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Figure 1. Nature et sources de dommages a I’ADN, et leurs principaux mécanismes de réparation.
La partie gauche représente les sources de dommages les plus communes ainsi que les différents types
de lésions qu’elles induisent. Pour chaque type de |ésion, les mécanismes de réparation principaux sont
indiqués en dessous. Ces mécanismes de réparation seront détaillés par la suite dans le texte. La partie
droite de la figure schématise les conséquences des dommages a I'ADN sur la progression du cycle
cellulaire et le métabolisme de la cellule, et évoque dans sa partie basse les conséquences a plus long
terme si les dommages persistent. Modifiée de (Hoeijmakers, 2001).



I. Les dommages a I’ADN

L'’ADN est le support de I'information génétique chez tous les étres vivants. Sa structure
en double hélice se forme via I'appariement de deux brins complémentaires associés
de maniere antiparallele. La bonne conservation et la transmission correcte de
I'information génétique repose sur le maintien strict de cette structure hélicoidale et
de la complémentarité deux a deux des bases azotées qui la composent.

L'intégrité du génome est pourtant constamment mise a mal au cours de la vie des
cellules. Ces dernieres sont soumises a une grande variété de stress, d'origine exogene
comme endogéne, qui peuvent conduire a I'apparition de dommages a I'’ADN et causer
une instabilité génomique.

1. Nature et sources des dommages a '’ADN

Les Iésions a I'’ADN peuvent étre causées par une diversité d'agents dits génotoxiques,
a l'origine d'un large spectre de dommages. Ces dommages vont de la simple
modification de base a I'altération de la structure de I'hélice d’ADN, via des pontages
intra- ou inter-brins, jusqu’aux cassures simple ou double-brin (Figure 1). Parmi les
sources de stress soumisent par l'environnement, on retrouve entre autres les
rayonnements ultraviolets (UVs), les radiations ionisantes ou encore les agents
chimiques mutagenes.

Il est intéressant de noter que certains agents génotoxiques sont des produits naturels
du métabolisme cellulaire. On y compte ainsi les especes réactives de |'oxygene ou
‘ROS’ générées lors du métabolisme aérobie ou en cas de réponse inflammatoire. De
plus, le métabolisme de I'ADN lui-méme est source de dommages. Ainsi, les
polymérases en charge de la réplication fidele de I'ADN commettent parfois des erreurs
qui rompent la complémentarité entre les deux brins : mésappariement(s) ; insertion
ou délétion de base(s) ; incorporation de ribonucléotide(s).

L'exposition au stress et I'apparition de dommages étant inhérents a la vie des cellules,
il est indispensable pour ces dernieres d'avoir la capacité de détecter, signaler et enfin
réparer avec la plus grande efficacité les lésions a I'’ADN.

2. La réponse cellulaire aux dommages

Afin de parer aux diverses menaces pesant sur le maintien de l'intégrité de leur
génome, les cellules ont acquis au cours de I'évolution un ensemble de mécanismes
de réponse aux dommages (DDR ; DNA Damage Repair pathways).

Des dérégulations dans ces mécanismes de signalisation et réparation résultent en la
présence de dommages pas ou mal réparés. Dans certains cas, la persistance de ces
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dommages se traduit par une instabilité génomique accrue, caractéristique de
nombreuses maladies génétiques et cancers chez 'homme (Hoeijmakers, 2001).

Néanmoins, force est de constater que tous les dommages ne sont pas source
d'instabilité et que parfois I'apparition et le maintien de mutations servent de moteur
a I'évolution des especes. A chaque formation de dommage, c'est donc un équilibre
finement régulé entre diversité génétique et maintien de la stabilité du génome qui est
remis en jeu.

2.1. Détection et signalisation

La reconnaissance d'un dommage a I'ADN met en place une voie de signalisation qui
optimise les conditions cellulaires pour la réparation du dommage. Un réseau de
protéines ‘senseurs’ identifie la Iésion et active la transduction du signal jusqu'a un
ensemble de protéines effectrices qui vont ralentir voire arréter le cycle cellulaire et
stimuler la réparation (Figure 2).

Les senseurs de la machinerie de surveillance vont reconnaitre les distorsions de la
double hélice, ainsi que des défauts d'intégrité comme les cassures d’ADN double-brin
(ADNdDb) et I'exposition d’ADN simple-brin (ADNsb). Une fois identifié par des senseurs
spécialisés, on observe au site de dommage le recrutement et I'activation des kinases
ATM (Ataxia-Telangiectasia Mutated) et ATR (ATM- and Rad3-related, kinase
paralogue d'ATM; associée a ATR-Interacting Protein ou ATRIP). Plus précisément, les
cassures double-brin sont détectées par le complexe MRN (Mre11-Rad50-Nbs1 chez
les mammiferes et S. pombe ;; Mre11-Rad50-Xrs2 ou MRX chez S. cerevisiae). Via son
interaction avec la sous-unité Nbs1, la kinase ATM est recrutée au dommage et s'auto-
phosphoryle (Uziel et a/, 2003). L'ADN simple-brin est lui recouvert de RPA (Replication
Protein A), induisant le recrutement d’ATR-ATRIP (Zou & Elledge, 2003).

Le recrutement au site du dommage de ces kinases est une étape incontournable pour
la nucléation des facteurs du DDR. Leur présence entraine localement la
phosphorylation du variant d'histone H2A (yH2AX), formant ainsi une plateforme au
recrutement de facteurs médiateurs de la transduction du signal (Paull et a/, 2000; L.
M. Ward & Chen, 2001; Burma et a/, 2001). Ces facteurs vont permettre d'augmenter
I'activité des kinases ATM et ATR en favorisant la propagation de la marque yH2AX et
le recrutement en masse de facteurs de signalisation. On assiste alors a la formation de
foyers de facteurs du DDR.

ATM et ATR vont induire la phosphorylation de leurs cibles respectives, CHK2 et CHK1
(CHeckpoint Kinase 1 et 2). Une fois activées, ces kinases qualifiées d'effectrices vont
diffuser dans le noyau et phosphoryler a leur tour des protéines cibles impliquées, entre
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autres, dans le ralentissement du cycle cellulaire et le recrutement/l'activation des
facteurs de réparation (Bartek & Lukas, 2003).

2.2. Des mécanismes de réparation adaptés

En fonction du type de dommage détecté et signalé, différentes voies de réparation
sont activées et prennent en charge la lésion (Figure 3). Chacune est spécifique a un
type de dommage donné, mais elles n'en restent pas moins complémentaires entre-
elles.

Plusieurs voies permettent de réparer des dommages nucléotidiques et simple-brin de
I’ADN : la réparation par excision de base (BER; Base Excision Repair), la réparation par
excision de nucléotide (NER; ANucleotide Excision Repain et la réparation des
mésappariements (MMR; MisMatch Repair). Les dommages peuvent étre également
des cassures double-brin (CDB) de I'ADN. Les mécanismes de réparation des CDBs
seront présentés plus en détails dans la section suivante.

BER (Figure 3a). Les bases endommagées par des modifications de type alkylation ;
désamination ou oxydation sont excisées et remplacées par le BER. Ces lésions, bien
gu'elles n'altérent pas le squelette de I'hélice d’ADN, n'en sont pas moins toxiques car
elles peuvent interférer avec les processus de réplication et de transcription. Le BER est
initié par des ADN glycosylases, dont l'identité est spécifique a chaque type de
modifications, et dont le mode d'action consiste a exciser la base endommagée, créant
des sites apuriques/apyrimidiques (sites AP) (Krokan et al, 1997). Ces sites sont
reconnus et clivés par I'AP endonucléase 1 (APE1). LADN polymérase B peut ainsi
incorporer un (short-patch BER) ou plusieurs nucléotides (/ong-patch BER, jusqu’a 13
nucléotides, avec I'aide de I'’ADN polymérase 8) (Fortini & Dogliotti, 2007). Dans le cas
du short-patch BER, le complexe XRCC1 (X-ray Repair Cross-Complementing protein
7) — ADN ligase 3 (Lig3) permet de relier le nucléotide nouvellement incorporé au
nucléotide adjacent. L'intégration de plusieurs nucléotides lors du /ong-patch BER
requiert l'intervention de la flap endonucléase 1 (FEN1) pour enlever I'ancien brin,
déplacé par la polymérase §. La ligature du brin nouvellement synthétisé se fait dans
ce cas-la grace a I'ADN ligase 1 (Lig1).

NER (Figure 3b). Les facteurs du NER reconnaissent une grande variété de lésions
(dimeres de thymines, pontages intra-brin...) se traduisant par une distorsion de la
double hélice d’ADN. Il existe deux modes de réparation par le NER, divergents sur le
mode de reconnaissance du dommage : le TC-NER (7ranscription-Coupled NER) et le
GG-NER (Global Genome NER) (Marteijn et al, 2014). Le premier mode est initié par les
protéines CSB et CSA (Cockayne Syndrome B / A) lorsque I'ARN polymérase II (ARNPII)
rencontre et bloque sur une lésion au niveau des genes transcrits. Le second élimine
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les Iésions sur tout le génome a travers I'activation de XPC (Xeroderma Pigmentosum
() ou UV-DDB (UV-Damaged DNA Binding protein). Indépendamment du mode de
NER engagé, la réparation consiste dans un premier temps a exciser un court fragment
simple-brin contenant la lésion, via I'action des endonucléases XPF-ERCC1 et XPG. Le
brin d’ADN complémentaire restant sera alors utilisé comme matrice par des ADN
polymérases (Pol §, Pol €, Pol k). Le site de lésion retrouvera son intégrité apres ligature
par Lig1 ou le complexe XRCC1- Lig3. Le NER a été beaucoup étudié chez 'homme car
c'est le mécanisme majeur de réparation des lésions induites par les irradiations UVs.
Des mutations de la voie de GG-NER prédisposent a I'apparition de cancers de la peau,
et les défauts de TC-NER sont a I'origine d'un large spectre de pathologies allant d'une
forte sensibilité aux UVs jusqu’au syndrome de Cockayne.

MMR (Figure 3c). Le MMR est la voie de réparation des erreurs d'incorporation de
bases qui se produisent lors de la réplication ou la recombinaison de I'’ADN (Kunkel &
Erie, 2005). Ces erreurs incluent les mésappariements, les insertions et les délétions de
bases. Les composants principaux de cette voie de réparation sont les protéines
homologues de MutS (MSH) et de MutL (MLH-PMS), tres conservées au cours de
I'évolution. Chez I'homme, les hétérodimeres MSH2-MSH6 et MSH2-MSH3 (appelés
MutSa et MutSp, respectivement) forment des anneaux glissants qui sondent '’ADN
jusqu'a détecter une lésion. MutSa détecte les mésappariements et insertion/délétion
courtes (un ou deux nucléotides) alors que MutSB va reconnaitre les sites
d'insertion/délétion plus longs. La détection de ces lésions induit le recrutement du
complexe MLH1-PMS, dont I'activité endonucléase permet de faire un clivage et offrir
un point d'entrée a I'exonucléase Exo1, qui dégrade le brin endommageé. La synthese
d'un nouveau brin d’ADN est assurée par les polymérases réplicatives Pol § et Pol €. Ce
brin est ensuite relié au duplex matrice par Lig1.

II. Zoom sur les cassures d’ADN double-brin

1. Comment sont-elles réparées ?

La réparation correcte des CDBs est d'une importance majeure pour les cellules. Le cas
échéant, elles peuvent conduire a l'apparition d'aberrations chromosomiques comme
I'aneuploidie, la perte d’hétérozygotie ou encore des translocations chromosomiques.
Ces évenements sont intimement liés a I'apparition et au développement des cancers.
Il existe deux moyens de réparer les CDBs chez les eucaryotes. La réparation peut se
faire par réassociation des extrémités séparées par la cassure (P77 NHEJ), (Figure 3d).
Aussi, la réparation repose sur le mécanisme plus complexe de Recombinaison
Homologue (RH), ou une séquence homologue non-endommagée sert de matrice a la

réparation (Figure 3e).
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1.1. Le NHEJ ou jonction d’extrémités non-homologues

Le NHEJ repose sur la ligature de deux extrémités double-brin, ne présentant que peu
ou pas d’homologie (0-4pb). Ce mécanisme de réparation est tres bien conservé au
cours de I'évolution, puisqu'il existe chez certains procaryotes (Weller et al, 2002) et
chez les eucaryotes (Figure 4). C'est la voie de réparation principale des CDBs chez les
mammiféres, mais la présence de ses facteurs clés chez tous les eucaryotes rend son
étude possible dans différents organismes modeles, notamment chez les levures
(Dudasova et al, 2004).

1.1.1. Le NHEJ canonique

Lorsqu'une cassure double-brin a double extrémités (CDB-de) survient, les deux
extrémités peuvent s'éloigner. Le processus de réparation doit alors étre initié par la
reconnaissance et le rapprochement de ces extrémités, formant une synapse propice a
la ligature. Il est proposé que cette synapse se forme en deux temps, avec d'abord la
reconnaissance des extrémités puis leur rapprochement/alignement. A ce jour, les
modeles different encore quelque peu concernant I'identité des facteurs impliqués a
chaque étape et leur réle précis (Graham et a/, 2016; B. Zhao et a/, 2019).

Il est néanmoins communément admis que le facteur de reconnaissance initial des
CDBs est I'hétérodimere Ku70-Ku80 (Ku). Ku est présent chez tous les eucaryotes, ou il
est trés abondamment exprimé, ainsi que chez les procaryotes (Downs & Jackson,
2004). Ku se fixe avec une trés bonne affinité sur les extrémités d'ADNdb,
indépendamment de leur séquence. Grace a sa structure en anneau, il peut glisser le
long du double-brin. Sur une structure linéaire, on peut ainsi en observer plusieurs a la
suite /n vitro (Dynan & Yoo, 1998). Chez les vertébrés, Ku sert de plateforme au
recrutement de DNA-PKcs (DNA-dependent Protein Kinase catalytic subuni) :
ensemble, ils forment le complexe DNA-PK. Leur association induit l'auto-
phosphorylation de DNA-PKcs et la phosphorylation de protéines cibles, participant au
recrutement d'autres facteurs du NHEJ.

L'absence d’homologue de DNA-PKcs chez la levure S. cerevisiae a pu néanmoins
remettre en question sa nécessité dans le processus du NHEJ. Les études menées dans
I'optique d'éclaircir ce point ont mis en évidence une voie indépendante de I'activité
de DNA-PKcs, mais dépendante du complexe MRX (Udayakumar et al, 2003). Ces
observations n‘ont initialement pas été partagées chez S. pombe (Manolis et al, 2001).
Cependant, des études plus récentes suggerent I'implication du complexe MRN pour
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la réparation par NHEJ d'extrémités ayant une structure tige-boucle (Y. Li et a/, 2017)
ou encore la fusion de télomeres (Reis et al, 2012). Enfin, il semblerait que chez les
mammiféres comme chez les levures, MRN puisse contribuer au NHEJ de différentes
manieres, dépendamment ou non de ses activités nucléases (Xie et al, 2009; X. Zhang
& Paull, 2005).

Enfin, la réassociation des extrémités se fait grace au complexe XRCC4-Lig4 (X-ray
Repair, Complementing defective repair in Chinese hamster — ADN Ligase 4), dont
I"activité peut étre stimulée par XLF (XRCC4-like factor, également nommé Cernunnos)
(Gu et al, 2007).

1.1.2. Le NHEJ alternatif

Il existe un mécanisme de NHEJ alternatif (Alt-EJ). Ce mécanisme a été initialement
désigné par les termes de ‘microhomology-mediated end joining’(MMEJ) ou ‘backup
NHEJ" (B-NHEJ) (B. Zhao et a/, 2020), et décrit comme une voie de sauvetage ne
fonctionnant que dans un contexte ou les facteurs clés de la voie canonique étaient
absents. Malgré cela, il est maintenant admis que I'Alt-EJ peut étre actif, bien que
modérément, en présence de la voie de NHEJ canonique.

L'Alt-EJ requiert une courte résection des extrémités de la cassure. Cette résection est
assurée par la CtBP-interacting protein, CtIP, et MRN. CtIP (Ctp1 et Sae2 chez S. pombe
et S. cerevisiae respectivement) stimule I'activité endonucléase de MRN, qui va faire
une incision proche de l'extrémité du site de cassure (Cejka et a/, 2010; Jensen &
Russell, 2016; Rass et al, 2009; X. Zhang & Paull, 2005). MRN posséde également une
activité exonucléase 3'—5’, ce qui va lui permettre de dégrader '’ADN entre son point
d'incision et I'extrémité de la cassure. Ensemble, CtIP et MRN sont capables de générer
de courtes extrémités simple-brin 3’ sortantes. Ces extrémités s'apparient au niveau de
régions de micro-homologies ainsi exposées (<20pb). L'activité de diverses
polymérases (Black et a/, 2016; K. Lee & Lee, 2007; D. W. Wyatt et a/, 2016) va permettre
de synthétiser les régions manquantes dont la ligature des extrémités va s'effectuer par
le biais du complexe XRCC1-Lig3 ou Lig1 (Audebert et a/, 2004; G. Lu et al, 2016).

L'Alt-EJ est indépendant de la présence de Ku, dont la présence constitue un blocage
de I'étape de résection par I'exonucléase Exo1 (H. Wang et a/, 2003). Ce point sera
développé plus amplement dans la seconde partie de ce chapitre. Il est proposé que la
protéine PARP1 (poly(ADP-ribose) polymerase 1) participe a la formation de la synapse
de ligature et au recrutement de facteurs de I'Alt-EJ (Audebert et a/, 2004; Mansour et
al, 2010; M. Wang et al, 2006).

Il est a noter que ces mécanismes de réparation basés sur la ligature d'extrémités sont
mutagenes et source de translocations et réarrangements chromosomiques. L'Alt-EJ

33



(T (T

v,
Gegps - €10,

Figure 5. La recombinaison homologue en trois phases. Modifiée de (Sinha & Peterson, 2009).



peut aboutir a I'apparition de mutations locales, comme des délétions en cas de
dégradation excessive des extrémités, ou a l'inverse des insertions inappropriées par
les polymérases.

1.2. La recombinaison homologue

Ce mécanisme de réparation repose sur la présence d'une molécule d’ADN homologue
a celle du site de cassure dont la copie va permettre de restaurer la séquence
endommagée/manquante. La matrice de réparation utilisée est préférentiellement la
chromatide sceur (Johnson & Jasin, 2000), mais peut aussi étre le chromosome
homologue. La recombinaison homologue (RH) assure le maintien de l'intégrité du
génome chez tous les organismes vivants, ce qui peut s'expliquer par sa capacité a
prendre en charge des dommages complexes et importants (Kuzminov, 1999; X. Li &
Heyer, 2008). En effet, elle permet notamment d'assurer la réparation des CDBs et des
pontages inter-brins, tout en étant impliquée dans la gestion du stress réplicatif (Costes
& Lambert, 2012) et le maintien de la taille des télomeres (Simon et a/, 2016). Ces
diverses fonctions de la RH se traduisent par le besoin d'un grand nombre de facteurs
médiateurs, qui dépendamment du contexte, vont agir en conjonction avec les facteurs
clés, pour adapter au mieux le processus de réparation. Le focus sera fait dans cette
partie sur le réle de la RH dans la réparation des CDBs. Le réle des facteurs de
recombinaison homologue dans la gestion du stress réplicatif sera particulierement
détaillé dans le troisieme chapitre de cette introduction.

1.2.1. Un modele en trois étapes

Toute réaction de RH repose sur la capacité des facteurs de recombinaison a utiliser
une molécule d’ADNsb comme matrice pour la recherche d’homologie. Durant une
phase dite présynaptique, les extrémités 5' des CDBs sont dégradées pour générer de
longues molécules simple-brin qui, une fois recouvertes par la protéine recombinase
Rad51, serviront de base a la recherche d’homologie. L'aboutissement de cette
recherche se traduit par la formation d'une synapse propice a I'échange de brin, c'est-
a-dire une connexion physique entre le simple-brin du filament nucléoprotéique et le
duplex matrice. C'est la formation de la D-loop. Durant la derniére phase ou phase
postsynaptique, la séquence perdue est synthétisée et les intermédiaires de
recombinaison sont résolus (Figure 5).

1.2.1.1. La phase présynaptique

C'est la phase de reconnaissance des CDBs, ou les facteurs de recombinaison sont
recrutés et le traitement des extrémités, /.e. la résection, de la cassure est initié. Ce point
est un facteur décisif pour le choix du mécanisme de réparation des CDBs, et pour la

35



RPA - coated ssDNA

©™ p
Mediator activity : . -
. . Antirecombinase activi
Rad51 filament formation,  Rad51 Blacast disacians b;;
stabilization and protection @

200 SSRETTLED

Rad51 filament

3)
D-loop formation e l] D-loop displacement

& |

D-loop extension

Figure 6. Etapes et régulation des phases présynaptique et synaptique de la recombinaison
homologue, chez S. cerevisiae. La régulation des phases présynaptique et synaptique repose sur la
gestion d'un équilibre d'action de protéines aux réles antagonistes. L'évolution de cette balance va
conditionner la formation du filament Rad51 et la capacité a faire I'échange de brin. Les fonctions de la
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RH, c'est une étape critique pour former une base pour la recherche d’'homologie. De
ce fait, de nombreuses protéines sont impliquées dans la régulation de la résection
chez les eucaryotes, comme il le sera présenté par la suite.

Les extrémités de la CDB subissent une résection générant des extrémités simple-brin
3" sortantes. Cette résection s'effectue en deux temps. Brievement, MRN-Ctp1 amorce
la dégradation, exposant ainsi un court fragment d’ADNsb. Cela crée un point d'entrée
aux exonucléases Exo1 ou Dna2, médiatrices d'une étape de résection plus extensive,
pouvant aboutir a la formation de molécules d’ADNsb de plusieurs milliers de bases
(Langerak et a/, 2011; Mimitou & Symington, 2008; Zhu et a/, 2008).

L'’ADN simple-brin nouvellement exposé est recouvert par RPA (Figure 6), dont le réle
est ici a double-tranchant (Krejci et a/, 2012). D'une part, il promeut la réaction de RH
en inhibant la formation de structures secondaires qui pourraient compromettre la
fixation de Rad51. Néanmoins, d0 a sa plus grande affinité pour I'’ADNsb, RPA est lui-
méme compétiteur a la fixation de Rad51. Le remplacement de RPA par Rad51 est
assuré par l'action de protéines médiatrices comme Rad52 ou I'hétérodimere Rad55-
Rad57 chez les levures (Benson et a/, 1998; Shinohara & Ogawa, 1998; Sung, 19973,
1997b). Chez 'homme, les médiateurs nécessaires a la nucléation sont BRCA2 et son
partenaire DSS1, ainsi que les paralogues de Rad51 (RAD51B, RAD51C, RAD51D,
XRCC2, et XRCC3) (J. Liu et al, 2010). Si cette étape d'échange est compromise, la
persistance de RPA inhibe la réaction d’'échange de brin, critique pour la réussite de la
réparation (Kantake et a/, 2003).

Une fois formé, le filament nucléoprotéique de Rad51 est stabilisé et protégé grace a
I'action d'un ensemble de protéines support. On peut citer a nouveau Rad55-Rad57 /
RAD51B-RAD51C ou encore les membres de la famille Swi2/Snf2 : Rad54, Rdh54/Tid1
et Uls1/Tid4 chez les levures ; RAD54, RAD54B chez I'homme (Ceballos & Heyer, 2011;
Krejci et al, 2012). Ces protéines permettent de contrer l'action d'un ensemble
d’'hélicases favorisant la dissociation de Rad51 du simple-brin d’ADN. Le réle de ces
protéines, qualifiées d'anti-recombinases, est de limiter l'initiation de réactions de
recombinaison inappropriées. Par exemple, chez les levures, les hélicase Srs2 et FbhT
sont connues pour avoir de tels effets (Osman et a/, 2005; Veaute et al, 2003). Chez
les mammiferes, c'est essentiellement FBH1 qui assure ce role. Aucun homologue de
Srs2 n'a été identifié a ce jour, mais plusieurs hélicases partagent des fonctions
similaires comme RecQ5, BLM et FANCJ (Bugreev et al, 2007; Y. Hu et al, 2007,
Sommers et al, 2009).
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1.2.1.2. La phase synaptique

Une fois le filament nucléoprotéique de Rad51 assemblé et stabilisé, la recherche
d'homologie peut débuter. Cette étape peut étre facilitée par I'hyper-mobilité des
chromosomes, favorisée entre autres par certains facteurs de recombinaison (Dion et
al, 2012; Miné-Hattab & Rothstein, 2012). De plus, il est proposé que plusieurs courtes
synapses puissent se former, de fagon dynamique et instable, permettant de sonder
plus efficacement et accélérer la détection d’homologie (Renkawitz et a/, 2013). La
formation de multiple synapses est d'autant plus favorisée que la taille du filament
nucléoprotéique est importante (Forget & Kowalczykowski, 2012).

Dans la synapse, Rad51 facilite la formation d’'une connexion physique entre |'’ADNsb
invasif et le duplex d’ADN homologue. Le duplex matrice est [égérement ouvert pour
effectuer la recherche d’homologie. Lorsque la séquence homologue est trouvée, le
filament d’ADNsb s’apparie a son brin complémentaire, formant la D-loop. Il en résulte
le déplacement du brin non-complémentaire (i.e. étape d'échange de brin).

Les étapes de recherche d’homologie et de réaction d'échange de brin sont encore mal
caractérisées. Néanmoins tres récemment, un modele basé sur des données
structurelles recueillies chez la bactérie a été proposé pour clarifier la formation de la
D-loop (H. Yang, Zhou, et a/, 2020). Brievement, 3 nucléotides de '’ADNsb invasif sont
comparés a une séquence de 5 nucléotides sur un brin du duplex matrice. C'est sur
cette courte séquence que I'homologie peut étre trouvée, et que I'appariement des
brins complémentaires est initié. L'appariement va étre étendu sur toute la longueur
du filament une fois I'homologie validée. Ainsi la D-loop s'étend, et le processus
d'ouverture du duplex matrice est alors favorisé par la capture du brin non-
complémentaire a la surface du filament invasif RecA-ADNsb.

La validation de ce modeéle chez les eucaryotes va nécessiter un travail approfondi non
seulement sur Rad51, I'homologue de RecA, mais aussi sur ses nombreux
médiateurs/co-facteurs dont la recombinaison dépend. A ce jour, c'est notamment le
role des protéines de la famille Swi2/Snf2, présentes depuis la phase présynaptique,
qui a été mis en lumiere chez les eucaryotes (Sung et a/, 2003). En effet, Rad54 et Rdh54
possedent une activité ATPase dépendante de la présence d’ADNdb, fonction stimulée
par leur interaction physique avec Rad51 (Petukhova et a/, 1999, 2000). Cette fonction
leur permet de faciliter I'accessibilité au duplex homologue pour le filament, en y
induisant un remodelage topologique de la chromatine (Wolner & Peterson, 2005).

1.2.1.3. La phase post-synaptique

L'ultime phase du processus de recombinaison, ou phase post-synaptique, débute avec
I'extension de I'extrémité 3'-OH du brin d’ADN invasif. Ce dernier est utilisé comme
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amorce par des ADN polymérases pour synthétiser la séquence manquante, a partir de
la séquence lue sur le brin complémentaire d’ADN matrice.

Pour se faire, Rad51 doit étre dissocié de 'ADNdb pour en libérer I'accés aux ADN
polymérases. Rad54 joue ici un nouveau role clé : il dégage les protéines Rad51 qu'il
rencontre le long du duplex nouvellement formé. Sans son aide, Rad51 ne pourrait s'en
dissocier seul (Solinger et al, 2002). Cette fonction de Rad54 favorise notamment le
recyclage des protéines Rad51. Il n'est pour l'instant pas connu si Rdh54/Tid1 possede
une telle fonction. Une étude chez C elegans propose que deux autres protéines
nommées HELQ-1 et RFS-1 permettrait également d'assurer le retrait de Rad51 de
I’ADNdDb, selon des mécanismes distincts (J. D. Ward et a/, 2010). Il reste cependant
encore plusieurs zones d'ombre a clarifier pour dessiner un modele solide et précis,
conciliant ces diverses activites.

Chez les levures, c'est principalement I'ADN polymérase & qui effectue ensuite
I'extension de I'extrémité 3’, avec I'aide de ses co-facteurs PCNA/RFC (X. Li et a/, 2009;
Maloisel et a/, 2008). Ces observations sont partagées chez les vertébrés, chez qui il
semblerait que I'ADN polymérase 1 puisse avoir un réle support (Mcllwraith et a/, 2005;
Sneeden et a/, 2013). A partir de ce stade, les intermédiaires de RH peuvent étre
restructurés, de facon variable, dépendamment du contexte de réparation, par un
procédé de migration de brins. Ils passent alors d'une forme de D-loop a une forme
plus complexe nommée jonction de Holliday (JH). Différentes voies de résolution,
décrites ci-apres, prennent en charge ces derniers intermédiaires. Les produits de
recombinaison peuvent alors varier, en fonction du mode de résolution. On y observera
des évenements de conversion génique, Zie. un transfert unilatéral de matériel
génétique de la séquence matrice a la séquence endommagée acceptrice, mais aussi
des évenements d'échanges réciproques de molécules recombinées appelés crossover
(COs).

1.2.1.3.1.Le SDSA

Dans le cas du Synthesis Dependant Strand Annealing ou SDSA, le brin néo-synthetisé
va quitter le duplex matrice et s'apparier directement sur la seconde extrémité de la
cassure (Figure 7, panel C). Pour cela, un ensemble d’'hélicases et translocases assiste
la dissolution de la JH. La synthese d’ADN se poursuit pour combler la breche restante,
suivie d'une ligature pour restaurer l'intégralité du duplex d’ADN initialement
endommagé. Les produits de réparation qui en résultent sont donc exclusivement des

évenements de conversion génique. Il a été mis en évidence chez S. cerevisiae que
c'était la voie principale de résolution des JHs, notamment du fait que les séquences
néo-synthétisées lors de la réparation se trouvaient sur le duplex a réparer et non sur
le duplex matrice de la réparation (Ira et a/, 2006).
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1.2.1.3.2.Le DSBR

Le DSBR (Double Strand Break Repair) est le modele de résolution qui a fait consensus
durant plusieurs décennies. Il implique que des la phase présynaptique, les deux
extrémités d'une CDB-de soient prises en charge par la machinerie de résection. En
conséquence, I'’ADNsb formé sur la seconde extrémité de la cassure peut s'apparier a
la D-loop, une fois que I'extension de la synthese d’ADN aura permis d’en exposer la
zone d’homologie. Cette réaction est médiée par Rad52 (Mcllwraith & West, 2008). On
parle alors d'un phénomene de capture de la seconde extrémité de la cassure, formant
une double jonction de Holliday (dJH). Chez les eucaryotes, les dJHs sont
principalement dissoutes par I'action conjointe d'activités hélicases et topoisomérases
(Manthei & Keck, 2013). Aussi, les dHJs peuvent étre résolues via I'action de diverses
résolvases (H. D. M. Wyatt & West, 2014). Les résolvases identifiées a ce jour chez les
eucaryotes sont Mus81-Mms4 (MUS81-EME1 chez I'homme et S. pombe), SIx1-SIx4, et
Yen1 (GEN1 chez 'homme ; absent chez S. pombe). Aucune ne présente de spécificité
de séquence et elles fonctionnent dans des contextes de résolution différents. Les
produits de recombinaison du DSBR peuvent contenir ou non des évenements de
crossover (COs) (Figure 7, panel B). La majorité des produits de RH mitotiques
correspondant a des événements sans COs, ce modele unique ne pouvait pas expliquer
a lui seul la faible fréquence des COs observés en mitose.

1.2.1.3.3.Le BIR

Le BIR, ou Break-Induced Replication, s'applique dans un contexte ou une seule
extrémité de la cassure est disponible pour la recherche d'homologie (Figure 7, panel
D). On peut notamment observer une telle situation aux télomeres ou lorsqu’'une
fourche de réplication se casse. C'est au niveau de |'étape de synthese d’ADN que ce
mécanisme differe des précédents. L'initiation de cette étape y est plus lente, d( a la
mise en place d'un systeme de surveillance nommé REC, pour Recombination
Execution Checkpoint (Jain et al, 2009). Le REC va inhiber la réparation par les voies de

DSBR et SDSA, dans les cas ou soit la cassure ne présente qu'une seule extrémité ou
bien si les deux extrémités ciblent deux duplex matrice différents ou trop éloignés. Une
fois initiée, la synthése d’ADN lors du BIR requiert tous les facteurs de réplication, a
I'exception de ceux impliqués aux origines de réplication dans l'assemblage du
complexe de pré-réplication (L. Liu et a/, 2021). Elle est néanmoins beaucoup plus
mutagene que la synthese d’ADN en phase S (Saini et al, 2013). Cela s'explique
notamment car la dynamique de réplication du BIR est plus lente et plus susceptible
d'engendrer de l'instabilité en cas de rencontre d'un obstacle (L. Liu et a/, 2021). 1l est
a noter que de par l'absence d'une seconde extrémité disponible, la synthese lors du
BIR peut s'étendre jusqu'au télomere du chromosome matrice. Ce mode de réparation
favorise donc la perte d'hétérozygotie.
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1.2.1.3.4.Le SSA

Enfin, le modele de Single-Stranded Annealing (SSA) s'applique uniquement lorsque la
CDB a lieu dans une région de séquences répétées directes (Figure 7, panel E). L'étape
de résection entraine I'exposition d'extrémités d’ADNsb complémentaires, qui peuvent
donc s'apparier directement entre elles. Ce processus est trées mutagene car il en résulte
immanquablement de la perte d'information génétique. Le SSA requiert la présence de
Rad52 et son partenaire Rad59, en revanche, puisqu'il ne dépend pas du processus
d’invasion de brin, il est indépendant de Rad51 (Ivanov et a/, 1996).

2. NHEJ versus HR : la réegulation des deux voies de réparation

Les sources d'apparition des CDBs sont diverses. Elles peuvent résulter entre autres de
I'exposition aux radiations ionisantes, a un stress mécanique ou du passage d'une
fourche de réplication sur d'une lésion simple-brin de '’ADN. De plus, les CDBs peuvent
étre formées délibérément (ou non) lors de la mise en place de processus
physiologiques comme le changement de type sexuel chez la levure ou encore la
recombinaison V(D)J dans les lymphocytes. Il résulte de cela une certaine hétérogénéité
dans la structure des extrémités des CDBs : présence d'une ou deux extrémités,
franches ou sortantes, variations de la polarité de ces extrémités sortantes (5 ou 3’) ou
des lésions de nucléotide(s) en position interne ou externe. Enfin, on peut aller jusqu’a
observer une perte d'information génétique si une ou plusieurs paires de nucléotides
sont touchées. De ce fait, dans certains cas, les extrémités sont incompatibles, ce qui
empéche leur ligature directe. Un parametre crucial pour le choix du mécanisme de
réparation va donc étre I'évolution de la balance entre les activités de protection versus
les activités de dégradation des extrémités des CDBs. Il est a noter que I'engagement
dans une voie de réparation n'est jamais définitif. Depuis la reconnaissance de la
cassure jusqu’a la résection des extrémités, les intermédiaires de réparation pourront
étre repris en charge par l'une ou l'autre des deux voies (Ingram et a/, 2019). Les
grandes étapes de la régulation de la réparation des CDBs sont discutées ci-dessous.

2.1. La reconnaissance des CDBs

Le NHEJ est actif tout au long du cycle cellulaire. Chez les mammiferes, c’est le
mécanisme de réparation prédominant en phase G1. Cette phase est la plus courte du
cycle cellulaire chez S. pombe. Pour autant, les niveaux de NHEJ y sont 10 fois supérieur
que dans les autres phases du cycle cellulaire (Ferreira & Cooper, 2004). La RH y est
fortement réduite, essentiellement car la phase de résection y est réprimée. La RH peut
néanmoins étre sollicitée en phase G1, bien que préférentiellement active en phase
S/G2 (Arnoult et al, 2017; Aylon et al, 2004; Fabre, 1978).
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Figure 9. Modéle de résection bidirectionnelle, chez les mammiféres. Modifiée de (Shibata et a/,
2018).



Les senseurs des CDBs sont Ku et MRN, traditionnellement associés au NHEJ et a la RH,
respectivement. En présence de CDBs, ces deux senseurs sont donc potentiellement en
compétition tout au long du cycle cellulaire. Ku est un hétérodimere dont la structure
forme un anneau. Sa fixation autour d'une extrémité double-brin en bloque
physiquement I'acces a d'autres protéines, mais requiert en elle-méme que I'extrémité
soit au préalable libre. Ku est considéré comme un facteur anti-résection. S'il n'est pas
retiré des extrémités, la réparation sera engagée en faveur du processus de NHEJ
canonique. Sa dissociation des CDBs peut étre médiée par différents facteurs : des
modifications post-traductionnelles de type phosphorylation ou ubiquitination (L. Feng
& Chen, 2012; Ismail et al, 2015; K.-J. Lee et al, 2016), ou il peut en étre dégagé par
MRN (Chanut et a/, 2016; Langerak et a/, 2011; Myler et al, 2017) (Figure 8).

En effet, MRN reconnait les CDBs, que les extrémités en soient bloquées ou non, et en
promeut la résection. Il a été proposé dans une étude /n vitro que MRN glisse le long
du duplex d’ADN a la recherche de CDBs. Cette méthode de ‘scan’ serait préferée a la
recherche d'un acces direct aux extrémités (Myler et al, 2017). Ce modele implique que
MRN pourrait former un dimere et entourer le duplex d’ADN. Le passage au travers
des nucléosomes se ferait alors par micro-dissociation/réassociation, jusqu'a la
détection d'un site de cassure. Suite a leur détection par MRN, les extrémités des CDBs
subissent un remodelage de la chromatine, nécessaire a la réparation future (Adkins et
al, 2013). MRN y promeut |'éviction des nucléosomes via le recrutement et I'activation
de complexes de remodelage de la chromatine (Shim et a/, 2005; Tsukuda et a/, 2005).

2.2. La résection initiale

Une fois que MRN a détecté la cassure, la résection des extrémités est initiée. MRN
possede a la fois une activité endonucléase et une activité exonucléase 3'—5’, toutes
deux portées par la sous-unité Mre11 et stimulées par Rad50 et Nbs1/Xrs2 (Trujillo et
al, 1998). Cette polarité de I'activité exonucléase de MRN peut sembler a premiere vue
contradictoire avec la formation d’extrémités 3’ sortantes, comme il est requis pour la
RH. Pour autant, il a été montré que la résection est un processus bidirectionnel,
reposant essentiellement sur I'incision du brin 5 via 'activité endonucléase de MRN
(Garcia et al, 2011; Shibata et a/, 2014). MRN peut ensuite médier la résection 3'—5’
en direction de la cassure, et ainsi créer un point d'entrée pour d'autres exonucléases
agissants dans le sens opposé, 5'—3' (Figure 9). Lorsque les extrémités sont bloquées
par Ku, I'activité endonucléase de MRN est stimulée (Reginato et a/, 2017). MRN ferait
une incision a environ 30 nucléotides de la bordure de la cassure. Cette taille
correspond a la zone d'occupation de Ku sur |'extrémité (environ 15 pb), ajoutée a celle
de MRN (Myler et al, 2017). Cette étape de résection initiale est principalement critique
pour médier I'éviction de Ku (Figure 8). Si Ku est absent, la résection ne se fait plus de
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maniére séquentielle et MRN devient facultatif a son initiation (Langerak et a/, 2011;
Mimitou & Symington, 2010).

