition of poly(A) tails to RNAs is a major co-transcriptional event during mRNA formation
in eukaryotes. Polyadenylation has probably evolved as a catalytic tailing of the 3' end of
RNAs by RNA degradation enzymes that can act in reverse of their exonucleolytic action
using available triphosphorylated nucleotides (Slomovic & Schuster, 2011). This type of
"degradative" poly(A) tail characterizes bacteria, archaea and the degradation of specific
RNAs  in  the  nucleus  and  organelles  of  eukaryotes   (reviewed  in  Liudkovska  &
Dziembowski,  2021).  However,  in  eukaryotes,  the  poly(A)  tails  generated  by  co-
transcriptional  action  of  the  canonical  poly(A)  polymerases,  assist  RNA  export  to  the
nucleus,  translation  and  have  a  protective  effect  from  degradation  in  the  cytoplasm
(reviewed  in  Passmore  &  Coller,  2021).  Cytoplasmic  poly(A)  length  changes  are
particularly important for translational regulation of gene expression during development
(reviewed in Winata & Korzh, 2018).

The effects of the poly(A) tail  on RNA are mostly dependent on their  association with
poly(A)  tail  binding proteins (PABPs),  present in all  eukaryotes.  PABPs are involved in
mRNA  translation  through  interactions  with  translation-associated  factors  (reviewed  in
Vicens et al, 2018). PABPs also have an active role in deadenylation and protection from it,
by acting both as a stimulators and inhibitors of the enzymes of the major deadenylation
CCR4/NOT complex (reviewed in Passmore & Coller, 2021). Changes in deadenylation
speed were proposed to mediate the effects of translation, through codons usage, on RNA
stability (Presnyak et al, 2015; Herrick et al, 1990). Estimates of half-life for reporter mRNAs
that are not translatable indicate, however, that translation can have both a stabilizing and
destabilizing  effect  on  RNA  (Jaquet  et  al,  2022).  How  this  occurs  is  unclear,  even  if
translation stalls on non-optimal coding sequences have been proposed to be detected by
the  action  of  one  of  the  CCR4/NOT  components,  Not5,  to  activate  deadenylation
(Buschauer  et al, 2020).  Surprisingly, depletion of both PABP1 and PABP4 in human cells,
leads to major transcriptome changes, even in the absence of obvious translation defects
(Kajjo  et  al,  2022),  suggesting  that  the  links  between  poly(A),  translation  and  RNA
degradation  might  need  to  be  re-evaluated.  Moreover,  despite  the  high  abundance  of
cytoplasmic PABP, the protein can become limiting for the translation of oligoadenylated
RNAs (Xiang & Bartel, 2021).

Accelerated  deadenylation,  observed  for  unstable  RNAs,  is  considered  an  essential
determinant for RNA decay, eventually triggered by decapping. This prevalent model for
RNA degradation  (Decker & Parker, 1993) is based on pulse-chase experiments showing
that RNA decapping, the limiting step in RNA degradation, occurs only after the poly(A) tail
was reduced to 10-12 As  (Muhlrad  et al,  1994,  1995).  This shortening of the poly(A) tail
occurs at different speeds, slower for more stable RNA, such as PGK1, and faster for
unstable ones, such as MFA2 (Cao & Parker, 2001). Oligoadenylated RNAs are recognized
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by the Lsm1-7/Pat1 complex, allowing recruitment and activation of decapping (Tharun et al,
2000; Bouveret et al, 2000). Similar events are believed to occur in mammalian cells as well
(reviewed  in  Chen  &  Shyu,  2011),  even  if  the  involvement  of  an  Lsm1-7  complex  in
activating  the  decapping  of  reporter  RNAs  (Yamashita  et  al,  2005) has  not  been  yet
documented.

While the deadenylation-dependent model  of  RNA degradation is compatible with RNA
reporter experiments, a mathematical model of pulse-chase results showed that decapping
speed of oligoadenylated RNA species must be about 17 times slower for a stable RNA
than for an unstable one (Cao & Parker, 2001). This result suggests that deadenylation
speed is only partially responsible for RNA degradation rates. Moreover, the availability of
large-scale methods that estimate RNA degradation rates and RNA poly(A) length, led to
the conflicting observation that, contrary to the expectations, average poly(A) lengths of the
most  stable  RNAs  are  unusually  short  (Lima  et  al,  2017).  No  proposed  molecular
mechanism can  reconcile  this  observation  with  the  prevalent  model  of  deadenylation-
dependent RNA decay.

RNA degradation can occur  without  prior  deadenylation for  unstable RNA populations,
such  as  those that  are  degraded  through  nonsense-mediated  mRNA  decay  (NMD)
(Muhlrad  &  Parker,  1994).  While  deadenylation-independent  RNA  degradation  can  also
occur in specific occurrences (see Vidya & Duchaine, 2022), it is not known whether such
mechanisms is  important  more generally  and besides NMD. We became interested in
deadenylation-dependent  and  deadenylation-independent  mechanisms  of  RNA
degradation during our analysis of NMD complexes  (Dehecq  et al,  2018).  This extensive
investigation of protein complexes by quantitative mass-spectrometry of purified fractions
revealed the association of the core NMD factor to the poly(A) binding protein Pab1, but
also  to  the  Lsm1-7/Pat1  proteins,  specific  for  oligoadenylated  RNA.  Intrigued  by  this
observation,  we  analysed  the  populations  of  RNA  associated  with  several  proteins,
including Pab1. Surprisingly, we found that many unstable RNA were strongly enriched in
association with Pab1, in correlation with their long average poly(A) tails under steady-state
conditions (Tudek et al, 2021). 

Encouraged  by  the  obtained  results,  we  reconsidered  and  explored  the  properties  of
kinetic models for RNA degradation, both dependent and independent of deadenylation
using modern modelling tools and a minimal set of parameters. This analysis led to the
conclusion that either decapping speed of oligoadenylated RNA is highly variable or that
deadenylation-independent RNA decay is more prevalent than previously thought. To test
these  models  we  established  an  inducible  degron  system  for  the  rapid  concomitant
depletion of the major deadenylases Ccr4 and Pop2 (Caf1) and for the decapping enzyme
Dcp2 and validated their global effects by Nanopore RNA sequencing. As predicted by a
deadenylation-independent  model,  inefficient  deadenylation  did  not  change  the
degradation rate of reporter RNAs, despite the presence of extended poly(A) tails. These
experimental and computational results suggest that, at least for fast RNA degradation,
deadenylation speed is not limiting in yeast. Our results are compatible with large-scale
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data  and  correspond  to  predictions  of  a  model  in  which  deadenylation  speed  and
decapping activation are independent events.

Results

The core NMD factor Upf1 is associated with RNA 
degradation complexes not involved in NMD
When characterizing  yeast  NMD complexes by  an extensive  set  of  affinity  purification
experiments followed by quantitative mass-spectrometry, we observed that the core NMD
factor Upf1 was associated with both Pab1 and Lsm1-7/Pat1. These proteins are supposed
to bind to two different types of RNA substrates, as several  copies of Pab1 bind long
poly(A) tails (Schäfer et al, 2019) and the Lsm1-7/Pat1 has affinity for oligoadenylated RNA
(Chowdhury  et al, 2014). For a better understanding of the involved factors, we undertook
the purification of tagged versions of the following proteins present in association with Upf1
(Dehecq  et  al,  2018):  Lsm1, specific to  the Lsm1-7 complex,  Lsm7, present  also in the
nuclear  Lsm2-8  complex  (Bouveret  et  al,  2000);  Pat1,  strongly  associated  with  Lsm1-7
(Tharun et al, 2000; Bouveret et al, 2000), Dhh1, an RNA helicase proposed to be important in
the translation-dependent destabilization of RNAs with non-optimal codons (Radhakrishnan
et  al,  2016) and  Pab1,  the  major  cytoplasmic  poly(A)  binding  protein  in  yeast.  The
enrichment for specific proteins in each of the purifications as compared to total protein
levels was visualized as volcano plots (Fig 1a, b for Pab1-TAP and Lsm1-TAP and Fig S1
a to c for the other tested proteins), with robustly enriched protein names indicated). The
results  confirmed previous findings about  the protein complexes of each of  the tagged
factor (Data Set S1), validating the approach and the new results. Importantly, the RNA
helicase Upf1 was found significantly enriched in all these purifications, showing that the
purified factors and Upf1 are robustly found together in yeast RNPs.

For a global view of the obtained protein association results, we placed them in the context
of previously published results. To this end, we obtained a list of published interactions for
the tagged proteins that we used for the purification from the BioGrid database (Oughtred et
al,  2020) and combined the results with our own. This led to an overview of the protein
interaction network presented in Fig. 1c. Upf1 was in a particular position in this network,
as it was present both in Lsm1-TAP and Pab1-TAP purifications. The situation of Upf1 was
clearly different from other factors, as shown by comparing the enrichment ratios for Lsm2,
a component of Lsm1-7 and Lsm2-8 complexes, and Upf1 in our experiments (Fig. S1d).
These  results  potentially  reflect  the  presence  of  Upf1  in  many  different  RNA-protein
complexes through interactions that  are probably mediated by RNA,  as many of  Upf1
interactions are lost when purification protocols include an RNase step (Dehecq et al, 2018).
Previous tests of Pab1 association with Upf1 showed this interaction to be resistant to
RNase A treatment (Richardson et al, 2012). To check the dependence of Upf1 association
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with Pab1, we purified Upf1 from a strain expressing a HA tagged version of Pab1 in the
presence or absence of micrococcal  nuclease.  The specific enrichment of  Pab1-HA in
association with Upf1-TAP was lost after RNAse treatment (Fig. 1d) confirming our large-
scale results (Dehecq et al, 2018).  The discrepancy from previous data could be explained
by the use in those experiments of a milder, RNase A treatment, which cleaves RNA at the
3' position of C and U, in comparison with the broader spectrum of degradation of the
micrococcal nuclease used here.

The analysis of the mass spectrometry data led to several interesting conclusions. It clearly
showed  the  expected  overlap  between  the  interactomes  of  Pat1,  Lsm1  and  Lsm7,
including their association with the decapping complex and the 5' to 3 exonuclease Xrn1.
While  many  of  the  factors  found  in  the  mentioned  purifications  were  also  specifically
enriched with Dhh1, its interactome was broader, and included other proteins with Lsm
domains, such as previously identified Lsm12 (Cary  et al, 2015) and Scd6. These results
indicate that Dhh1 binds to RNA protein complexes that are not associated with Lsm1-7
and Pat1.

With  the  exception  of  the  translation-related  RNA helicase  Ded1,  Pab1  did  not  share
interaction partners with the other purified proteins. The presence of nuclear cap binding
complex (Cbc2 and Sto1, Fig. 1a) in association with Pab1 is compatible with the previous
identification of these interactions by large-scale approaches  (Gavin  et al,  2006) and co-
immunoprecipitation  (Bretes  et al, 2014). Since cap binding complex associates with RNA
co-transcriptionally and accompanies RNAs for export from the nucleus (Sen  et al, 2019),
the observed interactions with Pab1 occur probably on newly formed RNAs, endowed by
long poly(A) tails. These tails are shortened in a step-wise manner, with the Pan2-Pan3
complex involved in the process and assisted by Pab1 ((Boeck  et al,  1996;  Brown  et al,
1996)).  Interestingly,  we  found  Pan3,  the  RNA  binding  component  of  the  Pan2-Pan3
deadenylation complex (Wolf et al, 2014), specifically enriched in association with Pab1, an
interaction that  has been identified in  two-hybrid  experiments  (Mangus  et  al,  2004) and
reconstituted in vitro with purified proteins (Siddiqui et al, 2007). This interaction is enhanced
by the presence of relatively long poly(A) sequences (Schäfer et al, 2019), but has not been
directly detected by co-purification from yeast cells until now.

Altogether, the quantitative mass-spectrometry results were compatible with a situation in
which Upf1 is present in at least two different types of of mRNPs in which mRNAs have
opposite poly(A) tail  lengths,  long in association with Pab1,  and short  when bound by
Lsm1-7 (Fig. 1d).

Pab1 preferentially associates with unstable RNA
To explore the potentially different populations of RNA molecules present in Lsm1-7 and
Pab1-associated  mRNPs  together  with  Upf1,  we  sequenced  the  RNA co-purified  with
Lsm1-TAP, Pab1-TAP and Upf1-TAP. A purification of Rpl16a-TAP was also done in parallel,
as it allows an estimation of the levels of RNA bound to ribosomes (Halbeisen et al, 2009).
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The enrichment profiles for RNA with the tagged proteins, were, with the exception of the
Lsm1-TAP situation, different from a control purification performed with a strain that did not
express any tagged protein. We thus focused on the results obtained with Upf1, Rpl16a
and Pab1. To validate the obtained results, we analysed first a sub-category of yeast RNA,
the  Xrn1-dependent  unstable  transcripts  (XUT,  van  Dijk  et  al,  2011) and  the  stable
unannotated transcripts (SUT, Xu et al, 2009)  that are known to be unstable and frequently
targets of the NMD pathway (Malabat et al, 2015). Since Upf1 is known to interact with NMD
substrates  (Johansson  et al,  2007), we investigated the enrichment of SUT/XUT signal in
comparison with total RNA. We observed a significant enrichment of this category in the
Upf1  purification,  while  XUT/SUT  RNAs  were  strongly  depleted  from  the  ribosome
associated fraction (Fig. 2a). This depletion was expected, since XUT/SUT only contain
spurious short coding sequences and, like other NMD substrates (Heyer & Moore, 2016), are
probably at  most  associated with  a single translating ribosome. Surprisingly,  XUT/SUT
were enriched in the Pab1 associated fraction. To confirm this observation, we turned to a
different category of translation-destabilized transcripts, the unspliced mRNA precursors.
One of them, the precursor of the mRNA for the ribosomal protein RPL28 (CYH2) was
extensively used in NMD studies as a sensitive reporter, whose levels increase when NMD
is inactivated. To differentiate pre-mRNA from spliced RNA, we separated the signal from
the exons and introns of ribosomal protein gene RNAs that are spliced. As expected, and
similar  to  the  XUT/SUT  situation,  pre-mRNAs  were  significantly  depleted  from  the
ribosome associated fraction, strongly enriched in association with Upf1, and also enriched
in the Pab1 bound RNA population (Fig. 2b). These large scale results (Data Set S2) can
be  visualized  for  specific  transcripts,  such  as  the  SUT141,  in  comparison  with  the
neighbouring  gene  transcript  PFK1  (Fig.  2c).  The  relative  enrichment  of  the  pre-L28
transcript in Upf1-TAP and Pab1-TAP purification in comparison with the spliced RPL28
mRNA measured by RNA sequencing was confirmed by RT-Q-PCR (Fig. 2d).

We found Pab1 to be strongly associated with unstable transcripts that are also bound by
NMD. To understand why these transcripts were preferentially enriched with Pab1-TAP, we
took advantage of the recent Nanopore sequencing results that included the XUT/SUT in
the evaluation of poly(A) tail length (Tudek et al, 2021). The XUT transcripts had longer than
average poly(A) tails (Fig. 2e),  which probably reflects their fast degradation through a
deadenylation-independent  mechanism.  Since  rapid  degradation  does  not  allow
deadenylation  to  occur,  long  poly(A)  tails  of  NMD  substrates  are  a  marker  of  RNA
instability. We verified, using ePAT (Jänicke et al, 2012) that the poly(A) length for specific
RNAs was indeed longer in the Pab1-associated fraction (Fig. S2). We conclude that Pab1
preferentially binds long poly(A) tail RNAs that have relatively short half-lives.

Decay kinetics modelling explains the relation between 
poly(A) tail length and RNA stability
Stimulated by the unexpected finding that  Pab1 prefers to bind to unstable RNAs with
relatively long poly(A) tails, we explored the relationship between RNA half life and poly(A)
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tail length from published large-scale data sets. We found poly(A) tail length was strongly
inversely correlated with RNA stability (Fig. 3a, 3b, S3a, b) as previously reported (Chan et
al, 2018; Lima et al, 2017). The observed correlations were independent on the method used
for measuring RNA half-life or  poly(A) tail length, which were well correlated (Fig. S3c,
S3d). Even if rapid "pruning" of the poly(A) tail for highly expressed and stable RNAs has
been proposed  to  explain  these results  (Lima  et  al,  2017) ,  the  hypothetical  molecular
mechanism responsible is not known.

If  deadenylation  speed  dictates  RNA  stability,  one  would  expect  that  changes  in
deadenylation activity to be reflected in predictable changes in RNA poly(A) tail lengths for
both stable and unstable RNA. We took advantage of the recently published Nanopore
sequencing results to look at the changes in poly(A) tail length in deadenylation deletion
strains affecting PAN2 and CCR4  (Tudek  et al,  2021). Most stable 25% RNAs and most
unstable 25% RNAs showed opposite  relative changes in  poly(A)  tail  length (Fig.  3c).
While unstable RNAs showed globally a milder increase in poly(A) tail length than more
stable RNAs in the absence of PAN2,  they had a larger increase in poly(A) tail length in
the absence of CCR4. Thus, slowing down deadenylation leads to variations in poly(A) tail
length that are not clearly linked with RNA stability, leading to the important question of the
real impact of deadenylation on RNA degradation in yeast.