L'activité endonucléase de MRN est grandement stimulée grace au recrutement de
CtIP. Deux modes de stimulation sont possibles, dépendamment de I'état de
phosphorylation de CtIP (Anand et a/, 2016, 2019). La phosphorylation par les CDKs
(Cyclin Dependent Kinases ; Cdk1 chez les levures, et Cdk2 chez les mammiferes) est
un prérequis pour que CtIP puisse étre phosphorylé par ATM en présence de
dommage. Cette seconde vague de phosphorylation entraine le recrutement de CtIP a
la chromatine, ou il peut interagir avec la sous-unité Nbs1 (H. Wang et a/, 2013; R. S.
Williams et a/, 2009). L'activité des CDKs étant régulée au cours du cycle cellulaire, ce
scénario est restreint aux phases S/G2. Le second scénario est que CtIP interagit
directement avec Mre11 et Rad50, indépendamment de la présence de Nbs1 et de son
état de phosphorylation. Néanmoins, il est proposé que dans ce cas, la stimulation de
I'activité de MRN soit plus faible (Anand et a/, 2019). 1l a été proposé chez S. cerevisiae
que Cdk1 puisse aussi réguler le niveau de phosphorylation de MRX au cours du cycle
cellulaire, ce qui inhiberait I'utilisation du NHEJ en G2/M au profit de la RH (Simoneau
et al, 2014).

Chez I'homme, CtIP possede une activité endonucléase, requise pour I'élimination
d'adduits et structures secondaires qui peuvent se former autour de la cassure
(Makharashvili et al, 2014). Il est a ce jour encore controversé de dire que cette activité
nucléase est retrouvée chez S. cerevisiae ou S. pombe (Andres et al, 2015; Arora et al,
2017; Cannavo & Cejka, 2014). Néanmoins, cette fonction est indépendante de son réle
dans l'initiation de la résection, qui, lui, a été montré chez ces trois organismes (Andres
& Williams, 2017).

Il est a noter que pour faciliter la réaction de NHEJ, une tres courte résection peut étre
requise, et permettre l'exposition de petites régions de micro-homologies (<4
nucléotides). Cette résection difféere de la résection initiale de la RH (=20 nucléotides).
Dans ce contexte, c'est la nucléase ARTEMIS qui est recrutée et activee par DNA-PK
chez les mammiferes (Riballo et a/, 2004). ARTEMIS prend en charge plusieurs types
d’'extrémités comme les extrémités 5 et 3’ sortantes ou encore celles de forme tige-
boucle (Chang et a/, 2015, 2017). Le modele de fonctionnement de la résection
associée au NHEJ est un sujet encore débattu. Ses acteurs, pouvant différer selon les
phases G1 ou G2, comprendraient également les facteurs de la machinerie de résection
de la RH mais avec un mode d’action différent (Biehs et a/, 2017) (Figure 10).
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2.3. La résection extensive

La résection limitée par MRN-CtIP permet la formation d'une courte séquence simple-
brin, sur laquelle RPA peut se fixer. Une seconde étape de résection qualifiée de
résection extensive va induire I'agrandissement de cette séquence d’ADNsb. C'est cette
étape qui va permettre d'induire la réponse cellulaire aux dommages par ATR (Zou &
Elledge, 2003). Deux voies sont impliquées dans la résection extensive.
Indépendamment de la voie choisie, un remodelage de la chromatine va étre requit au
préalable pour en augmenter l'accessibilité aux nucléases. C'est Fun30 chez S
cerevisiae, et ses homologues Fft3 et SMARCAD1 chez S. pombe et les mammiferes
respectivement, qui prennent en charge ce role (X. Chen et al, 2012; Costelloe et al,
2012; Eapen et al, 2012).

La premiere voie de résection extensive repose sur I'exonucléase Exo1, de polarité
5'—3". C'est la voie de résection extensive majoritaire chez S. pombe (Langerak et al,
2011). Exo1 a pour substrat les breches d’ADNsb, qu’elles soient localisées en position
interne du duplex ou bien aux extrémités des CDBs. Son recrutement et son activité
sont stimulés par MRN-CtIP (Eid et al/, 2010; Nicolette et a/, 2010; Nimonkar et a/,
2011). Comme évoqué précédemment, en cas d'absence de Ku, ce role devient
dispensable (Langerak et a/, 2011; Mimitou & Symington, 2011; Shim et a/, 2010).

La seconde voie dépend des activités nucléase et hélicase de Dna2 et BLM,
respectivement. Dna2 est une endonucléase, dont I'activité est spécifique au clivage de
flap (Ze. décollement de brin). Ne possédant pas d'activité exonucléase, et ayant une
faible activité hélicase, elle requiert I'assistance d’'hélicase pour effectuer une ouverture
de I'ADN. Cette fonction est assurée par les hélicases RecQ : BLM et WRN chez les
mammiferes, Sgs1 chez S. cerevisiae et Rgh1 chez S. pombe (Cejka et al, 2010; Gravel
et al, 2008; Langerak et al, 2011; Nimonkar et a/, 2011; Zhu et a/, 2008). BLM pourrait
étre acteur de ces deux procédés de résection, puisqu'il pourrait stimuler 'activité de
EXO1 chez 'homme. Ce n’est néanmoins pas le cas de son homologue Sgs1 chez S.
cerevisiae (Cannavo et al, 2013; Nimonkar et al, 2011). De plus, cette stimulation serait
indépendante de son activité hélicase. Il est intéressant de noter que les fonctions pro-
résection de BLM sont restreintes a la phase S. En G1, BLM limite I'action de MRN-CtIP,
et contrOle ainsi le niveau de réparation médié par I'Alt-EJ (Grabarz et al, 2013).

La fixation de RPA sur 'ADNsb nouvellement exposé constitue un niveau de régulation
supplémentaire a I'extension de la résection (Figure 11). Les deux voies de résection
sont impactées par la perte de RPA (H. Chen et a/, 2013). RPA stimule I'activité de Sgs1
et oriente le clivage de Dna2 sur le brin 5’ (Cejka et a/, 2010). D’autre part, des effets
contradictoires sur la stimulation de Exo1 par RPA ont été décrits /n vitro, chez ’homme
et S. cerevisiae (Cannavo et al, 2013; Nicolette et a/, 2010; Nimonkar et a/, 2011; S.-H.
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Yang et al/, 2013). Un modele plus récent propose de réconcilier ces observations : Exo1
serait rapidement délocalisé par RPA, et de multiples étapes d'association /
dégradation / délocalisation se répeteraient. Ainsi, les interactions non-spécifiques
entre Exo1 et 'ADNsb sont controlées tout en stimulant le processus de résection
(Myler et al, 2016). Aussi, RPA est phosphorylé en réponse aux dommages, notamment
suite au recrutement d’ATR. Sa forme phosphorylée inhibe les deux machineries de
résection (Soniat et a/, 2019).

Bien que la résection ait été engagée, cela ne constitue pas pour autant un point de
non-retour vers une réparation par la RH. En effet, I'extension de la résection peut
toujours étre contrecarrée, et la bascule penche alors vers une réparation viale NHEJ.
Chez les mammiferes, 53BP1 est un facteur clé pour le blocage et la réversion de la
résection (Figure 12). Son recrutement aux CDBs peut étre médié de diverses facons,
notamment wvia linteraction avec des modifications d'histones spécifiques.
L'accumulation de 53BP1 a la CDB entraine le recrutement de PTIP (Pax2 transactivation
domain-interacting protein) et RIF1 (Rap 7-interacting protein) (Callen et al, 2020). RIF1
limite I'accumulation de BRCA1 au dommage, ce qui altére le recrutement de CtIP et la
formation du filament de Rad51. Aussi, RIF1 médie le recrutement du complexe shieldin
(Dev et al, 2018; Noordermeer et al, 2018; Setiaputra & Durocher, 2019). Ce complexe,
récemment découvert, se fixe a '’ADNsb et en bloque I'accés aux machineries de
résection. De plus, il promeut la réaction inverse: son interaction avec I'ADN
polymérase o promeut la synthese de '’ADN dégradé (Mirman et a/, 2018). PTIP, lui,
agit en bloquant I'activité de DNA2. 1l interagit avec ARTEMIS et promeut le NHEJ (J.
Wang et al, 2014). Les orthologues de 53BP1 chez S. cerevisiae et S. pombe sont
respectivement Rad9 et Crb2. Bien qu'il ait été montré que Rad9 joue aussi un rdle de
protection aux extrémités CDBs, il semblerait qu'il n‘ait qu'un role mineur pour
promouvoir la réaction de NHEJ (Ferrari et al, 2015; Lazzaro et al, 2008). Crb2 serait
impliqué dans la protection des extrémités contre la résection extensive médiée par
Rgh1 et Dna2 (Leland et a/, 2018).

III. La réparation de I’ADN lors de la réplication

Au cours de chaque cycle cellulaire, les cellules entrent en phase S, une phase ou
I'intégralité de leur contenu en ADN est répliqué. La mobilisation des facteurs de la
réparation de I'ADN, tout au long du cycle cellulaire, est capitale pour assurer d'une
part I'intégrité de la matrice a répliquer, et d'autre part, pour soutenir la machinerie de
réplication tout en corrigeant les dommages associés. L'enjeu est de préserver puis de
sécuriser la copie fidéle et complete de I'information génétique, afin d'en assurer la
transmission correcte aux cellules filles en fin de cycle.
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Nous avons vu précédemment les différents mécanismes de réparation permettant
d'assurer I'intégrité de la matrice a répliquer. Ce chapitre sera lui consacré au processus
de la réplication de I'ADN. Je m’'attacherai a y décrire dans un premier temps les
éléments critiques a son bon déroulement, ainsi que ceux qui le limitent. Ensuite,
I'accent sera mis sur I'implication des machineries de réparation qui s'averent avoir des
fonctions support de la réplication, et gerent le stress réplicatif.

1. Réplication et stress réplicatif

1.1. La réplication de I'ADN

La réplication de I'ADN chez les eucaryotes débute au niveau de régions réparties le
long des chromosomes, en des points nommés origines de réplication. Chez S.
cerevisiae, la position de ces origines est définie par la présence de séquences
spécifiques (Xu et al, 2006). Ces sites ont été appelés les ARSs (Autonomously
Replicating Sequences). Chez S. pombe et chez les mammiferes, I'identification des
sites d'origine de réplication n'est pas autant aboutie. Elles ne semblent pas présenter
de séquences consensus, si ce n'est avoir une préférence pour les régions A-T chez S.
pombe et étre pres des ilots CpG chez les mammiferes (Cadoret et a/, 2008; Segurado
et al, 2003). Néanmoins il est clair que chez tous ces organismes, I'activation de ces
origines, Ze. la formation de fourches de réplication, est un processus extrémement
régulé, orchestré par un programme spatiotemporel complexe. Une origine de
réplication activée donne naissance a deux fourches de réplication : on parle de bulle
de réplication. Ces fourches vont progresser de facon bidirectionnelle le long des
chromosomes, jusqu’a rencontrer une fourche convergente ou un obstacle. Le déroulé
des phases d'initiation, d’élongation et de terminaison du processus de réplication,
ainsi que les différents facteurs impliqués, seront détaillées ci-dessous (Figure 13).

1.1.1. Initiation

Deux étapes régissent l'initiation de la réplication chez les eucaryotes : on parle d'origin
licensing et origin firing en anglais. Le /icensing est la phase de reconnaissance des
origines, entrainant la formation de complexes de pré-réplication (pré-RCs). Cette
phase se met en place en fin de mitose et phase G1. La phase de firing correspond a
I"activation de la synthese d’ADN, et a lieu durant la phase S. Il est important de noter
que toutes les origines identifiées ne seront pas forcément activées au cours d'un cycle
(S. M. Kim & Huberman, 2001; Raghuraman, 2001). Ce choix varie d'une cellule a I'autre
selon de nombreux parametres pour s'adapter aux contraintes imposées notamment
par l'environnement chromatinien. Les origines sont classées en trois catégories,
définies par leur efficacité d'activation : les origines constitutives, les flexibles et les
dormantes. Les origines constitutives sont activées dans toutes les cellules, indépend-
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-amment du stade développemental et des conditions environnantes. Elles ne
représentent qu'une petite fraction des origines. L'activation des origines dites flexibles
va elle varier d'une cellule a l'autre, de fagcon stochastique. On peut les définir lors
d’'études sur des populations de cellules. Enfin, les origines dormantes sont les origines
qui ne sont pas activées, sauf en cas de probléme aux niveaux des sites de réplication
voisins (Ge et al, 2007). Le mécanisme en deux temps de reconnaissance puis activation
des origines de réplication est crucial pour assurer la régulation du processus. Il permet
d'éviter la réplication multiple d'une méme région, en limitant la formation excessive
d’origines actives, tout en garantissant la possibilité d'en activer de nouvelles en cas de
besoin.

Les pré-RC sont des complexes hexamériques formés en phase G1. Il regroupe les six
sous-unités du complexe ORC (Orc1 a 6), le complexe MCM (Mcm2-Mcm7), et les co-
facteurs CDC6 et CDT1 (Figure 14, panel A). ORC est le facteur clé pour l'initiation de la
réplication, présent chez tous les eucaryotes (Bell & Stillman, 1992; Chuang et a/, 2002).
Il est recruté en premier aux origines, et y reste fixé tout au long du cycle cellulaire chez
les levures (Diffley et al, 1994). 1l s'ensuit la fixation de CDC6 (Cdc18 chez S. pombe) et
CDT1. Lorsque tous sont en place, MCM peut étre recruté (Donovan et al, 1997,
Nishitani et a/, 2000; Schaarschmidt et a/, 2002). D'autres co-facteurs peuvent étre
requit pour la formation de pré-RC, mais leur présence et leur fonction peuvent différer

d'un organisme a l'autre. Je choisis de présenter ici ceux qui ont été retrouvés a la fois
chez S. cerevisiae, S. pombe et chez I'hnomme.

L'activation de CDKs et DDK (Dbf4-Cdc7 kinase) en fin de phase G1 va aboutir a
I'induction de la progression en phase S (Heller et a/, 2011). En conséquence, certaines
des origines marquées par les complexes pré-RCs sont activées : ces pré-RCs sont
convertis en pré-ICs, ou complexes de pré-initiation (Figure 14, panel B). La vague de

phosphorylation induite par les kinases stimule la fixation des facteurs Cdc45 et GINS
a MCM, qui forment alors le complexe CMG. L'activité hélicase de MCM est dans ces
conditions activee (Bochman & Schwacha, 2008; Gambus et a/, 2006; Moyer et al,
2006). Elle promeut I'ouverture de la double hélice et le recrutement des facteurs de
réplication RPA, RFC (Replication Factor C), PCNA (Proliferating Cell Nuclear Antigen)
ainsi que des polymeérases réplicatives. L'ensemble de ces facteurs forme le réplisome
ou machinerie de réplication (Figure 14, panel C).

La présence des kinases actives participerait également a I'inhibition de la formation
de nouveaux complexes pré-RCs en phase S. Il est a souligner ici que les modeles sur
les facteurs limitant une initiation excessive de la réplication chez les différents
organismes modeles étudiés divergent d'une espece a I'autre (Figure 15). Néanmoins,
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la reprise de la réplication suite a la rencontre d'un obstacle. D'aprés (Kunkel & Burgers, 2008).



il n'est pas exclu que cela soit en partie dépendant des méthodes d'études propre a
chaque organisme (Kearsey & Cotterill, 2003).

1.1.2. Elongation

Chaque pré-IC est converti en deux fourches de réplication se déplacant en direction
opposées l'une de l'autre, chacune étant régie par un réplisome autonome (Yardimci
et al, 2010). La bulle de réplication ainsi formée va s'étendre depuis le site d'origine :
c'est la phase d'élongation.

La réplication de 'ADN est semi-conservative : chaque brin de la double hélice sert de
matrice aux polymérases. Il y a plus de 40 ans, les travaux des Okazaki (Okazaki et al,
1968) mettent en lumiere que les deux brins matrices sont répliqués différemment.
Cela est dU a la nature antiparallele de la double hélice et a la polarité d'action des
polymérases réplicatives. Chez les eucaryotes, il a trois polymérases principales : les
polymérase (Pol) a, Pol & et Pol € (Figure 16). Le brin néo-synthétisé dans la méme
direction que celle de la progression de la fourche est répliqué de maniére continu.
C'est le brin dit précoce, qui est synthétisé par la Pol €. Le second brin néo-synthétisé,
dans le sens opposé a celui de I'avancée de la fourche, est qualifié de brin retard : sa
synthese est discontinue et médiée par la Pol § (Georgescu et a/, 2015; Miyabe et a/,
2011; Nick McElhinny et al, 2008). Ce modéle de répartition de brins a répliquer entre
les Pol § et Pol € peut néanmoins avoir une certaine souplesse. Pol § pourrait participer
a l'initiation et la terminaison de la réplication des deux brins, et reprendre la synthese
du brin précoce dans certaines conditions d'adaptation au stress (Kunkel & Burgers,
2008; Miyabe et al, 2015; Zhou et al, 2019).

La synthése des nouveaux brins, qu'ils soient précoces ou tardifs, repose sur le
complexe Pol a-primase. Ce complexe forme des fragments chiméres ARN-ADN
nécessaires pour amorcer l'action de la polymérase 8. La synthese de ces amorces est
initiée grace a l'activité primase du complexe qui permet la formation d'une courte
séquence de 7 a 12 ribonucléotides. Cette taille est limitée par les propriétés
intrinseques a la sous-unité primase, autorégulant son activité catalytique (Baranovskiy
et al, 2016). Une fois cette taille atteinte, le complexe bascule sur I'utilisation de son
activité d'’ADN polymérase. L'amorce d’ARN est étendue par l'ajout de 20-30
nucléotides, ie. jusqu'a ce que la taille des fragments chimeres ARN-ADN soit
suffisante pour étre reconnus par la Pol 8§ qui est plus processive. En se fixant a
I'extrémité de I'amorce, le facteur RFC permet le recrutement de PCNA. La présence de
PCNA induit le recrutement de Pol §, qui poursuit la synthese d’ADN. La synthese du
brin précoce va étre reprise en charge par la Pol €. Sur le brin tardif, les amorces
multiples du complexe Pol a-primase sont étendues par Pol § et forment les fragments
d'Okazaki. Lorsqu'ils se rejoignent, les fragments sont ligaturés entre eux pour
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permettre la formation d'un brin continu. Cela implique que I'amorce ARN doit étre
retirée avant I'étape de ligature. Les mécanismes dits de maturation des fragments
d’'Okazaki et de leurs amorces ARN seront développés plus en détails dans le chapitre
V de cette introduction.

1.1.3. Terminaison

La réplication se termine lorsque deux fourches convergentes se rencontrent et
fusionnent. Les étapes de ce processus ne sont pas encore bien comprises (Dewar &
Walter, 2017). Elles semblent comprendre néanmoins trois points importants : résoudre
les tensions topologiques, combler les discontinuités restantes et décharger le

réplisome (Figure 17).

L'avancée du réplisome crée immanquablement des tensions topologiques en amont
de la fourche. Celles-ci doivent étre constamment résolues lors de la phase
d'élongation afin d’éviter qu'elles ne deviennent trop importantes et bloquent
I'avancée de la fourche. Ces tensions sont résolues par des enzymes dédiées, les
topoisomérases de type I et I ; ou bien par simple rotation de la fourche dans le sens
contraire a la torsion (Keszthelyi et al, 2016). Cette derniere solution crée des pré-
caténanes derriere la fourche : les chromatides sceurs s'enroulent. Les pré-caténanes,
converties en caténanes, sont résolues par les topoisomérases de type II. A I'approche
du point de convergence de deux fourches, la portion d’ADN parental devient trop
courte et raide pour accumuler de nouvelles tensions. La résolution du stress
topologique final repose entierement sur la résolution des caténanes restantes.

Aussi, lorsque deux fourches fusionnent, I'extrémité 3’ du brin précoce de l'une se
retrouve apposée a lI'extrémité du dernier fragment d’'Okazaki de la seconde. Il faut
donc a ce niveau assurer la complétion de la synthése et la ligature des fragments
adjacents. Le dernier fragment d'Okazaki est alors maturé. On ne sait pas si le(s)
mécanisme(s) de maturation en phase de terminaison différe(nt) de ceux pouvant étre
utilisés en phase d'élongation.

Enfin, les réplisomes se dissocient, possiblement grace a I'aide de facteurs auxiliaires. II
semble notamment que ce soit le cas pour médier la dissociation active des complexes
CMG, wvial'action d'ubiquitine ligases (Dewar et al, 2017; Maric et al, 2014). Comment
les réplisomes en phase terminale sont discriminés de ceux en cours de réplication est
une question qui demeure a ce jour sans réponse. La régulation de la dissociation des
réplisomes est pourtant d'une importance capitale aux vues des conséquences
désastreuses que tout dysfonctionnement pourrait engendrer.
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1.2. Stress réplicatif
1.2.1. Les différentes sources de stress

Le déroulement du processus de réplication présenté dans la partie précédente est un
scénario idéal, lorsque chaque étape du processus y est correctement régulée et
qu'aucun facteur ne vient en perturber la mise en place. Cependant la réplication de
I’ADN est constamment soumise a diverses formes de stress susceptibles d'en altérer
la complétion. On parle ici de stress réplicatif.

La présence de stress réplicatif se traduit par le ralentissement ou I'arrét des fourches
de réplication, de maniere locale ou globale, en fonction de la source de stress.
Lorsqu’une fourche s'arréte, deux situations sont possibles : soit la réplication peut
reprendre lorsque la source de stress est retirée, soit la reprise est impossible, malgré
le retrait de I'élément perturbateur. On parle alors de fourches en pause (stalled forks)
et de fourches dysfonctionnelles (collapsed forks), respectivement (Figure 18).

Une carence en facteurs de réplication ou d'activation d'origine de réplication peut
affecter de facon globale le processus de réplication. Une telle situation peut étre
induite, par exemple, par la présence d'agents génotoxiques tels que I'hydroxyurée ou
I'aphidicoline, affectant respectivement la production de dNTPs et I'action de la Pol a.

Aussi, la progression des fourches peut étre compromise de maniere localisée par la
présence d'obstacles sur le génome appelés RFBs pour Replication Fork Barriers (Figure
19). Ces obstacles peuvent déstabiliser le réplisome et impacter I'intégrité de la fourche.
La présence de ces obstacles est intrinséque a la vie de la cellule, qu'ils résultent de
divers processus du métabolisme, ou bien qu'ils soient induits par des agents
génotoxiques exogenes. Ces RFBs peuvent étre des bases endommagées, des
structures secondaires particulieres ou encore certaines régions difficiles a répliquer.
Ce sont aussi des complexes protéiques fixés a I’ADN ou encore des sites de rencontre
avec la machinerie de transcription et d’hybrides ARN:ADN (Lambert & Carr, 2013;
Mirkin & Mirkin, 2007).

Dans le cadre de cette these, je me suis intéressée a I'impact de la présence d'hybrides
ARN:ADN au niveau d'une RFB (R7S57-RFB), induite par la fixation d'une protéine a
I’ADN. Les chapitres suivants seront consacrés a présenter les relations a double-
tranchant entre la présence de ces structures hybrides et les mécanismes de réparation
et réplication de I'ADN. Je détaillerai dans la derniere partie de cette introduction le
systeme expérimental R757-RFB.
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1.2.2. La gestion du stress réplicatif

Les RFBs ne peuvent pas toujours étre résolues avant l'arrivée de la fourche opposée.
En conséquent, différents mécanismes de prise en charge des fourches bloquées
permettent de veiller a la complétion correcte du processus (Weinert et a/, 2009).

Que les fourches soient en pause ou dysfonctionnelles, I'altération de leur progression
entraine |'exposition d’ADNsb (Figure 18). Lorsqu’elles sont ralenties ou en pause, la
taille de la séquence exposée sera limitée par I'activation du point de contrdle interne
a la phase S (Falck et a/, 2001; Sogo et a/, 2002). La fourche et son réplisome sont
stabilisés et protégés jusqu'a ce que la reprise de la réplication soit possible ou qu'une
fourche convergente arrive. En revanche, aux fourches dysfonctionnelles, c’est une plus
large séquence d'ADNsb qui est exposée. On observe cette situation notamment
lorsque le point de contrdle a été défaillant dans sa mission de reconnaissance des
fourches a probléme. Dans ce cas, CMG continue a ouvrir le duplex parental alors que
les polymérases sont arrétées : les activités hélicase et polymérase étant découplées, le
réplisome perd sa fonctionnalité. Cela induit I'activation des facteurs de DDR. La
réplication ne pourra pas reprendre sans l'intervention de ces facteurs pour reformer
un réplisome compétent. Dans les deux prochaines sections, je m'attacherai a décrire
le r6le de certains facteurs du NHEJ et de la RH dans la gestion du stress réplicatif.

Ces mécanismes de sauvetage sont donc d'une importance capitale pour garantir qu'il
ne reste aucune zone endommageée et non-répliquée avant I'entrée en mitose. L'échec
de leur mise en place entraine une instabilité génomique accrue voire la mort cellulaire
(Ait Saada et al, 2017; Caspari & Carr, 1999; Palou et a/, 2015; Sancar et al, 2004).

2. Role des facteurs du NHEJ dans la gestion du stress réplicatif

L'absence des facteurs Ku et XRCC4 induit une sensibilité accrue aux agents inhibiteurs
de la réplication (Miyoshi et a/, 2009; Saintigny et a/, 2001). Ces observations ont été
les premieres a suggérer un réle des facteurs de NHEJ dans la protection de brins néo-
synthétisés, la réparation et le redémarrage des fourches bloquées.

Le r6le de Ku dans la protection des fourches de réplication est dissocié de son réle
dans le NHEJ (Miyoshi et al, 2009; Sanchez & Russell, 2015). Plusieurs situations
impliquant le recrutement de Ku aux fourches bloquées ont été étudiées.
Premierement au locus de I'’ADN ribosomique (rDNA), dont la structure particuliere est
composée d'unités répétées. Il existe a ce locus une RFB naturelle, conservée au cours
de I'évolution. Ce site de pause de la réplication est a risque, en particulier car il peut
étre soumis a l'action des recombinases. Or tout événement de variation du nombre
de répétitions du locus, ou leur réarrangement, pourrait mettre en péril la production

65



Transcription Supercoi“ng Replication
direction direction

A Reversed fork
—= : -—

533P1
RIF1 — ’
XLF Nucleases

RNAPII

R-loop Fork cleavage
dismantling

Supercoiling release

e ‘é L 1 Ligation LULLLL LU L L L L L]

machinery

Transcription

, T and Replication
RN restart

@5

1 —p
RNAPII
RNAPII
B
ATM-mediated — Toxic end-
DNA-PK release joining events
DNA nick ATM \
A PNAPK MRN ctiP G

HR- medlated repair

Merging with a
T converglng fork Ligation

deDSB mac mery
v
L ST
$

NHEJ-mediated repair

Figure 20. Les facteurs du NHEJ dans la gestion du stress réplicatif. (A) Les facteurs du NHEJ dans la
résolution de conflit transcription-réplication. (B) Role de facteurs du NHEJ dans la réparation des
cassures double-brin a simple et double extrémités, respectivement seDSB et deDSB. (C) Les facteurs du

NHEJ dans la protection des brins néo-synthétisés contre les attaques de nucléases. D'apres (Audoynaud
et al, 2021).



des ribosomes. La présence de Ku y permettrait donc de contrecarrer ces événements
de recombinaison, dont les conséquences seraient catastrophiques (Miyoshi et a/,
2009). Le méme modele s'applique aux télomeres. Les régions télomériques sont
également des régions répétées particulieres, tres vulnérables en présence de stress
réplicatif. Il a été montré, chez les levures et les mammiferes, que Ku y a une fonction
protectrice contre les évenements de résection et de recombinaison qui pourraient les
écourter (Baumann & Cech, 2000; Celli et a/, 2006; Polotnianka et a/, 1998; Simon et
al, 2016). En outre, des études suggerent que Ku serait associé a certaines origines de
réplication (Cosgrove et al, 2002; Novac et a/, 2001; Shakibai et al, 1996). Il semblerait
qu'aux télomeres spécifiquement, la perte de Ku puisse étre une source de stress
réplicatif de par son influence sur la mobilité de ces régions a la périphérie nucléaire,
un parametre régulant I'activation des origines chez S. cerevisiae (Cosgrove et al,
2002).

De maniere plus générale, Ku peut étre recruté aux fourches présentant une extrémité
double-brin (Figure 20, panel B). Cela peut se produire selon différents scénarios. D'une
part, dans le cadre ou une fourche de réplication rencontre une Iésion d’ADNsb et se

casse. La chromatide portant le dommage est alors désolidarisée de la fourche, formant
une CDB a extréemité unique (CDB-se). Si la fourche convergente atteint ce site de
cassure avant sa réparation, la CDB-se est alors convertie en CDB-de. Puisqu’une seule
extrémité est présente, la méthode de réparation préférentielle des CDB-se va étre la
RH (Ensminger & Lobrich, 2020). Les CDB-se sont reconnues par Ku. Il est proposé que
dans ce contexte, bien que la résection puisse étre initiée en sa présence, Ku doit étre
éliminé pour promouvoir la formation du filament de Rad51. L'action coordonnée de
MRN et CtIP permet d'initier la résection et de médier I'éviction de Ku (Balestrini et al,
2013; Chanut et a/, 2016).

Un autre cas de figure peut entrainer la formation d'une extrémité double-brin aux
fourches de replication bloquées. Ces fourches peuvent étre remodelées et adopter
une structure de fourche dite réversée (Neelsen & Lopes, 2015) (Figure 20, panel Q).
Cette conversion s'opere via le ré-appariement des brins parentaux, et I'appariement
des brins néo-synthétisés entre eux. Ces derniers forment une extrémité double-brin

difféerant d'une CDB-se (Berti et al, 2020). Des études suggerent que la réversion de
fourche est un mécanisme favorisant la stabilisation et le redémarrage de la fourche,
notamment par la RH car elle crée un point d'entrée pour la dégradation des brins
naissants (Neelsen & Lopes, 2015; Zellweger et al/, 2015). Bien que l'exposition
d'ADNsb soit requise (Ait Saada et a/, 2018; Pasero & Vindigni, 2017), une résection
excessive est toxique pour la survie cellulaire (Berti et a/, 2020). Il a été proposé que
plusieurs facteurs du NHEJ, dont Ku mais aussi XLF, RIF1 et 53BP1 agissent aux fourches
réversées comme barriere contre la résection excessive des brins naissants (B.-R. Chen
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et al, 2019; Garzon et al, 2019; W. Liu et al, 2020; Mukherjee et al, 2019; Sanchez &
Russell, 2015; Teixeira-Silva et al, 2017; F. Zhao et al, 2020).

Il est important de noter ici que ces facteurs du NHEJ permettent la protection et le
redémarrage des fourches bloquées, indépendamment de leur réle canonique dans le
NHEJ. Tout évenement de ligature inapproprié a ces extrémités double-brin aurait un
effet désastreux. Par exemple, 'engagement vers un processus de réparation des CDB-
se par ligature a une seconde extrémité doit étre maitrisé, car la jonction d'extrémités
en provenance de loci différents générerait des réarrangements chromosomiques non
désirés (Balmus et al, 2019; Britton et al, 2020). Mais ce n'est pas pour autant que le
complexe de ligature du NHEJ n’intervient pas en réponse au stress réplicatif. Dans une
situation de rencontre frontale des machineries de transcription et de réplication, il a
été proposé qu'un clivage de la fourche par MUS81 permette d'en faciliter le

croisement (Figure 20, panel A). L'incision sera réparée par I'action de Rad52 et du
complexe XRCC4-Lig4 (Chappidi et al, 2020).

3. Roéle des facteurs de la RH dans la gestion du stress réplicatif

L'activité de la RH est retrouvée majoritairement en phase S, ou elle s'avere intimement
liée au processus de réplication (Costes & Lambert, 2012). La déficience en facteurs de
recombinaison entraine une réduction de la vitesse de progression des fourches, ce qui
suggere que la machinerie de recombinaison escorte le réplisome et promeut la
synthese d'’ADN (Daboussi et a/, 2008). Il a notamment été suggéré que les réplisomes
dysfonctionnels peuvent étre rebatis par les facteurs de RH (Hashimoto et a/, 2012). En
fait, la RH est un mécanisme de sauvetage a plusieurs casquettes, qui s'avere
indispensable pour protéger, réparer et redémarrer les fourches de réplication
bloquées.

3.1. Les mécanismes de tolérance aux dommages

Dans certaines situations, le sauvetage par fusion entre fourches convergentes ne peut
pas avoir lieu. Cela pourra étre le cas notamment au niveau de régions pauvres en
origines de réplication, aux régions répliquées unidirectionnellement ou encore
lorsque I'arrivée de la fourche convergente est elle-méme compromise. La reprise de
la réplication repose alors sur deux possibilités : réparer et redémarrer la fourche, ou
bien contourner le dommage et en différer la réparation. On parle dans ce dernier cas
de réparation post-réplicative (Branzei & Szakal, 2016). Le mode de contournement du
dommage va étre régulé par le type de modifications post-traductionnelles arboré par
PCNA (Andersen et al, 2008). C'est son degré d'ubiquitination (mono- ou poly-
ubiquitination) qui va influencer le choix de contournement, en modulant son
interaction avec les différents acteurs. Ce modeéle de régulation via PCNA proposé chez
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S. cerevisiae est probablement conservé chez les métazoaires, chez qui les différents
modes de contournement sont conservés (Unk et a/, 2006; Xiao et al, 1998). La forme
mono-ubiquitinilée de PCNA par le complexe ubiquitine ligase Rad6-Rad18 promeut
I'utilisation de polymérases trans-lésionnelles, ce qui peut permettre de poursuivre
I'insertion de nucléotides en face d'une lésion (Waters et a/, 2009) (Figure 21, panel B).
Ces polymérases présentent des mécanismes de polymérisation distincts de ceux des

polymérases réplicatives Pol o/Pol ¢/Pol §, ce qui les rend intrinsequement bien moins
fideles. Bien que la complétion de la réplication soit grace a cela favorisée, c'est au
détriment de la conservation de l'information génétique. Les polymérases trans-
lésionnelles sont donc particulierement mutagénes. Il est a noter que ces généralités
ne s'appliquent pas a la Pol n, qui s'avere extrémement fidéle pour le contournement
de lésions induites par les irradiations UVs. En revanche, c'est 'ADN polymérase qui
présente le taux de fidélité le plus faible pour la réplication d'une matrice non-
endommagée (Waters et a/, 2009).

Le complexe Mms2-Ubc13-Rad5 peut médier I'extension de la mono-ubiquitination de
PCNA. Sous cette forme poly-ubiquitinilée, I'utilisation des polymérases trans-
lésionnelles est délaissée au profil d'un changement de matrice (mécanisme de
template-switch). C'est le brin de la chromatide sceur portant la séquence intacte qui
sert alors de matrice a la réplication (Lopes et a/, 2006) (Figure 21, panel C/D/E). Ce

mécanisme de tolérance aux dommages est donc plus conservatif que l'utilisation de
polymérases trans-lesionnelles. On retrouve dans ce cas de figure la formation de
structures d'intermédiaires de recombinaison, qui seront résolues par Sgs1/BLM (Liberi
et al, 2005). Aussi, il a été montré que Rad51 et Rad52 étaient associés aux fourches,
méme en absence de dommage (Gonzalez-Prieto et a/, 2013). Cela pourrait augmenter
la capacité des fourches a passer aux travers des régions endommagées, en
permettant, entre autres, ces réactions d'échange de brin avec la chromatide sceur.

Il est a noter que PCNA est présent a la fourche sous forme de trimere, formant un
anneau coulissant le long du brin d’ADN qu'il fixe. Il reste cependant a ce jour mal
compris comment les modifications post-traductionnelles s'organisent sur ce trimere,
et quelle est leur dynamique dans l'orchestration de la tolérance aux dommages.

3.2. La réversion de fourche

Initialement, il a été proposé que la réversion de fourche était un mécanisme de soutien
pour la tolérance aux dommages chez les mammiferes (Higgins et a/, 1976). Par la
suite, cet évenement a pu souvent étre considéeré comme une conséquence
pathologique de I'arrét de la réplication car il a beaucoup été étudié dans un contexte
ou les fourches bloquées étaient dysfonctionnelles, et le point de contréle de phase S
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inactivé (Branzei & Foiani, 2010; J. Hu et a/, 2012; Ray Chaudhuri et a/, 2012; Sogo et
al, 2002). En I'absence de régulation, les fourches réversées sont des précurseurs de
réarrangements chromosomiques. Cela pourrait étre entrainé, par exemple, par le
risque d'un mauvais alignement des brins sur des régions répétées. De plus, cette
conformation expose les fourches au clivage par des nucléases, comme Mus81
(Neelsen et al, 2013), lorsque leur régulation n'est plus assurée (Figure 22).

De récentes avancées ont pu mettre en avant que le phénomene de réversion de
fourches s'avérait étre une réponse physiologique globale a diverses sources de stress
réplicatif (Berti et a/, 2020; Neelsen & Lopes, 2015; Zellweger et al, 2015). La formation
de ces structures permettrait de maintenir la fourche dans une conformation stable
dans I'attente de la mise en place des mécanismes de réparation ou de tolérance des
lésions. Chez les mammiféres, la réversion serait modulée par RPA et Rad51 (Bhat &
Cortez, 2018). Elle ne serait pas pour autant dépendante de la formation d'un filament
nucléoprotéique stable (Mijic et al, 2017). Aussi, de nombreuses hélicases semblent
promouvoir la réversion, comme FBH1, BLM ou encore SMARCAL1 (Neelsen & Lopes,
2015). Néanmoins les tenants de la mise en place de la réversion de fourche /n vivo
restent encore tres flous.

Le redémarrage des fourches réversées est médié de deux manieres (Figure 23). RECQ1
a été identifié chez les mammiféres comme étant une hélicase spécialisée dans la
résolution des fourches réversées. Son action est inhibée par PARP1. L'activité de
PARP1 étant liée a la présence de dommage, cela permet de coordonner la fin de la
réparation de la lésion avec la résolution de la réversion (Berti et a/, 2013; Zellweger et
al, 2015). D'autre part, un second mécanisme de résolution repose sur I'action de WRN
et DNA2. Ensemble, leurs activités nucléase et hélicase vont promouvoir la résection
des brins naissants. Ce procédé est indépendant de MRN/CtIP et EXO1 chez 'homme
(Thangavel et al, 2015). Une fonction similaire pour Dna2 chez S. pombe a été montreé
(J. Hu et al, 2012). Son action est controlée par Cds1, indiquant que la présence de
fourches réversées serait sous le controle du point de controle de phase S. Ce second
scénario pourrait promouvoir I'invasion de la chromatide sceur par un brin naissant et
permettre le redémarrage par la voie de RH. Ces deux voies de résolution sont
exclusives, car la présence de RECQ1 inhibe les activités de WRN et DNA2 (Neelsen &
Lopes, 2015).

3.3. La protection des fourches

Comme évoqué précédemment, le niveau d’ADNsb exposé aux fourches de réplication
doit étre régulé extrémement finement. Une surexposition d’ADNsb aux fourches
bloquées se traduit par I'exhaustion de la réserve de RPA : le manque de protection qui
en découle induit a terme la cassure des fourches (Toledo et a/, 2013). Cela enclanch-
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-erait des évenements de RH inappropriés dans de nombreux contextes de blocage de
fourches (Lambert et a/, 2005). En conséquent, comme c'est le cas pour des facteurs
du NHEJ, certains facteurs de la RH jouent ici un role différent de leur fonction
recombinase observée pour la réparation des CDBs. On pourra évoquer ici les fonctions
de BRCA2, Rad52 et Rad51, entre autres, dans la protection des fourches de réplication
bloquées, réversées ou non, via le controle de la résection (Hashimoto et a/, 2010;
Lomonosov et a/, 2003; Petermann et al, 2010; Schlacher et a/, 2011). Diverses études
proposent que la formation d'un filament stable de Rad51, grace a ses médiateurs et
co-facteurs, bloque l'acces des brins néo-synthétisés aux nucléases. La coopération
entre les facteurs de la RH et des suppresseurs de tumeur de la voie FA (Fanconi
anemia) a notamment été mise en lumiere dans ce contexte (Higgs et a/, 2015;
Schlacher et al, 2011, 2012). Ainsi protégées, les fourches en pause conservent leur
intégrité jusqu'a l'arrivée de la fourche convergente. D'ailleurs, la protection des
fourches par Rad51 est nécessaire au succes de la fusion des deux unités de réplication.
En absence de Rad52/Rad51, il a été montré chez S. pombe que I'échec de fusion de
fourches convergentes, di a la présence d’ADNsb, conduit a I'apparition de défauts
mitotiques (Ait Saada et a/, 2017).