Previous analyses of RNA degradation assumed that deadenylation is the critical step in
RNA degradation,  with rapid degradation of RNA once it  reaches a critical  size of the
poly(A) tail, of about 10 to 12 nucleotides (Muhlrad et al, 1994, 1995; Cao & Parker, 2001). We
wondered  how  well  this  deadenylation-dependent  model  for  RNA  degradation  fits  the
observed inverse correlation between average RNA poly(A) tail length and RNA half-life.
To this end, we used a simplified kinetic model for RNA degradation inspired from previous
work (Cao & Parker, 2001). In this model, only three poly(A) species are considered for each
RNA,  starting  with  long  poly(A)  tail  RNA,  which  is  deadenylated  at  a  speed  that  is
proportional with kA, a deadenylation constant (Fig. 3d). Deadenylation gives raise to an
intermediate poly(A) tail length RNA, which is further deadenylated to reach the stage of
oligoadenylation that gets degraded with a first order constant kD. The set of differential
equations for the kinetics of RNA degradation includes a synthesis phase, which includes
the processes before the arrival of an RNA in the cytoplasm (T is a transcript specific RNA
synthesis pool from which the longest poly(A) species is synthesized at a constant rate).
Solving the set  of  associated differential  equations with  Maxima,  an algebra computer
system (Maxima, 2022), led to expressions for the variation with time for each of the three
considered species of poly(A) RNA (Fig. S3e). The limit of these functions for very large
values  of  time,  corresponding  to  steady-state  levels  of  the  transcripts,  are  inversely
proportional with the deadenylation rate for the long and intermediate poly(A) RNA and
inversely  proportional  with  the  degradation  rate  for  the  oligoadenylated  RNA.  A
deadenylation-independent model was also considered, in which, in addition to the final
degradation step for the oligoadenylated RNA, degradation can occur for the longer poly(A)
species (Fig. 3d, Fig. S3f for the corresponding steady-state equations).
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We wondered how deadenylation speed would affect the observed total RNA degradation
rate  and  the  steady-state  average  poly(A)  size.  Tellurium,  a  modelling  and  simulation
software package (Choi et al, 2018), was used to follow the changes in the concentration of
the three poly(A) RNA species over time, using the equations represented in Fig. 3e. The
computed  steady-state  levels  for  the  three  species  were  used  as  a  starting  point  in
simulated "chase" experiments, to calculate both the variation in average poly(A) tails and
amount of remaining RNA (Fig. 3f, for an example). For a constant kD value corresponding
to a very short half-life of the oligoadenylated RNA, we varied the value of k A by a factor of
25. This led to a change in the half-life for the simulated RNA kinetics from 5 minutes,
when deadenylation was fast, to 120 minutes, when it was slow. Using arbitrary values for
the three poly(A) species of 70, 40 and 10 nucleotides, we computed average sizes of the
poly(A)  tails at  steady-state in each of the three conditions. The obtained values were
inversely correlated with the apparent half-life, ranging from 46 As for the fastest decaying
RNA to 55 As for the slowest ones (Fig. 3g). This result is contrary to the observed long
poly(A) tails of the most unstable RNAs (Fig. 3a, b).  There are two alternatives to the
model  that  can  be  considered  to  solve  this  conundrum.  First,  the  decay  rate  of  the
oligoadenylated RNA could be variable. As expected, for a fixed fast deadenylation rate,
decreasing kD by a factor of 5 led to a increase in the apparent half-life from 5 to 9 minutes
and a decrease in the average length of poly(A) tails at steady-state from 46 to 30 As.
Further decreasing this constant by a factor of 5 led to an increase in RNA half-life from 9
to 35 minutes, which was accompanied by a decrease in average half-life of RNAs from 30
to 16 As. Thus, kD changes, rather than deadenylation speed might be responsible for the
observed correlation between poly(A) size and RNA instability (Fig. 3g).

We established that  deadenylation speed alone cannot  explain  the differences in  RNA
degradation  speed  for  yeast  mRNA in  a  manner  that  is  satisfactory  for  the  observed
steady-stated distribution of the average size of poly(A) tails. Since many unstable RNA in
yeast  are  degraded  through  NMD,  not  dependent  on  deadenylation  (Muhlrad  &  Parker,
1994), we tested the impact of introducing deadenylation independent decay steps in the
kinetic model for RNA degradation (Fig. 3d, e). If the kD for the various degradation steps is
similar, this model is easier to see intuitively since the observed degradation of RNA would
occur at a global kD speed. Each different kD value led to the same apparent half-life for the
simulated experiment, with a range of average poly(A) tails length that was dependent on
the simulated kA. The effect of varying kD and kA for the simulated average poly(A) tail and
half-life is represented in Fig. 3h.

In conclusion, the inverse correlation between average poly(A) tail length and RNA half life
can  be explained by  the  classical  deadenylation-dependent  model,  but  only  when the
limiting step for RNA degradation is not deadenylation speed but rather the degradation of
the  oligoadenylated  species.  Alternatively,  the  observed  anti-correlation  can  also  be
explained by an RNA degradation model  in  which decapping can occur  even on long
poly(A) tail RNA, as it happens for NMD substrates. The two modes of RNA degradation
are not mutually exclusive.
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Rapid degradation of deadenylation factors tests the 
impact of the poly(A) tail shortening on RNA levels
To investigate  the  importance of  deadenylation  as  a  determinant  for  RNA degradation
rates, we decided to test the effect of blocking deadenylation on RNA levels and poly(A)
lengths.  The  Ccr4-Not  complex  concentrates  the  major  cytoplasmic  deadenylation
activities  in  two catalytic  subunits,  Ccr4  and Pop2  (reviewed by  Collart,  2016).  Previous
studies on deadenylation effects used deletion strains for these deadenylases. However,
the strains lacking one or the other of the deadenylases are slow growing and prone to
accumulating  secondary  compensatory  mutations,  as  shown,  for  example  for  pop2Δ
(Szamecz  et  al,  2014).  Moreover,  slow  growing  strains  can  display  global  and  specific
changes in RNA degradation rates that are unrelated with the specific action of the deleted
gene (García-Martínez et al, 2016). A method that partially circumvents these problems is the
use of regulated promoters, such as GAL1, which works well to decrease the activity of
CCR4, for example  (Badis  et al,  2004).  Since the block is transcriptional,  such methods
need relatively long periods of time for protein depletion. An alternative is the induction of
targeted protein degradation by fusing proteins of interest with an auxin-inducible degron
(AID)  domain recognized by the F-box,  auxin-sensitive  O. sativa TIR1  (Nishimura  et  al,
2009).  As noted previously (Natsume et al, 2016), TIR1 has a residual degradation effect on
AID-tagged proteins, even in the absence of the indole-3-acetic acid (IAA) auxin, and this
effect could be avoided by regulating the expression of the protein  (Mendoza Ochoa  ‐ et al,
2019). We adapted the O. sativa TIR1 and mini-AID degron system (Natsume et al, 2016) for
fast and inducible specific degradation of Ccr4, Pop2 or both deadenylases (schematics in
Fig.  4a).  Addition  of  β-estradiol,  for  induction  of  TIR1  expression  and  IAA,  to  trigger
proteasome-degradation of proteins led to rapid decrease in the levels of Ccr4, Pop2 or
both proteins in a double degron Ccr4/Pop2 strain (Fig. 4b). This decrease in protein levels
was accompanied by a slow-growth phenotype that was stronger for the depletion of Ccr4,
in correlation with the stronger effect on growth observed for a ccr4Δ strain in comparison
with a pop2Δ strain (Fig. 4c). In parallel with the deadenylation defective strains, we also
generated an inducible degron strain for Dcp2, derived from a degron strain previously built
in our laboratory (Dehecq et al, 2018).
We used Nanopore sequencing to  estimate,  at  the same time, changes in  poly(A)  tail
length and RNA levels (Tudek et al, 2021) in a strain depleted for the two deadenylases of
the Ccr4-Not complex and, as a control, in a strain depleted for Dcp2. Depletion of these
proteins led to global changes in poly(A) tail length, when compared with a wild type strain
treated in parallel  with β-estradiol  and IAA. As expected, when the deadenylases were
depleted, mRNA poly(A) tails became globally longer, with an average shifting from 42.5 to
52 As (Fig.  4d).  A similar shift  was measured previously in cells  in which CCR4 was
deleted (Tudek et al, 2021). Depletion of Dcp2 had the opposite effect, with a decrease of
the average poly(A) tail size to 36.3 A. The advantage of Nanopore sequencing is that, in
addition to the information about poly(A) tail length, an estimate of the amount of RNA and
changes in different conditions is made. As we were interested in the impact of poly(A) tail
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changes on RNA stability we looked at how individual transcript poly(A) tails changed in
the degron strains in relation with RNA amounts (Data Set S3). For example, a known
NMD substrate, expected to be stabilized by inhibition of Dcp2, showed a drop in poly(A)
tail  length from 51 to 36 nucleotides after Dcp2 depletion. This change is expected for
NMD  substrates  whose  degradation  is  independent  of  deadenylation  since  their
stablization leaves more time for deadenylation. We were surprised to find a strong global
negative correlation between the increase in mRNA levels and the change in poly(A) length
when Dcp2 was depleted (Fig. 4e). RNAs whose levels increased the most, had also the
largest decrease in the size of their poly(A) tails. The global negative correlation suggests
that  either  the  NMD  substrates  are  a  lot  more  prevalent  than  previously  thought  or,
alternatively, that deadenylation-independent RNA degradation occurs on other unstable
RNA, independent of NMD. This hypothesis was supported by the lack of any correlation
between changes in poly(A) tail length and RNA levels in the strains depleted for the Ccr4
and Pop2 deadenylases (Fig. 4f).
Perturbation  of  deadenylation  or  decapping  led  to  results  that  are  compatible  with  a
deadenylation-independent  degradation  of  unstable  RNAs in  yeast.  Alternatively,  these
results  can  also  be explained  by  a  deadenylation-dependent  mechanism in  which  the
limiting step is not deadenylation speed (Fig. 3g) but the decapping of oligoadenylated
RNA.

Decapping, but not deadenylation speed, affects the 
degradation of a reporter RNA
Our results indicated that an NMD-like deadenylation-independent degradation could affect
a sizeable fraction of yeast mRNAs. To be able to link deadenylation and degradation rates
for  RNAs  that  are  not  NMD  substrates,  we  used  a  reporter  system  to  estimate  the
dynamics of RNA levels and of the poly(A) tail  when decapping or deadenylation were
inactivated. To compare RNAs with different stabilities, we took advantage of the previous
observation  that  coding  sequence  bias  affects  RNA degradation  (Presnyak  et  al,  2015;
Herrick  et al,  1990) and built  two reporter RNAs with HIS3 coding sequences that were
either optimal (OPT-HIS3) or suboptimal (non-OPT-HIS3) in terms of codon usage. Instead
of using a GAL1 repression system with identical coding sequences reporter RNAs (10%
and 100% optimal, Radhakrishnan  et al, 2016) we preferred a tetOFF system to be able to
block transcription for the reporter with minimal changes in the growth medium (Fig. 5a).
Estimations of RNA half-life for the optimal and non-optimal HIS3 reporters were obtained
by RT-Q-PCR, which indicated that turnover of optimal HIS3 RNA was slower than the
non-optimal one. Half-life estimates were of 16 minutes in one case and 8 minutes in the
other (Fig. 5b). To further establish if translation was affecting mRNA half-life for these new
reporters,  we  evaluated  the  effect  of  a  cycloheximide  treatment  on  RNA degradation.
Increasing  cycloheximide  from  5  to  50  μg/ml  led  to  progressive  stabilization  of  RNA,
especially visible for the non-opt-HIS3 reporter in the tested short time frame (Fig. 5d).
We also evaluated the stability of reporter RNAs in relation with Dhh1, an RNA helicase
that  distinguishes  non-optimal  codon,  fast  turnover  RNAs  from  more  stable  ones
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(Radhakrishnan et al, 2016). Since the dhh1Δ strain was growing very slowly in our hands,
we  used  the  inducible  degron  strategy  to  rapidly  deplete  the  protein  (Fig.  S4a).
Unexpectedly, depletion of Dhh1 was not followed by the stabilisation of non-OPT-HIS3 or
opt-HIS3 mRNAs, nor did the deletion of DHH1 (Fig. S4b,  c). Intrigued by this result, we
tested the kinetics of degradation of the original  reporters, kindly provided by J.  Coller
(Radhakrishnan  et al,  2016).  We observed the stabilization of the GAL1 driven non-OPT-
HIS3 mRNA both in the dhh1Δ and Dhh1 depletion conditions (Fig. S4d). Thus, the non-
OPT-HIS3 reporter RNA was rapidly degraded in a translation-dependent process, albeit
its turnover did not seem to depend on Dhh1. The reason for this difference from published
results can be the use of a tetOFF system in our case and, especially, the difference in the
3'UTR region of the reporter, originating from the CYC1 gene in our case and from the
HIS3 locus in the previously studied reporters. The difference from published data did not
preclude the use of the new reporters to study the mechanisms of RNA degradation, albeit
they raise the question of the potential role of 3' UTR regions in translation-dependent RNA
degradation.
While the new reporters were sensitive to translation inhibition, we wondered if decapping
was  a  limiting  step  in  their  turnover.  We  thus  tested  the  levels  of  RNA  in  a  chase
experiment after inhibition of transcription with doxycyclin in a wild type and after Dcp2
depletion.  The  half-life  of  both  reporters  doubled  (Fig. 6a,  b and  Fig.  S5a)  in  these
conditions,  showing  that  reporter  RNAs  are  dependent  on  decapping  for  their  fast
degradation. Intriguingly, the measured half life of the non-OPT-HIS3 and OPT-HIS3 was
not  affected  in  inducible  degron  strains  after  depletion  of  Ccr4,  Pop2  or  both  these
deadenylases (Fig. 6c, d, e and Fig. S5b, c, d). This was intriguing, particularly in light of
the massive and global increase in the RNA poly(A) tail lengths in the double depletion
strain measured by Nanopore sequencing under similar conditions (Fig. 4d,  f). We thus
looked at both steady-state and deadenylation dynamics for the reporter RNAs, by using
RNAse H digestion and Northern blotting (Fig. 7a,  Fig. S6a). Depletion of deadenylases,
either alone or combined, drastically changed the steady-state distribution of poly(A) tails
for both reporters. The most striking change was the decrease in the signal corresponding
to relatively short poly(A) tails (Fig. 7b, c, Fig. S6b, c).
Further  insight  into  the  changes  in  poly(A)  tails  length  distribution  was  obtained  by
quantifying the Northern blot signal and normalizing the values to see their evolution over
time (Fig.  7d,  e).  We observed,  as expected,  the progressive decrease in  the size  of
poly(A) tails with time, as a result of deadenylation of the reporter RNA under wild-type
conditions. At steady-state, poly(A) tails encompassed a broad range, from less than 10 to
more than 80 A. However, when deadenylases were depleted, in isolation or at the same
time, the signal  corresponding to  short  poly(A)  tails was strongly reduced.  While short
poly(A) tails could not be visible for the reporter RNAs in cells depleted for Ccr4, they could
be partially detected in the Pop2 depleted cells. These differences were comparable with
those observed for total RNA poly(A) tail dynamics after transcription shut-off, where CCR4
deletion led to a loss of deadenylated species shorter than 20-23 A (Webster et al, 2018).
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In conclusion, major changes in poly(A) and deadenylation status of reporter RNAs had no
impact  on  RNA  half-life,  suggesting  that  deadenylation-independent  RNA  degradation
might be a more prevalent mechanism than previously thought.

Discussion

We present here several lines of evidence in favour of a deadenylation-independent model
for a large RNA degradation in yeast. Our conclusions affect the understanding of how
gene expression is regulated and suggest that deadenylation is not the main cause but it
rather accompanies RNA degradation. First, we found that the poly(A) binding protein Pab1
associates tightly with unstable RNAs with longer than average poly(A) tails, many of them
substrates of the NMD pathway (Fig. 2). Interestingly, and correlated with previous studies,
unstable RNAs  tend to have longer than average poly(A) tails not only in yeast, but also in
other species, such as C. elegans (Lima et al, 2017). Second, we propose a simple kinetic
model,  with only two parameters, to explain the steady-state  poly(A) tail  lengths as a
function  of  RNA  degradation  rate.  In  line  with  the  thorough  examination  of  RNA
degradation by modeling (Cao & Parker, 2001, 2003), we found that, to explain large-scale
results, either deadenylation-independent degradation is prevalent, or deadenylation plays
a minor role in comparison with decapping activation on oligoadenylated species (Fig. 3).
Third, to have a better and minimally perturbed view of the importance of deadenylation in
RNA degradation, we built strains for rapid degradation of the major deadenylation factors
Ccr4 and Pop2 and show that, even if most RNAs bear longer poly(A) tails under these
conditions, their relative levels were not affected. This was in contrast with the depletion of
Dcp2, which clearly showed that the RNAs that had initially the longer poly(A) tails and
were most unstable, increased in their levels and showed a downshift in poly(A) tail length
(Fig.  4).  Finally,  the  detailed  investigation  of  the  kinetics  of  RNA degradation  for  two
reporter  RNAs  independent  of  NMD  and  having  different  degradation  rates  (Fig.  5),
showed the lack of correlation between poly(A) status and rate of deadenylation and the
degradation speed (Fig. 6, 7).
Our results might seem at odds with the widely accepted idea that deadenylation precedes
decapping in the degradation of RNA in eukaryotes. However, even the results of large-
scale metabolic labeling and poly(A) tail length measurements in 3T3 mouse cells (Eisen et
al,  2020) are  compatible  with  a  deadenylation-independent  mechanism  for  RNA
degradation.  Individual  highly  unstable  transcripts,  such  as  Metrnl,  showed  a  broad
distribution of poly(A) tails at steady-state, while a very stable one, such as Eef2, displayed
a more compact distribution, with shorter poly(A) tails on average. Individual cases were
not  reflected  in  a  global  correlation  between  poly(A)  tail  length  and  RNA  stability,
potentially because deadenylation and decapping have different ranges and dynamics in
mammalian  cells  compared  with  yeast.  Importantly,  fitting  a  deadenylation-dependent
model for RNA degradation involved a highly variable parameter, the speed of decapping
for oligoadenylated RNA species. This speed varied by a factor of 1000 (Eisen et al, 2020),
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which is similar to the range of variation in the reported model for the deadenylation speed.
Thus, the presented model only fits experimental data if it includes a highly variable and
limiting decapping speed. Indeed, our modelling of RNA degradation kinetics identified the
same  requirement  for  a  strong  variation  in  decapping  speed  for  the  deadenylation-
dependent  mechanism,  to  explain  large-scale  steady-state  results  (Fig.  3g).  As
demonstrated here, a deadenylation-independent mechanism could also lead to a similar
distribution  of  poly(A)  tails  length  and  half-life  (Fig.  3f).  Previous  simulations  of  RNA
degradation based on the analysis of pulse-chase results for an unstable and stable RNA
in yeast led to a similar conclusion: the stable RNA decapping should happen at much
lower rates than the unstable one (Cao & Parker, 2001). Thus, even if degradation of RNA
occurs only after deadenylation, a slow decapping rate could ensure the stability of an
RNA, independent on its deadenylation rate. Our results bring into attention this important,
and often overlooked element in RNA degradation. What mechanisms are involved in such
a difference is unknown.
While ours and previous modelling results are mostly correlative, it is interesting to see
what happens with RNA degradation in the case of perturbing deadenylation or decapping.
An important result that cannot be explained by a deadenylation-dependent model for RNA
degradation, is the lack of correlation between changes in poly(A) tail length and changes
in RNA levels in deadenylation mutants as shown here (Fig. 4f) and previously published
for  ccr4Δ and pan2Δ (Tudek et al, 2021). These results were correlated with the lack of a
stabilizing  effect  of  depleting  Ccr4,  Pop2  or  of  both  deadenylases  on  reporter  RNAs,
despite important changes in their poly(A) status (Fig. 6, 7). 
Altogether, these results tend to demonstrate that deadenylation is not a cause for RNA
degradation, but rather a parallel  process, that can occur at different rates for different
transcripts.  Further  arguments  for  an  uncoupling  between  deadenylation  and  RNA
degradation can be found in published results from a seminal paper that described the
importance  of  codon  usage  in  RNA  stability.  In  a  chase  experiment,  the  signal
corresponding to oligo(dT) purified RNA for the highly stable PGK1 transcript was lost in 20
to 30 minutes, while the signal corresponding to poly(A)- RNA remained constant for over
60 minutes after transcription inhibition (Herrick et al, 1990). It is thus likely that the poly(A)+
fraction "degradation" rate was, in reality, a measure of progressive deadenylation with the
loss of signal corresponding to a shift of RNA to shorter poly(A) tails. Such a discrepancy
between the poly(A)+ and total RNA degradation rates was also observed on a large scale
(Presnyak  et  al,  2015) and  could  be  thus  explained,  at  least  partially,  by  the  fact  that
measuring a poly(A)+ fraction signal loss corresponds to both measuring deadenylation
and RNA degradation.
We  believe  that  a  re-evaluation  of  the  deadenylation-dependent  and  deadenylation-
independent models for RNA degradation could help in better understanding the complex
relationship between the poly(A) tail, translation and RNA stability. The results presented
here  should  encourage  the  use  of  alternative  models  for  RNA  degradation  in  the
interpretation of large-scale results to allow the identification of the responsible molecular
mechanisms.
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Materials and methods