3.4. La réparation des fourches cassées

Les fourches peuvent casser lors du passage sur une lésion simple-brin ou encore a
cause de l'action de nucléases (Figure 24). Ces fourches présentent alors des CDB-se,
ou des CDB-de, qui peuvent étre réparées via le mécanisme de RH type BIR, présenté
précédemment dans la partie sur la réparation des CDBs (Chapitre [, section 1.2.1.3.3)
(Hashimoto et al, 2012; S. Li et al, 2021; Mayle et al, 2015; Moriel-Carretero & Aguilera,
2010; Sotiriou et al, 2016). L'échange de brin se fera au niveau de la chromatide sceur.

Il semble que le mécanisme de BIR pour la réparation des fourches bloquées differe un
peu de celui appliqué a la réparation des CDBs, notamment car il peut prendre en
charge dans ce contexte des CDB-de (S. Li et a/, 2021). De plus, il ne semble pas que
le REC, mécanisme de surveillance/activation du BIR en cas de CDBs indépendantes de
la réplication, soit requis pour activer la réparation lorsque les fourches se cassent. Dans
ce contexte, PCNA et RFC1 sont requis pour I'activation du BIR, et comme ils sont déja
présents, I'hélicase PIF1 est recrutée rapidement via PCNA (S. Li et a/, 2021).
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IV. La présence d’ARN module la réparation des dommages
de I’'ADN

La régulation des différents mécanismes de DDR a longtemps été présentée comme
dépendante de la modulation des interactions protéine-protéine ou protéine-ADN.
Cependant ces dernieres années, un autre niveau de régulation a été mis en lumiere.
Les voies de DDR sont également régulées par la présence de molécules d’ARN, dont
I'influence sur le maintien de la stabilité du génome est a double-tranchant.

Dans cette quatrieme partie, je m'attacherai a présenter les relations entre cette
composante ARN et la réparation des dommages survenant dans un contexte non-
réplicatif. J'’évoquerai en détails les liens connus entre ARN et réplication dans le
chapitre suivant.

1. Comment et dans quels contextes sont-ils formés ?

Les mécanismes de réparation des dommages a 'ADN ont beaucoup été étudiés en
tenant compte du contexte chromatinien et transcriptionnel des régions dans
lesquelles ils se forment. Il a été documenté que I'apparition de CDBs avait un effet
inhibiteur sur la transcription par les ARN polymérases (ARNPs) chez les mammiféeres
(Figure 25, panel de gauche). Cette régulation est médiée par ATM et DNA-PKcs
(Kakarougkas et a/, 2014; M. Kruhlak et a/, 2007; Pankotai et a/, 2012; Shanbhag et al,
2010). Les modes d'action de ces enzymes seraient différents, bien qu'ils résultent tous
deux par l'arrét de la transcription. Il est proposé qu'ATM induirait un remodelage et
une vague d'ubiquitination le long de la chromatine lorsque plusieurs cassures
surviennent dans une région activement transcrite (Kakarougkas et a/, 2014; Shanbhag
et al, 2010). DNA-PKcs permettrait I'éviction de I'ARNPII des CDBs dans les régions
activement transcrites (Pankotai et a/, 2012). Les mécanismes de transcription et de

réparation ont donc longtemps été considérés comme incompatibles.
1.1. La transcription induite par I'apparition de dommage

Néanmoins, de récentes études ont révélé que les relations entre ces deux processus
cellulaires étaient plus complexes que ce qu'il n'y paraissait. Premierement, les ARNs
transcrits avant I'apparition de cassures peuvent avoir une fonction de support ou de
matrice pour la réparation. De plus, I'apparition de CDB induit la formation de novo de
transcrits non-codants au site de cassure, dont les fonctions diverses participent a
I'activation des voies de DDR et stimulent la réparation. Autour d'une CDB, la
chromatine est décondensée de sorte a favoriser le recrutement et I'action des facteurs
de réparation (M. J. Kruhlak et a/, 2006; Tsukuda et a/, 2005; Ziv et al,, 2006) (Figure 25,
panel de droite). De plus, cette région arbore des modifications d'histone identiques
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Figure 26. Modéle de production de différentes espéces ARN en réponse a I'apparition de CDB.
La transcription bidirectionnelle par I'ARNPII a chaque extrémité de la CDB produit des dilncRNAs,
précurseurs des DDRNAs. D'apres (Michelini et a/, 2017).

DNA double-strand break (DSB)

on.  Recruitment of MRE11-RAD50-NBS1
\ (MRN) complex and
1J\ RNA Polymerase Il (RNAPII)

DNA ends melting

\ { ‘%I\\ dilncRNA synthesis
\ y ..'

Figure 27. Modéle de formation d’hybride ARN:ADN aux CDBs. MRN promeut I'ouverture du duplex
d'ADN aux extrémités de la cassure. Cela favorise le recrutement de I'ARNPII et la formation de
dilncRNAs, qui s’hybrident a leur brin d’ADN matrice. D'apres (S. Sharma et a/, 2021).



a celles trouvées aux régions promotrices de transcription activées (Vitor et a/, 2019).
Il est proposé que cette conformation de la chromatine, similaire a celle requise pour
la transcription, permette le recrutement de novo d’ARN polymérases au site de
cassure, indépendamment de la présence de promoteur transcriptionnel. La
transcription serait initiée a chaque extrémité de la CDB, produisant des ARNSs
complémentaires de part et d'autre de la région d’ADN endommagée. Ce modele a été
proposé chez divers organismes, notamment les plantes, les levures et chez I'homme
(Michelini et al, 2017; Ohle et a/, 2016; W. Wei et al, 2012). La grande majorité de ces
études s'est focalisée principalement sur la transcription par I'ARNPIL Les eucaryotes,
a I'exception des plantes, ont trois ARN polymérases : les ARNPI, ARNPII et ARNPIII, qui
synthétisent respectivement les ARNs ribosomiques, les ARNs messagers (ARNm) et
petits ARNs nucléaires, et les ARNs de transfert et autres petits ARNs (Cramer et al,
2008). Il est a noter que treés réecemment, le recrutement aux CDBs de I'’ARNPIII a aussi
été observé (S. Liu et al, 2021).

Le modéle initialement répandu, porté notamment par les travaux du groupe de
Fabrizio d'Adda di Fagagna, suggere qu'a chacune des extrémités des CDBs la
transcription est bidirectionnelle (Michelini et a/, 2017; Pessina et a/, 2019) (Figure 26).
Autrement dit, deux unités de transcription, sens et anti-sens, permettent d'y produire
de longs ARNs non-codants (dilncRNAs, pour damage-induced long non-coding
RNAs). Ces dilncRNAs sont capables de s'apparier entre eux ou a leur brin d’ADN
matrice. Dans le premier cas, on assiste a la formation de longs ARNdb, qui serviraient
de précurseurs a la génération de plus petits ARNdb d’'environ 21 ribonucléotides, les
DDRNAs (pour DDR- RNAs). D'autre part, les dilncRNAs peuvent s'apparier a leur brin
d’ADN matrice, formant alors des hybrides ARN:ADN (S. Sharma et a/, 2021) (Figure

27).
1.2. Un modele trés controversé

Ce scénario de transcription initiée en réponse aux CDBs est néanmoins tres
controversé, notamment a cause des méthodes d'analyse utilisées pour I'établir. Ces
études reposent principalement sur |'étude de systémes rapporteurs trés fortement
exprimés, ou bien sur celle de loci contenant des séquences répétées (Rossiello et al,
2017). Ces situations peuvent grandement influencer la probabilité d'observer la
formation d’ARN au site de cassure. Ainsi, de telles observations n'ont pas été
retrouvées dans d'autres contextes d'analyse (Bonath et a/, 2018; W.-T. Lu et a/, 2018;
Miki et al, 2017). Une possible explication serait que l'initiation de la transcription sur
une CDB est un évenement fortuit, dépendant du contexte chromatinien et de I'activité
transcriptionnelle déja présente autour du site de cassure. A l'inverse, il est présenté
dans plusieurs études que le recrutement de I’ARNPII aux CDBs était un événement
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Figure 28. Différents modéles de formation d’hybrides ARN:ADN aux CDBs survenant dans des
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s'apparier a leur brin matrice ainsi exposé. (iii) La transcription de novo par ARNPII peut étre initiée suite
a son recrutement sur les extrémités simple-brin sortantes générées par la résection. D'aprés (Puget et
al, 2019)



régulé, dépendant de MRN pour la formation d'un complexe de pré-initiation de
transcription (Burger et al, 2019; Pessina et a/, 2019; S. Sharma et al, 2021). A ce jour,
les modalités d'apparition et de régulation de ce phénomene sont toujours floues.

Un second point de controverse concerne la biogénese des ARNdb et des hybrides
ARN:ADN au site de cassure. Bien que de trés nombreuses études s'accordent sur leur
présence aux CDBs, I'origine de leur formation reste encore débattue. En accord avec
le modele de (Michelini et al, 2017), un scénario impliquant la transcription
séquentielle de chacun des brins au sein d'une extrémité a été proposé. Dans ce cas de
figure, la transcription est initiée sur un brin, ou elle induit la formation d'un hybride
ARN:ADN. Cela constituerait un signal de terminaison de transcription. L'hybride
jouerait alors le réle de promoteur transcriptionnel pour la synthése d’ARN anti-sens
(Burger et al, 2019). Toutefois, ce scénario reste a ce jour tres spéculatif. Il n'a pas été
formellement démontré que de la transcription sens et anti-sens aient lieu sur chaque
extrémité de la cassure. Plusieurs études proposent plutdt que la transcription 5'—3’
par I'’ARNPII est initiée sur un seul des deux brins. Si un transcrit complémentaire
préexistant est a proximité, il pourra alors s'y apparier (Bonath et a/, 2018; Vitor et al,
2019).

Concernant la formation des hybrides ARN:ADN au site de cassure, plusieurs études
nuancent le fait qu'ils puissent se former majoritairement en réponse a de la
transcription de novo (Figure 28). Historiquement, c'est chez S. pombe que la premiere
étude proposant la formation contrélée d'hybrides ARN:ADN aux extrémités des CDBs,
dépendant du recrutement de I’ARNPII, a été menée (Ohle et a/, 2016). Plusieurs autres
études ont suivi, confortant I'idée que les dilncRNAs formés aux cassures étaient la
source principale d'hybrides ARN:ADN (Bonath et al/, 2018; Burger et al, 2019;
D’Alessandro et a/, 2018; Domingo-Prim et a/, 2019). Néanmoins, ces observations
sont contrebalancées par une autre série d'études, suggérant que ce phénomene se
produirait surtout lorsque les cassures surviennent dans les régions en cours de
transcription. La formation d'un hybride y résulterait de l'appariement fortuit du
transcrit en cours de production a son brin ADN matrice, conséquence probable de la
pause imposée a la machinerie de transcription par la présence de la CDB (Cohen et
al, 2018; L. Li et al, 2016; W.-T. Lu et al, 2018). Ces divergences ont conduit a
différentes interprétations concernant le réle que pourrait avoir ces structures dans la
réparation des CDBs. Cependant, les divers modeéles s'accordent sur un point.
Indépendamment de la maniere dont ils sont formés, si ces hybrides ARN:ADN
contribuent plus ou moins directement a la réparation, ce n'est que temporaire. Leur
dégradation apparait nécessaire a I'accomplissement du processus.

Enfin, les étapes de formation des petits ARNs fait débat. Le modele initial soutient que
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les dilncRNAs sont clivés par DROSHA et DICER. La fonction canonique de ces deux
enzymes est la maturation des micro-ARNs (miARNSs). Au cours de ce processus, les
ARNSs sont clivés séquentiellement (Han et a/, 2006; Y. Lee et a/, 2002). DROSHA clive
dans le noyau de longs ARNs non-codants en structure tige-boucle, formant des pré-
miARNs d‘environ 70 ribonucléotides. Les pré-miARNs sont exportés dans le
cytoplasme ou ils subissent une seconde vague de clivage par DICER, formant de petits
ARNdb d’environ 21 ribonucléotides. Ces derniers sont alors pris en charge par le
complexe RISC (RNA-induced silencing complex), contenant Argonaute (AGO). Ce
complexe identifie et s'apparie aux ARNs cibles, agissant comme régulateur post-
transcriptionnel de leur expression. DROSHA, DICER et AGO auraient aux cassures une
fonction indépendante de leur role dans la biogénese des miARNs. Les dilncRNAs
servirait de précurseurs a la formation de longs ARNdb, que les deux RNases pourraient
cliver pour former les DDRNAs, pris en charge par AGO (Francia et al, 2012; Gao et al,
2014; Q. Wang & Goldstein, 2016; W. Wei et a/, 2012). Cependant ce modele est remis
en question notamment car les dilncRNAs n'auraient pas la conformation requise pour
étre pris en charge par DROSHA (Han et a/, 2006). En revanche, il a été proposé que
DROSHA avait un réle dans la formation d’hybride ARN:ADN, formés a partir de
transcrits préexistants (W.-T. Lu et a/, 2018). De plus, il a été proposé que deux
catégories de précurseurs de DDRNAs existent, ['une dépendante du clivage par DICER,
I"autre non (Bonath et a/, 2018) (Figure 29). Il n'est donc pas exclu que divers moyens
existent pour générer les petits DDRNAs, et la contribution de la machinerie de
biogénese des miARNs mérite d'étre clarifiée.

2. La composante ARN des mécanismes de réparation des CDBs

Malgré la compréhension encore incomplete des mécanismes de formation des
diverses espéces d’ARN non-codants ou d'hybride ARN:ADN autour des CDBs, divers
modeles s'accordent sur le fait que leur présence module la réparation des CDBs et
influence le choix de la voie de réparation.

2.1. Formation de foyers de facteurs de DDR

La formation d’ARN non-codants stimule le recrutement a la CDB des facteurs de DDR
(Figure 26). Il est suggéré qu'ils ne participeraient pas a la détection du dommage per
se, mais agiraient dans un second temps sur I'amplification du signal et le recrutement
des facteurs de réparation (Francia et a/, 2012, 2016). Par exemple, il a été montré que
les foyers de 53BP1 aux CDBs se formaient dépendamment de la transcription et de la
présence d'ARN (Francia et a/, 2012; Michelini et a/, 2017; Pessina et al, 2019). Aussi,
une étude propose que les hybrides ARN:ADN stimulent l'activation d'ATM et la
formation de foyers de 53BP1 (Bhatia et a/, 2018). 53BP1 a été identifié dans des
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Figure 30. Deux modéles de formation de foyers de 53BP1 médié par les transcrits produits aux
CDBs. Les transcrits (diRNA) pourrait dissocier TIRR de 53BP1, rendant ainsi accessible son domaine
d'interaction avec les histones méthylées, caractéristiques des CDBs. En paralléle, la capacité de 53BP1 a
former des condensats, indépendamment de sa liaison a la chromatine, serait stimulée par la présence
des diRNA. Modifiée de (Zong et al, 2020).



analyses protéomiques a grande échelle comme étant une protéine potentiellement
capable de fixer 'ARN. Il est possible que les transcrits produits aux CDBs aide a la
formation de foyers de 53BP1 en stimulant sa capacité a former des condensats et
compartimenter le recrutement subséquent des autres facteurs de réparation (Pessina
et al, 2019). Néanmoins, une interaction directe entre 53BP1 et 'ARN n’a jamais été
formellement démontrée. De plus, dans quelle mesure une telle interaction modulerait
son role aux cassures est encore flou. A ce jour, il était plutdt suggéré que 53BP1 soit
recruté aux CDBs en réponse aux modifications du paysage épigénétique autour des
CDBs. Dans ce contexte, la phosphorylation de 53BP1 par ATM permet le recrutement
de RIF1, ce qui induit la dissociation du complexe 53BP1-TIRR. TIRR régule
négativement le recrutement de 53BP1 en masquant son domaine Tudor qui lui permet
d'interagir avec les histones (Drané et al, 2017; Parnandi et a/, 2021). Il s'avere que
TIRR a la capacité de fixer I'ARN. Il n'est donc pas exclu que les ARNs produits aux CDBs
puissent moduler la dissociation du complexe 53BP1-TIRR, et rendre 53BP1 disponible
au recrutement sur le site de dommage (Figure 30).

Aussi, il a été proposé chez 'homme que RAD51 serait guidé aux CDBs par AGO2. Ce
role d’AGO2 requiert sa capacité a fixer les ARNs produits au site de cassure, bien que
I'interaction entre AGO2 et RAD51 puisse elle se faire en leur absence (Gao et a/, 2014;
Q. Wang & Goldstein, 2016). Lorsque les DDRNAs sont pris en charge par AGO2, un
seul des deux brins est conservé dans le complexe et servira de brin guide. Les
complexes ARNsb-AGO2-RAD51 pourraient ainsi étre recrutés au site de cassure via
I'appariement du brin d’ARN guide a la séquence ADN homologue, voire sur des
transcrits complémentaires. Cette derniere hypothese est d'ailleurs envisagée dans
d'autres études (Michelini et al, 2017; W. Wei et al, 2012). Enfin, les complexes AGO2-
ARNSsb pourraient aussi influencer le recrutement d'enzymes remodelant la chromatine
autour des CDBs, ce qui stimulerait le recrutement de RAD51 et BRCA1 aux extrémités
(Q. Wang & Goldstein, 2016).

2.2. La réparation associée a la transcription

Les transcrits présents aux CDBs pourraient participer a leur réparation. Leur
intervention, plus ou moins directe, est mis en avant dans divers contextes. C'est
notamment le cas dans les régions fortement transcrites, lorsque la chromatide sceur
n'est pas disponible ou encore lorsque la formation d’hybride ARN:ADN est favorisée.
Par exemple, chez les mammiferes, lorsque les cellules sont en phase GO0/GT,
RPA/RAD51/RAD52 sont préférentiellement recrutés aux CDBs lorsqu’elles surviennent
dans des régions transcriptionnellement actives (L. Wei et a/, 2015).
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Figure 31. Mécanismes par lesquels I'’ARN peut participer a la réparation des CDBs. (A) Rad52 peut
aider le transcrit a s'apparier de part et d'autre de la cassure, favorisant sa ligature directe. Si besoin,
I'ARN peut servir de matrice pour la restauration de courtes séquences perdues. (B) Si les extrémités
sont résectées, Rad52 peut médier l'appariement de I'ARN sur une extrémité sortante. Apres la
transcription reverse de cet ARN, I'ADN nouvellement synthétisé va envahir la seconde extrémité de la
cassure. (C) Enfin, un ADNc provenant de la transcription reverse d'un transcrit homologue peut aussi
étre utilisé pour aider a la réparation d'une CDB. Ces trois modeéles seraient de maniére prédominante
observés pour la réparation de cassures survenant dans des régions transcrites. D'aprés (Zong et al,
2020).



Trois modeéles d'action se dessinent dans la littérature, reposant sur I'action directe de
la molécule d'’ARN, ou bien une action indirecte, via sa conversion en ADN
complémentaire (ADNc) (Figure 31).

Premierement, plusieurs études proposent qu’a I'apparition d'une CDB dans une région
transcrite, I'ARN en cours de synthese en cis, ou sur l'allele homologue /e. en trans,
peut s'apparier a ses régions homologues de part et d'autre de la cassure (A.
Chakraborty et al, 2016; Keskin et al, 2014; Mazina et al, 2017; McDeuvitt et al, 2018)
(Figure 31, panel A). Il n‘est pas exclu qu’'un ARN formé a partir d'une autre séquence
puisse étre utilisé, sous couvert qu'il présente des régions de micro-homologies aux
extrémités de la CDB. Ainsi, I'ARN forme un pont protecteur, assurant le maintien des
deux extrémités proches l'une de l'autre, favorisant leur ligature. Ce phénomene,

observé par des études /in vitroet in vivochez S. cerevisiae et chez'homme, est catalysé
par Rad52 (Keskin et al, 2014; Mazina et al, 2017; McDevitt et al, 2018). Si aucune
perte d'information génétique n'est observée aux extrémités, elles sont ligaturées
directement. Si ce n'est pas le cas, I'ARN peut étre utilisé comme matrice par des ADN
polymérases spécialisées pour restaurer la séquence manquante. Il a été proposé par
(A. Chakraborty et a/, 2016) qu'un tel mécanisme profite a la machinerie du NHEJ pour
réaliser une réparation sans erreur. Dans ce premier modele, les extrémités des CDBs
sont franches, ou trés peu altérées.

Une variante de ce modeéle est que I'hybridation du transcrit médiée par Rad52 ne se
fasse qu'a une extrémité, suite a la résection de la CDB (Figure 31, panel B). L'ARN sert
ici de matrice a une plus longue synthese d'ADN, ce qui permet d'allonger I'extrémité
3" sortante de sorte a créer une séquence homologue a I'autre extrémité de la cassure.
La dégradation du brin ARN permet la capture de la seconde extrémité et la réparation
par SSA (Keskin et al, 2014; McDevitt et al, 2018).

Un dernier modele repose sur I'utilisation d’ADNc plutot que celle du transcrit en lui-
méme (Figure 31, panel C). Il est proposé que ce modéle soit prévalent sur ceux utilisant
la moléecule ARN directement dans les conditions ou les hybrides ARN:ADN peuvent
étre activement défaits (Keskin & Storici, 2015). Dans ce cadre, les CDBs peuvent étre
réparées par la RH/SSA via l'insertion d’ADNc en provenance de séquences distantes,
contenant des régions de micro-homologies. Ces séquences peuvent étre des
séquences géniques, des rétrotransposons ou encore des séquences télomériques
(Moore & Haber, 1996; Ono et a/, 2015; Onozawa et al, 2014). Il est proposé que ce
moyen de réparation ait pu contribuer a la présence de pseudogenes et autres

séquences répétées dispersées au sein des génomes mammiferes (Moore & Haber,
1996).

87



Chramatin
remodeling
fact.

nucleascses

MEN complex

s’ exonuclease

2 /1 :

KNA polymerase
Chromatin r.ez»rndp/.,ﬁ fact
| nuclecsome and dsDNA

KNA and KNA-DNA hyérid

#PA N
) N T 4 N N 7
@ FNase H N '
O L0 3
@ ENase Y2 BPA~Rlaments

Figure 32. Modéle de réparation par recombinaison homologue d'une CDB, dépendant de la
formation transitoire d’hybrides ARN:ADN, chez S. pombe. Suite a 'apparition d'une CDB, MRN
promeut la résection des extrémités de la cassure. L'ARNPII est alors recrutée sur les extrémités 3’
sortantes, ou elle se met a transcrire. La polymérase peut suivre passivement la machinerie de résection
(partie gauche) ou bien participer activement au processus d'ouverture de la chromatine favorisant ainsi
I'acces aux nucléases (partie droite). L'ARN en cours de synthése est prone a s'apparier a son brin d’ADN
matrice formant un hybride ARN:ADN. La présence des hybrides ARN:ADN est un frein au recrutement
de RPA : ils doivent étre dégradés, notamment via I'action des RNase H, pour finaliser le processus de
réparation par la recombinaison homologue. D'apres (Ohle et a/, 2016).



La réparation associée a la transcription est donc généralement basée sur la possibilité
de former des hybrides ARN:ADN. Ces structures ont néanmoins été beaucoup
étudiées pour leur role perturbateur de la réparation des CDBs. De plus, certains
facteurs de réparation, dont Rad52, seraient impliqués dans le recrutement de facteurs
de résolution des hybrides ARN:ADN (D’Alessandro et al, 2018; Yasuhara et al, 2018).
Ces données, a premiere vue plutot contradictoires, pourraient néanmoins laisser
supposer que l'origine, la nature et la position des ARNs et hybrides ARN:ADN présents
autour des sites de CDBs puissent déterminer l'impact positif ou négatif qu'ils auront
sur la réparation.

3. Focus sur les hybrides ARN:ADN : des intermédiaires de réparation ?

3.1. Hybrides ARN:ADN et recombinaison

C'est en 2016 que I'équipe de Tamas Fischer propose pour la premiere fois que la
formation d’hybrides ARN:ADN aux CDBs constituerait une étape a part entiere de leur
réparation par la RH, chez S. pombe (Ohle et al, 2016). La formation d'extrémités 3’
sortantes, générées par MRN-Ctp1, serait un substrat de choix pour le recrutement de
I’ARNPIL L'équipe propose alors deux modeles (Figure 32). Le premier est que I'’ARNPII
pourrait transcrire tout en suivant passivement I'avancée de la machinerie de résection
extensive. Autrement, l'interaction de I'’ARNPIl avec de nombreux facteurs de
remodelage de la chromatine permettrait d'ouvrir la voie aux exonucléases en créant
un environnement propice a leur avancée (Adkins et a/, 2013). Dans ce second cas de
figure, la transcription par I'ARNPII aurait un impact significatif sur la régulation de
I'étape de résection extensive. Dans tous les cas, l'absence du brin d’ADN
complémentaire, dégradé par les nucléases, favorise I'appariement du transcrit a son
brin d’ADN matrice. La formation d’hybrides ARN:ADN sur les extrémités 3’ sortantes
permettrait de les stabiliser, et, peut-étre, de réguler I'étape de résection. Néanmoins,
leur présence concurrence le recrutement de RPA et donc la complétion de la
réparation. Il est donc proposé que le bénéfice de leur formation ne soit que transitoire,
et que leur dégradation est nécessaire /n fine.

Un lien étroit entre les hybrides ARN:ADN et les facteurs de réparation a aussi été
observé chez les mammiferes, chez qui il a été étudié et proposé le mécanisme de
"Transcription-Associated Homologous Recombination Repair' (TA-HRR) (Yasuhara et
al, 2018). A la différence du modele précédent, le TA-HRR n’est pas basé exclusivement
sur le recrutement de novo de I'ARNPII a la cassure, mais plutot sur lI'induction d'une
CDB dans une région a proximité d'une ARNPII en cours de transcription. Ce modele
propose que les hybrides ARN:ADN formés par I'induction d’'une CDB sont requis pour
le recrutement de Rad52 et BRCA1. De ce fait, leur présence a un réle stimulant pour
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I"éviction de 53BP1-RIF1, qui limitent la résection extensive. Plusieurs autres modeéles
de formation d'hybride ARN:ADN sont proposés chez les mammiferes (Figure 28),
comme évoqué précédemment dans ce chapitre. Dans ces modeles I'’ARN en cours de
transcription s'apparie a son brin d’ADN matrice, exposé suite a la résection de la
cassure. Il est proposé que les hybrides puissent étre formés, ou stabilisés, vial'initiation
de la résection des extrémités (Puget et a/, 2019). Le mode de formation des hybrides
ARN:ADN et de leur réle potentiellement régulateur de la résection sont des sujets
encore débattus. Néanmoins, les études chez les mammiferes s'accordent a celle
d'(Ohle et al, 2016) sur le fait que la dégradation des hybrides ARN:ADN est une étape
clé pour I'accomplissement de la réparation par la RH (Cohen et a/, 2018; D'Alessandro
et al, 2018).

3.2. La dégradation des hybrides ARN:ADN

Tandis que certains les voient comme des intermédiaires de recombinaison, d'autres
proposent que leur présence releve plutét d'un appariement fortuit. Quoi qu'il en soit,
tous les modeéles s'accordent pour dire que la dégradation des hybrides ARN:ADN est
nécessaire pour la réparation des CDBs. Chez les eucaryotes, deux méthodes
permettent leur résolution : les deux brins peuvent étre désolidarisés par des hélicases,
ou bien, le brin ARN peut étre activement dégradé par des enzymes spécialisées, les
ribonucléase H ou RNase H.

3.2.1. Les hélicases

La liste des hélicases potentiellement impliquées dans la résolution des R-loops
s'allonge d'année en année. La plus étudiée est probablement Senataxin (SETX chez les
mammiferes, Sen1 chez les levures) (Cohen et a/, 2018; H. D. Kim et a/, 1999; Mischo
et al, 2011; Skourti-Stathaki et a/, 2011). Senataxin est recruté aux CDBs apparaissant
dans des régions en cours de transcription, régions prones a la formation d’hybrides
ARN:ADN. SETX y dissocierait directement les hybrides, et participerait au recrutement
d’'exoribonucléases, de I'exosome ou Xrn2, impliquées dans la dégradation du brin ARN
(Richard et al, 2013; Skourti-Stathaki et a/, 2011). Sa présence promeut le recrutement
de Rad51 et minimise les éveénements de ligature aberrants (Cohen et a/, 2018).

On pourra également citer I'hélicase ADN Pif1, Pth1 chez S. pombe (Boulé & Zakian,
2007; Mohammad et al, 2018; Pohl & Zakian, 2019; Tran et al, 2017), présentée
précédemment pour son réle dans le BIR. Des études sur l'activité /n vitro des protéines
purifiées de S. cerevisiae et S. pombe montrent une préférence pour des substrats
ARN:ADN (Boulé & Zakian, 2007; Mohammad et a/, 2018). Il est ainsi proposé que dans
certains cas, Pif1 puisse soutenir I'action des RNase H dans le retrait des hybrides
ARN:ADN aux régions fortement transcrites par les ARNPII et ARNPIII, et comme pour
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Figure 33. L'interaction entre les domaines HBD et H de la RNase H1 est modulée par un domaine
de connexion flexible. (A) Organisation et structure de RNase H1 en complexe avec un hybride
ARN:ADN. Schéma de l'organisation de la RNase H1 chez I'hnomme, et en dessous, deux modéles de
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ou moins distants I'un de 'autre. La position des parties C- et N- terminale de HBD et du H-domain,
respectivement, est indiquée. (B) Modele de processivité. Lors d'un évenement de liaison a un hybride
ARN:ADN par le domaine HBD, le domaine H peut cliver plusieurs fois. En position A et B, le clivage va
étre plus ou moins distant; pour cliver en position C, la flexibilité du domaine de connexion est
nécessaire pour changer l'orientation des domaines HBD et H. Modifiée d'apres (Cerritelli & Crouch,
2009).



Senataxin, reposer sur les exoribonucléases de I'exosome pour la dégradation du brin
ARN (Pohl & Zakian, 2019). D'autres hélicases allongent la liste, comme Aquarius
(Sollier et al, 2014), DHX9 (P. Chakraborty & Grosse, 2011; Cristini et a/, 2018), FANCM
(Schwab et a/, 2015) ou encore des hélicases ARN DEAD-box telles que DDX5, DDX19
ou UAP56/DDX39B (Hodroj et al, 2017; Pérez-Calero et al, 2020; Sessa et al, 2021).
Cependant, il est a noter que la plupart de ces hélicases ont été identifiées suite au fait
que leur déplétion induit une accumulation d'hybrides ARN:ADN. Aussi, pour certaines,
I"activité sur un substrat hybride ARN:ADN a été montré /n vitro mais pas in vivo. Il est
donc possible d'imaginer que ces protéines puissent avoir une fonction indépendante
de leur activité hélicase pour la prévention/le retrait des hybrides ARN:ADN.

3.2.2. Les RNase H
3.2.2.1. RNase H1

La RNase H1 est une enzyme monomérique. On y trouve en position N-terminale un
domaine de liaison aux acides nucléiques (domaine HBD) (Cerritelli & Crouch, 2009). II
permet a la RNase H1 de reconnaitre, sans préférence de séquence, des hybrides
ARN:ADN, mais aussi des ARNdb, bien qu'avec une affinité beaucoup plus faible. La
liaison au substrat faite via le domaine HBD stimule I'activité du domaine catalytique
RNase H, porté en région C-terminale (Figure 33). Les parties N- et C-terminales de la
protéine RNase H1 sont conservées chez tous les eucaryotes. En revanche, la région les
séparant connait des variations et spécificités dépendamment des différents
organismes. De plus, chez certains eucaryotes comme les mammiferes, on note la
présence d'une extension N-terminale par un domaine de ciblage aux mitochondries
(Mitochondrial Targeting Sequence, MTS). La délétion de RNase H1 chez les souris
induit un arrét du développement au stade E8.5 di a un échec d'amplification de '’ADN
mitochondrial (ADNmt) (Cerritelli et a/, 2003). Le rble essentiel de RNase H1 pour la
réplication de '’ADNmt chez les mammiferes sera développé dans le prochain chapitre
de cette introduction.

La RNase H1 a été relativement étudiée dans ce contexte mitochondrial, et un réle
précis pour l'isoforme nucléaire n'a pas encore été bien défini. RNase H1 semblait
pourtant étre un candidat idéal pour la résolution de tous les types d'hybride
ARN:ADN, formés spontanément ou suite a un stress. Cependant, il semblerait que le
spectre de substrats nucléaires de RNase H1 s'avere plus réduits que ce qui avait été
initialement imaginé (Cerritelli & Crouch, 2009). Premierement, il a été proposé que
RNase H1 puisse étre impliqué dans la dégradation des amorces ARN des fragments
d'Okazaki. Cependant, RNase H1 requiert un substrat d'au moins quatre
ribonucléotides consécutifs pour pouvoir cliver efficacement (Figure 34). Elle ne
pourrait donc pas assurer la dégradation entiere de ces amorces. Chez I'homme,
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H1 et RNase H2, respectivement. D'aprés (Cerritelli & Crouch, 2009).



RNase H1 couvre 11pb d'un hybride ARN:ADN, ce qui pourrait étre limitant pour la
reconnaissance d'amorce ayant une taille inférieure (Cerritelli & Crouch, 2009).
Dailleurs, RNase H1 n’est pas représenté dans les modeles actuels de maturation des
fragments d'Okazaki (voir chapitre suivant). De plus, il a été proposé que bien que
RNase H1 puisse reconnaitre et se fixer aux hybrides formés sur tout le génome, son
activité catalytique n'en était pas pour autant engagée. Il semblerait que RNase H1 ne
dégrade que certains types d'hybrides, mais les modalités de ce choix sont encore
floues (Zimmer & Koshland, 2016). Soutenant ces observations, il a été proposé que
chez S. cerevisiae, RNase H1 agirait en réponse a la formation d’hybrides ARN:ADN
suite a un stress (Lockhart et al/, 2019). Etant exprimé constamment tout au long du
cycle cellulaire, il est possible que l'activité de RNase H1 soit régulée par des
modifications post-traductionnelles ou par un inhibiteur non-identifié a ce jour
(Arudchandran et a/, 2000; Zimmer & Koshland, 2016).

La RNase H1 est souvent utilisée comme outil pour étudier la présence des hybrides
ARN:ADN a large échelle sur le génome. L'essentiel des techniques de détection des
hybrides repose sur deux outils : l'utilisation de RNase H1 ou celle de I'anticorps S9.6
(Chédin et al, 2021; Crossley et al, 2019). L'utilisation de |'anticorps S9.6 a certaines
limites. Tout d'abord, il reconnait également les ARNdb, ce qui pose un véritable
probléme de spécificité, notamment pour les études chez des organismes comme les
levures qui en produisent intrinsequement une grande quantité (Hartono et a/, 2018).
Aussi, I'affinité du S9.6 pour les hybrides varie en fonction de leur séquence (Konig et
al, 2017). Enfin, ayant un épitope couvrant 6pb, il peut ne pas permettre la détection
de petits hybrides ARN:ADN (Phillips et a/, 2013). Des approches alternatives ont donc
été développées sur la base de l'utilisation de RNase H1. Cela donne notamment
I'opportunité de détecter des hybrides de maniére plus sensible car on les détecte dans
leur contexte natif, ce qui limite la possibilité de dissolution ou remodelage que I'on
pourrait observer dans les protocoles d'extraction et immunoprécipitation avec le S9.6.
Deux méthodes ont été principalement développées. La premiere est nommée R-ChIP
(L. Chen et al, 2017). Elle repose sur l'utilisation d'une forme inactive de RNase H1,
exprimée de maniere stable dans les cellules, qui reconnait les hybrides mais ne peut
pas les dégrader. Cette protéine peut étre immunoprécipitée suite a la fixation de ses
interactions avec la chromatine. Il faut toutefois garder en téte que I'expression stable
de cette forme mutée de RNase H1 peut en soit altérer la dynamique de présence des
hybrides ARN:ADN et induire un biais d'analyse. Aussi, parfois seulement le domaine
HBD de RNase H1 a été utilisé, fusionné a un marqueur comme la GFP (Bhatia et al,
2014).
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3.2.2.2. RNase H2

La RNase H2 est un complexe de trois sous-unités: RNASEH2A/Rnh201,
RNASEH2B/Rnh202, et RNASEH2C/Rnh203, respectivement chez I'homme/S. cerevisiae
et S. pombe (Crow et al, 2006; Jeong et al, 2004). La sous-unité A/201 qui porte
I"activité catalytique de I'enzyme est trés bien conservée. En revanche, les deux autres
sous-unités ont surement évolué indépendamment car elles ne présentent que tres
peu d’homologie chez les différents eucaryotes. Le role de ces deux sous-unités,
qualifiées de sous-unités accessoires ou auxiliaires, est encore mal défini. Elles forment
des dimeéres solubles et stables, qui pourraient servir de plateforme au recrutement de
la sous-unité catalytique et la rendre plus processive (Chon et a/, 2009; Rohman et al,
2008). Elles pourraient aussi permettre au complexe d'interagir avec d'autres protéines.
Par exemple, la sous-unité B/202 contient un motif d'interaction avec PCNA (motif PIP-
box), qui est d'ailleurs une des rares régions de cette sous-unité a étre trés bien
conservée chez les eucaryotes (Chon et al, 2009). Cette interaction pourrait guider
I'action de RNase H2 dans les processus de réplication et réparation de ’ADN. Il est a
noter qu'a ce jour, la capacité de RNase H2 a interagir avec PCNA ne semble pas
influencer son niveau d'activité ou sa processivité (Chon et a/, 2009).

A la difféerence de RNase H1, I'expression de la sous-unité catalytique de RNase H2 est
modulée par la progression dans le cycle cellulaire. Deux études chez S. cerevisiae
observent des pics d’expression en phase S et en phase G2/M (Arudchandran et a/,
2000; Lockhart et al, 2019). Ces pics d'expression, qui coincident avec des pics
d'association a la chromatine, refleteraient les différentes fonctions de RNase H2. Le
mécanisme de clivage de RNase H2 est particulier puisqu'il lui permet de reconnaitre
et cliver un ribonucléotide incorporé dans un duplex d’ADN. RNase H2 est donc
associée a la fois a I'enlevement de ribonucléotides isolés, et a la dégradation de plus
longs hybrides ARN:ADN, qu’elle clive d'ailleurs différemment de RNase H1 (Cerritelli
& Crouch, 2009) (Figure 34). Il est proposé que l'action de RNase H2 sur les longs
hybrides survient efficacement en fin de phase S, apres le pic de réplication. La fonction
de retrait des ribonucléotides isolés, provenant d'erreurs des polymérases réplicatives,
se ferait essentiellement en phase G2. Ces erreurs seraient corrigées de maniere post-
réplicative de sorte a ne pas interférer avec le processus de réplication en cours (Kellner
& Luke, 2020; Lockhart et al, 2019) (Figure 35). Chez les mammiferes, cette fonction de
RNase H2 est d'ailleurs essentielle pour assurer le développement embryonnaire
(Reijns et al, 2012).

La découverte de la structure hétérotrimérique de RNase H2 chez I'homme est associée
a des recherches sur le syndrome d'Aicardi-Goutieres (AGS) (Crow et al, 2006). Plus de
la moitié des familles touchées étudiées présentent des mutations dans au moins une
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sous-unité du complexe (Crow et al, 2015). AGS est une maladie génétique héréditaire,
transmise sur le mode récessif autosomique, caractérisée par une surexpression
d'interféron de type 1. En d'autres termes, les malades présentent une réponse
immunitaire innée dérégulée, créant une inflammation chronique se traduisant par
I'attaque des cellules cérébrales par le systeme immunitaire. Cette réaction
inflammatoire résulterait d'une accumulation d'acides nucléiques endogenes
cytoplasmiques, dont la détection par la molécule cGAS déclenche l'activation des
interférons de type I. Normalement, cGAS réagit a la présence d’ADN ou d’ARN
d’origine virale. Néanmoins la production de fragments nucléiques cytoplasmiques lors
de la réparation et la réplication de I'ADN, ou encore lors de la suppression de rétro-
éléments endogenes, s'ils ne sont pas correctement pris en charge, sont des sources
potentielles d'activation des interférons de type I (Klein & Glinther, 2021).