Yeast and bacterial strains
Saccharomyces cerevisiae strains were derived from BY4741 (Mat a) and BY4742 (Mat α)
strains. The full list of used strains is provided in the Supplementary material. Strain GBy68
(Bushkin et al, 2019) was kindly provided by G. Bushkin, Whitehead Institute for Biomedical
Research, Cambridge, MA, USA. An alpha haploid spore derived from this strain, with the
rme1-∆, ins-308A and the  tao3(E1493Q) alleles was selected and crossed with a  trp1-1
(i.e.  trp1(D87-stop))  derivative of BY4741. After sporulation of the resulting diploid cell,
spores with the following genotype Mat a, LYS2, met15∆0, ura3∆0, leu2∆0, his3∆1, trp1-1,
RME1-∆, ins-308A, TAO3(E1493Q) or Mat alpha, lys2∆0, ura3∆0, leu2∆0, his3∆1, trp1-1,
RME1-∆,  ins-308A,  TAO3(E1493Q)  were  selected  to  create  strains  LMA5395  and
LMA5396 respectively. LMA5395 was transformed with plasmid 1692 linearized by Bsu36I
digestion. A tryptophan prototroph transformant was selected to create strain LMA5419.

E. coli strain NEB 10-beta (NEB Cat# C3019) was used for construction of plasmids by
ligation-less  Gibson  assembly  (Fu  et  al,  2014) and  their  multiplication.  All  the  plasmid
inserts were verified by sequencing.

C-terminal TAP-tagged strains originated from the collection of systematically built strains
(Ghaemmaghami  et  al,  2003).  Deletion  strains  were  part  of  the  systematic  yeast  gene
deletion collection (Giaever et al, 2002) distributed by EuroScarf (http://www.euroscarf.de) or
were built by transformation of BY4741 strain with a cassette containing a selection marker
cassette flanked by long recombination arms located upstream and downstream the open
reading frame of the gene. Deletions were tested by PCR amplification of the modified
locus.

To create auxin-inducible degron strains, the indicated genes were C-terminally tagged
with a polyG-3Flag-miniAID-kanMX6 cassette amplified by PCR using plasmid p1451 as a
template  (Dehecq  et al,  2018) in  LMA5396. The resulting strains were then crossed with
LMA5419 and sporulated to recover strains of the desired genotype. The only exceptions
were the CCR4-degron and  HYP2-degron strains for  which the AID-tag amplified from
plasmid  p1602 has  been  inserted  at  the  N-terminus  of  the  protein  by  CRISPR/CAS9
engineering as described (Mans et al, 2015).

Media and growth conditions
Yeast  cells  were  grown in  YPD (20g.L−1 glucose,  10g.L−1 yeast  extract,  20g.L−1 bacto-
peptone, 20g.L−1 bactoagar for plates only) and in synthetic media without uracil to select
transformants and maintain plasmids with the URA3 marker. All yeast strains were freshly
thawed from frozen stocks and grown at 30°C. Bacterial strains were grown in LB media,
supplemented with antibiotics when necessary, at 37°C.
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Plasmids construction
Plasmids for the His3 codon-changed reporters. Coding sequences for His3 versions, « 10
% » and « 100 %» were recovered from published data  (Radhakrishnan  et al, 2016). The
DNA fragments  were synthesised by Twist  Bioscience (San Francisco,  CA, USA).  The
coding  sequences  were  amplified  with  LA070 and  LA071 before  a  Gibson  assembly
reaction. The final PCR product was cloned into the BamHI and NotI sites of pCM189 (Garí
et al, 1997).

Plasmids for the degron system. For the p1603 plasmid, the Z3EV artificial transcription
factor was PCR amplified from plasmid  pFS461 (Ohira  et al, 2017) using oligonucleotides
FF3765 and  FF3766 and the PCR product was used to transform a URA3 derivative of
BY4741. 5-FOA resistant cells were selected and checked for correct replacement of the
URA3 coding sequence by the Z3EV artificial transcription factor coding sequence. The
ura3::Z3EV allele obtained was amplified from yeast genomic DNA using oligonucleotides
FF293 and  FF3746. The final PCR product was digested with  SstII and cloned into the
SstII and SmaI sites of pRS304.

For the p1692 plasmid, the Z3EV promoter was PCR amplified from plasmid pFS478 (Ohira
et al, 2017) using oligonucleotides  FF3740  and  FF3872. The obtained PCR product was
digested with  SalI and  BamHI. The  O. sativa TIR1 ORF followed by the Nrd1 terminator
was PCR amplified using oligonucleotides FF3718 and FF3719 from the genomic DNA of
a  nrd1-AID strain  kindly  provided by D. Challal  (Domenico Libri  laboratory,  IJM,  Paris,
France). The PCR product was digested with BamHI and XhoI. Both PCR products were
cloned together into the XhoI site of plasmid p1603.

Cell culture, RNA extraction and degradation kinetics
For  RT-qPCR and  RNA sequencing,  cells  were  first  grown in  YPD to  log  phase  and
collected.  Total  RNA  was  extracted  using  the  hot  phenol  extraction  method  and
precipitated using ammonium acetate and ethanol. 

For  the  tetOFF  promoter  inhibition  and  steady  state  analysis,  cells  expressing  the
appropriate  plasmids  were  grown  at  25°C  in  synthetic  media  without  uracil  to  allow
expression of the reporter mRNA. For the analysis of degron mutants, when cells reached
a OD600 of 0.4, β-estradiol for Tir1 expression at a final concentration of 1μM and auxin at
a final  concentration of  100μM for  protein depletion were added directly  to  the media.
Several time points were collected to verify protein depletion by western blot with an anti-
flag HRP conjugated . After 1h depletion, cell were harvested for steady state analysis. For
transcriptional repression, doxyxycline was added at a final concentration of 10 μg/mL.
Cells were collected at the time points indicated in the Northern Blot, generally, 0, 2, 4, 8,
10, 20, 30 minutes for the non-optimal His3 RNA and 0, 5, 10, 20, 30, 60 for the more
stable, optimal His3 RNA.
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For the GAL1 promoter shut-off and steady state analysis, cells expressing the appropriate
plasmids were grown at 25°C in synthetic media without uracil with 2% galactose to allow
expression of the reporter mRNA. For the steady state analysis, cells were harvested at
OD600 of 0.4. For  transcriptional  inhibition,  cells were diluted in  2 % raffinose,  0.4 %
galactose and transcription was repressed by adding glucose to a final concentration of
1%. Cells were collected at the time points indicated in the figures.

For translation arrest, cycloheximide was added at a final concentration of 5 to 50 μg/mL
together with the doxycycline.

Northern blots
RNAs were separated on 1.5% agarose gels, transferred on nylon membrane (Hybond N+,
Amersham, GE) that was UV cross-linked at 0.120 Joules and probed with DIG-labelled
RNA  or  DNA  probes.  Digoxigenin-containing  RNA  probes  were  generated  by  in  vitro
transcription with T7 polymerase using the DIG RNA Labelling kit (SP6/T7) from Roche
(cat.  No 11175025910).  The oligonucleotide  AJ529 (T7 promoter)  pre-annealed with  a
target-specific oligonucleotide composed of the T7 promoter reverse complement fused to
a template sequence,  LA94 for His3-tCyc and  LA95 for Scr1 were used as a template.
Specific DNA probes for the non-optimal  and optimal  His3 RNA were generated using
MFR917  and  LA084.  After  PCR  amplification  and  purification,  a  single  stranded
amplification was done using MFR918 for the opt and the non-opt version of the probes.

For poly(A) tail visualisation, RNAs were cleaved using Rnase H (New England Biolabs,
Ipswich, MA, USA) with LA121 as a specific primer for His3-tCyc. Oligo-dT were added to
the reaction to remove poly(A) tails for the « A0 » reference position. RNAs were then
purified  with  acid  phenol-chloroform  extraction.  Cleaved  RNAs  were  migrated  on  6%
acrylamide gel, transferred on a nylon membrane (Hybond N+, Amersham) and UV cross-
linked. For the DNA ladder, a denatured PBR322 DNA digested with MspI was used. Prior
to the assay, digoxigenin-11-ddUTP was added to the 3’ end of the digested fragments
using terminal transferase enzyme (New England Biolabs, Ipswich, MA, USA).

RNA half life measurements
A mix of reverse qPCR oligonucleotides, LA126 (Act1), LA102 (His3-tCyc) and random
hexamers were used for the reverse transcription. Serial dilutions of cDNA were quantified
by TaqMan probe-based quantitative PCR. The amplification was done with the Bio-Rad
CFX96 machine and the corresponding software (CFX Maestro Software),  with step 1
(95°C for 30 secondes) and step 2 (40 cycles of 95°C for 15 secondes and 60°C for 30
secondes).  Used  probes  were  LA122-5’-Cy5/TAO/3’IBRQ for  His3-tCyc  and  LA125-5’-
HEX/ZEN/3’IBFQ for Act1. Primers were LA102 and LA123 for HIS3, LA124 and LA126 for
ACT1.
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Affinity purification for RNA sequencing, immunoblot and 
mass-spectrometry
TAP tagged proteins  were  purified using a  one step purification  method  ‐ ‐ (as  detailed  in,
Namane & Saveanu, 2022). Frozen cell pellets of 4 L culture were resuspended in lysis buffer
(20  mM HEPES K pH 7.4,  100 mM KOAc,  0.5% Triton  X100,  5mM MgCl2,  Protease
inhibitor, 1X Vanadyl Ribonucleoside Complex, 40 units ml‐ −1 RNasin) and lysed using a
MagNA Lyser (two passages of 90s at 4000 rpm). The lysate was cleared at 4°C for 20 min
at 14000 rpm. Magnetic beads (Dynabeads M 270 epoxy) coupled to IgG were added to‐
the  protein  extract  and incubated  for  1,5  h  at  4°C  (Oeffinger  et  al,  2007).  Beads  were
collected with a magnet and extensively washed five times with a washing buffer (20 mM
HEPES K pH 7.4, 100 mM KOAc 0.5% Triton X100, 5mM MgCl2). After washing, proteins
were eluted by incubation in elution buffer (SDS 2% in Tris-EDTA pH 7.5) 10 minutes at
65°C.  After  collection,  RNA  were  extracted  by  hot  acid  phenol/chloroform  method,
precipitated  with  ammonium  acetate  and  ethanol.  Samples  were  treated  by  RiboZero
(Illumina)  or  Ribominus (Thermo Scientific)  rRNA removal  reagents  and libraries  were
prepared using TruSeq Stranded mRNA kit  (Illumina).  We strictly  followed the protocol
except that we started directly at the fragmentation step after the rRNA removal step and
we adjusted the number of cycle required to amplify libraries. For RNAse treatment, 1 ul of
micrococcal nuclease (Biolabs M02475, 2x106 U/ml) was added to 200 μl buffer containing
1 mM CaCl2 and incubated for 10 min 37°C.

An aliquot of RNA was harvested prior to TAP purification for the analysis of total RNAs
(input) and was treated the same way as the purified fractions except for the purification.

Illumina RNA sequencing results analysis
Reads  were  aligned  along  the  16  chromosomes  and  mitochondrial  sequence  of  S.
cerevisiae S288C genome. For the mapping, we used the STAR (version 2.7) with default
parameters  except  for:  --alignIntronMax  1500  --alignMatesGapMax  1500  --
alignSJoverhangMin  25  .  For  the  introns  we  used  the  annotated  GTF  file  for
Saccharomyces cerevisiae (R64-1-1.104)  from ENSEMBL. Read counts were obtained
with feature count from the Subread package, with an annotation file that contains non-
coding RNA coordinates in addition to yeast gene transcripts  (Malabat  et al,  2015).  The
analysed data was visualized using the Integrated Genome Viewer, IGV  (Robinson  et al,
2011) and further data processing was done using R (R Core Team, 2022). It consisted in 

Reverse transcription and quantitative PCR
The extracted RNA samples were treated with DNase I (Ambion TURBO DNA-free kit)
before  reverse-transcription  (RT)  with  the  Superscript  II  or  III  (Invitrogen)  and  library
preparation.  The  purified  and  input  samples  were  used  for  reverse  transcription  with
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transcript-specific  primers.  A  mix  of  reverse  qPCR  oligonucleotides,  CS888  (RPL28-
premature), CS889 (RPL28) and random hexamers were used for the RT.

Serial dilutions of cDNA were quantified by qPCR, CS887-CS888 (RPL28-premature) and
CS889-CS946  (RPL28).  The  amplification  was  done  in  a  Stratagene  MX3005P  and
corresponding software (MXpro quantitative PCR system), with step 1 (95°C for 5 min) and
step 2 (40 cycles of 95°C for 20 s and 60°C for 1 min).

Poly(A) tail length estimation with ePAT
We used  the  published  protocol  for  ePAT estimation  of  poly(A)  tail  length  of  specific
transcripts (Jänicke et al, 2012). For RIP samples (Pab1-TAP, Lsm1-TAP, Rpl16a-TAP, Upf1-
TAP) we used 5 to 100ng RNA for the reaction.

For the input, we used 1 μg of total RNA. For the PAT, anchor primer CS1400 that binds
poly(A) tails was used, while for the TVN-PAT assay, used as a size control,  we used
CS1401.  For  the  TVN-PAT reaction,  the  protocol  was  similar  to  ePAT except  that  no
Klenow polymerase was added to the reaction.  CS1402 was used for all  genes as a
reverse primer. For Hht2 we used CS1455 and GB1399 for Ccw22. For the PCR reactions,
cDNA was diluted 1:6 with water. PCR reactions were done in a total volume of 20 μL
using 5 μL of diluted cDNA input and a Phusion polymerase (ThermoFisher) with 30 cycles
of amplification. For detection of PCR amplicons from ePAT and TVN-PAT, PCR reaction
were loaded into a 2.5% high-resolution gel (MetaPhor Agarose) or 2% standard agarose
and stained with ethidium bromide.

Protein extracts and immunoblots
Total protein extracts were prepared from 5 ml of exponential culture cells using an alkaline
treatment  (Kushnirov, 2000). Cells were incubated in 200 μL of 0.1M NaOH for 5 min at
room temperature, collected by 3 min centrifugation and resuspended in 50 μL of SDS
sample buffer containing DTT (0.1M). Proteins were denatured for 3 min at 95°C, and
cellular debris were pelleted by centrifugation. 10 μL of supernatant or diluted supernatant
(for quantification scale) were loaded on acrylamide NuPAGE Novex 4-12% Bis-Tris gels
(Life technologies). Transfer to a nitrocellulose membrane was done with a semi-dry fast
system (Biorad trans-blot) with discontinuous buffer (BioRad technote 2134).

Proteins  were  detected by  hybridization  with  anti-FLAG-HRP ,  for  the  detection  of  the
FLAG tag (A8592, Sigma-Aldrich,  clone M2, monoclonal),  PAP (P1291, Sigma-Aldrich,
peroxidase anti-peroxidase soluble complex antibody), for the detection of the protein A
fragment of the TAP tag or anti-HA peroxidase 1/500 (clone 3F10, Roche). 

Mass spectrometry acquisition and data analysis
Protein samples were treated with Endoprotease Lys-C (Fujifilm Wako chemicals, Osaka,
Japan) and Trypsin (Trypsin Gold Mass Spec Grade, Promega). Peptide samples were
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desalted using OMIX C18 pipette tips (Agilent Technologies). The peptides mixtures were
analysed by nano-LC-MS/MS using an Ultimate 3000 system (Thermo Fisher Scientific)
coupled  to  an  LTQ-Orbitrap  Velos  mass  spectrometer.  Peptides  were  desalted  on-line
using a trap column (C18 Pepmap100, 5μm, 300μmÅ~5mm (Thermo Scientific) and then
separated using 120min RP gradient (5–45% acetonitrile/0.1% formic acid) on an Acclaim
PepMap100 analytical column (C18, 3μm, 100., 75μm id x 150mm, (Thermo Scientific)
with a flow rate of 0.340μL.min−1. The mass spectrometer was operated in standard data
dependent acquisition mode controlled by Xcalibur 2.2. The instrument was operated with
a cycle of one MS (in the Orbitrap) acquired at a resolution of 60,000 at m/z 400, with the
top  20  most  abundant  multiply-charged  (2+  and  higher)  ions  subjected  to  CID
fragmentation in the linear ion trap. An FTMS target value of 1e6 and an ion trap MSn
target value of 10000 were used. Dynamic exclusion was enabled with a repeat duration of
30s with an exclusion list of 500 and exclusion duration of 60s. Lock mass of 445.12002
was enabled for all experiments. The results were analysed with MaxQuant and processed
with Perseus and R, as previously described (Dehecq et al, 2018). Enrichment calculations
were based on a standard data set of protein abundance in yeast (Ho et al, 2018). At least
three independent experiments were performed for each purified protein.