Comment des mutations dans RNase H2 induisent I'apparition de tels phénotypes est
encore sujet a étude (Reijns & Jackson, 2014) (Figure 36, panel B). La plupart des
mutations observées dans les patients AGS cause une baisse et non une abolition totale

de l'activité de RNase H2. Chez certains mutants, aucune baisse de l'activité n'est
d‘ailleurs a déplorer, ce qui semble indiquer un réle de RNase H2 indépendant de son
activité catalytique. La majorité des mutations associées au complexe RNase H2 se
trouve d'ailleurs dans la sous-unité RNASEH2B et non dans la sous-unité catalytique
(Crow et al, 2015; Rohman et a/, 2008). Afin d'étudier |'effet des différentes mutations
et de mieux comprendre le développement de I'AGS, certaines mutations touchant des
acides aminés conservés ont pu étre créées chez S. cerevisiae (Chon et al, 2013;
Potenski et a/, 2019; Rohman et a/, 2008). Aussi il existe un mutant de séparation de
fonction, le mutant RED (Ribonucleotide Excision-Defective mutanf). Ce mutant,
déficient pour le retrait des ribonucléotides isolés mais apte a la dégradation de plus
longs substrats, est aussi étudié dans le but de mieux comprendre quelle(s) fonction(s)
de RNase H2 pourrait participer a la prévention contre lI'accumulation d'acides
nucléiques cytoplasmiques (Cerritelli & Crouch, 2019; Chon et a/, 2013).

RNase H2 est considéré comme un gardien de la stabilité du génome de par ses
fonctions connues dans la dégradation des hybrides ARN:ADN, le retrait des
ribonucléotides isolés, et surtout, de par les conséquences pathologiques associées a
la dérégulation de ces activités (Figure 36). De maniere plutdt inattendue, il s'avere que
RNASEH2A et RNASEH2B sont surexprimés dans certains types de cancer (S. Feng &
Cao, 2016). Les résultats de ces différentes études suggéerent que les deux sous-unités
pourraient étre considérées comme de nouvelles cibles pour le diagnostic et la thérapie
de ces cancers. Le mécanisme moléculaire par lequel RNASEH2A et RNASEH2B seraient
impliquées dans le développement tumoral est encore inconnu. De plus, a ce jour,
aucun réle du complexe entier n'a été relié aux cancers, et il se pourrait que ces
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fonctions des sous-unités seules soient divergentes de celles arborées par le complexe
RNase H2.

V. Réplication et hybrides ARN:ADN

1. Transcription et R-loop: un obstacle a I'avancée des fourches de
réplication

Les relations entre la présence d'hybrides ARN:ADN et le stress réplicatif ont
principalement été étudié dans le contexte de la formation non-régulée de R-loops.
Les R-loops sont des structures a trois brins formées de maniére co-transcriptionnelle.
Elles résultent de I'appariement d'un transcrit en cours de synthese a son brin d’ADN
matrice, formant un hybride ARN:ADN. Le brin d’ADN non complémentaire déplacé est
en conséquent maintenu sous forme d’ADN simple-brin. La formation des R-loops,
lorsqu’elle survient de maniére incontrolée, menace la complétion des processus de
transcription et de réplication. Ces structures sont considérées comme de potentielles
menaces pour le maintien de I'intégrité du génome (Garcia-Muse & Aguilera, 2019).

1.1. Les collisions transcription-réplication

Les collisions entre les machineries de réplication et transcription (TRCs, transcription-
replication collisions or conflicts) sont considérées comme la cause principale de
I'instabilité génomique associée a la présence des R-loops en phase S. Il est a noter
qu'a ce jour, il est toujours incertain dans quelles mesures la présence d'une R-loop
per se, que ce soit la partie hybride ARN:ADN ou ADNsb, ou bien le blocage de I'’ARNPII
et/ou la machinerie transcriptionnelle, contribuent chacun a perturber I'avancée des
réplisomes. La fréquence et les modalités d'apparition des TRCs en conditions
physiologiques ne sont pas encore bien connues. Cela s'explique notamment car leur
étude se fait majoritairement dans des conditions stimulant leur apparition, c’est-a-
dire lorsque l'une ou l'autre des machineries est altérée (utilisation de mutants
spécifiques ou d'inhibiteurs chimiques...), ou bien en |'absence de facteurs régulateurs
de la formation de R-loops (Garcia-Muse & Aguilera, 2019; Kemiha et al, 2021). Dans
ces contextes pathologiques, la perte de controle de la coordination entre les
processus de transcription et réplication induit les TRCs et se caractérise par une
prédisposition a la formation de Iésions génomiques et un stress réplicatif accru.

Il a été récemment montré que l'orientation des machineries de transcription et de
réplication au moment de leur rencontre influencait la gravité des conséquences de la
collision. Les collisions peuvent étre de type codirectionnel si les deux machineries
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progressent dans la méme orientation, ou bien de type frontal si elles sont
convergentes (Figure 37). Chez S. cerevisiae et chez I'homme, il a été montré que ce
sont les collisions frontales, et non codirectionnelles, qui induisent de l'instabilité
génomique, bien que des R-loops puissent se former dans les deux cas (M. Garcia-
Rubio et al, 2018, Hamperl et al/, 2017; Prado & Aguilera, 2005). Parmi les
interrogations soulevées par ces observations, on pourra retenir les suivantes : si une
R-loop est présente au site de TRC, peut-elle étre traversée ou retirée par le réplisome ?
Quels sont les facteurs moléculaires impliqués ? Comment I'orientation du conflit
affecte la stabilité de cette R-loop ? Bien qu'il soit encore compliqué de répondre
précisément a ces différentes questions, quelques éléments de réponse se dessinent.
Il est proposé que les R-loops se trouvent plutot dans les TRCs de type frontale
(Hamperl et al, 2017). Les R-loops présentes aux TRCs de type codirectionnelles seront
plutot détectées dans les cas ou elles seraient stabilisées, notamment par la fixation,
sur leur domaine hybride ARN:ADN, de facteur comme Yra1, le domaine HBD ou la
forme dysfonctionnelle de RNase H1 (Bhatia et a/, 2014; M. Garcia-Rubio et a/, 2018).
Dans ce cadre, indépendamment de |'orientation du conflit, la résolution de la R-loop
et du conflit est compromise.

Les deux éléments majeurs qui vont conditionner la réponse cellulaire aux TRCs sont la
formation d’'une R-loop et I'orientation du conflit. Les TRCs ou une R-loop est détectée
déclencheront l'activation de mécanismes de DDR (Figure 38) (Hamperl et al, 2017).
Dans le cas d'une collision frontale, la voie ATR est activée. Il n'est pas clair a ce jour
dans quel mesure la formation d’ADNsb induisant cette activation provient de la
fourche bloquée ou du filament d’ADNsb de la R-loop. Les collisions codirectionnelles
se traduiront quant a elles par l'activation d’ATM. Dans ce contexte, les risques de
formation et/ou de stabilisation d'une R-loop sont plus faibles.

1.1.1. La résolution des conflits par contournement ou éviction de I'ARNPII

Différents modeles de résolution de conflits ont été proposés. Premierement, le
réplisome peut passer outre la R-loop et se reformer apres son site de blocage. Cette
action est médiée chez I'homme par le complexe Pol a-primase si le blocage est sur le
brin retard, et par la primase-polymérase trans-lésionnelle PRIMPOL s'il se trouve sur
le brin précoce. PRIMPOL est un facteur de réponse au stress qui n'est recruté a la
fourche qu'en cas de confrontation a un obstacle, en particulier de type structures
secondaires d’ADN et R-loops (Svikovi¢ et al, 2019). 1l est & noter que PRIMPOL n’est
pas conservée chez les levures.

Dans le cas d'un conflit codirectionnel, le transcrit pourrait d'ailleurs étre utilisé comme
amorce pour ré-initier rapidement la réplication suite au déplacement de I'ARN
polymérase par les hélicases réplicatives. L'nybride ARN:ADN servirait de plateforme
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au ré-assemblement rapide du réplisome, qui ne changerait pas de composition. Ce
mécanisme a été proposé suite a des études /in vitro chez E coli expliquant
probablement que les conflits codirectionnels n’induisent qu’une interruption
transitoire de la réplication (Lalonde et a/, 2021; Pomerantz & O'Donnell, 2008). Bien
que chez £ coli le réplisome semble étre capable de déplacer activement des ARN
polymérases encombrantes et de passer au travers d'un hybride ARN:ADN (Shin &
Kelman, 2006), il nest pas clair si un tel mécanisme peut s'appliquer /n vivo chez tous
les eucaryotes.

Autrement, la proximité entre un réplisome et une ARNPII peut conduire a I'expulsion,
voire la dégradation, de I'ARNPIL. Chez S. cerevisiae, Mec1, I'homologue d'ATR,
phosphoryle le complexe de remodelage INO80 et le complexe PAF1, respectivement
associés aux fourches et aux ARNPII en progression. En présence de stress réplicatif,
Mec1 est recruté aux fourches bloquées. Les trois facteurs sont impliqués dans
I'éviction de I'ARNPII de la chromatine aux TRCs, qui sera alors dégradée par le
protéasome (Poli et a/, 2016). Récemment, un mécanisme d'éviction de I’ARNPII aux
sites de TRCs, dépendant de sa déphosphorylation par WDR82/PNUTS-PP1 a été
proposé chez 'homme (Landsverk et a/, 2020). PAF1 aurait dans ce contexte un role
protecteur contre ces phosphatases et donc contre la dégradation de I'ARNPIL Ces
observations peuvent traduire des divergences entre especes, ou bien souligner une
multiplicité de moyens pour |'éviction de I'’ARNPII et la résolution des TRCs. Soutenant
ces dernieres hypotheses, il est proposé que chez S. pombe, Dicer est recruté aux TRCs
survenant spécifiquement dans des régions difficiles a répliquer, ou il y promeut la
dissociation de I'ARNPII (Castel et al, 2014). Aussi, l'éviction du complexe
transcriptionnel peut étre médiée par TC-NER (voir chapitre I) (Hamperl & Cimprich,
2016). Le contexte génomique dans lequel une TRC se produit pourrait donc influencer
son mode de résolution.

Dans les modeles précédents, la transcription est stoppée au profil de la reprise de la
réplication. Un autre modele repose sur un clivage transitoire de la fourche pour
favoriser le passage de I'ARNPII en cas de collision frontale (Chappidi et a/, 2020). C'est
le seul modele dans lequel la reprise de la transcription est prioritaire a celle de la
réplication. Le clivage de la fourche par MUS81/EME1 est requis ici pour permettre de
résoudre le stress topologique créé par la convergence des machineries de
transcription et réplication (Figure 20, panel A). Une fois résolu, la transcription peut
reprendre tandis que la fourche est réparée par l'action conjointe de RAD52 et
LIG4/XRCC4. Ce cycle de clivage/ligature assurerait une mobilité du réplisome
favorable au passage de la machinerie de transcription.
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1.1.2. La résolution des R-loops aux sites de conflit

La résolution des TRCs passe également par la résolution des R-loops. De nombreux
facteurs impliqués dans la résolution de hybrides ARN:ADN sont donc actifs aux TRCs
(Figure 39), et certains modes de résolution sont d'ailleurs propres a ce contexte.

On pourra citer tout d’abord Senataxin, qui a été décrite chez I'homme et S. cerevisiae
comme un facteur clé de la résolution de ces conflits (Alzu et a/, 2012; Brambati et al,
2018; San Martin-Alonso et al, 2021). Il est proposé que Sen1 aurait un role majeur
contre la formation d'hybrides ARN:ADN principalement en phase S (San Martin-
Alonso et al, 2021). Elle est d'ailleurs associée physiquement au réplisome dont elle
promeut la progression au travers des régions prones a former des R-loops (Alzu et a/,
2012). Lorsque I'hélicase est absente, on observe une augmentation des TRCs frontales
et I'activation d'origines dormantes est alors requise pour assurer la complétion de la
réplication (Alzu et al, 2012; Brambati et a/, 2018).

D’autres hélicases comme Pif1 (Figure 39) et certaines hélicases ARN DEAD-box (DDX1,
DDX5, DDX21) ou DHX9 s'averent aussi associées au réplisome et participent a la
résolution des TRCs via la résolution des R-loops (Azvolinsky et al, 2006; S. Kim et al,
2020; McDonald et al, 2016). Le recrutement de ces hélicases ARN serait médié par
ATADS (Elg1 chez les levures) (Figure 40, panel A) (S. Kim et a/, 2020). Dans un contexte
de réplication non-perturbée, ATADS s'associe avec un complexe RFC-like pour médier
I"éviction de PCNA en fin de réplication (Kang et al/, 2019). En contexte de stress
réplicatif, ATAD5 participe a la dé-ubiquitination de PCNA et aide ainsi a contrOler la
mise en place de synthese d’ADN trans-lésionnelle. Aussi, sa fonction de retrait de

PCNA favoriserait le recrutement de Rad51 aux fourches bloquées, et donc en promeut
le redémarrage (Park et a/, 2019). Finalement un réle dans la prévention de
I'accumulation et la résolution des R-loops ont été attribués a ATAD5 (S. Kim et al,
2020). En induisant le retrait de PCNA de la chromatine, ATAD5 permet d'enlever des
obstacles a la progression des machineries de transcription et limiterait donc la
formation de R-loops (Figure 40, panel B). De plus, il serait associé avec les hélicases
DEAD-box, les faisant voyager avec le réplisome. Lors de la rencontre avec une R-loop
préexistante, ou générée lors d'une TRC frontale, les hélicases déja présentent peuvent

médier rapidement sa résolution. Il est proposé qu’'en condition de stress réplicatif
accru, la présence d’ATAD5S permet de stimuler le recrutement de nouvelles hélicases.

Concernant les RNase H, I'association de RNase H2 au réplisome pourrait lui conférer
I'opportunité d'agir rapidement sur les hybrides ARN:ADN des R-loops aux TRCs
(Figure 39). Bien que sa capacité d'interaction avec PCNA ne soit pas requise pour son
activité, on pourrait supposer que cette interaction permette de lui donner un acces
privilégié a ces R-loops (Chon et a/, 2013).
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indiqués en rouge, ou en bleu pour le phénoméne d'extension des extrémités. D'apres (Bonetti et al,
2013).




On observe également un réle particulier de facteurs de protection des fourches aux
sites de TRCs. J'évoquais précédemment la coopération entre les facteurs de la RH et
les suppresseurs de tumeur de la voie FA. Les facteurs BRCA2 (ou FANCD1), BLM, FANCJ
et FANCD2 agissent de concours pour la stabilisation et le redémarrage des fourches
de réplication bloquées.

Dans le cadre particulier d'une TRC codirectionnelle, on observe le recrutement rapide
de BRCA2, FANCD2 et BLM, qui seraient impliqués dans la résolution de I'hybride
ARN:ADN (Shao et al, 2020). Aussi, l'activité translocase de FANCM pourrait étre
impliquée dans la résolution directe de ces structures (Schwab et a/, 2015). Méme si
les mécanismes moléculaires impliqués sont encore incompris, plusieurs études
s'accordent sur la participation des membres de la voie FA aux TRCs dans la prévention
et la résolution des hybrides ARN:ADN, tout en assurant en parallele la stabilité de la
fourche bloquée (M. L. Garcia-Rubio et a/, 2015; Schwab et a/, 2015; Shao et al, 2020).

2. Role des R-loops dans la régulation de la réplication a certains loci

Les R-loops peuvent se former de maniere dynamique en absence de stress réeplicatif.
C'est notamment le cas aux régions d'initiation et de terminaison de transcription, ou
elles auraient notamment des fonctions régulatrices dans le maintien du paysage
épigénétique aux promoteurs ou encore pour faciliter |'éviction du transcrit (Zong et
al, 2020). Dans la veine de ces études sur le rOle régulateur des R-loops, il a été montré
que leur formation est nécessaire pour assurer la réplication de certaines régions du
génome. Ces observations mettent en lumiére la complexité des relations entre R-
loops et réplication.

2.1. R-loops et maintenance des télomeres

Les télomeres sont des structures nucléoprotéiques protégeant les extrémités linéaires
des chromosomes eucaryotes contre les attaques de nucléases ou la mise en place
d’'évenements de réparation aberrants. Un autre role des télomeres est de fournir un
substrat adéquat pour la réplication des extrémités chromosomiques. Les bouts des
chromosomes sont caractérisés pour avoir des extrémités 3’ sortantes. Cela s'explique
de deux manieres (Figure 41). Tout d'abord, la synthese discontinue sur le brin retard
induit la perte de courtes séquences a chaque cycle de réplication. En effet, une fois la
derniere amorce de fragment d'Okazaki retirée, la séquence ADN correspondante ne
peut pas étre copiée de maniéere conventionnelle : le brin néo-synthétisé se retrouve
alors plus court que le brin matrice. Aussi, les télomeres sont la cible de nucléases qui
les dégradent depuis leur extrémité 5. Ces mécanismes participent au
raccourcissement progressif des télomeres jusqu'a un seuil limite a partir duquel les
cellules ne peuvent plus se diviser et entrent en senescence réplicative.
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Un moyen de contrecarrer ce phénomene dépend de I'élongation du télomere par la
télomérase (Figure 41). La télomérase est un complexe ribonucléoprotéique aux
fonctions proches des reverse transcriptases. Elle utilise une molécule d’ARN interne
comme matrice pour la synthese de I'extrémité télomérique manquante.

Elle est exprimée constitutivement chez les levures. En revanche, ce n'est pas le cas
dans la plupart des cellules somatiques chez 'homme. Néanmoins, la majorité des
cellules cancéreuses échappent a la senescence réplicative suite a la réactivation de
I'expression de la sous-unité catalytique de la télomérase. Il est a noter que de facon
minoritaire, on peut aussi observer I'émergence d'un mécanisme alternatif de
rallongement des extrémités, I'ALT (A/ternative Lengthening of Telomeres), basé sur la
recombinaison homologue. L'ALT est retrouvé chez les levures appelées ‘survivantes’,
caractérisées par une déficience pour I'utilisation de la télomérase.

La transcription aux télomeres par I'’ARNPII forme un long transcrit non-codant nommé
TERRA (T7Elomeric Repeat-containing RNA). 1l a été montré chez les levures que le
raccourcissement des chromosomes au cours de la phase S induit I'expression et
I'accumulation de TERRA aux télomeres, qui y promeut le recrutement de la télomérase
(Cusanelli et al, 2013; Moravec et al, 2016). Pour cela, TERRA interagit avec I'ARN TLCT
de la télomérase, et le complexe est dirigé au télomére d'ou TERRA est originaire
dépendamment de I'action de Mre11, Tell et Ku (Cusanelli et a/, 2013). En I'absence
de télomérase, TERRA peut former en c¢is un hybride ARN:ADN qui promeut les
évenements de RH du ALT aux télomeres courts (Cusanelli et a/, 2013; Graf et al, 2017).
D'apres une récente étude /n vitro, TERRA pourrait aussi étre recruté en trans, via une
réaction d'invasion de brin médiée par Rad51, avec qui TERRA interagit physiquement
(Feretzaki et al, 2020). Si la RH ne peut se mettre en place, ou si les facteurs de
résolution des hybrides ARN:ADN sont absents, la stabilisation des hybrides devient un
facteur de risque qui peut induire une sénescence précoce (Balk et a/, 2013; M. Garcia-
Rubio et a/, 2018) (Figure 42). Les niveaux d’hybrides ARN:ADN mesurés dans les
cellules humaines cancéreuses ALT et chez les levures ‘survivantes’ sont en conséquent
anormalement hauts. Le niveau d’hybrides ARN:ADN aux télomeres est régulé par
I'action des RNase H1 et H2 ou encore de Sen1 et Pif1 (Balk et a/, 2013; Pohl & Zakian,
2019).

La formation transitoire d'hybrides ARN:ADN aux télomeres est un processus régulé,
dépendant de la présence de télomérase et de la longueur des télomeres. La
transcription de TERRA, et donc potentiellement la présence d'un hybride aux
télomeres, sont des phénomeénes importants pour assurer le maintien des extrémités
télomériques et garantir la survie cellulaire. Néanmoins, leur présence représente un
danger pour l'avancée des fourches de réplication : la coordination de tous ces
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évenements doit donc étre tres finement régulée. Chez I'homme, un modele propose
que la transcription de TERRA précede la réplication des télomeres. Lorsque les
télomeres sont longs, Rif2 assure le recrutement de RNase H2 et la dégradation de
TERRA en fin de phase S. Au contraire, lorsque les télomeres sont courts, Rif2 n'est plus
recruté : I'hybride est stabilisé, et les risques de TRC codirectionnelle augmentent. La
TRC sera dans ce cadre un évenement clé pour l'activation de DDR et la mise en place
de la RH (Graf et a/, 2017).

2.2. R-loops et réplication de ’'ADN mitochondrial

L'étude de variant pathologique de RNase H1 a permis de mieux comprendre son réle
fondamental, et celui des hybrides ARN:ADN, dans le métabolisme de 'ADNmt (Akman
et al, 2016). Chez les mammiféres, 'ADNmt est circulaire et composé de deux brins,
nommeés brin lourd (H) et brin léger (L), chacun arborant une composition
nucléotidique propre et spécifique. Les éléments régulateurs importants, /e. origine et
région terminatrice de réplication, ou encore promoteur transcriptionnel, se trouvent
condensés sur chaque brin dans une région appelée la région controle.

La réplication des deux brins de I'ADNmt se ferait majoritairement de maniére
unidirectionnelle et asynchrone (Figure 43). Lorsque c'est le cas, la réplication débute
sur le brin L. Le brin H parental est déplacé par I'avancée du réplisome, jusqu'a arriver
au niveau de l'origine de réplication de ce dernier. Au passage du réplisome sur le brin
L, l'origine du brin H adopte une structure tige-boucle. L'ARN polymérase
mitochondriale POLRMT peut synthétiser une petite R-loop a cet endroit, qui servira
d'amorce a la polymérase réplicative Pol y pour initier la réplication du second brin.
RNase H1 s'avere essentielle pour permettre a la R-loop d'étre reconnue comme une
amorce par la Pol y (Falkenberg & Gustafsson, 2020).

De plus, une théorie pour expliquer ce délai dans la réplication du brin H est qu'il
pourrait étre couvert par un long transcrit, formant un second brin provisoire (Holt,
2019a; Holt & Reyes, 2012). Le transcrit permettrait de protéger le brin H, puis servirait
de matrice pour amorcer la réplication. Ce modele appelé RITOLS (Ribonucleotide
Incorporation ThroughOut the Lagging Strand) est tres controversé (Falkenberg &
Gustafsson, 2020). Neanmoins, les différents modeles de mecanismes de réplication de
I’ADNmt s'accordent sur I'importance de la formation de R-loops par POLRMT, dont la
maturation par RNase H1 constitue les amorces de la Pol y.

La formation d’hybrides ARN:ADN co-transcriptionnels semble donc étre une étape clé
pour l'initiation de la réplication de '’ADNmt chez les mammiferes. En revanche, en cas
d’'absence ou de défaillance de RNase H1, les R-loops ne sont pas correctement prises
en charge et leur stabilisation affecte les cycles de réplication suivants (Holmes et a/,
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2015; Holt, 2019b). Chez la souris, I'expression de RNase H1 est d'ailleurs essentielle
(Cerritelli et a/, 2003). Il est a noter que ce mode de réplication de '’ADNmt asynchrone
dépendant de la transcription est propre aux mammiferes, et qu'a ce jour, il n'a pas été
observé chez d'autres organismes modeles.

3. Des hybrides ARN:ADN sont formés de maniere canonique lors de
la réplication

3.1. L'incorporation des ribonucléotides par les polymérases réplicatives

Dans les cellules eucaryotes, les ribonucléotides sont présents en exces par rapport aux
désoxyribonucléotides (McElhinny et a/, 2010). Leur abondance constitue un challenge
pour la fidélité des polymérases réplicatives, qui peuvent parfois les incorporer au brin
en cours de synthese. C'est le type d'erreur des polymérases réplicatives le plus
fréquent. Chez I'homme, les trois polymérases réplicatives principales Pol a, Pol §, et
Pol € incorporent en moyenne un ribonucléotide tous les 1.5-2 Kb d’ADN synthétisé.
Leurs homologues chez les levures font de méme (McElhinny et a/, 2010; Zong et al,
2020) (Figure 44). Le role de chacune de ces polymérases dans la réplication des brins
précoce ou retard a d'ailleurs été évalué en fonction de I'habilité spécifique de chacune
a incorporer des ribonucléotides (Burgers & Kunkel, 2017).

L'accumulation de ribonucléotides est un facteur d'induction de stress réplicatif et
d'instabilité génomique (Zong et al, 2020). Afin de préserver l'intégrité et la stabilité
du génome, ils doivent donc étre retirés avec efficacité des leur incorporation pour ne
pas interférer, entre autres, avec les prochains cycles réplicatifs. Pol §, et Pol ¢
possedent des activités de relecture et de correction intrinseques, leur permettant de
remédier a une incorporation de nucléotide incorrecte. Néanmoins, ces activités
s'averent d'une efficacité limitée sur le retrait des ribonucléotides (Kellner & Luke,
2020). Il existe un moyen de réparation dédié, nommé Ribonucleotide Excision Repair
ou voie de RER, impliquant I'action d'enzymes spécialisées dans I'élimination de ces
ribonucléotides isolés.

3.1.1. La voie de RER ou Ribonucleotide Excision Repair

C'est RNase H2 qui joue un réle clé dans la mise en place du RER (Sparks et al, 2012).
RNase H2 reconnait les mono- et di-ribonucléotides isolés dans un duplex ADN et fait
une incision simple-brin a la jonction 5" ARN - 3" ADN (Figure 45). Ce clivage permet
de stimuler la synthése d’ADN par Pol § depuis I'extrémité ADN 3'OH. Au passage de
Pol §, I'extrémité de brin contenant le ribonucléotide sera soulevée. Le brin déplacé
forme une structure flap, reconnaissable par la flap endonucléase FEN1 ; Rad27 et Rad?2
chez S. cerevisiae et S. pombe, respectivement. PCNA est requis pour coordonner les
activités de synthese et de déplacement de brin de Pol & avec la coupure du flap par
Fen1 (Sparks et al, 2012). Une fois le(s) ribonucléotides(s) éliminé(s), et la séquence
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ADN manquante correctement synthétisée, I'intégrité du brin est restaurée par ligature
grace a Lig1. Il est proposé que Pol € et Exo1 puissent se substituer dans ce modele a
Pol 6 et Fen1 respectivement, bien qu'alors |'efficacité de réparation soit diminuée de
moitié.

En I'absence de RNase H2, on observe une voie de RER alternative reposant sur l'action
de la Topoisomérase [ (Top1) (Figure 46). Initialement décrite chez S. cerevisiae,
I'implication de Top1 a récemment été observé chez 'homme (Kellner & Luke, 2020;
Zimmermann et al, 2018). Dans ce cas, la tentative d'excision des ribonucléotides peut
s'avérer mutagene et conduire a 'apparition de CDBs. Cette voie de secours du RER
est active sur le brin précoce et emploie différents mécanismes d'excision (Sparks &
Burgers, 2015). L'incision par Top1 produit une extrémité 50OH ADN et une extrémité
2',3'- phosphate cyclique ARN. Des étapes additionnelles de traitement des extrémités
sont requises pour générer |'excision du ribonucléotide et la ligature finale (Kellner &
Luke, 2020). Tout d'abord, Top1 peut inciser une seconde fois, et forme alors un
complexe avec un di-nucléotide contenant le ribonucléotide a exciser. Ce complexe
peut étre libérée par Tdp1 (Tyrosyl-DNA Phosphodiesterase 1). Les extrémités sont
traitées et la courte séquence re-synthétisée pour assurer une ligature et une
réparation sans erreur. Néanmoins, un scénario alternatif est que Top1 promeut la
ligature des extrémités aprés le second clivage, entrainant une délétion de 2
nucléotides suite au réalignement des extrémités a joindre. Dans le cas ou le di-
nucléotide a inciser correspond a une séquence répétée, le réalignement peut étre
incorrect et conduire a des délétions allant jusqu’a 5 nucléotides. Ces événements de
ligature erronés médiés par Topl1 peuvent étre contrés par l'action conjointe de
I'endonucléase Apn2, de Srs2 et d'Exo1. Dans un dernier scénario, il a été proposé que
le second clivage par Top1 soit fait sur le brin d’ADN opposé, générant ainsi une CDB
dont la réparation dépend de Rad51 et Rad52 (Kellner & Luke, 2020). Chez I'homme,
en absence de RNase H2, la perte de BRCA1 et BRCA2 n'est pas viable pour les cellules,
confortant I'importance de la RH lorsque le RER peut étre déficient (Zimmermann et
al, 2018).

3.1.2. Incorporation de ribonucléotides : des conséquences bénéfiques ?

Des travaux chez S. cerevisiae ont permis de mettre en évidence que les incisions de
RNase H2 lors du RER servent de reperes pour recruter la machinerie du MMR
spécifiquement sur le brin néo-synthétisé, aux sites d'erreurs lors de la réplication du
brin précoce (Ghodgaonkar et al, 2013; Lujan et al/, 2013). La présence des
ribonucléotides, de maniere transitoire, a donc un réle bénéfique pour le maintien de
I'intégrité du génome. De maniere indirecte, la baisse d'efficacité du MMR pourrait
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contribuer a I'instabilité génomique observée dans les cellules déficientes pour RNase
H2.

Aussi, chez S. pombe, certaines cellules filles peuvent changer de signe sexuel par
rapport a leur cellule meére. Le changement de signe sexuel dépend du retrait d’'une
empreinte, présente sur un des brins au locus mat7. Cette empreinte serait une
séquence de di-ribonucléotides, incorporés probablement par la Pol a sur le brin
retard, lors de la réplication au locus mat7 chez la cellule mere (Singh et al, 2019;
Vengrova & Dalgaard, 2006). Ces di-ribonucléotides sont déposés lors de la pause
programmée d'une fourche de réplication au site MPS1 et sont maintenus jusqu’a la
prochaine phase S. Lors de ce nouveau cycle de réplication, 'empreinte va impacter la
réplication du brin précoce, car le locus est transcrit de maniere unidirectionnelle. Les
évenements de RH résultant de la prise en charge de ces intermédiaires de réplication
vont entrainer le retrait de I'empreinte et le changement de signe sexuel de la cellule.
La reprise de la réplication s'accompagne a nouveau d'une pause au site MPS1, et du
dépot d'une empreinte sur le brin tardif. La conservation de ces di-ribonucléotides
spécifiques s'averent donc cruciale pour S. pombe, cependant les mécanismes
moléculaires permettant leur incorporation et leur maintien sont encore trés obscurs.

3.2. Les amorces des fragments d'Okazaki

Sur le brin retard, le complexe Pol a-primase synthétise des amorces chimériques
composées de 7 a 12 ribonucléotides (primase), suivis d'une vingtaine de
désoxyribonucléotides (Pol a). Ces amorces sont étendues par Pol § sur 100 a 200 pb,
formant ainsi les fragments d'Okazaki. Afin d'assurer la continuité du brin néo-
synthétisé, les amorces ARN doivent étre dégradées et leur équivalent ADN doit étre
synthétisé et ligaturé au fragment voisin. Les amorces ARN des fragments d'Okazaki
occupent environ 5% du brin néo-synthétisé, et représentent donc une source non
negligeable d'hybrides ARN:ADN. Plusieurs mécanismes peuvent se mettre en place
pour assurer le retrait des amorces et la maturation des fragments d'Okazaki.

3.2.1. Modeles de maturation de courts et longs flaps

Lorsque Pol & atteint I'extrémité 5" ARN de I'amorce du fragment d'Okazaki adjacent,
elle la souleve et forme une structure flap. Il est proposé que la taille de ces flaps soient
dans la mesure du possible maintenue a une taille tres courte : les nucléotides sont
soulevés un par un, et leur clivage est assuré par FEN1 (Figure 47). L'amorce est ainsi
dégradée, un nucléotide apres I'autre, jusqu’a I'élimination complete de la partie ARN.

119



L7
ELLLLEN

A Long Flap

g Processing
Long Flap|!Pol (+Pol32) FEN1
Formation|: Pif1 helicase Pol 5-Exo

Pol 5-Exo

iRNA \v \ 1'_2 n —
t [Nick Translation| (

Repeat cycle; release rNMPs

NY! ON

Y

e

Ligase

Figure 48. Modeéle de dégradation de longs flaps pour la maturation des amorces des fragments
d’'Okazaki. Certains flaps courts peuvent étre allongés notamment via la progression excessive de Pol 6
et l'action de I'hélicase Pif1. Les flaps de plus de 30 nucléotides sont stabilisés par RPA, qui recrute Dna2.
Le clivage par Dna2 induit le raccourcissement du flap. Ces petits flaps peuvent étre éliminés par Fen1
ou Pol 6. D'apres (Stith et a/, 2008).



Aussi, puisque Pol a ne possedent pas d'activité de relecture/correction, il est proposé
que Pol & puisse continuer a avancer une fois I'amorce ARN passée, afin de permettre
de corriger les erreurs faites par Pol a. Une fois que ce processus est achevé, Lig1 assure
la ligature des deux fragments d'Okazaki adjacents.

Bien que la perte de FEN1 soit fatale pour le développement embryonnaire chez la
souris, chez les levures S. cerevisae et S. pombe la déplétion des homologues rad27 et
rad2 est viable (Burgers, 2009; Larsen et al, 2003). Ces observations suggerent qu'il
existe des moyens alternatifs pour le retrait des flaps. Tout d'abord, il est proposé
qu'Exo1 puisse se substituer a Rad27/Rad2, car on observe une létalité synthétique
chez les doubles mutants de levure. Aussi, un second modele de maturation, spécialisé
dans le retrait de longs flaps, servirait de mécanisme complémentaire chez les levures
(Burgers, 2009).

Dans certains cas, le clivage par FEN1 ne peut se faire, comme en cas d'absence de
I'enzyme, mais aussi si le flap arbore une structure secondaire ou est recouvert par RPA.
La taille des flaps augmente dans ces circonstances. Les longs flaps peuvent également
résulter d'une avancée trop rapide de la Pol 8, dont la progression limitée est régulée
par un délicat équilibre de rotation entre ses activités de synthese (avancée) et de
dégradation (arrét). Dans ce contexte, la maturation des fragments d'Okazaki repose
sur l'activité 5" endonucléase de Dna2 (Zheng et al, 2020) (Figure 48). A l'inverse de
FEN1 qui effectue son clivage a la base du flap, /e. a la jonction avec I'ADNdb, Dna2 se
fixe et clive dans le flap. Les flaps de plus de 30 nucléotides sont reconnus par RPA, qui
inhibe le clivage par FEN1, mais recrute et stimule l'activité de Dna2. Il en résulte la
formation d'un petit flap, d'environ 5 nucléotides, qui ne peut ni étre fixé par RPA, ni
étre clivé par Dna2. Pour compléter le clivage d'un long flap, I'action additionnelle de
FENT ou méme de la Pol & est nécessaire. De plus, en I'absence de Rad27 et Exo1, la
capacité de déplacement de brin de Pol §, stimulée par la présence de I'hélicase Pif1,
est indispensable a la création de longs flaps pouvant servir de substrat a DNA2 (Stith
et al, 2008; Zheng et al, 2020).

Ces mécanismes de retrait des amorces, reposant sur la formation de flaps courts et
longs, sont les modeles prédominants de la maturation des fragments d'Okazaki.
Néanmoins, historiquement, un troisieme scénario impliquant RNase H2 avait été
proposeé.

3.2.2. Le retrait des amorces ARN par RNase H2

Dans le modéle initialement proposé, I'amorce n'est pas soulevée et reste hybridée a
son brin matrice. Sous cette forme hybride ARN:ADN, elle est alors reconnue par RNase
H2.1l a été proposé que tous les ribonucléotides soient dégradés sauf celui a la jonction
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ARN-ADN, dont I'excision repose sur l'activité 5' exonucléase de FEN1 (Zheng & Shen,
2011). Par la suite, plusieurs observations ont remis en doute certains aspects de ce
modele. Tout d'abord, I'activité exonucléase de FEN1 est tres faible, a I'inverse de son
activité d’'endonucléase sur les structures flaps. Une variante a ce modele a été
proposée, suggérant que RNase H2 puisse dégrader I'amorce ARN avant son
soulevement par Pol 6. Le flap généré ne contiendrait qu’un ribonucléotide et la partie
ADN synthétisée par la Pol a. Ce nouveau modele semble plus en accord avec les
préférences de substrats de FENT, et la possibilité de corriger les erreurs de Pol a via
le passage de Pol § (Kao & Bambara, 2003).

D’autre part, il a été suggéré chez la drosophile que la présence de RNase H2 puisse a
la fois stimuler la synthése d’ADN par Pol a, et induire un raccourcissement de la taille
des amorces. En d'autres termes, RNase H2 favoriserait la dissociation de la polymérase
et induirait son recyclage a une nouvelle position : avec RNase H2, les amorces sont
plus courtes mais plus nombreuses. Ces résultats ont laissé penser que RNase H2
pourrait agir des la synthése des amorces des fragments plutot qu'au moment de la
préparation a la ligature finale des fragments adjacents (Kao & Bambara, 2003).

Le fait que la double déplétion de fen7 et rnh207 soit viable chez les levures a conduit
a la conclusion que ce mécanisme n’'était pas le moyen prédominant pour retirer les
amorces ARN. Néanmoins, on pourra garder en téte que dans le cas ou la génération
de flaps ne peut pas se faire, /e. en situation ou il n'y a pas de Pol § convergente, ce
mécanisme de retrait d’amorce puisse étre indispensable.

Une étude récente chez S. pombe a permis de conforter |'existence /n vivo d'une voie
de retrait des amorces ARN-ADN par les activités exonucléases de RNase H2 et Exo1
(B. Liu et a/, 2017). La double délétion de rnh207 et exol, ou rmh201 et feni/rad2,
entraine une augmentation du nombre et de la taille de flaps par rapport aux simples
délétions de exo7 et rad2 Ces résultats suggerent que RNase H2 peut initier la
dégradation de la partie ARN de I'amorce, dont la partie ADN sera prise en charge par
Exo1 ou Fen1, comme il I'a été initialement proposé (Figure 49).

VI. Objectif et systeme expérimental
1. Objectif principal

L'altération de la progression des fourches de réplication est une des causes principales
du stress réplicatif. Cela est d{, entre autres, a la formation d’hybrides ARN:ADN qui
compromet le maintien de la stabilité du génome en augmentant le risque de TRCs et
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Figure 50. Le cycle cellulaire de S. pombe.



de dommages a I’ADN. Récemment, il a été proposé que des hybrides ARN:ADN se
forment lors de la réparation des cassures d’ADN double-brin. Ils seraient des
intermédiaires du processus de réparation, jouant des roles positifs comme négatifs,
sur les machineries de réparation. Aussi, leur dégradation controlée est une étape
nécessaire pour achever la réparation des CDBs par la RH.

Lorsqu'une fourche de réplication s'arréte, elle peut étre activement redémarrée,
notamment grace a la voie de la RH. L'objectif principal de ma these est de déterminer
si des hybrides ARN:ADN seraient également des intermédiaires transitoires du
processus de redémarrage des fourches de réplication bloquées par la RH.

2. Systeme expérimental

Pour répondre a I'objectif principal de la these, j'ai exploité un systeme de blocage de
fourche conditionnel chez S. pombe, le systeme R7TS7-RFB, permettant de bloquer une
fourche de réplication donnée a un locus défini. J'ai étudié les conséquences de la
stabilisation des hybrides ARN:ADN sur l'intégrité et le devenir de cette fourche
bloquée.

2.1. S. pombe est un organisme modele

La levure fissipare S. pombe est un organisme eucaryote unicellulaire ayant une forme
cylindrique avec des bouts arrondis. Sa taille varie de 7 a 15um au cours du cycle
cellulaire. C'est un organisme essentiellement haploide dont la multiplication se fait
principalement par reproduction asexuée. Comme le nom le laisse supposer, les levures
fissipares forment un septum central d'ou elles se divisent par fission transversale. Deux
cellules filles de taille identique sont alors formées, tel que I'on peut I'observer chez les
cellules mammiferes (Hoffman et a/, 2015).