Nanopore sequencing and analysis
Degradation of target proteins was induced for 1 hour in exponential growth cultures in rich
(YPD) medium, with ß-estradiol (1µM final) and IAA (100µM final). Protein depletion was
verified by immunoblot against the FLAG tag. Total RNA were extracted using glass beads
and hot phenol protocols. RNA libraries were prepared from 250 to 500 ng of oligo-(dT)25-
enriched mRNA from with a Direct RNA Sequencing Kit (catalog no. SQK-RNA002, Oxford
Nanopore  Technologies)  according  to  the  manufacturer’s  instructions.  Sequencing was
performed using R9.4 flow cells on a MinION device (ONT). Raw data were basecalled
using Guppy (ONT).  Reads were mapped to the SC288 reference genome Saccer3.fa
using minimap2.1 with options -k 14 -ax map-ont –secondary = no and processed with
samtools 1.9 (samtools view -b -o). The poly(A) tail lengths for each read were estimated
using the Nanopolish 0.13.2 polya function (Workman et al, 2019). In subsequent analyses,
only length estimates with the QC tag that was reported by Nanopolish as PASS were
considered.  For further analyses,  only  features with  at  least  20 assigned reads in two
independent replicates were selected. Statistics of obtained results, poly(A) tail length and
counts, were computed with R.

Data and software availability

The accession  number  for  the  sequencing data  reported  in  this  paper  is  GSE160642
(GEO,  Gene  Expression  Omnibus,  NCBI).  The  MS  proteomics  data  that  support  the
findings of this study have been deposited in the ProteomeXchange repository via the
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PRIDE interface (Perez-Riverol et al, 2022) with the dataset identifier PXD028008. Nanopore
results were deposited in GEO, with accession number GSM6500926.
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Figure legends
Figure 1. A network of RNA-mediated protein interactions links Upf1 to Pab1
and the Lm1-7 complex.
(a)  Enrichment  of  proteins  in  association  with  Pab1-TAP  was  estimated  by
quantitative  mass  spectrometry  for  identified  proteins  in  comparison  with  their
abundance in a total protein extract. Labeled proteins correspond to those for which
at least three independent measures were available, proteins were enriched by a
factor higher than 2 (log2 value of 1) and were robustly detected, as judged by a p-
value lower than 0.05 for a t-test (null hypothesis). Ribosomal proteins are indicated
in blue.
(b) Protein association to Lsm1-TAP, with results processed and displayed similar to
panel (a).
(c) Proteins enriched with tagged versions of Lsm1, Lsm7, Pat1, Dhh1 and Pab1 at
least by a factor of two, were selected. Those having at  least  two links with the
tagged  factors  (this  study,  blue  arrows)  or  previously  published  results  (orange
arrows), were represented using Cytoscape. The size of the nodes is proportional to
the  total  number  of  edges  (connectivity)  and  the  width  of  the  blue  arrows  is
proportional to the enrichment factor. Tagged protein nodes have red edges. Proteins
with a related function, are represented in proximity to each other and annotated. 
(d) The interaction between Pab1 and Upf1 was tested by co-purification of Pab1-HA
with Upf1-TAP in the presence or absence of  micrococcal  nuclease treatment.  A
strain lacking the TAP tag on Upf1 was used as a control.
(e) Hypothesis: since Pab1 and Lsm1 have different affinities for RNAs with poly(A)
tails of different lengths, this suggests that Upf1 associates with both long poly(A)
and oligoadenylated mRNAs.

Figure  S1  related  to  Figure  1.  Enrichment  of  specific  factors  in  purified
complexes.
Volcano plots represent the enrichment of proteins, relative to the protein abundance
in  a  total  extract  as  measured  by  label-free  mass  spectrometry.   Results  are
presented for purifications using TAP tagged versions of Pat1  (a),  Lsm7  (b),  and
Dhh1 (c). Ribosomal proteins are highlighted in blue.
(d) Examples  of  enrichment  values  across  the  various  purifications  for  Lsm2,  a
component of Lsm1-7 and Lsm2-8 complexes and Upf1. As expected, Lsm2 was not
identified in the Pab1 purification experiments.

Figure 2. Pab1 associates with unstable RNAs that have longer than average
poly(A) tails.
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(a) Relative enrichment of NMD substrates, annotated as "XUT/SUT", in association
with Rpl16a-TAP, Upf1-TAP and Pab1-TAP, showing the preference of Upf1 and Pab1
to this  unstable RNA population (orange),  in comparison with  other  cellular  RNA
(blue). The red horizontal line indicates the median of the enrichment values, with the
first and third quartiles indicated. The p-values correspond to a Wilcoxon rank sum
test with continuity correction, N is the number of values in each category.

(b) An analysis similar to (a), comparing the enrichment of pre-mRNA for ribosomal
protein  genes (intron signal,  orange)  with  the enrichment of  mRNA for  the same
category (exon signal, blue). 
(c) Example of signal intensity for RNAs associated with Pab1-TAP, Rpl16a-TAP or
Upf1-TAP for a region of the yeast genome that corresponds to SUT141, an unstable
RNA, in comparison with the PFK1 stable mRNA (transcribed in proximity but from
the opposite strand). The vertical  scale is the same for the samples of the same
replicated experiment. Pab1 associated RNA signal is depicted in red. The image
was obtained with the Integrated Genome Viewer, IGV (Robinson et al, 2011).

Figure  S2  related  to  Figure  2.  Pab1  preferentially  binds  long  poly(A)  tail
versions of celllular RNAs.
(a) Schematics of the ePAT method (Jänicke et al, 2012) for the estimation of poly(A)
tail  length, which uses the propensity of the Klenow fragment of the  E. coli  DNA
polymerase I to extend an RNA molecule on a DNA template (left). As a control, an
anchored oligonucleotide that allows an estimation of the size of the 3' end region
and  transcript  end  (TVN-PAT,  right).  "V"  represents  any  of  the  four  nucleotides,
except T.
(b) Profiles of poly(A) tail sizes for CCW22, an NMD substrate, in a total extract or in
association  with  Upf1-TAP,  Rpl16a-TAP,  Lsm1-TAP and Pab1-TAP (purified RNA).
Amplification products from ePAT or TVN-PAT reactions were separated on a 2%
agarose gel and stained with ethidium bromide. A second downstream transcription
termination site leads to the observed profile (marked in blue, " A12' ").
(c) Similar to (b), for the HHT2 mRNA. The approximate sizes of the detected poly(A)
tails are indicated at the right of the gel image.
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Figure 3. An alternative kinetic model for RNA degradation explains the inverse
correlation between poly(A) tail length and mRNA stability.
(a) Average  poly(A)  tail  length  shows  a  negative  correlation  with  RNA  half-life.
Published  poly(A)  tail  size  data  (log2  transformed,  Subtelny  et  al,  2014),  were
represented on the vertical axis as a function of estimated RNA half-life, horizontal
axis  (log2 transformed,  Miller  et al,  2011).  The Pearson product moment correlation
coefficient and its 95% confidence interval are displayed on the graph.
(b) Similar to panel (a), but with data for poly(A) size and RNA half-life from other
publications (Harrison et al, 2015; Chan et al, 2018).
(c) RNAs for which half life is short, in the first quartile, half life inferior to 7.3 min, or
long, in the third quartile, over 19.9 min (Miller et al, 2011), were selected to evaluate
how their poly(A) size changed in deadenylation mutants, as measured by Nanopore
sequencing (Tudek et al, 2021). The quartiles of the distributions are indicated, median
in red, as well as the p-value of a Wilcoxon rank sum test with continuity correction
for the difference between the two populations.
(d) Drawing  of  two  models  for  RNA degradation,  one  in  which  deadenylation  is
required to induce decapping, and another in which decapping can occur on RNAs
with any size of poly(A) tail. Three RNA with long (PAl), intermediate (PAm) and short
(PAs) poly(A) tails are depicted. kA is a kinetic constant for deadenylation and kD

represents the decapping rate constant.

(e) Parameters  used  to  simulate  RNA  degradation  measurements  that  include
poly(A) tail information and kinetic equations using the Antimony syntax (Smith et al,
2009). "T" represents all the processes leading to mRNA formation. PAl, PAm and
PAs represent concentrations of RNA.
(f) Example of simulated RNA degradation curve for the deadenylation-dependent
kinetic  model,  starting  from  a  steady-state  situation  described  by  a  decapping
constant of 0.5min-1 and a deadenylation constant of 0.05 min-1. The relative variation
of the amounts of the three forms of RNA is indicated.
(g) Examples of simulated half-life values and average poly(A)  tail  length for the
deadenylation-dependent model for RNAs with three values of kD (low, dark blue,
intermediate, green, and high, yellow) in combination with three values of kA (low,
circles, intermediate, triangles, and high, squares). Values of poly(A) for the three
species were arbitrarily set to 70, 40 and 10 nucleotides. Both axes are logarithmic.
(h) Similar to (g), but for the deadenylation-independent kinetic model. The kD values
were adjusted to obtain half-life and poly(A) size values compatible with published
results (see panels a and b).