En réponse a une carence azotée, les cellules haploides peuvent passer d'un
mécanisme de croissance végétatif a un mode de reproduction sexué. Dans ce cadre,
si deux cellules de type sexuel opposés (A+ et h-) se croisent, elles conjuguent. Les
diploides résultant de la fusion des deux cellules parentales entrent rapidement en
méiose et forment une tétrade : 4 spores dans un asque, qui apres la germination
formeront 4 nouvelles levures haploides (Sabatinos & Forsburg, 2010).

Le temps de génération chez S. pombe est de 3 heures en milieu riche. Durant ce laps
de temps, l'identification de la phase du cycle cellulaire dans laquelle se trouve une
cellule est relativement aisée, de par sa taille, son nombre de noyaux ou encore la
présence d'un septum (Hoffman et a/, 2015). Les cellules passent prés des trois quarts
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du temps du cycle en phase G2 (Figure 50). Elles y sont mononuclées et de petite taille,
et elles ne présentent pas de septum. En mitose, les chromosomes ségrégent mais la
cytodiérese n'aura lieu qu’en fin de phase S. Lors des phases M, G1 et S, les cellules
sont donc binucléées. La phase G1 chez S. pombea la particularité d'étre tres transitoire
et difficile a détecter. C'est en phase S que le septum se forme et ou les cellules
atteindront leur taille maximale. Le 13.8Mb de génome répartis sur trois chromosomes
(chl: 5.7Mb, chll: 4.6Mb, et chlll: 3.5Mb) y sont répliqués (Wood et a/, 2002). Cette phase
s'acheve par I'évenement de fission suite a I'invagination du septum. Les cellules filles
entament donc leur cycle directement depuis la phase G2.

Utiliser S. pombe comme organisme modele a de multiples avantages (Sabatinos &
Forsburg, 2010). Puisqu’elle est non pathogéne et que son temps de génération est
court, elle peut étre aisément manipulée et maintenue en laboratoire. Comme toute
levure, la taille de son génome et son état d'organisme unicellulaire sont des
caractéristiques qui la rendent idéale pour effectuer des analyses génétiques et éditer
son génome a la demande. S. pombe possede aussi quelques atouts propres. Elle est
d'un point de vue évolutif aussi éloignée de S. cerevisiae que les levures de I'hnomme.
Par rapport a S. cerevisiae, elle est considérée comme étant une levure plus ancienne,
dont I'évolution a été plus limitée depuis la divergence d'avec leur ancétre commun. S.
pombe partage donc beaucoup de mécanismes biologiques avec les mammiferes.
C'est notamment le cas en ce qui concerne la réplication de I’ADN.

2.2. Un systeme de blocage de fourche conditionnel chez S. pombe

Chez les eucaryotes, il existe plusieurs sites de pauses des fourches de réplication
naturels. Parmi eux, on trouve la barriere R7S7 (Replication Terminator Sequence 1) a
proximité du locus de changement de type sexuel sur le chromosome Il de S. pombe.
Afin d'assurer la mise en place de I'empreinte, il est nécessaire que le locus soit répliqué
de maniére unidirectionnelle : le brin ou sera déposé I'empreinte doit étre répliqué en
tant que brin retard (..e. impliquer Pol a) (Singh et a/, 2019). L'activation de la barriére
RTST permet le blocage de la fourche convergente et d'assurer cette orientation
unique de réplication (Dalgaard & Klar, 2001).

RTST est une séquence de 859pb, composée de deux régions (Codlin & Dalgaard,
2003). La région B de 450pb est essentielle pour I'activation de la barriere. Seule, R7S7
n'induit pas de blocage. Le blocage dépend de la fixation d'un complexe protéique
dont la protéine principale est Rtf1 (Replication termination factor 7). La région B
contient 4 sites de fixation a Rtf1. L'accumulation de Rtf1 sur R7S57, et son interaction
avec les autres protéines du complexe (Rtf2, Swil et Swi3) constitue une contrainte a
la progression de la fourche convergente. La seconde région de R7S7, ou région A, fait
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60pb et servirait au renforcement du blocage, notamment car Rtf2 s’y fixe. La
caractéristique de la barriere R757 est qu'elle bloque I'avancée des fourches de maniere
polaire, c'est-a-dire qu'une seule direction de progression est bloquée. Cela est
dépendant de l'orientation de la séquence R7S7.

Ce systeme de blocage polaire naturel a été converti en outil génétique pour I'étude
des transactions moléculaires intervenant aux fourches de réplication bloquées
(Lambert et a/, 2005). Une séquence R7S7 a été introduite sur le chromosome III, en
bordure du gene ura4 du coté centromérique (Figure 51). La dynamique de réplication
a ce locus est bien caractérisée. Il est répliqué essentiellement selon une orientation
centromere — télomere, par des fourches émanant d'une forte origine de réplication
(7.e. origine activée précocement) située a Skb en amont de wra4. L'origine de
réplication la plus proche du coté télomérique se trouve a plus de 40kb, et est une
origine dite faible (ie. origine activée tardivement en phase S). Lorsque le systeme
RTST-RFB est activé, il bloque l'avancée de la fourche en provenance du coté
centromérique. La nature et le lieu du blocage de fourche sont donc des parametres
contrélés. Aussi, I'induction du blocage se fait via le contrdle de I'expression de Rtf1.
Le gene Rtf7 est soumis, a son locus endogene, au contréle du promoteur nmit47, dont
I'activité est modulée par la présence ou l'absence de thiamine. En présence de
thiamine, le systeme est OFF : Rtf1 n'est pas exprimé, le blocage n’est pas induit. A
I'inverse, en absence de thiamine, nmt47 n'est plus réprimé, Rtf1 est exprimé et la
barriere est activée : on est en condition RFB ON. Les levures portant le systeme R757-
RFB sont donc conservées en présence de thiamine, qui n'est retirée que pour la mise
en place d'un protocole expérimental. Lors du passage d'une condition RFB OFF a RFB
ON, on observe un pic d'expression de Rtf1 16h aprés le retrait de la thiamine. Dans ce
contexte, au sein de la population étudiée, 90% des fourches suivant le sens de
réplication principal seront bloquées au site RTS1. Le systeme R757-RFB est un outil de
choix pour modéliser un blocage de fourche, dont le lieu, la nature et I'induction
pourront étre définis et controlés.

Les fourches bloquées a R7S7-RFB pourront étre activement redémarrées via la mise
en place de la RH, ou sauvées par fusion avec les fourches convergentes (Figure 51).
Divers essais génétiques ont été développés sur la base de l'utilisation de R757-RFB
pour étudier I'intégrité et le devenir de la fourche bloquée. Parmi les techniques phares,
on pourra citer le suivi du locus /n vivo par microscopie grace a un systeme rapporteur
fluorescent a proximité ; I'étude du recrutement de facteurs protéiques a ce locus (par
ChIP ou microscopie) ou encore |'analyse des intermédiaires de réplication par 2DGE
ou électrophoréese sur gel bidimensionnelle (Ait Saada et a/, 2017; Hardy et al, 2019;
Kramarz et al, 2020; Teixeira-Silva et al, 2017). Ces diverses méthodes d'analyse
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permettent I'étude des facteurs impliqués dans la résection, le redémarrage et la
protection des fourches de réplication bloquées au locus R757-RFB.

3. Role des hybrides ARN:ADN a la R7S7-RFB ?

Le redémarrage par la RH survient 20min apres le blocage au site R757-RFB, grace a
I'exposition d’ADNsb (Miyabe et a/, 2015; Nguyen et al, 2015). Il est important de
garder en téte que dans ce cas, les fourches ne sont pas forcément des fourches
cassées. Les travaux d'une doctorante du laboratoire ont permis de mettre en évidence
un processus de résection des brins naissants en deux étapes, régulé par la présence
de Ku (Teixeira-Silva et a/, 2017). Ce modeéle ressemble a celui des CDBs. Les fourches
bloquées réversent, procurant une extrémité double-brin sur laquelle Ku peut se fixer.
Le complexe MRN-Ctp1 permet |'éviction de Ku, ce qui promeut l'initiation de la
résection sur environ 110pb. Cette résection est nécessaire et suffisante pour le
recrutement et la nucléation de Rad51. Elle permet de plus de fournir un point d'entrée
a Exo1, qui assure une résection plus extensive. En |'absence de Ku, les fourches
réversées sont soumises a une dégradation incontrolée par Exo1.

Les similarités observées entre la réparation des CDBs et le redémarrage des fourches
par la RH conduisent a I'hnypothése attrayante de la présence transitoire d'hybrides
ARN:ADN aux fourches de réplication bloquées. Dans un contexte de déficience en
activité RNase H, des hybrides ARN:ADN ont d'ailleurs été visualisés autour du systeme
RTS7-RFB activé (Naiman et al, 2021).

Au cours de ma these, j'ai cherché a définir quel était I'impact de la stabilisation des
hybrides ARN:ADN pour la mise en place du processus de redémarrage par la RH des
fourches de réplication bloquées. J'ai donc exploré le role des enzymes RNase H au
cours de ce processus. Enfin, je me suis attachée a définir quelle pouvait étre I'origine
de ces hybrides. Dans |I'ensemble, ce travail met en lumiere le role d’hybrides ARN:ADN
formés de maniere post-réplicative aux fourches de réplication bloquées, et aide a
mieux comprendre les mécanismes moléculaires mis en place en réponse au stress
réplicatif.
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RESULTATS







Les travaux produits durant cette thése seront présentés en trois parties :

[.  Publication #1

Les principaux résultats obtenus au cours de ma these sont décrits dans cette partie.
Ils sont présentés sous forme d'article, intitulé : « RNA:-DNA hybrids from Okazaki
fragment are cis-regulators of Ku function in safequarding replication fork integrity ».

II. Publication #2

Les questionnements abordés aux cours de cette these m'ont amené a m'intéresser a
I'impact d'une composante ARN dans la régulation des activités des facteurs de NHEJ,
notamment pour le maintien de l'intégrité génétique en cas de stress réplicatif. Ces
interrogations ont abouti a la rédaction d'une revue publiée dans Trends in Genetics,
que je signe en premiére auteure. Cette revue intitulée : « Non-homologous end-
Joining at challenged replication forks: an RNA connection ?» sera présentée dans
cette seconde section.

IIl. Résultats supplémentaires

Dans cette derniere partie, je présente quelques autres données générées au cours
de ma these, complémentaires a la publication #1.
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Publication #1

RNA:DNA hybrids from Okazaki fragment are cis-regulators of Ku
function in safequarding replication fork integrity
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ABSTRACT

Non-homologous end-joining (NHEJ) factors act in replication fork protection, restart
and repair. Here, we identified a novel RNA:DNA hybrid-related mechanism to
overcome the NHEJ factor Ku-mediated barrier to nascent strand degradation, in
fission yeast. RNase H activities promote nascent strand degradation and replication
restart, with a prominent role of RNase H2 in processing RNA:DNA hybrids to engage
physiological and pathological fork-resection. RNase H2 acts in a parallel pathway to
MRN-Ctp1 to sustain cell resistance to replication stress, in a Ku-dependent manner.
Mechanistically, RNase H2 allows bypassing the Ku-mediated barrier to initiate the
short-range resection by processing the RNA primer of the unligated Okazaki
fragment. Supporting Okazaki fragments being a source of RNA:DNA hybrids at
reversed fork, Fen1, but not Senataxin, also promotes nascent strand degradation.
Finally replication stress favors Ku binding to RNA:DNA hybrids, indicating a novel
function for Okazaki fragments in controlling Ku-mediated barrier to safeguard fork
integrity.

e Unprocessed RNA:DNA hybrid impairs the short-range resection of nascent strands
e RNA primers of Okazaki Fragments are sources of RNA:DNA hybrids at arrested forks
e Ku binds RNA:DNA hybrids /n vivo upon replication stress

e RNase H2 overcomes Ku-mediated barrier by processing RNA:DNA hybrids
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INTRODUCTION

A myriad of unavoidable replication fork obstacles threaten faithful DNA duplication
(Zeman & Cimprich, 2014). As fork obstacles lead to stalling, collapse or fork breakage,
they are direct sources of replication stress-induced genome instability, an underlying
cause of human diseases and a well-recognized hallmark of most cancer cells (Gaillard
et al, 2015). Therefore, investigating the molecular circuits preserving genome integrity
and replication competence at stressed replication forks is substantial to understand
the etiology of human diseases.

Elongating transcription machineries are one type of fork obstacle causing fork arrest.
Head-on collision upon transcription-replication conflict (TRC) triggers unscheduled R-
loop formation, ie. a triple-stranded structure composed of a co-transcriptionally
formed RNA:DNA hybrid opposite to a displaced single-stranded DNA (ssDNA)
(Crossley et al, 2019; Garcia-Muse & Aguilera, 2019). Head-on TRC activates ATR-
dependent DNA damage-response (DDR) pathway and R-loops formed at TRCs are
detrimental to genome stability maintenance (Hamperl et al, 2017), although it
remains unclear how the RNA:DNA hybrid itself and/or the stalled RNA polymerase
contribute to fork stalling (Kemiha et a/, 2021). Nonetheless, several studies have
established that a subset of R-loops is genotoxic (Costantino & Koshland, 2018;
Promonet et a/, 2020).

RNA:DNA hybrids are also a consequence of double-strand break (DSB) repair (Marnef
& Legube, 2020; Ohle et al, 2016). Whereas the ways they originate at DSBs are still
under debate, they are proposed to act as mediators of DSB repair and signaling
(Domingo-Prim et al, 2020; Pessina et al, 2019). RNA:DNA hybrids modulate the
activity of DNA repair machineries allowing the recruitment of DNA repair factors from
the homologous recombination (HR) and non-homologous end-joining (NHE)J)
pathways (Audoynaud et a/, 2021; Bhatia et a/, 2018; Dang & Morales, 2020; L. Li et al,
2016; Michelini et al, 2017; Sessa et al, 2021). RNA:DNA hybrids have been also
proposed to mediate RNA-templated DNA repair and to influence the fidelity of DSB
repair by NHEJ (A. Chakraborty et al, 2016; Zong et al, 2020). However, it is also evident
that RNA:DNA hybrids at DSBs are removed or degraded to allow the completion of
DNA repair, requiring therefore the activity of RNA helicases such as Senataxin or
RNase H activities (Cohen et a/, 2018; D'Alessandro et al, 2018; L. Li et al, 2016; Ohle
et al, 2016; Rawal et a/, 2020; Sessa et al, 2021).

Protection, restart and repair of stressed replication forks is critical to genomic stability,
giving rise to the identification of a diversity of fork rescue pathways, underscoring the
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plasticity of the replication fork (Berti et a/, 2020). Error-free repair of replication-born
DNA damage usually rely on the HR pathway to protect nascent strands from hyper-
degradation and to resume DNA replication (Ait Saada et a/, 2018). Recent works
support that NHEJ is active during DNA replication to repair stressed forks and to
safeguard fork integrity (Audoynaud et a/, 2021). In both yeast and mammals, several
NHEJ factors, such as Ku, XLF, RIF1 and 53BP1, are engaged at stalled or broken forks
to act as anti-resection barriers, independently of their canonical function in NHEJ (B.-
R. Chen et a/, 2019; Garzon et al, 2019; Joshi et al, 2019; W. Liu et al, 2020; Miyoshi et
al, 2009; Sanchez & Russell, 2015; Teixeira-Silva et al, 2017). Moreover, Ku binding at
reversed or broken forks precedes HR activity, ensuring coordinated nascent strand
degradation or Rad51 loading (Chanut et a/, 2016; Teixeira-Silva et al, 2017). However,
erroneous NHEJ events at halted forks trigger chromosomal rearrangements and
therefore NHEJ-mediated fork processing is tightly regulated by mechanisms that
remain poorly understood (Balmus et a/, 2019; Britton et a/, 2020).

Many RNA species are physiologically associated to DNA replication (Zong et a/, 2020).
Ribonucleotides are frequently incorporated by replicative DNA polymerases
generating thousands of DNA-embedded RNA species that are further removed by
RNase H2 (Burgers & Kunkel, 2017; Lazzaro et a/, 2012). During Okazaki fragment (OF)
synthesis on the lagging strand, the primase synthetizes RNA primers of 8-12
ribonucleotides in size, that are successively elongated by Pol o and & (Balakrishnan &
Bambara, 2013; Burgers & Kunkel, 2017). OF are therefore potential sources of
RNA:DNA hybrids inherently associated to the DNA replication process. Whether such
physiological RNA:DNA hybrids could be modulators of replication fork repair, as
proposed for DSB repair, is currently unknown. In addition, RNAs are well-described cis
and trans-modulators of NHEJ activity (reviewed in (Audoynaud et a/, 2021) but the
role of RNA-associated DNA replication in regulating NHEJ function at replication
stress sites has not been explored yet.

Here, we address the function of RNA:DNA hybrids during fork repair by taking
advantage of a transcription-independent replication fork barrier (RFB) (Lambert et a/,
2005). We employed the previously described R7S7-RFB that allows the block of a
single replisome by a DNA-bound protein complex. Forks arrested at the R7S7-RFB are
restarted by an HR-dependent but DSB-independent mechanism called
Recombination-Dependent Replication (RDR) (Lambert et a/, 2010; Mizuno et a/, 2013;
Nguyen et al, 2015). Nascent strand degradation by nucleases allows ssDNA gaps to
form and recruit HR factors to promote replication restart (Tsang et a/, 2014). The
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restarted fork is associated to a non-canonical DNA synthesis insensitive to the RFB
(Iraqui et al, 2012; Jalan et a/, 2019; Naiman et a/, 2021). We found that unprocessed
RNA:DNA hybrids at the RFB prevent the degradation of nascent strands and
replication restart. Nascent strand degradation relies on the catalytic activity of RNase
H2 to overcome the NHEJ factor Ku-mediated barrier. We propose that the
unprocessed primer of the last synthetized OF is embedded in the reversed fork,
triggering RNA:DNA hybrids formation on which Ku can bind, revealing that RNA:DNA
hybrids from OF play a regulatory function in safeguarding fork integrity.

RESULTS
Unresolved RNA:DNA hybrids at arrested fork impair nascent strand degradation.

RNA:DNA hybrids were shown to accumulate both upstream and downstream of the
RTS7-RFB during S-phase (Naiman et al, 2021). To investigate the dynamics of those
RNA:DNA hybrids, we performed real-time microscopy. We asked how frequently the
catalytic-dead form of RNase H1 fused to GFP (Rnh1-D129N-GFP), used to detect
RNA:DNA hybrids (Chédin et a/, 2021), co-localizes with the LacO-marked RFB which
nuclear positioning is visualized by mCherry-LaclI foci (Figure STA). RNA:DNA hybrids
significantly accumulated in S-phase cells upon activation of the RFB (in 48% of cells in
RFB ON versus 30% in RFB OFF, p<0.005) compared to control conditions (Figure S1B-
C). Most of the co-localization events lasted for less than 40s, suggesting a short-life
time and fast processing of RNA:DNA hybrids (Figure S1D). We thus questioned the
origin of those RFB-induced RNA:DNA hybrids and their potential influence on fork
repair.

As reported (Ohle et al, 2016; H. Zhao et al, 2018), the lack of RNase H1 and H2
activities result in cell sensitivity to replication blocking agents and accumulation of
RNA:DNA hybrids (Figure S2A-B). Thus, we investigated the role of RNase H1 and H2
in promoting replication resumption at the RFB. The absence of RNase H1 and H2 led
toa - 2-fold reduction in the frequency of replication slippage occurring downstream
the RFB, a mutational signature left by HR-mediated restarted forks (Iraqui et a/, 2012;
Jalan et al, 2019), indicating a reduced RDR efficiency (Figure 1A-B). By analyzing the
replication intermediates (RIs) by bi-dimensional gel electrophoresis (2DGE), the
formation of large ssDNA gaps (>100 bp) at the RFB resulted into a specific “tail” DNA
structure, emanating from arrested fork signal and descending toward the linear arc
(red arrow on Figure 1C) (Ait Saada et al, 2017; Teixeira-Silva et al, 2017). The absence
of RNase H1 and H2 led to the disappearance of the “tail” signal with the RNase H2

145






defect being mainly responsible for this phenotype (Figure 1C-D and S2C). This lack of
ssDNA gap can be caused either by the need to process RNA:DNA hybrids to engage
nascent strand degradation or by an accumulation of de novo RNA:DNA hybrids, in a
post-resection manner, as previously proposed (S. Liu et a/, 2021; Ohle et al., 2016). To
distinguish between these two hypotheses, purified RIs were treated with RNase H1 in
vitro before resolution by 2DGE. We reasoned that if ssDNA gaps are masked by de
novo RNA:DNA hybrids in vivo, their processing in vitro should restore the “tail” signal.
In contrast, if RNA:DNA hybrids need to be processed in vivo to engage nascent strand
resection, the “tail” signal should not be restored. Most RNA:DNA hybrids co-eluted
with the ssDNA-enriched fraction and were fully eliminated upon RNase H1 treatment
(Figure 1E), without affecting the intensity of the “tail” signal in wild type (WT) and
rnh1 - rnh201 - cells (Figure 1F), supporting the hypothesis that unprocessed
RNA:DNA hybrids at arrested fork impair nascent strand degradation in vivo. RNase H2
is involved in the processing of RNA:DNA hybrids and promotes ribonucleotide
excision repair (RER) (Nava et al/, 2020). The Rnh201-G72S, an analogous Aicardi-
Goutieres patient mutation, is a nearly catalytic-dead form of RNase H2 (Chon et a/,
2013; Crow et al, 2006; Rohman et a/, 2008). This mutation did not lead to major
accumulation of RNA:DNA hybrids nor sensitivity to replication stress when combined
with rnh1 deletion (Figure S2A-B), but it exhibited defect in nascent strand degradation
(Figure 1C-D). In contrast, the Rnh201-RED mutant that is specifically defective for the
excision of mono and di-ribonucleotides (Chon et a/, 2013) showed neither
accumulation of RNA:DNA hybrids nor defective nascent strand degradation (Figure
1C-D and S2B). Of note, mhZ207-red conferred a slight sensitivity to hydroxyurea when
combined with mh7 deletion (Figure S2A), consistent with a higher incorporation of
ribonucleotides during replication under dNTP pool starvation and cell survival relying
on RER pathway (Cerritelli & El Hage, 2020; Meroni et a/, 2019). Since RNase H2 is also
involved in the hyper-resection of arrested forks observed in the absence of Rad3A™
(Figure 1G) (Tsang et al, 2014), we concluded that the ability of RNase H2 to process
RNA:DNA hybrids promotes physiological and pathological nascent strand
degradation.

RNase H2 counteracts Ku-mediated barrier to nascent strand degradation.

The degradation of nascent strand is a two-step process with a short-range resection
mediated by the MRN (Mre11-Rad50-Nbs1)-Ctp1 axis generating ~ 110 bp sized gaps
that are obligatory for subsequent Exo1-mediated long-range resection (Teixeira-Silva
etal,2017). Ku binding to reversed fork restricts Exo1 activity and MRN-Ctp1 promotes
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Ku eviction to engage the long-range resection. The profile of RPA binding
downstream the RFB in rmhZ207A cells revealed that RNase H2 acts during the short-
range resection (Figure 2A). Genetic analysis revealed that defect in both RNase H2 and
Rad50, or Ctp1, led to synthetic lethality upon treatment with replication-blocking
agents (Figure 2B and S3A). This synthetic lethality was dependent on the catalytic
activity of RNase H2 but partly alleviated when RNase H2 retains its ability to process
RNA:DNA hybrids (Figure 2C). Furthermore, this synthetic lethality was fully dependent
on Ku (Figure 2B and S3A), revealing that the ability of RNase H2 to process RNA:DNA
hybrid acts in a parallel pathway to MRN-Ctp1 axis to overcome Ku function during
replication stress. To gauge this function, we asked if RNase H2 counteracts Ku-
mediated barrier to nascent strand degradation. The analysis of the "tail” signal
revealed that in the absence of Ku, nascent strand degradation is independent of RNase
H2 while remaining Exo1 dependent (Figure 2D-E), similarly to MRN-Ctp1 axis defect
(Teixeira-Silva et a/, 2017). Furthermore, MRN-Ctp1 axis also mediates Ku eviction from
replication-born DNA damage, a function not shared by RNase H2. Indeed, Pku80-GFP
foci accumulated in rad50A cells upon 4 hours of CPT treatment but such accumulation
did not occur in rnh2074 cells and was not exacerbated in the double mutant (Figure
3A-B) (Jones & Forsburg, 2021). Since topoisomerase I inhibition by CPT can result in
single ended DSB, we analyzed Pku80-GFP localization to the LacO-marked RFB and
obtained similar data (Figure 3C-D), supporting that RNA:DNA hybrid processing by
RNase H2 at arrested fork offers an entry point for Exo1 activity, while Ku eviction relies
on MRN-Ctp1 axis. We previously reported that the nuclease activity of MRN s
dispensable to overcome Ku-mediated barrier to nascent strand degradation (Teixeira-
Silva et al, 2017), raising the possibility that RNase H2 may compensate for this.
Nonetheless, no synthetic lethality was observed when combining rnh207 deletion with
a nuclease dead allele of mre77 (mre7-D65N) neither a more drastic defect in nascent
strand degradation at the RFB (Figure S3B-C).

Lack of RNase H activities do not impair fork reversal at the RFB

In human cells, reversed fork is an entry point for nuclease activities to promote nascent
strand degradation and would provide a double-stranded DNA end for Ku binding
(Berti et al, 2020; Lemacon et al, 2017; Mijic et al, 2017). Unresolved RNA:DNA hybrids
at arrested fork may prevent fork reversal and thus nascent strand degradation. To
explore this, we investigated the formation of reversed fork at the RFB. We exploited
that, following restriction digestion, reversed fork would release a linear DNA fragment
specific to the regressed arm, whose length corresponds to the distance between the
site of fork arrest and the first restriction site upstream the RFB (Figure 4A) (Neelsen &
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Lopes, 2015). First, we employed a construct for which the expected size of the reversed
arm is of 1.1 Kb in a rad504 exo14 background to avoid its degradation. After RIs
enrichment and resolution by 1DGE, we detected signals corresponding to the
monomer (M), the arrested fork (AF) and a linear fragment of ~1.1 Kb (RA) (Figure 4B,
left panel). This last signal was restricted to RFB ON condition and detected exclusively
when using a probe specific to the reversed arm (compare red and black probes),
consistent with fork reversal occurring at the active RFB. Similar results were obtained
with a construct for which the expected size of the reversed arm is of 3 Kb. Consistent
with this linear fragment corresponding to the reversed arm, it migrated as a smear in
WT cells in which nascent strand degradation occurs (Figure 4B, right panel). Reversed
fork is an X-shaped DNA structure detectable by 2DGE as a diagonal spike emanating
from arrested fork signal (Neelsen & Lopes, 2015). To date, such signal was
undetectable in our 2DGE blots when using restriction enzyme cutting 1.1 Kb away
from the RFB, possibly cutting the reversed arm leading to the loss of the X-shaped
structure. To relieve this effect, we performed 2DGE using restriction enzyme cutting 3
Kb upstream the RFB and observed an X-shaped structure emanating from fork arrest
signal in a rad504 exo74 cells but not in WT cells (Figure 4C), consistent with fork
reversal undergoing nascent strand degradation and thus disappearing from a X-
shaped structure.

Breakage of the arrested fork would similarly result in the detection of the observed
linear fragment. To exclude this possibility, we analyzed the dynamics of the linear
fragment during cell cycle. Because of difficulties in getting well-synchronized
population in a rad504 exo1A cells, we shifted to the single exo74 mutant in which the
reversed arm, while moderately resected, was detectable by 1DGE (Figure 4D). The
reversed arm appeared and disappeared concomitantly to the AF signal during S-phase
progression and was not persistent in G2 cells, indicating similar kinetics resolution.
While the repair of a broken arm would rely on the HR pathway, the intensity of the
linear fragment in rad574 or rad524 cells was not significantly different from WT cells
(Figure S4). We also excluded the hypothesis that the linear fragment resulted from
Mus81-dependent fork cleavage (Figure S4) (Froget et a/, 2008; Hanada et a/, 2007).
Altogether, the linear fragment exhibited hallmarks of a reversed arm, consistent with
arrested fork undergoing fork reversal at the RFB. The lack of RNase H2 or both RNase
H activities did not impact the intensity of the reversed arm (Figure 4G) revealing that
fork reversal was not impaired by unresolved RNA:DNA hybrids at the RFB and placing
RNase H2 function downstream fork remodeling to overcome Ku-mediated barrier to
nascent strand degradation.
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RNA primer from Okazaki fragment is an RNase H2 substrate at arrested fork

To address the origin of RNA:DNA hybrids at arrested forks making RNase H2
necessary to engage nascent strand degradation, we focused on Okazaki fragment (OF)
metabolism as recurrent synthesis of RNA primer on the lagging strand is a source of
RNA:DNA hybrids coupled to DNA replication (Burgers & Kunkel, 2017). We made use
of the spp7-4, a temperature-sensitive allele of the primase catalytic subunit leading to
unstable Pola-primase complex that is thus less efficient in synthetizing optimal RNA
primer size (Griffiths et a/, 2001). This allele restored nascent strand degradation at the
RFB in the absence of RNase H2 at 32°C, but not at 25°C (Figure 5A-B). In addition, RPA
binding behind the RFB was improved in spp1-4 rmh207A cells compared to rmh2074
cells (Figure 5C). Hence, shortening RNA primer length bypasses RNase H2
requirement in promoting nascent strand degradation supporting that OF synthesis
generates RNA:DNA hybrids processed by RNase H2 at reversed forks. Furthermore,
we asked if alteration in OF processing impairs nascent strand degradation. As opposed
to a defect in Sen1, an RNA helicase involved in R-loop processing (Cohen et a/, 2018;
Rawal et a/, 2020; San Martin-Alonso et a/, 2021), a defect in Fen1 (ie. rad24), a
prominent OF maturation factor, resulted in a reduced “tail” signal in a Ku-dependent
manner (Figure 5D-E), reinforcing the notion that OF plays a pivotal role in regulating
nascent strand degradation by modulating Ku-mediated barrier.

Ku binds to OF /n vitro and to RNA:DNA hybrids /n vivo upon replication stress

Collectively, our data led us to hypothesize that the reversed arm embeds the last
unligated OF being annealed to its complementary nascent leading strand, making
RNase H2 necessary to process the resulting RNA:DNA hybrid to offer an entry point
to Exo1 activity, thus counteracting Ku-mediated barrier to nascent strand degradation.
This model implies that Ku binds to RNA:DNA hybrids. In CPT (4 hours, 20uM) treated
cells, immuno-precipitated Pku70-HA associated with RNA:DNA hybrids, as revealed
with the S9.6 antibody. No S9.6 signal was enriched in control strains and untreated
condition (Figure 6A). Such Ku-RNA:DNA hybrids interaction did not result from an
higher expression of Pku70-HA upon CPT treatment (Figure 6B). To gauge if RNA:DNA
hybrids are direct substrates of Ku, we investigated the interaction of purified S. pombe
Ku (SpKu) with RNA:DNA hybrids by biophysical methods. We co-expressed S. pombe
Pku70 and Pku80 in insect cells and purified the complex at homogeneity in large
quantity for calorimetry analyses (Figure S5A). We first measured the affinity of SpKu
for double-strand DNA (dsDNA), the classical DNA substrate of Ku in canonical NHEJ
and measured a Kd of 0.41 + 0.27 nM (Figure 6C and Figure S5B). This represents a
slightly higher affinity compared to the affinity measured by calorimetry with human
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Ku and the same DNA substrate (Nemoz et a/, 2018). We then designed a substrate
that mimics an OF substrate. We hybridized a single-strand DNA, 18 nucleotides long
and labelled with a biotin in 5, with a molecule containing 10 ribonucleotides in 5’
followed by 8 deoxyribonucleotides (Figure 6D, left panel). We measured an interaction
with a tight affinity, Kd of 4.0 £ 1.3 nM, similar to the one measured between human
Ku and dsDNA (Figure 6C). We repeated the titration in presence of streptavidin to
block the access opposite to the ribonucleotide part that may serve as an entry point
for Ku in the experiment. The affinity observed was in the same range, Kd of 5.8 + 2.9
nM, indicating that SpKu interacts tightly /n vitro with OF substrates (Figure 6C-D,
middle panel). To evaluate the influence of the size of the ribonucleotide part, we
perform an experiment with a longer ribonucleotide region (18nt). We observed a
weaker affinity (Kd of 77 + 4 nM) with this last substrate suggesting that, beyond a
certain length, the structure of the RNA:DNA hybrid molecule is less favorable for the
interaction with SpKu (Figure 6C-D, right panel). We cross-validated these calorimetry
results with EMSA analyses that show a similar interaction between dsDNA and a
substrate containing an OF (Figure S5C). Overall, we concluded that RNA:DNA hybrids
are physiological substrates for Ku binding in response to replication stress and that
Ku is able to bind substrates mimicking OF /n vitro.

DISCUSSION

Collectively, this study uncovers a novel RNA:DNA hybrid-related mechanism to
counteract Ku-mediated barrier to nascent strand degradation. RNA primers
originating from OF synthesis are embedded in the reversed arm of reversed fork,
creating a substrate for Ku binding and specifying nuclease requirement to engage
fork resection. Coordinated action of MRN-Ctp1 axis and RNase H2 promotes Ku
eviction and RNA:DNA hybrids degradation, respectively, allowing Exo1 to degrade
nascent strands. This RNA:DNA hybrid-based mechanism contributes to safeguard fork
integrity and timely replication resumption, revealing novel function for DNA-
embedded RNA species in maintaining genome stability.

Several individual NHEJ factors are involved in fork protection, in repairing replication-
induced DSBs and in restarting replication fork (Audoynaud et a/, 2021). RIF1, 53BP1
and Ku have been proposed to act as barrier against nascent strand degradation and
thus to contribute to fork protection (Garzoén et al, 2019; W. Liu et al, 2020; Mukherjee
et al, 2019; Teixeira-Silva et a/, 2017). In human cells, the lack of NHEJ-mediated fork
protection results in delayed fork restart leading to under-replicated DNA,
chromosome breakage and genome instability. Similarly, in fission yeast, Ku binding to
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arrested forks is necessary for recovery from replication stress by promoting timely fork
restart and fork protection (Naiman et a/, 2021; Teixeira-Silva et al, 2017), underscoring
the importance of regulating NHEJ-mediated fork protection pathways. RNAs are
known c¢is and trans-modulators of NHEJ activity, in particular during DSB repair
(Audoynaud et al, 2021). Here, we propose that RNA:DNA hybrids are novel cis-
regulators of Ku function at reversed forks to protect nascent strands from
unscheduled degradation. Beyond the RTS1-RFB scenario, we establish that Ku binds
RNA:DNA hybrids upon replication stress and substrates mimicking OF. Moreover,
defects in RNase H2 and MRN lead to synthetic lethality upon replication stress, in a
Ku-dependent manner. The synthesis of OF on the lagging strand is a recurrent source
of RNA:DNA hybrids associated to DNA replication. Shortening RNA primers during OF
synthesis bypasses RNase H2 requirement to overcome Ku-mediated barrier to nascent
strand degradation. In human cells, two pathways of replication fork protection were
identified providing distinct nuclease substrates and engagement of distinct fork
protection factors (W. Liu et a/, 2020). We speculate that the presence of the last
unprocessed OF, embedded as RNA:DNA hybrid within the reversed arm of the
reversed fork, may provide substrate specificity for nucleases and Ku binding. In this
scenario, overcoming Ku-barrier would require nucleases able to process RNA:DNA
hybrids from OF such as RNase H2 and Fen1. Of note, RIF1 and 53BP1 promote fork-
protection by counteracting DNA2-dependent resection, a nuclease previously
involved in OF processing (Garzén et al, 2019; W. Liu et a/, 2020; Mukherjee et al,
2019).

At DSBs, short and long-range resection are coordinated by a complex interplay
between Ku and MRN-CtIP®*!, with Ku being an early responder to restrict the long-
range resection (Reginato & Cejka, 2020). In both fission yeast and mammalian cells,
Ku eviction from DSB ends depends on MRN-CtIP®®" and Mre11 nuclease activity
(Chanut et al, 2016; Langerak et al, 2011). Recently, Ku protein block was proposed to
stimulate Mre11-mediated initial endonucleolytic cleavage of 5'-terminated DNA
strands, promoting a switch toward short-range resection (Reginato et al/, 2017). In
yeasts, MRN promotes nascent strand degradation at the R7S57-RFB and stalled forks,
in a nuclease-independent manner (Delamarre et al, 2020; Teixeira-Silva et a/, 2017).
The presence of RNA:DNA hybrids within the reversed arm constitutes an additional
level of complexity in the understanding of MRN and Ku antagonism in controlling
fork-resection. One hypothesis is that MRN-Ctp1 is inefficient in promoting 5" incision
of RNA:DNA hybrids, as previously suggested (Chang et a/, 2019), requiring additional
nuclease activity to promote long-range resection. We found that RNase H2 and Fen'
overcome Ku-mediated barrier to Exo1 activity. By processing RNA:DNA hybrids, they
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likely provide nicks used as an entry point for Exo1 activity while Ku remains bound to
reversed forks (W. Wang et a/, 2018). In such a scenario, Ku eviction remains dependent
on MRN-Ctp1 but independent of Mre11 nuclease activity, a mechanism that remains
to be understood. Moreover, in the absence of RNase H2 and Ku, nascent strand
degradation depends on Exo1, suggesting that Exo1 is able to process the RNA moiety
of RNA:DNA hybrids. In vitro, Exo1 can degrade RNA:DNA hybrids containing up to 10
consecutive ribonucleotides, but not 15 (Daley et al/, 2020). RNA primer during OF
synthesis ranges from 8 to 12 ribonucleotides (Burgers & Kunkel, 2017) raising the
possibility that Exo1 can process them, unless additional nucleases are acting at
RNA:DNA-hybrid-containing reversed forks.

Mutations in any of the 3 subunits of RNase H2 account for more than half of the
Aicardi-Goutieres syndrome (AGS) cases, an autoimmune genetic disorder
characterized by an upregulation of type Iinterferon (IFN) expression and microcephaly
(Crow et al, 2006). To date, the molecular tenants of this pathology are still unclear.
Another gene frequently mutated in AGS is SAMHD1 that has been recently involved
in nascent strand degradation at HU-stalled forks in human cells (Coquel et a/, 2018).
Mechanistically, SAMHD1 stimulates the exonuclease activity of MRE11 to allow
replication restart. In SAMHD1-depleted cells, alternative processing of stalled forks by
RECQ1 leads to ssDNA accumulation in the cytoplasm that in turn triggers cGAS-STING
pathway activation and IFN production. Our work establishes that fission yeast RNase
H2 also contributes to fork-resection, further linking AGS to defect in nascent strand
degradation and fork restart. Patient-derived AGS cells carrying defect in RNase H2
exhibit signs of replication stress and chronic activation of the DDR, in particular of the
post-replication repair pathway (Pizzi et a/, 2015). So far, these cellular phenotypes
were linked to the accumulation of ribonucleotides by replicative DNA polymerases
and RER defect, a known pathway of genome instability (Nava et a/, 2020). Our study
provide evidences that RNA:DNA hybrids processing by fission yeast RNase H2 is
critical to nascent strand degradation, acting in a parallel pathway to MRN-Ctp1 to deal
with replication stress and overcome Ku function. We speculate that in the absence of
human RNase H2, alternative processing of stalled forks may trigger cytosolic DNA
accumulation. Interestingly, human Ku is a cytosolic DNA sensor that induces type III
IFN response to promote proliferation and activation of aged lymphocytes T, favoring
auto-immunity (Y. Wang et a/, 2021; Wu & Yan, 2021). Collectively, these knowledge
indicate that the ability of RNase H2 to process RNA:DNA hybrids at arrested fork to
overcome Ku-mediated barrier to nascent strand degradation could be relevant to
pathological situations.
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The role of DNA-embedded RNAs species in regulating fork repair has received little
attention so far. We establish that RNA:DNA hybrids embedded in reversed forks and
originating from OF are novel cis-regulators of Ku function to maintain replication fork
integrity. We uncover a role for RNA:DNA in dictating requirement for specific
dismantling activities to ensure proper replication fork restart. We do not exclude that
additional replication stress-induced RNA:DNA hybrids may be at work at replication
stress sites to regulate DNA repair pathway and maintain genome integrity.
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FIGURES

Figure 1: RNase H2-mediated processing of RNA:DNA hybrid engages nascent
strand degradation.

(A) Diagram of the t-ura4sa20<ori construct containing a single R757-RFB (<, blue bars) that
leads to the polar arrest of replisomes traveling from the centromere (Cen3) toward the
telomere (t). “Ori” (black circles) indicate the main replication origins upstream and
downstream the RFB. Polar fork arrest is mediated by the binding of Rtf1 to the R757 sequence.
Rtf1 expression in under the thiamine-repressible nmt47 promoter: with thiamine, Rtf1 is
repressed and the RFB is poorly active (RFB OFF); without thiamine, Rtf1 is expressed and the
RFB is strongly active (RFB ON). The non-functional wra4-sd20 allele contains a 20 nt
duplication flanked by micro-homology. HR-mediated restart is associated to a non-canonical
DNA synthesis prone to frequent replication slippage (RS) leading to the deletion of the
duplication, thus restoring a functional ura4” marker (Iraqui et al., 2012).

(B) Frequency of RFB-induced RS in indicated strains and conditions. Each dot represents one
sample from independent biological replicate. Bars indicate mean values = 95 % confidence
interval. Statistics were calculated using Mann-Whitney U test, compare to WT.

(C) RIs analysis by neutral-neutral 2DGE. Top left: Scheme of RIs observed within the Asel
restriction fragment in RFB ON condition using ura4 as probe. Gray lines indicate secondary
signal caused by partial digestion of psoralen-cross linked RIs. Left and right: representative
2DGE analysis in indicated strains and conditions. The red arrow indicates the “tail” signal in
WT strain. Numbers indicate the efficiency of the RFB + standard deviation (SD).

(D) "Tail" quantification from panel C. Dots represent values obtained from independent
biological replicates. Bars indicate mean values + SD. Statistical analysis was performed using
student’s t-test, compared to WT.

(E) Separation of digested and psoralen-cross linked DNA samples on BND-cellulose columns
resulted in a dsDNA and a ssDNA-enriched fractions which were treated /n vitro with RNase
H1 or DNase I and analyzed by dot blot using anti-dsDNA (dsDNA), anti-ssDNA (ssDNA) and
S9.6 antibodies.

(F) Resolution of RNase H1-treated RIs by 2DGE. Top panels: representative 2DGE analysis in
indicated strains and RFB ON condition as described in C. Bottom panel: “tail” quantification as
described in D.

(G) Top panels: representative 2DGE analysis in indicated strains and conditions as described
in C. Bottom panel: “tail” quantification as described in D.
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Figure 2: RNase H2 acts synergistically with MRN to overcome Ku-mediated
barrier to resection.

(A) Analysis of RPA recruitment (OFF/ON ratio) to the R7S7-RFB by ChIP-gPCR in indicated
strains. Distances from the RFB are indicated in base pairs (bp). Values are means of at least
three independent experiments + SD. Statistical analysis was performed using student’s t-test,
compared to WT.

(B) and (C) Tenfold serial dilutions of indicated strains on indicated media conditions (CPT:
camptothecin, HU: hydroxyurea, MMS: methyl methane sulfonate).

(D) Representative 2DGE analysis in indicated strains and conditions as described in Figure 1C.

(E) “Tail” quantification of panel D as described in Figure 1D.
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Figure 3: Ku eviction from replication-born DNA damage is RNase H2
independent.

(A) Examples of cells showing Pku80-GFP foci in indicated strains and conditions (CPT at 20uM
for 4 hours).

(B) Quantification of panel A. Dots represent values obtained from independent biological
replicates. Bars indicate mean values + SD. Statistical analysis was performed using student’s
t-test.

(C) Examples of Pku80-GFP (green foci) co-localizing with the LacO-marked RFB (visualized by
Lacl-mCherry dot). White arrows indicate co-localization events.

(D) Quantification of panel C. Dots represent values obtained from independent biological
replicate. Bars indicate mean values + SD. Statistical analysis was performed using student's t-
test.
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Figure 4: Fork reversal at the RFB is not impaired by unresolved RNA:DNA hybrids

(A) Scheme of the constructs used with the expected mass of RIs species and the probes used
(Probe 1 and 2 in black and red, respectively).

(B) Representative Southern-blot analysis after 1DGE resolution of RIs in indicated strains and
conditions, using indicated probes. A higher exposure of the RA is shown. * indicates partial
digestion caused by psoralen-crosslinks. 1.1 Kb-RA and 3 Kb-RA constructs, as described in
panel A, on left and right, respectively.

(C) Top panel: Scheme of RIs observed within the Ase/restriction fragment in RFB ON condition
using the probe 2 (red) and the 3 Kb-RA construct described in panel A. Gray lines indicate
secondary signal caused by partial digestion of psoralen-cross linked RIs. Bottom:
representative 2DGE analysis in indicated strains in RFB ON condition.

(D) Left panel: Representative Southern-blot analysis after 1DGE resolution of RIs in indicated
strains and conditions, using the probe 2 (red) and the 1.1 Kb-RA construct described in panel
A. Right panel: corresponding scan lines of RA intensity according to migration distance for
each strain and condition. The unspecific band marked by * was used as reference.

(E) Flow cytometry analysis of cdc25-22 exo1A cells synchronized in G2 (4hours at 36°C) and
released in cell cycle at 25°C in RFB ON condition. Time points are indicated in minutes. AS:
asynchronous cells.

(F) Representative Southern-blot analysis after 1DGE resolution of RIs from cell synchronization
described in panel E, using the probe 2 (red) and the 3 Kb-RA construct described in panel A.

(G) Representative Southern-blot analysis after 1DGE resolution of RIs in indicated strains and
conditions using the probe 2 (red) and the 1.1 Kb-RA construct described in panel A. Number
indicate the estimation of % RA relative to arrested fork (AF) signal.
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Figure 5: RNA:DNA hybrids from Okazaki fragments are substrates of RNase H2
at the RFB.

(A) Representative 2DGE analysis in indicated strains and conditions as described in Figure 1C.
(B) "Tail"” quantification from panel A as described in Figure 1D.

(C) Analysis of RPA recruitment (OFF/ON ratio) to the R7S7-RFB by ChIP-gPCR in indicated
strains at 32°C. Distances from the RFB are indicated in base pairs (bp). Values are means of at
least three independent experiments + SD. Statistics were calculated using Mann-Whitney U
test, compare to mh207A. A locus located 900 bp away from the RFB was used as control.

(D) Representative 2DGE analysis in indicated strains and conditions as described in Figure 1C.

(E) “Tail” quantification from panel D as described in Figure 1D.
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Figure 6: Ku binds RNA:DNA hybrids related substrates /n vivo and in vitro.

(A) Analysis of RNA:DNA hybrids co-immnuno-precipitated with anti-HA antibody in indicated
strains and conditions. Top panel: Immunoblots using anti-HA antibody. The position of Pku70-
HA and IgG are indicated. Bottom panels: detection of RNA:DNA hybrids by dot blot using S9.6
antibody. Treatment with RNase H1 /n vitro revealed the specificity of the signal.

(B) Expression of Pku70-HA by immuno-blot in indicated strains and conditions. Tubulin and
PCNA were used as loading control.

(C) Calorimetry measurements of the interaction between SpKu and dsDNA, OF or RNA:DNA
substrates.

(D) Thermograms and Isothermal Titration Curves of SpKu with an OF substrate (left), an OF
blocked by streptavidin at one extremity (middle) and with a 18bp RNA:DNA substrate.
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SUPPLEMENTARY DATA

Figure S1: Transient RNA:DNA hybrids accumulate at the R7S57-RFB (related to
figure 1)

(A) Scheme of the LacO-marked RFB. mCherry-Lacl (red ellipses) bound to LacO arrays (red),
integrated ~7 kb away from ura4+.

(B) Example of time-lapse microscopy to track Rnh1-D129N-GFP (green signal) recruitment to
the LacO-marked RFB (Red dot) in RFB ON condition. Time is indicated in seconds. Septated
cells are considered in S-phase. White arrow indicates colocalization between Rnh1 and LacO-
marked RFB.

(C) Quantification of co-localization events in indicated conditions. Septated cells were
considered in S-phase and mono-nucleated cells were considered in G2. Dots represent values
obtained from independent biological replicates. Bars indicate mean values * standard
deviation (SD). Statistical analysis was performed using student'’s t-test, compared to RFB OFF
condition.

(D) Diagram depicting the duration of co-localization events measured in S-phase in RFB ON
condition.
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Figure S2: The lack of RNase H activities leads to a defect in nascent strand
degradation (related to figure 1).

(A) Tenfold serial dilutions of indicated strains on indicated media conditions (CPT:
camptothecin, HU: hydroxyurea).

(B) RNA:DNA hybrid accumulation was analyzed by dot blot in indicated strains. Nucleic acid
extracts were treated with RNase H, or not. Membranes were probed with the $9.6 or dsDNA
antibodies.

(C) Top panels: Representative 2DGE analysis in indicated strains and conditions. Numbers
indicate the efficiency of the RFB + SD. Bottom panel: "Tail” quantification. Dots represent
values obtained from independent biological replicate. Bars indicate mean values + SD.
Statistical analysis was performed using student’s t-test, compared to WT.
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Figure S3: RNase H2 acts in a parallel pathway to MRN-Ctp1 to promote cell
resistance to replication stress (related to Figure 2).

(A) And (B) Tenfold serial dilution of indicated strains on indicated media conditions (CPT:
camptothecin, HU: hydroxyurea, MMS: methyl methane sulfonate).

(C) Left panels: Representative 2DGE analysis in indicated strains and conditions. Numbers
indicate the efficiency of the RFB + SD. Right panel: “Tail” quantification. Dots represent values
obtained from independent biological replicate. Bars indicate mean values + SD. Statistical
analysis was performed using student’s t-test, compared to WT.
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Figure S4: HR and Mus81-independent accumulation of reversed linear fragment
at the RFB (related to Figure 4)

(A) Scheme of the construct used with the expected mass of RI species and the probes used
(Probe 1 and 2 in black and red, respectively).

(B) Representative Southern-blot analysis after 1DGE resolution of RIs in indicated strains and
conditions, using the red probe. A higher exposure of the RA is shown.

(C) RA quantification (relative to AF signal) in indicated strains and experiments.
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Figure S5: Calorimetry and EMSA of SpKu (related to Figure 6)

(A) Purified S. pombe Ku70-80 heterodimer

(B) ITC between SpKu and a 18bp DNA, Kd of 0.41 + 0.27 nM (left panel) and control ITC
between RNA:DNA hybrid and buffer (right panel).

(C) EMSA of SpKu versus dsDNA labeled with FAM (left panel) and of SpKu versus OF positioned
next to a hairpin to orientate Ku70-80 entering labeled with FAM (right panel).
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Table S1: Strains used in this study

nsut:I;:r I\ll;:;:g Genotype Reference

SL3494 h- nmt41.rtf1:sup35 t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32 This study

SL3319 h+ mh1:hygro nmtd1:rtf1:sup35 t-urad4-sd20<ori ade6- This study
704 leu1-32

SL3496 h+ mh201:kan nmt4 1:rtf1:sup35 t-urad4-sad20<ori ade6- This study
704 leu1-32

SL3197 h- rmh1:hygro mh201:kan nmt41:rtf1:sup35 t-ura4- This study
sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL2453 h- mh1.:hygro mh202:hygro nmt41.rtf1:sup35 t-ura4- This study
d20<ori ade6-704 leu1-32

SL2677 h- rmh1:hygro mh203:hygro nmt41.rtf1:sup35 t-ura4- This study
d20<ori ade6-704 leu1-32

SL1999 h- mh1-D129N-GFP:kan nmit41.rtf1.sup35 t-ura4- This study
sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3518 h+ mh2071-G72S nmtd 1:rtf1:sup35 t-urad-sd20<ori This study
ade6-704 leu1-32

SL3262 h- loxP-rh201RED(P75D-Y245A)-kanMX6-loxM3 This study
nmt4 1.rtf1:sup35 t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu7-32

SL3510 h+ rad3::hygro nmt41.rtf1:sup35 t-urad-sd20<ori This study
ade6-704 leu1-32

SL3514 h- rad3::hygro rh201:kan nmt4 1:rtf1:sup35 t-ura4- This study
sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL0687 h-smt0 | rad52:kan nmt41.rtf1:sup35 t-urad+<ori ade6-704 Lambert et al.,
leu1-32 2010

SL1672 h+ mh1-D129N-GFP:kan arg3:psv40-mcherry-Lacl** This study
ade6-704 leu1-32 nmt4 1:rtf1:sup35 LacO 7,9Kb:kan
t-urad+<ori

SL1990 h- mh1-D129N-GFP:kan rnh201:kan nmt41.rtf1.sup35 This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3343 h- mh1:hygro mh207-G72S nmt41.rtf1:sup35 t-ura4- This study
sd20<ori ade6-704 leuT-32

SL3272 h- mh1.:hygro loxP-rnh201RED(P75D-Y245A)-kanMX6- This study
loxM3 nmt4 1:rtf1:sup35 t-urad4-sd20<ori ade6-704
leu1-32

SL3312 h+ ssb3-YFP:nat nmt4 1:rtf1:sup35 t-ura4-sd20<ori This study
ade6-704 leu1-32

SL2032 h+ rmh1:hygro ssb3-YFP.nat nmt4 1:rtf1:sup35 This study

t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32
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SL2035 h+ mh201.:kan ssb3-YFP.nat nmt41.rtf1:sup35 t-ura4- This study
sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL2038 h+ rmh1:hygro mh201:kan ssb3-YFP.nat nmt41:rtf1:sup35 | This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL2407 h- rad50:kan nmt41.rtf1:sup35 t-ura4-sd20<ori ade6-704 | This study
leu1-32

SL3498 h+ pku70:hygro nmt4 1:rtf1:sup35 t-ura4-sd20<ori ade6- | This study
704 leu7-32

SL3257 h- mh201.::kan rad50::kan nmt41.rtf1:sup35 This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL2409 h- rad50:kan pku70:hygro nmt41.rtf1:sup35 t-urad4+<ori | This study
ade6-704 leu1-32

SL2415 h+ rmh201.::kan rad50::kan pku70::hygro nmt41.rtf1:sup35 | This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3264 h+ rad50::kan loxP-rnh201RED(P75D-Y245A)-kanMX6- This study
loxM3 nmt4 1:rtf1:sup35 t-urad4-sd20<ori ade6-704
leu7-32

SL3583 h+ rad50::kan rnh207-G72S nmt41.rtf1:sup35 This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3502 h- mh201:kan pku70:hygro nmt41.rtf1:sup35 This study
t-ura4-sd20<ori
ade6-704 leu1-32

SL3508 h+ rmh201:kan pku70:hygro exol:nat nmt41.rtf1:sup35 | This study
t-urad4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3501 h- exol:nat nmt41.rtfl:sup35 t-ura4-sd20<ori ade6-704 | This study
leu1-32

SL2431 h+ ctp1:=hygro nmt41:rtf1:sup35 t-ura4-sd20<ori This study
ade6-704 leu1-32

SL2285 h+ ctp1:=hygro rmh201.::kan nmt41:rtf1:sup35 This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL2617 h- ctpl:hygro pku70:hygro nmt4 1:rtf1:sup35 t-ura4- This study
sd20<ori ade6-704 leuT-32

SL2433 h+ ctpl:hygro mh201:kan pku70:hygro nmt41.rtf1:sup35 | This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3687 h+ mrel71-D65N nmtd 1.rtf1.:sup35 t-urad-sd20<ori This study
ade6-704 leu1-32

SL3689 h+ mh2017::kan mrel7-D65N nmt41.rtf1:sup35 This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3526 h+ Pku80-GFP:kan arg3:psv40-mcherry-Lacl** ade6-704 | This study

leu7-32 nmt4 1:rtf1:sup35 LacO 7,9Kb.kan t-ura4+<ori
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SL3531 h+ mh201.:kan pku80-GFP:kan arg3:psv40-mcherry- This study
Lacl** ade6-704 leu1-32 nmt4 1:rtf1:sup35
LacO 7,9Kb:kan t-ura4+<ori

SL3534 h+ rad50::kan pku80-GFP:kan arg3:psv40-mcherry-Lacl** | This study
ade6-704 leu1-32 nmt41.rtf1:sup35 LacO 7,9Kb:kan
t-urad+<ori

SL3538 h- rmh201.::kan rad50::kan pku80-GFP:kan arg3..psv40- This study
mcherry-Lacl** ade6-704 leuT-32 nmt41.rtf1.sup35
LacO 7,9Kb.:kan t-ura4+<ori

SL0504 h- nmt41.rtf1:sup35 t<urad+-ori ade6-704 leu1-32 This study

11535 h- rad50::kan exoT::nat nmt4 1:rtf1:sup35 t-ura4-sd20<ori | This study
ade6-704 leu-32

11539 h- rad50::kan exo1:nat nmt41.rtf1:sup35 t<ura4-sd20-ori | This study
ade6-704 leu1-32

11272 h+ exol:nat nmt41.rtf1:sup35 ade6-704 leu1-32 This study
[Ascl-ura4+-RTS7]

11209 h- nmt4 1:rtf1:sup35 ade6-704 leu7-32 [Ascl-ura4+-RTS7] | This study

SL2460 h+ cdc25 exol:nat nmt41:sup35:rtfl1 ade 6-704 leu1-32 This study
[AScl-RTST-ura4+]

SL2445 h- mh201.::kan exo1:nat nmt41.rtf1:sup35 ade6-704 This study
leu1-32 [Ascl-ura4+-RT7S7]

SL2553 h+ rmh1.:hygro mh207:kan exo1:nat nmt41.rtf1:sup35 This study
ade6-704 leu7-32 [Ascl-ura4+-RTS1]

SL2264 h+ rad52::kan exol:nat rtfl:.nmt41:sup35 ade6-704 This study
leu1-32 [Ascl-ura4+-RTS1]

SL2240 h-smt0 | rad57:kan exol.:nat rtf1.nmt41.sup35 ade6-704 This study
leu1-32 [Ascl-ura4+-RTS7]

SL2249 h- mus81:kan exol.nat rtfl:nmt41:sup35 ade6-704 This study
leu7-32 [Ascl-ura4+-RTS17]

SL3482 h+ spp1-4.urad+ nmtd 1:rtf1:sup35 t-urad4-sd20<ori This study
ade6-704 leu1-32

SL3484 h- spp1-4:urad+ rmh2071:kan nmt4 1.rtf1:sup35 This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3435 h- spp1-4:urad+ ssb3-YFP:.nat nmt41.rtf1:sup35 This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3359 h+ mh201.::kan ssb3-YFP.nat nmt41:rtf1:sup35 This study
t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL3362 h+ spp1-4.urad+ mh2017:kan ssb3-YFP:nat | This study

nmt4 1:rtf1:sup35 t-ura4-sd20<ori ade6-704 leu7-32
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ade6-704 leu1-32

SL3221 h- rad2:kan nmt4 1:rtf1.sup35 t-urad4-sd20<ori ade6-704 | This study
leu7-32

SL3347 h- rad2:kan  pku70:hygro nmt41.rtfl:sup35 t-ura4- | This study
sd20<ori ade6-704 leu1-32

SL2062 h- senT.nat nmt41:rtfl.:sup35 t-ura4-sd20<ori ade6-704 | This study
leu7-32

SL3134 h+ pku70-3HA:urad+ nmt4 1:rtf1.:sup35 t-urad4-sd20<ori | This study

Table S2: Primers used in this study

Distance (pb)

Name from the R7S7- Sequence (5'—3°)
RFB position

AselCen GTCAAGTAAAACGTTGAATCG
Ura4-2F 2900 TGATATGAGCCCAAGAAGCA
Ura4-2R CAAATTCGCAGACATTGGAA
L5F AGGGCATTAAGGCTTATTTACAGA
L5R -110 TCACGTTTAATTTCAAACATCCA
L3F TTTAAATCAAATCTTCCATGCG
L3R 110 TGTACCCATGAGCAAACTGC
L400F ATCTGACATGGCATTCCTCA
L400R 400 GATGCCAGACCGTAATGACA
L600F 600 CCATTGACTAGGAGGACTTTGAG
L600R CCCTGGCGGTTGTAGTTAGT
L900OF 900 AACGGTTGTAGAAGACGAGCA
L900R TGTAAGCACACCTTCAATGTATCA
L1400F 1400 AACATCGGTGACCTCGTTCT
L1400R CTCTTCGCTCCAAGCGTTAT

Calorimetry and EMSA experiments

AG1 5 -GTTATCCGAGCGTGAGAC-3’

AG2 5'-GTCTCACGCTCGGATAAC-3'

AG3 5'-(Biotin-TEG)-GTTATCCGAGCGTGAGAC-3'

AG4 5'-(P)GUCUCACGCUCGGATAAC-3".

AG5 5'-(P)GUCUCACGCUCGGAUAAC-3'

AG6 5'-(FAM) GTTATCCGAGCGTGAGAC-3'

AG7 5'-(FAM)-CGCGCCCAGCTTTCCCAGCTAATAAACTAAAAAC
AG8 (5'- (P). GUUUUUAGUUUA TTGGGCGCG

Ribonucleotides are underlined
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METHODS

EXPERIMENTAL MODEL AND SUBJECT DETAILS

Yeast strains were freshly thawed from frozen stocks and grown at 25 °C or 30 °C using
standard yeast genetics practices.

METHOD DETAILS
Standard yeast genetics

Yeast strains used in this study are listed in Table S1. The mh207-G72S mutant was
obtained by classical genetic techniques. Strains carrying the R7S7-RFB system were
grown in supplemented EMM-glutamate, where the RTS1 barrier was kept inactive by
adding 60 puM thiamine (condition RFB OFF). To induce fork blockade, cells were
washed twice in water and placed into fresh thiamine-free medium for 24 hours’
incubation (condition RFB ON). For spp7-4 thermosensitive mutants, cells were grown
at the permissive temperature of 25 °C in the RFB OFF condition, and then shifted to
the semipermissive temperature of 32 °C for 24 hours prior RFB induction. To assess
the sensitivity of chosen mutants to genotoxic drugs, exponentially growing cultures
were serially diluted and spotted onto plates containing hydroxyurea (HU),
campthotecin (CPT) or methyl methanesulfonate (MMS).

Replication slippage assay

5-FOA (EUROMEDEX, 1555) resistant colonies were grown on uracil-containing plates
with or without thiamine for 2 days at 30 °C. They were subsequently inoculated into
EMMg supplemented with uracil, with or without thiamine, for 24 hours. Cells were
diluted and plated on EMMg complete (for cell survival) and on EMMg uracil-free
plates, both supplemented with 60 pM thiamine. To determine the reversion frequency,
colonies were counted after 5 to 7 days of incubation at 30 °C as previously described
(Iraqui et al., 2012).

Analysis of replication intermediates by 2DGE

Exponentially growing cells (2.5x10°%) were treated with 0.1% sodium azide and mixed
with frozen EDTA. Genomic DNA was crosslinked upon trimethyl psoralen (0.01 mg/mL,
TMP, Sigma, T6137) addition to cell suspensions, for 5 min in the dark with occasional
swirling. Then, cells were irradiated with UV-A (365 nm) for 90 s at a constant flow of
50 mM/cm?. Cell lysis was performed using 0.625 mg/mL lysing enzymes (Sigma,
L1412) and 0.5 mg/mL zymolyase 100 T (Amsbio, 120493-1). Resulting spheroplasts
were embedded into 2 % low-melting agarose (Lonza, 50081) plugs. Next, plugs were
incubated overnight at 55 °C, in a digestion buffer with 1 mg/mL of proteinase K
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(Euromedex, EU0090), prior washing and storage in TE buffer (50 mM Tris, 10 mM
EDTA) at 4 °C. DNA digestion was performed using 60 units per plug of restriction
enzyme Asel (NEB, R0O526M). Samples were treated with beta-agarase (NEB, M0392L)
and RNase A (Roche, 11119915001) and equilibrated to 0.3 M NaCl. Replication
intermediates (RIs) were purified using BND cellulose columns (Sigma, B6385; Biorad,
731-1550), as previously described (Lambert et al/, 2010). Double-stranded DNA
(dsDNA) was eluted by washing with 0.8 M NaCl, T0mM Tris-HCI (pH 7.5), and 1T mM
EDTA. DNA containing single-stranded regions (ssDNA), such as RIs, was eluted by
addition of 3 ml of 1T M NaCl, 10 mM Tris-HCl (pH 7.5), 1 mM EDTA, and 1.8% caffeine
(Sigma, C-8960). RIs were precipitated with glycogen (Roche, 1090139001) and then
separated by two-dimensional electrophoresis using 0.35 % and 0.9 % (+EtBr) agarose
gels (1xTBE) for the first and second dimensions, respectively. Migrated DNA was
transferred to a nylon membrane (Perkin-Elmer, NEF988001PK) in 10x SSC and probed
with 32P-radiolabeled wra4 probe (TaKaRa BcaBEST™ Labeling Kit, 6046 and alpha-32P
dCTP, Perkin-Elmer, BLUO13Z250UC) in Ultra-Hyb buffer (Invitrogen, AM8669) at 42°C.
Signal of replication intermediates was collected in phosphor-imager software
(Typhoon-trio) and quantified by densitometric analysis with ImageQuantTL software
(GE healthcare). The ‘tail signal’ was normalized to the overall signal corresponding to
arrested forks.

For the /n vitro treatment of purified RIs with RNase H1 (NEB, M0297L), the following
modifications were performed. Samples were treated with RNase T1 (Thermo Scientific,
ENO541) instead of RNase A. Eluted DNA fractions enriched in dsDNA and ssDNA were
both precipitated and washed with 70 % EtOH. 3 ug of isolated DNA was saved for the
dotblot analysis. The rest is processed for 2DGE analysis: half was digested 2 hours at
37 °C with RNase H1 before migration on the first dimension.

Fork reversal detection by 1DGE

RIs were prepared as described above for 2DGE analysis. For Ascl-containing constructs
(Figures 4D-G, S4), DNA digestion was done with 30 units per plug of restriction
enzyme Aval (NEB, RO152M). After the first dimensional migration, 0.35 % agarose gels
were stained with EtBr. Crosslinks were reversed by UV-c (254nm) irradiation (5.555
kJ/m2) before transfer to a nylon membrane. Transfer was performed using a vacuum
machine in 0.5N NaOH for 1 hour and 50 min, at 50mBar. Membranes' probing was
performed as for 2DGE. Probe 1 (Figure 4B, left panel) and Probe 2 used to detect the
3Kb-RA (Figure 4B, right panel) correspond to the ura4 probe. The probes used to
detect the 1Kb-RA (Figures 4 and S4) were made using L3 primer combined either with
L600 (Figure 4B, left panel) or Ase1Cen (see primers list in Table S2).

Nucleic acid extraction

2.5x108 of exponentially growing cultures were harvested, washed in water and
resuspended in 600 pL of lysis solution (2% Triton X-100, 1% SDS, 0.1 M NaCl, 10 mM
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Tris pH 8, T mM EDTA) and 600 pL phenol-chloroform. Cell lysis was performed with a
Precellys homogenizer. After lysate clarification, nucleic acids were precipitated by
adding cold 100% EtOH. Resulting pellets were then washed in cold 70% EtOH, air dried
and let to resuspend into 100uL of water overnight at 4 °C.

Dot blot

Before blotting, all DNA samples were evenly split and submitted to the following
digestions. 4ug DNA of each sample were treated with 6U RNase III (NEB, M0245L) for
2 hours at 37°C, followed by inactivation for 20 min at 65°C. As controls, for each
sample, the same amount of DNA was additionally treated with 10U RNase H1 (NEB,
MO0297L) or 50U DNase I (Worthington Biochemical, LS006333). All digested products
were diluted to an equal concentration in 2x SSC and then serially diluted. 200uL of the
resulting dilutions were spotted onto a Nylon membrane (Perkin-Elmer, NEF988001PK),
using a dot blot apparatus. Spotting was performed in replicates on the same
membrane, that is subsequently cut to isolate replicates that will be incubated for 2
hours 30 min with the following antibodies: S9.6 (I. Curie, 1:5.000 in TBS-Tween 5%
milk), a-dsDNA (Santa Cruz, Sc-58749; 1:5.000 in TBS-Tween 5% BSA) or a-ssDNA
(Millipore, MAB3034; 1:10.000 in TBS-Tween 5% BSA). Goat anti-mouse HRP conjugate
(Jackson ImmunoResearch, 115-035-003) was used as secondary antibody and was
incubated with all membranes (1:10.000 in TBS-Tween 5% milk) for 1 hour. Blotting and
all incubations were done at room temperature.

Flow cytometry

Flow cytometry analysis of DNA content was performed as described previously
(Sabatinos & Forsburg, 2015). Briefly, cells fixed in 70 % EtOH were washed with 50 mM
sodium citrate then digested with RNase A (Sigma, R5503) for 2 hours and stained with
1uM Sytox Green nucleic acid stain (Invitrogen, S7020). Samples were subjected to flow
cytometry using FACSCANTO II (BD Biosciences).

Live cell imaging

All image acquisition was performed on the PICT-IBiSA Orsay Imaging facility of Institut
Curie. For snapshot microscopy, in RFB OFF and RFB ON conditions, cells were grown
in filtered supplemented EMM-glutamate, with or without thiamine respectively, for 24
hours. Exponentially growing cultures were centrifuged and resuspended in 50 pL of
fresh medium. 2 pL from this concentrated solution was dropped onto a Thermo
Scientific slide (ER-201B-CE24) covered with a thin layer of 1.4 % agarose in filtered
EMMg. 13 z-stack pictures (each z step of 300 nm) were captured using a Spinning Disk
Nikon inverted microscope equipped with the Perfect Focus System, Yokogawa CSUXT
confocal unit, Photometrics Evolve512 EM-CCD camera, 100X/1.45-NA PlanApo oll
immersion objective and a laser bench (Errol) with 491 and 561 nm diode lasers, 100
mX (Cobolt). Pictures were collected with METAMORPH software and analyzed with
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Image). To investigate the colocalization between Pku80-GFP and /acO-bound
mCherry-Lacl, both channels were merged. Foci that merged or partially overlap were
counted as colocalization event.

For the analysis of Pku80-GFP foci formation in response to CPT treatment, cells were
grown in complete media and 20uM CPT was added 4 hours prior slide preparation.
Cells were visualized with a Nikon inverted microscope as described above, using only
a 491 nm diode laser, 100 mX (Cobolt). Pictures were collected with METAMORPH
software and analyzed with ImageJ.

Pku80-GFP foci required observer-based thresholding before analysis (Jones and
Forsburg, 2021). Threshold was put as the same level for each genetic background
analyzed within the same experiment. Data were collected from at least 3 independent
biological repeats.

Movie analysis

To study the colocalization time between the LacO-marked RFB (Lacl foci) and Rnh1-
D129N-GFP foci, cells were prepared and visualized with a Nikon inverted microscope
as described above, using two fluorescent channels with 491 and 561 nm diode lasers,
100 mX (Cobolt). Images were captured every 10 s with 21 optical slices (each z step of
200 nm) for 45 min with 200 ms exposure time both for GFP and mCherry channels,
using METAMORPH software. Movies have been mounted using ImageJ. To investigate
the colocalization between Rnh1-D129N-GFP and lacO-bound mCherry-Lacl, both
channels were merged. The duration of colocalization events was estimated based on
the overlap of RTS1-RFB LacO/lacl-mCherry and Rnh1-D129N-GFP signals (Figure S1).

Chromatin Immunoprecipitation (ChIP)

Chromatin immunoprecipitations against RPA (Ssb3-YFP) were performed as described
in (Tsang et al, 2014) with the following modifications. 2x100 mL of culture (at 1x10’
concentration) for each condition (R757-RFB OFF/ON) was crosslinked with 10 mM
DMA (dimethyl adipimidate, thermo scientificc 20660) and subsequently 1%
formaldehyde (Sigma, F-8775). Each duplicate was frozen in liquid nitrogen and then
lysed by bead beating in 400 pL of lysis buffer (50 mM HEPES pH 7.5, 1 % Triton X100,
0.1 % Nadeoxycholate, 1 mM EDTA with T mM PMSF and Complete EDTA-free protease
inhibitor cocktail tablets (Roche, 1873580). Chromatin sonication was performed using
a Diagenode Bioruptor in a High mode (10 cycles of 30s ON and 30s OFF). For each
condition, duplicates were pooled (2x400 uL of sonicated chromatin) and overnight
immunoprecipitation was performed as follows: 300 pyL was incubated with anti-GFP
antibody (Invitrogen, A11122) at 1:150 while 300 pL was incubated with Normal Rabbit
IgG antibody (Cell Signaling Technology, #2729S) at concentration 1:75. 5 yL was
preserved as INPUT fraction. Next morning Dynabeads Protein G (Invitrogen, 10003D)
were added for 1 hour and immunoprecipitated complexes have been decrosslinked
for 2 hours at 65°C. DNA was purified with a Qiaquick PCR purification kit (QIAGEN,
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28104) and eluted in 400 uL of water. qPCR (iQ SYBR green supermix, Biorad, 1708882,
primers listed in Table S2) was performed to determine the relative amounts of DNA.
Calculated starting quantity values (based on standard curves for each pair of primers)
were normalized by substracting the rabbit IgG control signal from the specific GFP
signal. RPA enrichment is presented as ON/OFF ratio.

Pku70-3xHA ChIP was performed as described in (Teixeira-Silva et al, 2017). Briefly,
experiments were performed as follows. Samples were crosslinked with 1 %
formaldehyde for 15 min. Sonication was performed using a Diagenod Bioruptor at
High setting for 8 cycles (30s ON and 30s OFF). Immunoprecipitation was performed
using 50 pl anti-HA antibody coupled to magnetic beads (Thermo Scientific, Pierce
88837) for 600ul of sonicated chromatin. Cell lysis and immunoprecipitation steps were
performed in presence of RNase inhibitors (10 units/sample of RNasIN® Plus,
Promega, N261B). Crosslink was reversed over night at 70 °C, followed by proteinase K
treatment. DNA was purified using Qiaquick PCR purification kit and eluted in 40 pl of
water.

Whole protein extract analysis

Aliquots of 2x107 cells from the cultures used for Pku70-3HA ChIP experiments were
collected. Cells were disrupted by bead beating in 1 mL of 20 % TCA (Sigma, T9159).
Pellets of denatured proteins were washed with 1M Tris pH 8 and resuspended in 2x
Laemmli buffer (62.5 mM Tris pH 6.8, 20 % glycerol, 2 % SDS, 5 % [B-mercaptoethanol
with bromophenol blue). Samples were boiled before being subjected to SDS-PAGE on
Mini-PROTEAN TGX Precast Gel 4-15 % (Biorad, 4561086). Western blot using anti-HA
(Santa Cruz Biotechnology, sc-57592) or anti-tubulin (Abcam, Ab6160) antibodies was
performed.

Purification of S. pombe Ku70-80

Full-length PKu70 and PKu80 were co-expressed in Sf21 insect cells and used for
calorimetry and EMSA analyses. A 10His-tag was added on the N-terminus of PKu80.
Protein production was initiated in Sf21 cells by infection with the baculovirus stock at
MOI of 5x10-3 and cells were collected 5-6 days after the infection (3-4 days after the
proliferation arrest). Cells were sonicated and the supernatant was incubated with
Benzonase (300 units for 30 min at 4°C). The Ku heterodimer was purified on a NiNTA-
Agarose affinity column (Protino, Macherey Nagel) with a TM NaCl wash step to
remove DNA excess. The eluted Ku was then bound onto an anion exchange column
(Resource Q, GE Healthcare) equilibrate with buffer Q (20 mM Tris pH 8.0, 50 mM Nadl,
50 mM KCIl, 10 mM B-mercaptoethanol). The final yield was ~8 mg of purified
heterodimer by liter of culture. Human Ku70/80 heterodimer was purified with the
same protocol (Nemoz et al, 2018).
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Calorimetry

Interactions between Ku and DNA or RNA:DNA substrates were determined by
isothermal titration calorimetry (ITC) using a VP-ITC calorimeter (Malvern). Prior to
measurements, all solutions were degassed under vacuum. The reaction cell of the ITC
(volume 1.8 mL) was loaded with Ku heterodimers. Proteins were extensively dialyzed
against 20 mM Tris, pH 8.0, 150 mM NaCl, and 5 mM B-mercaptoethanol. The Ku
heterodimer present in the cell was titrated by automatic injections of 6-10 uL of the
different DNA and RNA:DNA substrates. Enthalpy AH (in kcal.mol-1), stoichiometry of
the reaction N, and association constant Ka (in M-1) were obtained by nonlinear least-
squares fitting of the experimental data using the single set of independent binding
sites model of the Origin software provided with the instrument. Control experiments
were performed with DNA and RNA:DNA molecules injected into the buffer to evaluate
the heat of the dilution. The experiments were performed at 25°C. To generate the
substrates, primers were used as follows (see Table S2):

18bp dsDNA for ITC = AG1 +AG2

OF-biot for ITC = AG3 + AG4

DNA:RNA hybrid for ITC = AG1 + AG5

EMSA

Binding reactions (10 pL) were performed by incubating Ku and the annealed
oligonucleotides listed above. One oligonucleotides is labelled with a FAM fluorophore.
They are used at a final concentration of 405 nM (or 40nM), with the indicated final
concentrations of proteins in 10mM Tris-HCI pH8, 50mM NaCl (with 5% Glycerol).
Reactions were incubated at room temperature for 1 hr and fractionated by 6% PAGE
29% (or 19%)/1% [w/v] Acrylamide:Bis-acrylamide) in 0.5x standard Tris-borate- EDTA
(TBE) buffer at 80 V for 45 min at 4°C. After electrophoresis, DNA was visualized using
a ChemiDoc MP imaging system (Bio-Rad) by direct detection of the fluorescently
labeled DNA (FAM). To generate the substrates, primers were used as follows (see Table
S2):

18bp dsDNA with FAM for EMSA = AG6+AG2

OF with hairpin with FAM for EMSA = AG7+AG8

QUANTIFICATION AND STATISTICAL ANALYSIS

Quantitative densitometric analysis of Southern-blots was performed using
ImageQuant software. The 'tail signal’ of resected forks was normalized to the overall
signal of arrested forks.

Cell images were collected using METAMORPH software. They were processed and
analyzed using ImageJ software.

Definitions of represented values and error bars are mentioned within the figure
legends. For most experiments, the number of samples is n > 3, obtained from
independent biological replicate to ensure biological reproducibility.
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Statistical analysis was carried using Mann-Whitney U tests and Student’s t test, as
mentioned within the figure legends.

DATA AND SOFTWARE AVAILABILITY

Data have been deposited to Mendeley data and are available at: Lambert, sarah AE
(2021), "Audoynaud et al. 2021", Mendeley Data, V1, doi: 10.17632/k5xm5fpyxt.1
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Defective DNA replication, known as ‘replication stress’, is a source of DNA
damage, a hallmark of numerous human diseases, including cancer, developmental
defect, neurological disorders, and premature aging. Recent work indicates that
non-homologous end-joining (NHEJ) is unexpectedly active during DNA replication
to repair replication-born DNA lesions and to safeguard replication fork integrity.
However, erroneous NHEJ events are deleterious to genome stability. RNAs are
novel regulators of NHEJ activity through their ability to modulate the assembly
of repair complexes in trans. At DNA damage sites, RNAs and DNA-embedded
ribonucleotides modulate repair efficiency and fidelity. We discuss here how RNAs
and associated proteins, including RNA binding proteins, may regulate NHEJ to
sustain genome stability during DNA replication.