Figure S3 related to Figure 3. Robustness of the negative correlations between
poly(A) tail length and half-life of RNA.
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(a), (b) Negative correlations between published results, similar to the ones shown in
Fig. 3a and 3b, including results for poly(A) tail size (Harrison et al, 2015; Subtelny et
al, 2014) and estimates of RNA half-life (Chan et al, 2018; Miller et al, 2011).
(c) Despite the difference in the experimental strategies used, published half-life and
poly(A) tail size (d) are correlated.
(e) The set  of  differential  equations used to  estimate time changes for the three
modeled poly(A) species in a deadenylation-dependent model (upper region) and the
solutions (lower region).  The terms that  correspond to  steady-state are circled in
gray.
(f) Similar to (e), for deadenylation-independent model.

Figure 4. An inducible degron system shows that RNA levels are independent
from massive poly(A) tail changes.
(a) Schematics of the developed inducible degron system in which  O. sativa  Tir1
expression is under the control of an estrogen sensitive promoter. In the presence of
the plant auxin hormone indole-3-acetic acid (IAA), Tir1 targets a E3 ubiquitin ligase
to the AID domain fused to the protein of interest (POI) for its rapid proteasome
degradation.
(b) Immunoblot estimation of the decrease in the levels of deadenylases targeted by
the  inducible  degron  system.  Protein  degradation  was  induced  by  addition  of  β-
estradiol  (1  μM)  and IAA (100 μM) and total  protein  extracts  were tested at  the
indicated time points with anti-FLAG antibodies. The "control" signal comes from a
yeast protein that is detected by the antibodies in all samples and serves as a protein
load estimate.
(c) Serial dilution plate growth assay for deletion and inducible degron (ideg) strains
affecting deadenylases of the CCR4/NOT complex and the decapping enzyme Dcp2.
Growth on rich medium (YPD, left) was compared with growth on medium containing
β-estradiol and IAA (right).
(d) Comparison  of  the  global  distribution  of  median  poly(A)  tails  for  mRNAs  as
detected by Nanopore sequencing in strains depleted for Dcp2 or Ccr4 and Pop2 by
treatment with β-estradiol and IAA for 1 hour in liquid medium. The results represent
the average of two independent experiments. Red lines correspond to medians of the
distributions, with black lines indicating the first and the third quartiles. Indicated p-
values correspond to a paired Wilcoxon signed rank test with continuity correction for
the null hypothesis.
(e) Relationship  between  the  measured  changes  in  poly(A)  tail  length  in  Dcp2-
depleted cells and the increase in the levels of the corresponding mRNAs, compared
with a wild type strain. The Pearson product moment correlation coefficient and its
95% confidence interval are displayed on the graph.
(f) Similar to (e) for the strain depleted for the Ccr4 and Pop4 deadenylases.
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Figure 5. Codon biased reporters are stabilized when translation is inhibited.
(a) Two new reporters  in  which  RNA synthesis  is  under  the  control  of  a  tetOFF
system were built  using the previously published 100% optimal ("OPT-HIS3") and
10% optimal ("non-OPT-HIS3") coding regions for the HIS3 gene (Radhakrishnan et al,
2016). The coding region was inserted upstream the CYC1 terminator region.
Degradation  rates  for  the  codon  optimal  (b) and  non-optimal  (c) reporters  were
measured  by  RT-Q-PCR  for  the  amount  of  remaining  RNA  after  addition  of
doxycyclin to the culture medium. An exponential decay curve with a delay factor to
account for the action of doxycyclin  (Baudrimont  et al, 2017) was fitted to the points
and the estimated half-life and its 95% confidence interval is indicated.
(d) Dose-dependent effect of the translation inhibitor cycloheximide (from 0 to 50
μg/ml) was tested by Northern blotting for optimal  (upper panel)  and non-optimal
(lower panel) HIS3 reporters. SCR1 was used as a loading control.

Figure S4 related to Figure 5. Depletion of Dhh1 has variable effects on codon-
biased reporters.
(a) Validation of a Dhh1 inducible degron strain by immunblotting for the FLAG tag of
Dhh1  at  0,  30  and  90  minutes  after  addition  of  β-estradiol  and  IAA.  "Control"
represents a signal that is specific for the anti-FLAG antibodies in yeast extracts.
(b) Optimized and non-optimal HIS3 reporter RNA half-life was estimated by RT-Q-
PCR in strains depleted for Dhh1 (3 independent replicated experiments). Estimated
half-life and the 95% confidence interval are indicated.

(c) Northern  blot  equivalent  of  the  experiments  indicated  in  panel  (b),  with  the
inclusion of  results  for  the  slow growing  dhh1Δ strain.,  for  the  non-optimal  HIS3
reporter (upper panel), and the optimized one (lower panel). Please note that the
incubation times with doxycyclin are longer for the more stable RNA.
(d) Northern blot estimations of the stabilizing effects of DHH1 deletion and depletion
by the inducible degron system for the HIS3 reporters shown to be sensitive to DHH1
(Radhakrishnan et al, 2016).

Figure  6.  Non-optimal  and  optimal  HIS3  reporter  RNAs  are  stabilized  by
depletion of Dcp2, but not by depletion Ccr4 or Pop2.
Degradation rates for optimized HIS3 (left panel) and non-optimal HIS3 (right panel)
were visualized by Northern blot (HIS3r reporter signal) in comparison with an SCR1
control in a wild type strain  (a) after depletion of Dcp2  (b), Ccr4  (c), Pop2  (d) or
simultaneous depletion of Ccr4 and Pop2 (e). For each situation, the estimated half
life and the 95% confidence interval obtained from RT-Q-PCR and the results are
presented in Suppl Fig. S5.
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Figure S5 in relation with Fig. 6. Half-life of reporter RNA as measured by RT-
qPCR.
Impact of depletion of Dcp2 (a), Pop2 (b), Ccr4 (c), or the double depletion of Ccr4
and Pop2 (d) on the estimated half-life of HIS3 reporter RNA, codon-optimized (left
panel)  or  non-optimal  (right  panel).  Indicated  estimates  correspond  to  half-life  in
minutes  with  a  95%  confidence  interval.  All  the  experiments  were  performed
independently at least three times. The wild-type situation is presented in Fig. 5b and
5c.

Figure 7. Deadenylation inhibition increases poly(A) tail sizes of reporter RNA,
without an effect on their apparent half-life.
(a) Schematics  of  the  RNAse  H  digestion  experiment  to  evaluate  poly(A)  tail
distribution of the optimal HIS3 reporter RNA by Northern blotting.
(b) Evolution of poly(A) tail length after transcription shut off with doxycyclin in a wild
type strain  (left  side)  or  after  depletion  of  Ccr4  and Pop2 through  the  inducible
degron system (right side). A star indicates samples treated with oligo-dT prior to
RNAse H digestion. Approximate sizes of the poly(A) tails are indicated.
(c) Similar to (b), but for depletion of Ccr4 or Pop2. A wild type steady-state RNA
sample is also shown for comparison with (b).
(d) Poly(A)  tail  signal  for  the  experiments  presented  in  (b).  The  values  were
normalized to the same  maximum signal and are not indicative of the amount of
remaining RNA at different time points, only of the distribution. The partially digested
signal  corresponding to  A15 was used to  calibrate the plots.  The horizontal  axis
corresponds to distance from the region of the A0 signal.
(e) Poly(A) tail signal for the experiments presented in (c), processed as in (d).

Figure S6, in relation with Fig. 7. Deadenylation inhibition increases poly(A) tail
sizes of reporter RNA.
(a) Schematics  of  the  RNAse  H  digestion  experiment  to  evaluate  poly(A)  tail
distribution of the non-optimal HIS3 reporter RNA by Northern blotting.
(b) Evolution of poly(A) tail length after transcription shut off with doxycyclin in a wild
type strain  (left  side)  or  after  depletion  of  Ccr4  and Pop2 through  the  inducible
degron system (right side). A star indicates samples treated with oligo-dT prior to
RNAse H digestion. Approximate sizes of the poly(A) tails are indicated.
(c) Similar to (b), but for depletion of Ccr4 or Pop2. A wild type steady-state and
double depletion RNA samples are also shown for comparison with (b).
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Figures

Figure 1. A network of RNA-mediated protein interactions links Upf1 to Pab1
and the Lm1-7 complex.
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Figure 2. Pab1 associates with unstable RNAs that have longer than average
poly(A) tails.
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Figure 3. An alternative kinetic model for RNA degradation explains the inverse
correlation between poly(A) tail length and mRNA stability.
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Figure 4. An inducible degron system shows that RNA levels are independent
from massive poly(A) tail changes.

Audebert et al.  132



Figure 5. Codon biased reporters are stabilized when translation is inhibited.
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Figure  6.  Non-optimal  and  optimal  HIS3  reporter  RNAs  are  stabilized  by
depletion of Dcp2, but not by depletion Ccr4 or Pop2.

Audebert et al.  134



Figure 7. Deadenylation inhibition increases poly(A) tail sizes of reporter RNA,
without an effect on their apparent half-life.
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Supplementary figures

Figure  S1  related  to  Figure  1.  Enrichment  of  specific  factors  in  purified
complexes.
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Figure  S2  related  to  Figure  2.  Pab1  preferentially  binds  long  poly(A)  tail
versions of cellular RNAs.
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Figure S3 related to Figure 3. Robustness of the negative correlations between
poly(A) tail length and half-life of RNA.
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Figure S4 related to Figure 5. Depletion of Dhh1 has variable effects on codon-
biased reporters.
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Figure S5 in relation with Fig. 6. Half-life of reporter RNA as measured by RT-
qPCR.
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Figure S6, in relation with Fig. 7. Deadenylation inhibition increases poly(A) tail
sizes of reporter RNA.
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