Double-ended double-strand break repair pathways

Double-ended DNA double-strand breaks (deDSBs) are considered the most toxic lesions be-
cause they are drivers of chromosomal rearrangement. These deDSBs are repaired by two
distinct pathways: homologous recombination (HR) (see Glossary) and non-homologous
end-joining (NHEJ) [1]. HR requires the presence of an intact homologous sequence and is initi-
ated by a well-orchestrated nucleolytic degradation (named ‘end resection’) of DSB ends to expose
single-stranded DNA (ssDNA) [2]. The canonical NHEJ (cNHEJ) pathway acts at deDSBs by
rejoining the two DNA extremities with no or little end trimming, regardless of sequence homology
[3]. cNHEJ factors, such as KU, 53BP1, and RIF1, counteract the resection step, which is key for
deDSB repair pathway choice [4]. When a limited end resection is engaged, an error-prone
alternative end-joining (Alt-EJ) can exploit microhomologies to anneal and ligate DNA ends [3].

Replication-associated DNA damage usually relies on HR for error-free repair. Nevertheless,
several reports indicate that NHEJ is also active during DNA replication in unicellular organisms
and in metazoan, supporting evolutionarily conserved functions in sustaining cell proliferation
upon replication stress (RS). Many NHEJ factors are engaged at damaged replication forks,
although not in their canonical functional mode to drive DNA transactions, either beneficial or
toxic for genome stability. Here, we discuss the distinct functions of NHEJ in DNA replication
and how RNAs may contribute to regulating its activity to avoid mutagenic repair of replicative
DNA lesions.

EJ factors are active during DNA replication

RS is an underlying source of genome instability [5]. Converging results indicate a role for NHEJ
factors in safeguarding the integrity of newly replicated strands, in repairing replication-induced
DSBs, and in restarting replication forks (Figure 1). In many organisms, the lack of NHEJ factors
leads to cellular sensitivity to various replication-blocking agents [6,7] and mammalian core NHEJ
components (KU, DNA-PKcs, 53BP1, RIF1) are found at newly replicated DNA of halted forks
[8-10], although their precise functions are not always understood. When the major components
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Non-homologous end-joining (NHEJ), a
double-strand break (DSB) repair path-
way, is active during DNA replication, as
several NHEJ factors are involved in
safeguarding the integrity of newly
replicated strands, in repairing replication-
induced DSBs, and in restarting repli-
cation forks.

RNAs at DSBs are instrumental in fueling
the DNA damage response and guiding
modulation of the fidelity of DNA repair
by NHEJ.

RNAs are modulators of NHEJ activity
acting in trans as scaffolders or in cis to
promote RNA-templated DSB repair,
thereby regulating the repair pathway
choice.

Ribonucleotides coexist in the DNA tem-
plate during unstressed and stressed
DNA replication and may influence
NHEJ activity at halted replication forks.
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Figure 1. Non-homologous end-joining (NHEJ) pathways at stressed replication forks. (A) NHEJ at transcription—
replication conflicts. At the site of a head-on transcription-replication encounter, topological stress favors cotranscriptional R-loop
formation. Fork stalling is resolved by Mus81-dependent fork cleavage, allowing the release of topological stress and the
progression of RNA polymerase Il (RNAPII). Fork repair is then achieved by ligation of the break by the NHEJ ligation machinery,
allowing replication restart. (B) NHEJ at broken replication forks. When a fork encounters a nick in the DNA template, it results in
a broken fork harboring a single-ended double-strand break (seDSB) bound by KU (light purple circles) and DNA-PKcs (dark
purple circle) that form the holocomplex DNA-PK; restricting DNA end resection. DNA-PK eviction requires the nuclease activities
of the MRN-CtIP complex regulated by the ATM kinase, allowing the formation of replication protein A (RPA)-coated single-
stranded DNA to switch fork repair toward the homologous recombination (HR) pathway (top panel). At this stage, ATM activity
is critical to prevent toxic end-joining events destabilizing genome stability. When the converging fork is approaching, the seDSB
is converted to a double-ended DSB (deDSB) that is repaired by the NHEJ ligation machinery, allowing the completion of DNA
replication. (C) NHEJ as replication fork protection factors. Various replication-blocking agents lead to replication fork reversal,
providing a double-stranded DNA end. Reversed forks are an entry point for numerous nucleases degrading nascent strands, a
process that becomes toxic to cell survival when not restrained. Several NHEJ factors act at replication forks to protect nascent
strands from degradation by distinct mechanisms (see main text for details).
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Glossary

Alternative end-joining (Alt-EJ): an
error-prone DSB repair mechanism
alternative to canonical non-
homologous end-joining acting when a
limited end resection is engaged at
deDSBs and that exploits
microhomology to anneal and ligate
DNA ends.

BRCA1 and BRCA2: Breast cancer 1
and 2, respectively. They are genes for
which the mutation or silencing is
associated with human breast or ovarian
cancer susceptibility. They encode for
proteins involved in DNA damage
signaling and repair.
Damage-induced long noncoding
RNAs (dilncRNAs): actively
transcribed at deDSBs by RNAPII and
contributing to formation of long double-
stranded RNAs, further converted to
shorter DNA damage response RNAs
(DDRNASs) of ~21 ribonucleotides in size
by RNase Il enzymes.

DNA damage response (DDR): the
cellular response to DNA damaging
agents, including the molecular
pathways to sense, signal, and repair
DNA lesions.

G-quadruplexes: secondary
structures that form in nucleic acids
when the sequence is rich in guanine.
Homologous recombination (HR): a
DSB repair pathway, initiated by a tightly
orchestrated nucleolytic degradation of
DSB ends to expose single-stranded
DNA (ssDNA) on which the ssDNA-
binding protein RPA is loaded. With the
help of HR mediators such as human
BRCA2 and yeast Rad52, the
recombinase RAD51 is then loaded onto
ssDNA to form a well-structured
nucleoprotein filament, responsible for
homology search.

Non-homologous end-joining
(NHEJ): a pathway that acts at deDSBs
by rejoining the two DNA extremities.
Canonical NHEJ (cNHEJ) is initiated by
the binding of the heterodimer KU70-
KUB8O0 (also known as XRCC5 and
XRCCB) to each double-stranded DNA
end. KU binding further engages the
DNA-dependent protein kinase catalytic
subunit (DNA-PKcs), forming the DNA-
PK holocomplex.

Okazaki fragments: discontinuous
newly replicated DNA stretches formed
on the lagging strand.

Quelling pathway: a Neurospora
crassa RNAI-related mechanism that
post-transcriptionally silences repetitive
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of HR are lost, the repair of replication-associated DSBs relies on Alt-EJ factors such as PolQ, but
NHEJ factors can also cooperate with HR to repair replicative DNA damage [11,12].

Upon head-on collisions between the transcription and replication machineries, the nascent RNA
has the tendency to anneal with its DNA template to form an R-loop, contributing to fork stalling
(Figure 1A) [13]. Enzymatic cleavage of the stalled fork is proposed to facilitate RNA polymerase |l
(RNAPII) progression. The cleaved fork is then repaired by the coaction of Rad52 and the ligase
I[V=Xrcc4 complex, known to join DNA ends during DSB repair by NHEJ, allowing replication
restart [13]. This type of EJ-dependent fork repair likely ensures, together with DNA-PKcs, proper
cell proliferation and resistance to RS in human triple-negative breast cancer [14].

When active replication forks encounter a DNA nick, it results in the formation of a broken fork
from which one sister chromatid is teared off. This replicative DNA lesion, called a ‘single-
ended DSB’ (seDSB), can be further converted into a deDSB when the converging fork reaches
the seDSB site (Figure 1B) [15]. The topoisomerase | inhibitor camptothecin (CPT), whose
derivatives are used in chemotherapy, considerably increased the occurrence of seDSBs, and
KU is an early responder to CPT-induced broken forks [16,17]. Even if NHEJ at seDSBs is a
dead end in terms of ligation of DNA extremities, numerous studies in yeast have revealed that
KU binds seDSBs and restricts HR by blocking long-range end resection, unless it is evicted
by the coordinated action of endonucleases such as MRN (Mre11-Rad50-Nbs1) [18-21].
Mammalian KU also engages at CPT-induced stalled forks and is evicted by the coordinated
action of MRN and CtIP (Figure 1B). Surprisingly, the persistence of KU at seDSBs rather limits
RAD51 loading instead of the long-range resection, suggesting that KU binding to seDSBs
could be a first step of the HR process to repair broken forks [22].

In a process named ‘replication fork protection’, nascent DNA is protected from nuclease
attacks, a step necessary to stabilize halted forks and likely to favor the merging with a converging
fork [23]. Upon various types of RS, active forks are converted into reversed forks, four-way DNA
structures in which the newly replicated strands are annealed together, exposing a double-
stranded DNA (dsDNA) end, distinct from an seDSB (Figure 1C) [24]. Although the controlled
degradation of nascent strands is necessary to expose ssDNA to recruit HR factors [2,23], an
excessive degradation, occurring when the RAD51 filament is not formed appropriately, is toxic
to cell survival and contributes to breast cancer sensitivity to chemotherapies [24]. In both
yeast and mammals, some NHEJ components, such as KU, XLF, RIF1, and 53BP1, act at
reversed forks as antiresection barriers, independently of their canonical function in NHEJ, to
stabilize halted forks and facilitate replication restart (Figure 1C) [9,19,25-28]. For instance, fission
yeast KU binds arrested forks to orchestrate the resection of newly replicated strands, indepen-
dently of ligase IV, and to allow timely replication restart, albeit the molecular mechanism of this
last function remains unclear [19]. Besides, in mouse embryonic fibroblasts, RIF1-mediated
protection of stalled forks requires its interaction with the protein phosphatase 1 but is independent
of its interacting partner 53BP1 [9,27]. However, in cancer cells, 53BP1 was found necessary for
protecting stalled forks from degradation [26]. NHEJ components therefore constitute essential
factors for replication fork protection and stabilization, contributing to maintenance of genome
stability upon RS, likely in a cell type—dependent manner.

Although NHEJ factors promote replication restart and fork integrity, their activity should be
regulated to avoid toxic repair events. When replication termination occurs at a broken fork, the
seDSB is converted to a deDSB in one sister chromatid, which after ligation by NHEJ may be
beneficial to complete DNA replication (Figure 1B). However, ligation of distant seDSBs would
generate chromosomal rearrangements [15]. ATM, a maestro kinase of the DNA damage
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DNA and transposons, a type of mobile
DNA element.

Replication stress (RS): corresponds
to any event that distorts the DNA
replication program. A main feature of
RS is the alteration of replication fork
progression, by either a slowdown or an
acceleration, resulting in stalled,
collapsed, or broken forks.

R-loop: a cotranscriptional three-
stranded nucleic acid structure in which
the nascent RNA anneals with its
template DNA strand to form an RNA:
DNA hybrid and a displaced single-
stranded DNA.

RNA binding protein (RBP): a class of
protein that directly binds RNA.
RNA:DNA hybrid: a nucleic acid
structure in which an RNA is annealed to
its DNA template. Depending on its
origin, the RNA moiety can be fully
embedded in DNA or exhibits unligated
3'and/or 5' ends.
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response (DDR), counteracts toxic ligase IV—-mediated repair of seDSBs, events that underlie
the high sensitivity of ATM-deficient cells to CPT derivatives [29]. It is proposed that ATM activity
at seDSBs allows KU and DNA-PKcs removal to prevent aberrant ligation events, promoting
instead HR-mediated repair (Figure 1B) [30]. In addition, in the absence of BRCA1, NHEJ has
been involved in the formation of microhomology-mediated tandem duplications occurring at a
site-specific replication fork barrier, a type of rearrangement akin to a mutational signature
observed in ovarian cancers lacking BRCA1 [31]. Although NHEJ is cell cycle regulated with
CYREN (cell cycle regulator of NHEJ), preventing KU binding to break sites with overhangs in S
and G, phase [32], little is known about the regulation of NHEJ activity once core components are
engaged at seDSBs or reversed forks. Such knowledge is necessary to improve cancer treatment
and overcome chemoresistance. The emerging role of noncoding RNAs (ncRNAs) in fostering the
DDR and the fact that several NHEJ components are identified in large-scale proteomic studies as
putative RNA binding proteins (RBPs) point toward a role for RNA in regulating NHEJ activity.

RNAs as regulators of genome stability at DNA damage sites

RNAs have emerged as having opposite roles in genome maintenance and in promoting genome
instability [33]. RNAs act through several means (Figure 2): (i) de novo transcribed RNAs at DNA
damage sites foster DDR, (i) RNAs acting as scaffolds for the association of DDR factors to
modulate repair activities, and (i) RNAs associated to the DNA template interfering with DNA
repair processes but also leading to DNA injuries. We discuss how those three RNA facets
could contribute to modulation of NHEJ activities at RS sites.

RNAs at DSB sites

Recent work has revealed that deDSBs in mammalian cells can behave as RNAPII promoters to
generate damage-induced long ncRNAs (referred to as ‘dilncRNAs’) from both sides of
deDSBs (Box 1) [34-37]. The MRN complex triggers RNAPII recruitment and activity at deDSBs
before engagement toward the step of end resection [34,38]. diincRNAs can then contribute to
RNA:DNA hybrids and double-stranded RNA (dsRBNA) formation, the latest being processed
into shorter DNA damage response RNAs (DDRNAs). DDRNAs, together with diincRNAs, con-
tribute to the focal assembly of deDSB signaling and repair factors such as the NHEJ factor
53BP1 (Figure 2A), a topic that has recently been reviewed in depth [33,35,38]. Interestingly,
RNA:DNA hybrids have been detected at deDSBs in both yeast and human cells, and several
mechanisms underly their formation (Figure 2B and C) [36,39-45]. First, nascent diincRNAs
may anneal to the resected DNA ends (Figure 2B). Second, following RNAPII stalling favored
by deDSB induction, pre-existing nascent RNAs may be liable to anneal with the DNA template,
akin to cotranscriptional R-loop formation (Figure 2C). One unanswered question in the field is to
determine whether the RNA moiety of RNA:DNA hybrids corresponds to pre-existing nascent
RNA or to de novo transcription at deDSB sites, thought a recent study in humans supports
the last hypothesis [44].

Moreover, it is currently unclear the extent to which RNA:DNA hybrids are obligatory intermedi-
ates during deDSB repair or are rather opportunistic by-products of RNAPII activity, a point
discussed in depth elsewhere [46]. In human cells, RNA:DNA hybrids have been proposed
to help recruiting HR factors such as BRCA1 and BRCA2 (Box 1) [43]. Akin to findings in
fission yeast, RNA:DNA hybrids were proposed to limit ssDNA exposure and to protect ssDNA
3"-overhang from degradation in human cells [39,44]. Despite acting positively on DNA repair,
there is a need for RNA:DNA hybrid clearance at deDSBs. Indeed, long RNA:DNA hybrids inhibit
the long-range resection mediated by Exo1 in vitro [47]. Consistent with this, several studies reported
that RNA:DNA hybrid dismantling activities are at work at deDSB sites, including human senataxin,
RNaseH2, the exosome, and the DDX1 and DDX5 RNA helicase [40,43,48-50]. An emerging view
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Figure 2. Regulation of non-homologous end-joining (NHEJ) by RNAs in cis and in trans. (A) The synthesis of
noncoding RNAs (ncRNAs) at double-ended double-strand breaks (deDSBs) fosters DNA damage response (DDR)
signaling, allowing 53BP1-dependent DDR focus formation by phase separation. (B) RNA:DNA hybrids at deDSBs can
positively or negatively modulate the recruitment of NHEJ factors. (C) At deDSBs in transcribed regions, pre-existing
transcripts may form RNA:DNA hybrids to stabilize the DNA extremities, thereby potentially promoting an error-free and
RNA-templated NHEJ repair pathway. Interactions between the NHEJ and RNA polymerase Il (RNAPI) machineries may
help such RNA-templated NHEJ repair (double dashed arrow). (D) Long noncoding RNAs (IncRNAs) such as CUPID1 and
CUPID2 limit the antiresection function of 53BP1 at deDSBs. (E) IncRNAs such as LINP1 and TLC1 act as scaffolds to
stimulate DNA-PK kinase activity toward ligation events (see main text for details).

from the literature is that persistent RNA:DNA hybrids at deDSBs constitute an impediment to DSB
repair, making deDSBs more prone to engage in translocation events [40]. However, recent work has
challenged this view, suggesting that, depending on the context, RNA:DNA hybrids, broadly RNA
species, at deDSBs influence repair pathway choice, as further discussed.

RNAs during DNA replication
Many ribonucleotides are present in the DNA template during replication (Figure 3A, Key Figure).
The three main eukaryotic replicative polymerases (Pola, Pold, and Pole) trigger the misincorporation
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Box 1. Focal RNAs at deDSBs: synthesis and functions

At deDSBs, MRN allows RNAPII recruitment for de novo synthesis of RNAs called diincRNAs at both DNA ends
[34,36,37,44] (Figure |). At transcribed regions, diincRNAs are complementary to pre-existing transcripts to form double-
stranded RNAs that are further processed by RNase Il enzymes such as human DICER to generate DDRNAs of ~21 ribo-
nucleotides in size [35,37,42]. Also, when targeting DSBs within repeated sequences, multiple DSB-induced transcription
events would generate complementary dilncRNAs to form dsRNAs. At a nontranscribed and unique region, bidirectional
transcription from both sides of DSBs would generate complementary diincRNAs to form dsRNAs. DDRNAs are involved
in multiple ways within the repair, from constituting sequence-specific targets for DDR factor recruitment to fine-tuning the
repair process itself. For instance, DDRNAs, together with dilncRNAs, are reported to foster DDR signaling by promoting
phase separation [38]. Focal RNAs at deDSBs may form RNA:DNA hybrids acting positively by favoring repair factor recruit-
ment or when persisting, creating a need for the recruitment of RNA:DNA hybrid dismantling activities [39-41,43,49,50].
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Figure |. Synthesis, processing, and functions of RNAs at double-strand break. RNAPII, orange; MRN, pink
circles. See text box for details.
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Key Figure
RNAs and non-homologous end-joining (NHEJ) at replication forks
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Figure 3. (A) RNA species coexisting with the DNA replication process: cotranscriptional R-loops, ribonucleomonophosphates
(NMPs) incorporated by DNA polymerases, and RNA primers of Okazaki fragments forming RNA:DNA hybrids. As proposed at
double-ended double-strand breaks (deDSBs), those RNA species may play a role in modulating NHEJ activity as well as
promoting RNA-templated fork repair. (B) Replication stress induces single-ended DSBs (seDSBs) that can be further
converted to deDSBs (left panel), or it induces fork reversal, providing a double-ended DNA end. As shown at deDSBs, RNA
polymerase Il (RNAPII) may engage at those DNA ends to generate focal RNAs at replication stress sites (represented as a
yellow cloud) with a potential role in fostering DDR signaling, in promoting RNA-templated fork repair, and in modulating
NHEJ activity during replication. NHEJ factors identified in large-scale proteomic studies as putative RNA binding proteins
(RBPs) are underscored. Blue and orange lines indicate DNA and RNA, respectively.

of ribonucleomonophosphates into newly synthesized DNA at an average of one ribonucleo-
tide per 1.5-2 kb in human cells [33]. DNA-embedded ribonucleotides provide a signal of
strand specificity to guide mismatch repair [51]. When not removed by RNase H activities,
stretches of ribonucleotides impair fork progression and the resolution of topological constraint
by topoisomerase | [33]. Besides, on the lagging strand template, the Pola-primase synthe-
sizes short RNA-DNA primers that are subsequently extended by Pold to form Okazaki
fragments [52]. Though quickly maturated after fork passage, primase-mediated RNA
primers occur every 100-300 bp and thus constitute an unavoidable source of RNA:DNA
hybrids during DNA replication Their potential influence on fork repair, as described for
deDSB repair, is unknown (Figure 3A).
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Whether a focal RNA-mediated DDR occurs at RS sites remains poorly documented (Figure 3B).
Both dsDNA ends formed at a reversed fork, and seDSBs engage classical DDR factors such as
KU, MRN, and 53BP1 to foster ATM signaling [53], which raises the possibility that a focal
DDRNA response may take place at RS sites, as described for deDSBs. In support of this,
replication-blocking agents and difficult-to-replicate genomic elements lead to the production
of a particular class of ncRNAs, called ‘qiRNA’ in Neurospora crassa [54,55]. The biogenesis of
qiRNA requires the quelling pathway, an RNAi-related mechanism, as well as active DNA
replication, the ssDNA binding protein replication protein A (RPA), and HR factors. Interestingly,
qiRNA helps to avoid EJ events within repeated sequences, leading to genome instability, but
the precise underlying mechanism remains unknown.

Physiological R-loops form dynamically at transcription promoters, terminators, and in gene
bodies to regulate gene expression [56,57]. Unresolved R-loops worsen transcription-replication
conflicts, leading to fork stalling and, when enzymatically cleaved, to DSBs. In human cells,
nascent chromatin is transcriptionally silent and inaccessible to RNA polymerases. Transcription
restart, which contributes to the maturation of postreplicative chromatin, is timely separated from
the DNA replication process [58]. However, several RNA helicases, such as the yeast Sen1, and
human RNA helicases, such as DDX1, DDX5, DDX21, and DHX9, associate with replication forks
to unwind potential R-loops and, upon RS, to avoid their formation de novo behind stalled forks,
especially when the replication factor PCNA is not timely unloaded from nascent DNA [59-61]. It
indicates that in some circumstances, RNAPII can engage shortly after fork passage. A better
understanding of the coordination of the transcription activity with fork progression and processing
is necessary to appreciate how RNAs present at RS sites contribute to genome maintenance and
maybe to fork repair pathway choice (Figure 3).

RNAs regulate NHEJ activities

Recently, large-scale proteomic studies identified numerous DDR and NHEJ proteins as putative
RBPs, albeit most of them do not carry classically characterized RNA binding domains (Table 1)
[62-68]. We detail below how the potential association of these proteins with RNAs could mod-
ulate NHEJ activity, especially in an RS context.

Recent studies showed that 53BP1 foci form in a transcription- and RNA-dependent manner at
deDSB sites (Figure 2A) [35,38,69]. RNA immunoprecipitation assays have shown that 53BP1
associates with RNAs and DDRNAs [36,70]. Large-scale proteomic studies also identified
53BP1 as a candidate protein directly interacting with RNA [66,67]. Of note, 53BP1 and
MRE11 contain a GAR domain, known to be responsible for direct RNA binding in other proteins
[71-73]. It is possible that RNAs transcribed at deDSBs help to recruit 53BP1 and other NHEJ
proteins while fostering its intrinsic ability to promote phase separation, a step necessary to
recruit downstream DNA repair factors [38]. However, direct evidence that the ability of 53BP1
to bind RNAs is a key property to ensure 53BP1-dependent DDR signaling is still missing. In
addition, a characterized RBP (called ‘TIRR’) interacts with 53BP1 and masks its Tudor domain,
which itself binds methylated histones and the dimethylated form of the cell cycle regulator p53
[74,75]. It cannot be excluded that DSB-induced RNA production at deDSBs acts in trans to
displace TIRR-53BP1 interaction, making 53BP1 available for recruitment to deDSBs in a
histone-dependent manner. Additional knowledge is needed to establish how the potential
RBP feature of 53BP1, as well as other DDR factors, contribute to DNA damage signaling and
repair. Interestingly, the recruitment of 53BP1 to deDSBs is increased following the silencing of
the two estrogen-regulated CUPID1 and CUPIDZ2 long ncRNAs concomitant with a reduced
deDSB end resection in human breast cancer cell lines (Figure 2D) [76]. Although the underlying
mechanism is still unknown, this illustrates the possibility that ncRNAs may modulate the
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Table 1. RNA-associated end-joining factors and double-strand break sensors identified in large-scale prote-
omic studies

Complex Protein Gene Refs
cNHEJ = ARTEMIS DCLREIC 62]
DNA-PK DNA-PKcs PRKDC [62-67]
KU80 XRCC5 [62-68]
KU70 XRCC6 [62-68]
DSB sensor MRN MRE11 MRE11-A [66]
RAD50 RAD50 66]
= PARP-1 PARP-1 [63,65-67]
cNHEJ substitutes SFPQ-NONO SFPQ SFPQ [62-68]
NONO NONO [62-68]
NHEJ modulators = RBM14 RBM14 [62-68]
= 53BP1 538P1 [66,67]
- RIF1 RIF1 (62,66,67]
= RAP1 RAP1 65,67]
= SUMOA1 SUMO1 [66,67]
= MDCH MDC1 [62,66,67]
Cohesin SMC1-A SMC1-A [66,67]
= SMC3 SMC3 [66,67]
SA-2 SA-2 [67]

¢cNHEJ, Canonical non-homologous end-joining; DSB, double-strand break; NHEJ, non-homologous end-joining.

antiresection function of 53BP1, a potentially appealing mechanism of fork protection by 53BP1.
Altogether, this raises the question of modulation of 53BP1 functions, both at deDSBs and at RS
sites, by its association with RNAs.

Direct RNA binding is a conserved function of KU that tends to bind to structured RNA stem loops
with bulged-out nucleotides and RNA G-quadruplexes [77-79]. KU interacts with a number of
different RNAs, including the telomerase RNA TLC7 for telomere end maintenance, mRNAs, and
ncRNAs such as LINP1 (IncRNA in NHEJ pathway 1) [80-83]. KU binds to several structured
RNA motifs in LINP1, which itself is capable of forming phase-separated condensates through
RNA-RNA interaction, to promote KU multimerization and stabilization of the initial synaptic
event for NHEJ (Figure 2E) [79]. LINP1 also acts as a scaffold that stabilizes the interaction
between KUB0 and DNA-PKcs, thereby promoting NHEJ and radiation resistance in human
triple-negative breast cancer cells, where LINP1 is overexpressed [82]. Whether LINP7 is involved
in modulating NHEJ activity during S phase is currently unknown. Importantly, KU binding to the
telomerase RNA can stimulate the kinase activity of DNA-PKcs that therefore mediates protein
phosphorylation in an RNA-dependent manner [84]. Although less molecularly documented,
the INcRNA LRIK, the expression of which increases upon induction of DSBs, associates
with KU to enhance the recruitment of cNHEJ factors to damaged chromatin and repair activity
[85]. Such discoveries highlight the potential of scaffolding RNAs in the regulation of NHEJ
activity.

RNA-templated DNA repair is an emerging mode of repair in the field of DSB repair; yet, the
underlying mechanisms are only beginning to be elucidated [33]. Pioneering work in yeast has
revealed how the HR process used an RNA template for homology-based repair, a potentially
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useful mechanism when the intact sister chromatid is not available for repair [86]. Thus, it is worth
considering that RNA biogenesis at deDSBs occurs when all DNA templates are cut by
engineered nucleases employed to target DSBs at specific loci, making DNA-templated DSB re-
pair unavailable. In humans, deDSBs at actively transcribed chromatin are preferentially repaired
by HR, but recent work showed that RNA transcripts can also guide deDSB repair by NHEJ
(Figure 2C) [38,87]. Mammalian NHEJ factors (such as ligase IV, 53BP1, KU, DNA-PKcs,
PNKP, XRCC4) interact with the elongating RNAPII and/or proteins involved in RNA processing,
such as SETX and XRN2 [88-90]. In human embryonic cells, the nascent RNA, pre-existent to
deDSB induction, may anneal to the broken DNA matrix to form an RNA:DNA hybrid, acting as
an anchor to stabilize DNA ends and facilitate NHEJ repair and/or potentially serving as a template
for an RNA-dependent DNA polymerase [90]. Additionally, KU and the intrinsically disordered
RNA-binding protein RBM14 were proposed to trigger RNAPII-dependent RNA:DNA hybrid for-
mation at deDSBs, underscoring the profound and complex relationship between NHEJ and
RNAs [90]. Interestingly, human KU binds to RNA:DNA hybrids, though with twice less affinity
than to dsDNA [91]. In yeast, the persistence of RNA:DNA hybrid structures at deDSBs favors
KU binding and may engage deDSB repair toward NHEJ instead of HR [45]. Nonetheless, oppo-
site conclusions were drawn in human cells in which unresolved RNA:DNA hybrids would act as a
barrier against cNHEJ [88]. Further investigations are needed to clarify the role of RNA:DNA hy-
brids in DSB repair pathway choice, likely modulated by the way they form, their associated epi-
genetic modifications, and the chromatin environment [92,93].

RNA-templated DSB repair by NHEJ raises questions about its fidelity. EJ-related polymerases
can accommodate ribonucleotide incorporation at repair junctions to favor the ligation step during
NHEJ [94]. Plasmid-based assays showed that association of cNHEJ factors with mRNAs favors
error-free repair, but investigating the fidelity of NHEJ repair at chromosomal breaks in vivo re-
mains challenging [90]. Indeed, at nuclease-induced deDSBs, error-free repair by NHEJ would
restore the intact DNA sequence liable to successive rounds of cleavage repair, as shown in
yeast [95]. Thus, if RNA-templated NHEJ repair favors an error-free repair mode, this could
mask the potential action of NHEJ at transcribed genes.

Whether RNA:DNA hybrids at RS sites modulate the recruitment of NHEJ factors and their activ-
ities is an open question (Figure 3). Interestingly, two pathways of replication fork protection were
recently revealed in human cells, which may reflect the presence of distinct nucleic acid sub-
strates at reversed forks [26]. RNA-templated fork repair is so far poorly documented, but
in vitro studies indicate that nascent RNAs at stalled RNAPII can be used to initiate DNA synthesis
[96]. Recently, the human and yeast RPA, a well-characterized ssDNA binding protein, was found
to bind RNA and to drive RNA:DNA hybrid formation in vitro from which DNA synthesis can be
primed [97].

Concluding remarks

NHEJ acts in several ways at halted forks to sustain replication dynamics, contributing to the sur-
vival of cancer cells in the presence of replication-blocking agents. However, the use of NHEJ
during replication is at risk of increased chromosomal rearrangements. Largely speaking, the
proximity of NHEJ factors to nascent RNAs or RNA:DNA hybrids and their potential to associate
with RNA-containing molecules are likely to represent a level of regulation that is underappreci-
ated yet crucial in fine-tuning the NHEJ pathway. Little is known about the atlas of RS-induced
ncRNAs, and defining the role of RNAs at RS sites will be of major importance. Recently, \cRNAs
were found enriched at unperturbed replication forks. Many RNAs associate in trans, meaning
that their synthesis is uncoupled from DNA replication, but repeat-containing ncRNAs associate
in cis, suggesting that they are transcribed shortly after fork passage [98]. Those RNAs remain
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Outstanding questions

Are RNAs transcribed at replication
stress sites, as described at deDSBs,
and what are the molecular
mechanisms involved in such focal
RNA synthesis? How is transcription
coordinated with the processing of
halted replication forks? To what extent
is such cross-talk instrumental in main-
taining replication fork stability and in
sustaining replication dynamics upon
replication stress? Understanding
these mechanisms could open exciting
opportunities to improve anticancer
therapy.

What is the repertoire of replication
stress—induced ncRNAs? How is their
biogenesis related to replication fork
passage and fork stalling? Are there
ncRNAs acting in cis or in trans to
modulate NHEJ activity and guide rep-
lication fork repair pathway choice?

Are DNA-embedded ribonucleotides
associated with the process of DNA
replication instrumental to replication
fork repair? How do such ribonucleo-
tides influence the binding of NHEJ fac-
tors to various fork substrates, including
seDSBs, deDSBs, and dsDNA ends
from reversed forks? How are DNA-
embedded ribonucleotides at halted
forks used to modulate NHEJ?

Are NHEJ and DDR factors directly
interacting with RNAs? Is direct RNA
binding important for their DNA repair
function and DNA damage signaling
functions? Do they contain noncanon-
ical RNA binding domains? Do they
contain multiple RNA binding domains,
each involved in specific functions for
deDSB repair versus replication fork
repair?

The role of NHEJ in resolving replication
stress is exacerbated in cancer cells,
contributing to their survival to
replication-blocking agents. ncRNAs
play critical roles during tumorigenesis
by functioning as scaffolds to regulate
protein—protein or protein—nucleic acid
interactions. Can NHEJ-modulatory
ncRNAs be targeted to synergize with
actual DNA-damaging strategies used
for cancer therapy?
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associated with chromatin across the cell cycle, suggesting a role in chromatin maturation.
Identifying the repertoire of RNAs associated in cis or in trans with halted replication forks and
elucidating their functions will provide key knowledge to appreciate how RNAs modulate
replication fork repair and NHEJ activity to maintain genome stability (Outstanding questions).
RNA-templated fork repair and the contribution of DNA-embedded RNA species on fork repair
pathway choice need to be investigated. RNAs at RS sites may help to create a signaling hub
to integrate a ‘decision point’ toward NHEJ activity. More generally speaking, there is a need to
investigate whether NHEJ and DDR factors directly interact with RNAs and if such binding is
important for their repair and DNA damage signaling functions. Such research paths could
pave the way for the identification of novel anticancer targets.
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Figure 52 : La capacité de RNase H2 a promouvoir la résection ne dépend pas de son interaction
avec PCNA. (A) Modifiée de (Chon et a/, 2009). Un motif PIP-box, /e le motif de liaison a PCNA, est

présent dans la sous-unité Rnh202 de S. pombe. C

e motif est trés conservé chez les eucaryotes. Chez le

mutant PIP* de S. pombe, les phénylalanines (F) 289 et 290 ont été remplacé par des alanines (A). (B)
Quantification des fourches bloquées résectées dans les différents fonds génétiques indiqués. Les points

représentent les valeurs obtenues a partir de

réplicas biologiques indépendants. Chaque barre

représente la moyenne de ces valeurs * I'écart-type. (C) Images représentatives de I'analyse par 2DGE
des intermédiaires de réplication lorsque le blocage de fourches est induit (RFB ON), dans les différentes
souches indiquées. L'efficacité du blocage dans chaque fond génétique est indiqué * I'écart-type.
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Figure 53 : La fixation de Ku aux hybrides
ARN :ADN en réponse au stress réplicatif
semble étre en partie dépendante de I'activité
de la primase. (Voir Figure 6, publication #1).
L'immunoprécipitation de Pku70-HA avec un
anticorps anti-HA est réalisée apres 24h d'induction
de l'expression du mutant thermosensible de Ila
primase (spp7-4, a 32°C), suivi de 4h de traitement
avec 20uM de CPT. Panel du haut : La position de
Pku70-HA et des IgG est indiquée sur les
immunoblots. Panel du bas : détection des hybrides
ARN:ADN par dotblot, en utilisant I'anticorps S9.6.
Le traitement /n witro avec RNase H1 permet
d'apprécier la spécificité du signal.



Les résultats présentés en publication #1 mettent en lumiere un réle de RNase H2 aux
fourches de réplication bloquées pour l'initiation de la dégradation des brins naissants.
RNase H2 possede un domaine de fixation a PCNA, tres bien conservé, situé dans la
sous-unité Rnh202 chez S. pombe (Chon et al, 2009). Il est proposé que cette
interaction serve a guider I'action de RNase H2 aux fourches de réplication, méme si a
ce jour, aucun phénotype distinct n'a été associé a la perte de cette interaction. Je me

suis demandée si la fonction de RNase H2 pour la résection des fourches bloquées
pouvait dépendre de sa capacité a s'associer a PCNA.

Pour cela j'ai construit un mutant du domaine PIP-box (la région d'interaction avec
PCNA, dont la séquence est consensuelle) de Rnh202 (rnh202-PIP* ou F289 et F290
sont convertis en alanines) et étudié I'impact de la perte d'interaction sur la résection
des fourches bloquées par gel d’ADN bidimensionnel (2DGE). Afin de révéler un
éventuel phénotype faible, j'ai également observé le profil de résection d'un double
mutant mh14 rmh202-PIP* Je rappelle que chez le double mutant mhi74 mh20174,
présentés en Figure 1 publication #1, les défauts de résection sont plus importants que

ceux observés chez le simple mutant rmh207A. Les niveaux de résection chez les double
mutants mh14 rmh2074, rmhi14 rmh2024 et rnh14 mh2034 sont similaires (Figure S2
publication #1). Les résultats sont présentés en Figure 52. Je n'ai pas observé de défauts
de résection ni chez le mutant rmh202-PIP* ni chez le double mutant mh74 rnh202-
PIP* Ces résultats suggerent que la fonction de RNase H2 dans la résection des

fourches de réplication bloquées est indépendante de sa capacité a se lier a PCNA. A
défaut d'étre nécessaire, on pourrait envisager que l'interaction de PCNA et RNase H2
ait plutot un réle support pour ancrer RNase H2 aux fourches.

Aussi, j'ai observé qu’en réponse au stress réplicatif généré par un traitement au CPT,
Ku fixe des hybrides ARN:ADN (Figure 6 publication #1). En accord avec le modéle
proposeé, je me suis donc questionnée sur le fait que ces hybrides ARN:ADN puissent
correspondre a des hybrides formés par les amorces ARN des fragments d'Okazaki.
Pour ce faire, j'ai regardé si la quantité d’ARN:ADN immunoprécipités avec Ku était
reduite dans des cellules exprimant une forme mutée de la sous-catalytique de la

primase (spp7-4), déficiente pour synthétiser efficacement ces amorces ARN. Pour cela,
j'ai appliqué la méme méthode expérimentale que celle décrite en Figure 6 de la
publication #1 : immunoprécipiter Ku et analyser par dotblot la nature des acides

nucléiques associés. Le résultat de cette expérience est présenté ci-contre en Figure 53.
Il semblerait que le signal S9.6 observé chez le mutant spp7-4 soit Iégerement plus
faible comparé a la souche sauvage. Ces résultats seront discutés plus en détails dans
la discussion de ce manuscrit.

247






DISCUSSION



RNA primers from Okazaki
fragments can be embedded
into the reversed arm

FORK REVERSAL >

Ku can bind to the newly
formed RNA:DNA hybrid :K:::’I | ’ Exol

extremity
RNase H2
’ Fen1 l

Others ?

RNA:DNA hybrids processing is
needed to initiate fork resection

RNase H2 and Fen1 allow to ’ LD
overcome Ku-mediated
blockade to Exo1 resection

SHORT-RANGE
RESECTION

To date, MRN-Ctp1 are the MRN-Ctpl-mediated MRN-Ctpl and/or additionnal

only factors identified to i o ! R 5
mediate Ku eviction structural eviction? enzymatic activities involved?

KU eviction is independent of
Mre11 nuclease activity :z‘ ) / 0
e

o “‘gm Mz~ g

KUEVICTION ©

Figure 54 : Modéle proposé de I'impact de la présence d’hybrides ARN:ADN, formés en réponse
au stress réplicatif, sur la dégradation des brins naissants. (A) En réponse a un stress réplicatif, les
fourches de réplication peuvent réverser. La présence des amorces ARN des derniers fragments
d’'Okazaki lors de cet évenement a deux conséquences : l'inclusion dans le bras réversé de ces amorces,
et la formation d'une extrémité hybride ARN:ADN. Ku reconnait les extrémités double-brin de type
ARN:ADN. La fixation de Ku sur le bras réversé permettrait de controler la dégradation des brins
naissants en bloquant I'accés a Exo1. Des activités catalytiques spécifiques, comme celles de RNase H2
et Fen1, sont requises pour médier le retrait des hybrides ARN:ADN et contrecarrer le blocage de Ku.
Cela crée probablement des points d'entrées a Exo1, bien que Ku soit toujours fixé a I'extrémité du bras
réversé. La présence d'hybrides ARN:ADN spécifierait donc le besoin en nucléases nécessaires a la
dégradation des brins naissants. (B) Le complexe MRN-Ctp1 reste a ce jour le seul facteur identifié pour
I'éviction de Ku des fourches réversées. L'activité catalytique de Mre11 serait dispensable pour cela. Le
mode d'éviction de Ku reste encore obscur et plusieurs scénarios sont envisageables, comme il I'est
proposé ici. L'extrémité ARN:ADN fixée par Ku pourrait étre activement dégradée ou clivée suite au
retrait de Ku (partie gauche). Aussi, on pourrait envisager qu'elle soit retirée avec Ku (partie droite).



I. En résumé

Les travaux présentés en publication #1 porte sur I'étude des conséquences de la
stabilisation des hybrides ARN:ADN sur l'intégrité et le devenir de fourches de
réplication bloquées au locus R7S7-RFB. Dans ce cadre, il a été identifié que la
dégradation d’hybrides ARN:ADN permet d'initier la résection des brins naissants,
étape contrélée par la présence du facteur de NHEJ Ku. L'activité des enzymes RNase
H promeut la résection et le redémarrage des fourches bloquées. C'est notamment
RNase H2 qui a un role clé pour initier la dégradation, physiologique comme
pathologique, des brins naissants. La capacité de RNase H2 a fixer PCNA n’est pas

requise pour cette fonction (Résultats supplémentaires, Figure 52). RNase H2 agit dans
une voie paralléle a celle de MRN-Ctp1, dépendamment de la présence de Ku. Plus
précisément, RNase H2 permet d'éliminer les amorces ARN des derniers fragments
d'Okazaki, contenues dans le bras des fourches réversées. En effet, I'absence des

activités RNase H n'induit pas de défaut de réversion de fourche, suggérant que leurs
substrats hybride ARN:ADN se forment apres I'événement de réversion. La dégradation
des hybrides par RNase H2 permet de contrecarrer le role protecteur de Ku contre la
résection par Exo1, offrant probablement un point d’entrée a I'exonucléase. Enfin, il a
été observé que l'induction d'un stress de réplication favorise la fixation de Ku sur des
hybrides ARN:ADN. Ces résultats amenent a la formulation d'un modele selon lequel,
lorsque les fourches réversent, si I'amorce ARN du dernier fragment d'Okazaki n'est
pas maturée, cette derniere se retrouve capturée dans le bras réversé, formant alors
une extrémité hybride ARN:ADN a laquelle Ku peut se fixer (Figure 54). La présence
d'autres amorces ARN dans le bras réversé spécifierait le besoin en nucléases
nécessaires a la dégradation des brins naissants.

Dans leur ensemble, ces observations mettent en avant une nouvelle fonction pour la
maturation des fragments d'Okazaki dans le contréle de l'intégrité des fourches
bloquées. Aussi, ces travaux contribuent a mieux définir le réle de RNase H2 aux
fourches bloquées, et mettent en lumiere le role d'hybrides ARN:ADN formés de
maniere post-réplicative dans la mise en place de la réponse cellulaire au stress
réplicatif.
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II. Influence de I'’ARN sur le redémarrage des fourches bloquées

1. Ku se fixe aux extrémités double-brin de type ARN:ADN

Une des découvertes majeures présentées en publication #1 est la capacité du facteur
de NHEJ Ku a fixer des hybrides ARN:ADN, formés en réponse au stress réplicatif, chez
S. pombe. Ces résultats s'accordent avec un ensemble d'études soulignant que la
présence, en cis comme en trans, dARN non-codants et d'hybrides ARN:ADN
constituent un niveau de régulation non négligeable des activités des facteurs du NHEJ
(publication #2).

La fixation de Ku sur des structures ARN de type tige-boucle ou G-quadruplex est une
caractéristique conservée de I'hétérodimere (Dalby et a/, 2013; Ting et a/, 2005). Ku a
donc été trouvé associé a diverses molécules d’ARN allant de I'ARN 7LC7 de la
télomérase, en passant par '’ARNm de p53 jusqu'a des ARN non-codants comme LINPT
ou LRIK (Lamaa et al, 2016; Ting et al, 2005; D. Wang et al, 2020; Y. Zhang et al, 2016).
Ces interactions permettraient la formation d'une synapse propice aux évenements de
NHEJ, en soutenant la multimérisation de KU, le recrutement de facteurs du NHEJ et la
stimulation de leurs activités. Est-ce que de telles interactions régissent le recrutement
et I'activité des facteurs de NHEJ aux sites de blocage de fourche de réplication reste a
ce jour encore tres peu étudié. Tres récemment, il a été proposé que le facteur XAB2
agisse dans une voie parallele a ATM-CtIP-MRE11 pour promouvoir I'éviction de KU et
I'engagement de la RH aux CDB-se (cassure double-brin a extrémité unique) formées
aux fourches de réplication (A. B. Sharma et a/, 2021). XAB2 (XPA-interacting factor 2)
est connu pour ses fonctions dans les processus de TC-NER, de transcription et
d'épissage des pré-ARNm. Bien que les mécanismes moléculaires sous-jacents restent
a caractériser, ces observations soutiennent la possibilité que la présence d’ARN aux
fourches bloquées puisse participer de diverses manieres au controle de la fixation de
Ku, et de maniéere plus générale a I'activité du NHEJ.

Chez 'homme, KU a été identifié dans un crible pour la détection de facteur de liaison
aux hybrides ARN:ADN (I. X. Wang et a/, 2018). Néanmoins, I'impact de la prise en
charge d’extremités hybrides sur la fixation de Ku et la réaction de ligature intrinseque
au NHEJ est controversée. Il a été proposé chez S. cerevisiae que la persistance
d'hybride ARN:ADN aux CDBs, d( a la perte de Sen1, se traduise par une plus longue
rétention de Ku aux extrémités, ce qui pourrait favoriser la réparation par NHEJ (Rawal
et al, 2020). A I'inverse chez 'homme, en absence de XRN2, I'accumulation d'hybrides
ARN:ADN inhiberait la fixation de Ku aux extrémités des CDBs (Dang & Morales, 2020,
p. 2). Les résultats présentés en Figure 6 de la publication #1 supportent les données
des études de (Rawal et a/, 2020; 1. X. Wang et a/, 2018) et montrent que Ku peut se
fixer aux hybrides ARN:ADN formés en réponse au stress réplicatif. Dans quelle mesure
la présence d'extrémités hybrides ARN:ADN impacte la réaction de NHEJ, dans le cadre
de la réparation d'une CDB-de (cassure double-brin a double extrémités), reste a
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Figure 55 : ASTE1 promeut le controle de la réparation des CDBs médiée par I'ensemble 53BP1-
RIF1-shieldin. La sous-unité SHLD2 recrute ASTE1 qui clive la longue extrémité d’ADNsb 3’ sortante
générée lors de la résection de I'extrémité. L'extrémité simple-brin, alors raccourcie a environ 20
nucléotides de long, offre la possibilité a la primase de synthétiser une courte amorce ARN, étendue par
Pol a pour combler la bréche de simple-brin restante. D'apres (He & Chowdhury, 2021).



étudier en détails. Récemment, un modele de protection des extrémités des CDB-de,
facilitant le NHEJ, reposant sur I'action coordonnée du complexe 53BP1-RIF1-shieldin
avec celle de 'endonucléase ASTE1 a été proposé (F. Zhao et al, 2021). Le recrutement
de shieldin ne peut se faire que sur des extrémités préalablement résectées, offrant des
extrémités 3’ sortantes d’au minimum 50 nucléotides de long. Une fois shieldin recruté,
il médie le recrutement du complexe primase-Pola, en charge de resynthétiser le brin
dégradé. Ce complexe a une processivité tres faible, et ne pourra assurer la synthese
que sur une vingtaine de nucléotides. Dans cette étude, les auteurs montrent que
ASTE1 est alors recrutée aux CDBs, dont elle clive une partie des extrémités 3’ sortantes.
Ainsi raccourcies, ces extrémités peuvent étre efficacement converties en extrémités
double-brin via I'activité du complexe primase-Pola. Selon ce modéle, il est tentant de
spéeculer que I'extrémité serait alors formée d'un hybride ARN:ADN, formé vial'amorce
faite par la primase (Figure 55). Les auteurs observent qu’'en l'absence d'ASTE1, la
réaction de NHEJ est altérée et les extrémités subissent une hyper-résection. Il est donc
possible que la présence de I'hybride ARN:ADN puisse permettre a la fois de protéger
I'extrémité contre une autre étape de résection par des exonucléases, et faciliterait la
prise en charge par le NHEJ, et potentiellement par Ku.

Dans le cadre de mon projet de thése, j'ai cherché a déterminer si une partie des
hybrides ARN:ADN fixés par Ku, en réponse au stress réplicatif, correspondrait a des
hybrides formés par les amorces ARN des fragments d'Okazaki. Pour ce faire, jai
regardé si la quantité d’ARN:ADN immunoprécipités avec Ku était réduite dans des
cellules exprimant un mutant de la sous-unité catalytique de la primase (Résultats
supplémentaires, Figure 53). Pour rappel, ce mutant a la particularité de former un
complexe primase-Pol a instable, et perd ainsi sa capacité a synthétiser des amorces
ARN de taille optimale (voir publication #1). Le résultat de cette expérience est présenté
Figure 53. Il semblerait que la quantité d'hybrides ARN:ADN immunoprécipités dans le
mutant de la primase soit Iégérement diminuée en comparaison a la souche exprimant
un complexe primase-Pol o fonctionnel. Ces résultats préliminaires sont
encourageants, mais |'expérience mérite d'étre répétée, et les conditions
expérimentales doivent étre améliorées. J'envisage de répéter cette expérience dans
un fond génétique mh2074, un contexte certainement plus approprié pour observer
un effet éventuel chez le mutant de la primase.

2. La présence d’ARN module I'étape de résection des brins naissants

Aux CDBs, la coordination des étapes de résection initiale et extensive repose sur les
interactions entre Ku et MRN-Ctp1. Souvent présentés comme senseurs compétiteurs
pour la reconnaissance des extrémités des cassures, un modele d'actions sequentielles
des deux complexes est désormais de plus en plus mis en avant (Paull, 2021). Les
extrémités seraient reconnues par Ku, prbnant un engagement initial vers une
réparation médiée par le NHEJ. Dans certains cas, comme par exemple en I'absence
d'extrémités compatibles ou encore lors d'un échec dans la formation d’'une synapse
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propice a la ligature, des facteurs de résection sont recrutés aux extrémités. La présence
de Ku conditionne une résection en deux étapes, et son éviction est nécessaire a
I'accomplissement du processus. On assiste alors a un transfert de la prise en charge
des extrémités double-brin du NHEJ a la RH.

Le modele communément admis d'initiation de la résection aux CDBs repose sur
I'activité catalytique de MRN. Il a été montré qu'/n vitro, I'activité nucléase de MRN est
inefficace sur des hybrides ARN:ADN (Chang et a/, 2019). La présence d’hybride
ARN:ADN pourrait donc moduler I'étape de résection via son effet antagoniste sur la
fonction catalytique de MRN. Aux CDBs, il a été proposé chez S. cerevisiae que la
persistance des hybrides induisait la mise en place d'un mécanisme d'initiation de la
résection non-canonique reposant sur l'activité endonucléase de Mrel11 et Dna2
(Rawal et a/, 2020). La résection plus extensive des extrémités via Exo1 ou Sgs1-Dna2
nécessiterait alors le retrait de I'hybride viala mise en place d'activités spécifiques, dont
principalement celle de Sen1 et d'autres non identifiées dans I'étude.

Chez S. pombe les RNase H ont été montré comme limitant I'accumulation d'hybrides
ARN:ADN aux CDB-de, mais la nécessité de leur action pour la réparation est débattue
(Ohle et al, 2016; H. Zhao et a/, 2018). Il a été montré chez S. cerevisiae que c'est Sen1,
plutdét que les RNase H, qui aurait un réle critique dans l'initiation du retrait des
hybrides ARN:ADN (Rawal et a/, 2020). Pour la résection d'une extrémité double-brin
formée lors de I'évenement de réversion de fourche, les résultats présentés en
publication #1 montrent que l'action de RNase H2, et dans une moindre mesure celle
de RNase H1 mais pas celle de Sen1, est requise pour promouvoir la résection par Exo1.

Des différences dans les activités impliquées pour le retrait des ARN:ADN et la mise en
place de la résection, aux CDBs et aux sites de collision entre machineries de
transcription et de réplication (TRCs), ont été reportées dans la littérature. Par exemple,
le complexe MRN a des fonctions opposées dans la réparation des CDBs et aux sites
de TRCs. Aux CDBs, il promeut la résection, le recrutement de I’ARNPII et la formation
d'hybrides ARN:ADN. Aux sites de TRCs il coordonne la résolution des R-loops par la
voie FA, un réle indépendant de son activité catalytique (Chang et a/, 2019). Au site
RTST7-RFB et aux fourches bloquées, il a été montre chez les levures que MRN promeut
la dégradation des brins naissants indépendamment de son activité nucléase
(Delamarre et al, 2020; Teixeira-Silva et al, 2017). La présence potentielle d’ARN dans
le brin 5" des fourches de réplication, di a la présence des amorces de fragments
d'Okazaki, pourrait expliquer en partie ces observations. Dans ce contexte, une
hypothése est que MRN ne peut pas cliver le brin 5" au niveau d'un hybride ARN:ADN.
L'initiation de la résection requiert alors I'implication de nucléases additionnelles
spécialisées dans leur retrait. Ici, j'ai observé que RNase H2, de par sa capacité a
dégrader la moitié ARN des hybrides ARN:ADN, et Rad2 (Fen1) permettent de créer un
point d'entrée a Exo1 lorsque I'extrémité du bras réversé est bloquée par
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Ku (publication #1). Néanmoins dans ce scénario, j'ai observé que I'éviction de Ku reste
dépendante de MRN, bien qu'indépendante de l'activité nucléase de Mre11.

Le mécanisme d'éviction de Ku des différents types d'extrémités est aussi sujet a débat.
Chez S. pombe et chez les mammiferes, I'éviction de Ku des CDB-de et CDB-se serait
principalement médiée par l'activité nucléase de Mre11 (Chanut et a/, 2016; Langerak
et al, 2011). 1l est proposé que la présence de Ku stimule I'activité endonucléase de
MRE11 (Reginato et al, 2017). La fixation de Ku promeut une résection en deux temps,
initiée par le clivage du brin 5" par MRN, offrant un point d’entrée aux machineries de
résection extensive (W. Wang et a/, 2018). Aux fourches bloquées / réversées, cette
activité nucléase serait dispensable (Figure 54). Dans tous les cas, le mode d'éviction
per se de Ku par MRN reste encore mal caractérisé et ces divergences refletent
certainement la multiplicité de réles de MRN dans la prise en charge de sites de
dommages a I'’ADN de natures diverses.

Enfin, les résultats présentés en publication #1 questionnent sur I'impact de la présence
d'hybrides ARN:ADN sur la résection par Exo1. En I'absence de Ku et RNase H2, j'ai
observé que la résection des fourches bloquées dépendait de Exo1. Deux hypotheses
non exclusives sont donc envisageables : d'autres enzymes participent aux retrait des
hybrides ARN:ADN formés aux fourches bloquées, libérant la voie a Exo1. Aussi, Exo1
pourrait lui-méme étre capable de dégrader ces hybrides. Il a été montré /n vivo
qu'Exo1 dégrade avec la méme efficacité une séquence de 10 ribonucléotides
contenue dans un hybride ARN:ADN et un ADNdb de méme taille (Daley et al, 2020).
Les amorces ARN des fragments d’Okazaki ont une taille entre 8 et 12 ribonucléotides,
et sont donc un substrat potentiel d'Exo1.

II. Origine des hybrides ARN:ADN en réponse au stress
replicatif : plusieurs types d’hybrides ?

Les travaux présentés dans la publication #1 montrent qu'une source d’'hybrides
ARN:ADN, formés de maniere post-réplicative suite a un blocage de fourche, sont les
amorces ARN des fragments d'Okazaki. Les amorces des derniers fragments, si elles ne
sont pas maturées avant I'évenement de réversion de fourche, se retrouvent associees
au bras réversé. Il en résulte la formation d'une extrémité double-brin de type
ARN:ADN. La formation des amorces ARN des fragments d'Okazaki est inhérente au
processus de réplication et leur présence module les activités de dégradation des brins
naissants. Cependant, on ne peut exclure une seconde possibilité expliquant la
présence d'hybrides ARN:ADN aux fourches bloquées (Naiman et a/, 2021). Comme il
I'a été proposé aux CDBs, il est envisageable que des hybrides ARN:ADN puissent se
former co-transcriptionnellement suite a I'étape de résection sur 'ADNsb
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nouvellement exposé . Ces deux types de formation d'hybrides ARN:ADN en réponse
a un stress réplicatif ne sont pas mutuellement exclusifs.

L'hypothése que les hybrides ARN:ADN formés dans le cadre de TRC sont une cause
et/ou une conséquence du blocage de la fourche de réplication est de plus en plus
évoquée dans la littérature. C'est notamment le cas dans un récente étude soutenant
que I'absence des orthologues de Rad6-Rad18 chez 'homme favorise la formation
d'hybrides ARN:ADN (Barroso et a/, 2019) (voir Introduction IIL.3.1, sur la gestion du
stress réplicatif via les mécanismes de contournement de dommages). Les défauts
d'utilisation de polymérases trans-lésionnelles résulteraient en une incapacité a
combler les breches simple-brin formées derriere la fourche de maniere post-
réplicative, ce qui faciliterait la formation d’hybrides ARN:ADN. Un scénario similaire
pourrait étre envisagé lors de la croisée des machineries de transcription et réplication
selon le mécanisme décrit par (Chappidi et a/, 2020) présenté en Figure 20. Suite au
clivage de la fourche par MUS81-EME1, la machinerie transcriptionnelle passe au
travers du site de blocage du réplisome. L'ARNPII se retrouverait donc derriere la
fourche, et transcrirait le brin retard.

Néanmoins a ce jour, il n'a pas été démontré que des ARN polymérases puissent étre
recrutées de novo sur 'ADNsb exposé aux fourches bloquées. Je tiens a rappeler ici
que le systéeme R7S7-RFB, utilisé dans le cadre de cette these pour induire le blocage
de fourche, est un systeme de blocage indépendant de la transcription, médié par la
fixation d'un complexe protéique a la séquence R7S7. Les travaux présentés
n‘impliquent donc pas la proximité d'une ARN polymérase pour induire le blocage.
Comme il I'est débattu aux CDBs, il est possible qu’en dehors d'un contexte de TRC, la
formation co-transcriptionnelle d'hybrides ne soit pas observable aux fourches
bloquées.

Cependant un crible génétique a été réalisé dans le laboratoire pour identifier les
facteurs nécessaires au redémarrage des fourches bloquées par la RH (voir la méthode
expérimentale Figure 1A, publication #1). Il s'avere que 20% des genes identifiés sont
associés a la biologie de I'ARN et au processus de transcription. On pourra citer, entre
autres, des genes codants pour des facteurs d'épissage comme Saf5, des facteurs de
régulation de la traduction comme Tam20 (MCT-1 chez I'homme), ou encore des
membres du complexe Paf1, complexe associé aux ARNPII actives. De plus, 13% des
genes identifiés restant codent pour des facteurs de la machinerie de biogénese des
miARNSs : ony trouve les génes codant pour Dicer et Argonaute notamment. Je rappelle
qu'il est proposé que ces protéines contribuent a la formation des petits DDRNAs lors
de la réparation des CDBs. Ces résultats appuient I'hypothese qu'il puisse y avoir une
production d’ARN aux fourches bloquées, méme indépendamment d'une TRC, et que
la prise en charge de ces ARNs est nécessaire pour assurer le redémarrage par la RH.

Afin de déterminer si I'activation du blocage pouvait induire /n vivo le recrutement de
novo d'une ARNPII active au site R7S7-RFB, j'ai pu réaliser une expérience de CRAC
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(Granneman et al, 2009) en partenariat avec I'équipe de Domenico Libri a I'Institut
Jacques Monod. Brievement, cette technique repose sur un pontage aux UVs (254nm)
de I'ARNPII taguée a son ARN en court de transcription. Les complexes ARN-ARNPII
sont alors purifiés en condition dénaturante. Les ARNs ainsi capturés sont récupérés
apres un traitement a la Protéinase K, et amplifiés par RT-PCR. Les produits de PCR
obtenus sont alors séquencés et alignés sur le génome de référence pour déterminer
les sites d'activité transcriptionnelle de I'’ARNPIL Suite a divers problemes
expérimentaux et de séquencage, la quantité de reads a aligner sur le génome s'est
malheureusement avérée trop limitante pour que cette expérience puisse étre
conclusive. Cette technique est essentiellement utilisée chez S. cerevisiae et mérite
d'étre optimisée chez S. pombe. Combinée au systéme RT7S7-RFB elle permettra
certainement de caractériser si, indépendamment d’'une TRC, de la transcription peut
étre initiée sur I'’ADNsb aux fourches bloquées. Ce sera d'ailleurs le projet d'une post-
doctorante qui va biento6t rejoindre le laboratoire.

Si la formation de ce second type d'hybrides ARN:ADN est confirmée, cela ouvrira de
nombreuses perspectives sur la régulation des mécanismes de prise en charge des
fourches bloquées. La présence d'hybrides formés co-transcriptionnellement
constituerait, peut étre comme aux CDBs, une plateforme pour le recrutement et la
modulation des activités des facteurs de protection et de redémarrage des fourches
bloquées. Les CDBs survenant dans les zones de transcription actives arborent un profil
de modifications d'histones singulier, dictant le choix du mode de réparation (Clouaire
& Legube, 2015). De plus, il a recemment été mis en avant que les molécules d’ARN en
cours de transcription pouvaient subir des modifications épigénétiques de type N6-
methyladenosine (mPA), conservées lors de la formation d'un hybride ARN:ADN (Abakir
et al, 2020; Marnef & Legube, 2020). Ces modifications influeraient sur la formation et
la résolution des R-loops a I'échelle du génome. On pourrait envisager que de tels
évenements, au niveau de fourches bloquées, participent a réguler tres finement la
prise en charge des intermédiaires de réplication.

IV. AGS : vers une meilleure compréhension des origines de la
pathologie

Des mutations associées a I'ensemble du complexe RNase H2 sont caractéristiques de
plus de la moitié des cas du syndrome d'Aicardi-Goutieres (AGS). Les autres cas
résultent de mutations dans quatre autres enzymes, associées au métabolisme et a la
détection d'acides nucléiques : SAMHD1, TREX1, ADAR1 et MDAG.

Toutes ces mutations sont associées a I'accumulation d'acides nucléiques d'origine
endogene dans le cytoplasme (Crow et a/, 2015). MDAS est un senseur cytoplasmique
de molécules d’ARNdb de grande taille (>1kb), dont la fonction premiére est de
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prévenir contre une infection virale et activer la production d'interféron de type I. Chez
les patients AGS, les mutations de MDAS lui conferent un gain de fonction aboutissant
la production excessive d'interféron de type I (Rice et al, 2014). A l'inverse, les
mutations associées a RNase H2, TREX1, SAMHD1 et ADAR1 sont considérées comme
induisant majoritairement des pertes de fonctions des protéines, indiquant que
I'accumulation aberrante d'acides nucléiques cytoplasmiques prendrait source dans la
dérégulation de leurs activités. Dans ces cas-la, la surexpression d'interféron de type I
résulterait de |'activation de la voie cGAS-STING. Bien qu'initialement présenté comme
un senseur de molécules d’ADN, il a été montré que cGAS pouvait également détecter
des molécules hybrides ARN:ADN (Mankan et a/, 2014). A ce jour, dans ces différents
contextes de mutations, les origines et la nature des acides nucléiques cytoplasmiques
ne sont pas claires.

SAMHD1 (SAM domain and HD domain-containing protein 7) possede une activité
dNTPase induisant la réduction des niveaux de dNTPs cellulaires. Cette fonction est
cruciale en cas d'infection virale, car elle participe a limiter la conversion en ADN
complémentaire du contenu ARN du virus et en restreint donc la réplication. Un second
role de SAMHD1 dans la régulation de la réponse immunitaire a été proposé,
indépendamment de son activité dNTPase. Il a été montré qu'aux fourches de
réplication bloquées, SAMHD1 promeut la dégradation des brins naissants via la
stimulation de I'activité exonucléase de MRE11 (Coquel et a/, 2018). Dans les cellules
ou SAMHD1 est déplété, les défauts de résection ont été directement associés a
I"accumulation de fragments d’ADNsb cytoplasmiques, et I'activation de la voie cGAS-
STING. D'apres les travaux présentés en publication #1, j'ai observé que l'incapacité de
RNase H2 a médier la dégradation d'hybrides ARN:ADN entraine des défauts
d'initiation de la résection des brins naissants. Est-ce que des défauts d'activité de
RNase H2 entrainent l'activation de mécanisme(s) alternatif(s) pour le retrait des
hybrides, dont la mise en place aboutirait a I'accumulation cytoplasmique de fragments
nucléiques, est une question a considérer. De plus, il n'est pas exclu que ces fragments
soient des hybrides ARN:ADN.

L'exonucléase TREX1 (7hree Prime Repair Exonuclease 1) est une exonucléase 3'—5’
dégradant des fragments d’ADNsb et d’ADNdb cytoplasmiques chez les mammiferes.
TREX1 est donc principalement localisé dans le cytoplasme. En présence d'un stress
réplicatif et notamment de traitement a I'hydroxyurée, TREX1 est recruté dans le noyau
des cellules en phase S, aux fourches de réplication bloquées (Y.-G. Yang et a/, 2007).
La protéine y prendrait en charge des fragments d’ADNsb d'une soixantaine de
nucléotides en taille, émanant du traitement des intermédiaires de réplication. (Y.-G.
Yang et a/, 2007) émettent I'hypothese que TREX1 participerait, de concert avec RNase
H2, a la prise en charge des longs flaps excisés par DNA2 lors de la maturation des
fragments d'Okazaki. Bien que TREX1 ne soit pas conservé chez les levures, ces
observations soutiennent I'hypothése que des défauts de maturation des fragments
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d'Okazaki en condition de stress réplicatif pourraient conduire a lI'accumulation de
fragments d'acides nucléiques dans le cytoplasme.

Les cellules AGS mutées dans TREX1, SAMHD1 et RNASE H2 sont caractérisées par une
hausse des niveaux d'hybrides ARN:ADN détectables a I'échelle du génome (Lim et al,
2015). Aussi, des défauts de fonction de chacune de ces enzymes ont été associés au
stress réplicatif. Ces observations aménent a penser que la prise en charge d’hybrides
ARN:ADN en condition de stress réplicatif est d'une importance majeure pour lutter
contre la mise en place d'une auto-immunité. Plusieurs scénarios pourraient expliquer
I'origine de la surexpression d'interféron de type I dans les cellules AGS. Comme
évoqué précédemment, I'accumulation cytoplasmique d’hybrides ARN:ADN pourraient
résulter de défauts de prise en charge d'intermédiaires de réplication. De plus, la
persistance d'hybrides ARN:ADN aux fourches de réplication bloquées pourraient
aboutir a la formation de ponts chromatiniens en mitose, des structures connues pour
induire l'activation de cGAS. En effet, les cellules déficientes pour RNase H2 sont
connues pour accumuler des micronoyaux, résultant de défauts de ségrégation
mitotique (Bartsch et a/, 2017, MacKenzie et al, 2017). La rupture de l'intégrité de la
membrane des micronoyaux entraine l'exposition d'acides nucléiques dans le
cytoplasme et leur détection par cGAS (MacKenzie et a/, 2017). Ces observations ont
été confirmé dans un modeéle cellulaire de mutation de RNase H2 retrouvée chez des
patients AGS (MacKenzie et a/, 2017).

Enfin, la diminution de la capacité de RNase H2 a dégrader des hybrides ARN:ADN
pourrait étre une cause additionnelle de I'apparition de la pathologie dans les cellules
AGS mutées pour ADAR1. ADAR1 (Adenosine Deaminase Acting on RNA 7) a deux
isoformes: un isoforme cytoplasmique et un isoforme nucléaire. L'isoforme
cytoplasmique participe a la régulation négative de la voie de signalisation activée par
la reconnaissance d’ARNdb par MDA5. L'isoforme nucléaire est globalement moins
bien caractérisé, bien qu'il ait été montré tres récemment qu'il aurait un réle support
dans la résolution des R-loops télomériques par RNase H2 dans les cellules cancéreuses
ré-exprimant la télomérase (Shiromoto et a/, 2021). Brievement, ADAR1-nucléaire
corrige les erreurs d'appariement de type A-C dans les hybrides ARN:ADN, permettant
ainsi leur reconnaissance et leur dégradation par RNase H2. Dans quelle mesure la
perte d'activité de chacun des isoformes d’ADAR1 chez les patients AGS contribue a
I"activation de la réponse inflammatoire n'est pas connu. Je rappelle également que la
stabilisation d’hybrides ARN:ADN aux télomeres augmente les risques de TRC et que
le recrutement controlé de RNase H2 y est requis pour leur dégradation (Graf et al,
2017). Les défauts d'activité de RNase H2 pourraient donc étre responsables de
I"accumulation d’hybrides ARN:ADN, a la fois cause et conséquence du stress réplicatif
observé dans les cellules AGS.

267






V. Syndromes inflammatoires et DDR

De maniére plus générale, depuis une dizaine d'années des études mettent en avant le
rOle de facteurs du DDR dans la détection d’'acides nucléiques cytoplasmiques (Nakad
& Schumacher, 2016). Ces observations révelent un lien étroit entre ces facteurs et
I'activation d'une réponse immunitaire, un lien probablement a ce jour encore mal
compris et sous-estimeé.

1. Senseurs de dommage a I'ADN... et d'acides nucléiques cytoplasmiques

Les senseurs Ku et MRN s'averent tout deux participer, en plus de leur réle nucléaire
dans la détection des dommages a I'ADN, a la reconnaissance d'acides nucléiques dans
le cytoplasme (Kondo et a/, 2013; Roth et al, 2014; X. Zhang et al, 2011). Mre11-Rad50
est un senseur de I'accumulation d’ADNdb cytoplasmique, spécifiquement lorsque cet
ADN est d'origine endogéne, et participe a la production d'interféron de type I via
I'activation de STING (Kondo et a/, 2013). De plus, MRN, via la sous-unité Rad50, peut
interagir avec l'adaptateur CARD9. Ce complexe peut en cas d'infection virale, et
potentiellement en cas d'auto-immunité, contribuer a la production d'interféron,
indépendamment de l'activation de STING (Roth et a/, 2014).

Pour Ku, différents scénarios ont été avancés. D'une part, il a été proposé que Ku70
seul soit un senseur d'’ADNsb et d’ADNdb cytoplasmiques, ce qui induirait la
production d'interféron de type III (X. Zhang et al, 2011). Curieusement, ces
observations ne seraient pas partagées pour Ku80. Bien qu'ils soient de nature
différente, les interférons de type III utilisent la méme voie de transduction de signal
que ceux de type I, a I'exception qu'ils sont reconnus par un récepteur membranaire
différent. D'autre part, différentes études ont mis en avant un role du complexe DNA-
PK dans la reconnaissance d’ADN cytoplasmique (Burleigh et a/, 2020; Ferguson et al,
2012). Les résultats de ces études sont néanmoins quelque peu divergents. Tantot
DNA-PK agirait en amont de STING, tant6t il agirait dans une voie indépendante de
STING. Aussi, I'implication de l'activité catalytique du complexe est débattue. Ces
difféerences pourraient néanmoins s'expliquer par des différences de modéles
cellulaires (cellules humaines vs cellules murines) et expérimentaux utilisés (type
d'infection virale étudié, car certaines protéines virales sont connues pour inhiber
I'activité de DNA-PK). En résumé, il semblerait que dans les cellules humaines, DNA-PK
puisse agir dans une voie indépendante de STING pour stimuler la production
d'interféron. Cette voie alternative requiert le fait que DNA-PKcs soit fonctionnel
(Burleigh et al, 2020). Chez les souris, cette seconde voie serait absente, et |'essentiel
de la production d'interféron serait médiée par I'activation de STING (Ferguson et a/,
2012). Méme si de nombreuses zones d'ombre persistent sur le mécanisme sous-
jacent, les résultats s'accordent sur le fait que la détection par Ku d'acide nucléiques
cytoplasmiques participerait au déclanchement d'une réponse immunitaire. Ces
observations s'accordent a ceux d'une tres récente étude démontrant que
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I'accumulation d'ADN cytoplasmique d'origine endogene, dans les cellules
immunitaires T-CD4* vieillissantes, est détecté par Ku (Y. Wang et a/, 2021). DNA-PKcs
est alors activé : la phosphorylation de ses protéines cibles stimule la prolifération des
cellules immunitaires T, ce qui promeut a terme |'apparition d'une auto-immunité.

Les travaux présentés en publication #1 montrent que Ku reconnait /n vivo des hybrides
ARN:ADN, formés dans le noyau en réponse a un stress réplicatif. Une hypothese
attrayante serait qu'il en soit de méme dans le cytoplasme. Ces structures étant
désormais considérées comme des activateurs de la production d'interféron médiée
par STING (Mankan et al, 2014; Rigby et al, 2014), il est possible que leur détection
par Ku contribue a I'activation de la réponse immunitaire. L'étude de I'implication de
Ku dans les pathologies auto-immunes semble donc prometteuse. Aucun lien direct
avec I'AGS n’a cependant été reporté a ce jour. Néanmoins, la pathologie de I'AGS
partage de nombreuses similarités avec celle du lupus érythémateux systémique
(Systemic Lupus Erythematodus ou SLE), et sont notamment toutes deux caractérisées
par une surexpression d'interféron de type L Les patients SLE présentent des taux
élevés d'anticorps contre Ku. Cela pourrait indiquer qu’une signalisation persistante de
dommage a I'ADN et/ou d'acides nucléiques cytoplasmiques par Ku contribuent a
entrainer une inflammation chronique et une auto-immunité.

2. Stress réplicatif et réponse immunitaire

Des défauts de prise en charge des intermédiaires de réplication en condition de stress
réplicatif sont une source de la surexpression d'interféron. La perte de facteurs de
réparation et de protection des fourches bloquées contribue a I'accumulation d'acides
nucléiques cytoplasmiques, ce qui peut conduire a une inflammation chronique, parfois
associée au développement de cancers. Par exemple, en I'absence de RAD51, la
dégradation des brins naissants, médiée en partie via l'activité exonucléase de MRE11,
a éteé reliée a la production de fragments nucléiques, directement exportés dans le
cytoplasme (Bhattacharya et a/, 2017). Aussi, il a été proposé que RPA et RAD51 aient
un role de senseurs d'acides nucléiques dans le noyau, et empécheraient leur transfert
vers le cytoplasme (Wolf et al, 2016). En condition de stress réeplicatif, une exhaustion
des réserves de RPA et RAD51, couplée a une diminution de la protection des fourches
bloquées, pourrait participer a I'accumulation cytoplasmique de fragments nucléiques
d’ADN d'origine endogene. A cela s'ajoute probablement les échecs de fusion de
fourches convergente observés en I'absence de Rad51, conduisant a I'apparition de
défauts mitotiques qui peuvent représenter une cause additionnelle a la présence
d'ADN cytoplasmique (Ait Saada et a/, 2017).

De plus, un risque additionnel peut venir de la résolution de fourches réversées. Il a été
proposé que, entre autres, leur prise en charge par MUS81 génere des fragments
d'ADNdb cytoplasmiques, induisant la production d'interféron de type I vial'activation
de STING. Ce mécanisme observé dans des cellules de cancer de la prostate permettrait
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de contribuer a la reconnaissance immune de ces cellules cancéreuses et a leur rejet
par l'organisme (Ho et a/, 2016). Comme il I'a été décrit précédemment, la dégradation
des brins naissants des fourches réversées peut étre médiée par SAMHD1, qui promeut
I'activation d’ATR et l'activité exonucléase de MRE11 (Coquel et a/, 2018). En son
absence, la mise en place d'un mécanisme alternatif, reposant sur I'hélicase RECQ1 et
I'activité endonucléase de MRE11, aboutirait a la formation de fragments d’ADNsb
alors exportés dans le cytoplasme. Enfin, il a été montré que la déplétion de BLM, EXO1
et DNA2 réduit I'accumulation d’ADNsb cytoplasmique observé apres irradiation (Erdal
etal, 2017). Ces observations ont été réalisés dans des cellules cancéreuses déficientes
pour TREX1, permettant d'apprécier la présence d’ADN cytoplasmique. Les auteurs de
I"étude concluent que les activités respectives de ces facteurs impliqués dans la
résection extensive des CDBs génerent des fragments nucléiques pouvant accumuler
dans le cytoplasme des cellules, ce qui active la production d'interféron. Ces facteurs
étant également impliqués dans la prise en charge des fourches bloquées, réversées
ou non, cela renforce I'hypothése que la prise en charge de ces intermédiaires puissent
participer a la production de fragments nucléiques et au déclanchement d'une
inflammation.

Au vu de ces observations, les résultats présentés en publication #1 interpellent. IIs
questionnent également sur la possibilité que le processus de maturation des
fragments d'Okazaki puisse étre a l'origine de la production de fragments d'acides
nucléiques retrouvés dans le cytoplasme. En effet, de maniere générale, les différents
mécanismes par lesquels des défauts de prises en charge de fourches de réplication
bloquées aboutissent a I'accumulation de fragments nucléiques cytoplasmiques sont
encore mal caractérisés. Un lien direct entre des défauts de maturation des fragments
d’'Okazaki et la mise en place d'une inflammation chronique est encore spéculatif. Par
exemple, bien qu'il ait été observé que des mutations de FEN1, retrouvées dans certains
cancers, soient associées a une inflammation chronique et au développement d'une
auto-immunité, il semblerait que ces phénotypes ne résultent pas de la perte de son
activité flap (Zheng et a/, 2007). Tout cela interroge sur les mécanismes sous-jacents,
et ouvre des perspectives d'études sur les liens entre les activités impliquées aux
fourches de réplication, en condition de stress réplicatif ou non, et lI'accumulation
d'acides nucléiques cytoplasmiques.

VI. Conclusion

En résumé, les travaux présentés dans cette these (publication #1) ont mis en avant un
mécanisme inédit de contournement de la fonction de Ku dans la protection des brins
naissants contre la résection par Exo1. La présence d'hybrides ARN:ADN, formés de
maniéere post-réplicative lors de la réversion des fourches, conditionne cette régulation.
Ces hybrides sont formés lorsque les amorces ARN des fragments d'Okazaki ne sont
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pas maturées avant I'évenement de réversion. L'activité coordonnée de nucléases, telle
que RNase H2, s'avéere alors requise pour créer un point d’entrée a Exo1.

Ce travail s'inscrit dans la lignée d'études soutenant la modulation des activités,
canoniques ou non, des facteurs du NHEJ par une composante ARN (publication #2).
Aussi, il met en lumiere l'influence de la prise en charge de structures hybride
ARN:ADN, formées en réponse au stress réplicatif, dans la prise en charge des fourches
de réplication bloquées, influence jusqu’a ce jour principalement décrite dans un
contexte de réparation de CDBs.

De par les liens connus entre la dérégulation des activités de la plupart des facteurs
étudiés ici et la mise en place d'une inflammation chronique et d'auto-immunité, ces
travaux de thése permettront sans doute de contribuer a une meilleure compréhension
des mécanismes moléculaires associés a ces pathologies. Evidemment, la levure S.
pombe a ses limites pour I'étude du processus inflammatoire, mais elle représente
malgré tout un modele de choix pour décortiquer les mécanismes moléculaires
fondamentaux impliqués.
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Abstract Maintaining genome stability is
essential to ensure the high-fidelity transmission
of genetic information. Genome instability results
in increased mutation rate and chromosomal
aberrations, followed by their missegregation
during mitosis. Such abnormalities, in turn, may
lead to many human disorders and are a well-
recognized hallmark of most cancer cells. A major
cause of instability is the alteration of DNA
replication dynamics, also known as replicative
stress. Indeed, the fulfillment of DNA replication
is constantly threatened by replication fork
barriers leading to the slowdown or the arrest of
replication forks. One of the major structures
likely to impair fork progression are R-loops, co-
transcriptionally forming RNA:DNA hybrids.
Interestingly, aside the arguments considering R-
loops as threats for genome integrity, they are
involved in regulating gene expression. Also,
RNA:DNA hybrids form at DNA double-strand
break sites, where they modulate positively, as
negatively, the repair machineries. Their
controlled degradation is a necessary step for
homologous recombination-mediated repair. My
thesis project aimed to decipher whether
RNA:DNA hybrids associated with replication
stress could be formed as a consequence of the
recombination-dependent replication restart
process of arrested forks. To do so, | exploited a
site-specific replication fork barrier (RTS1-RFB)
developed by the team in fission yeast. Well-
controlled and conditional RFB had been
integrated into the S. pombe genome to induce

at a site-specific locus, a single dysfunctional
replication fork, independently of transcription
activity. | identified a novel RNA:DNA hybrid-
related mechanism to overcome the NHEJ
factor Ku-mediated barrier to nascent strand
degradation. RNAse H activities promote
nascent strand degradation and replication
restart with a prevailing role of RNAse H2's
ability to process RNA:DNA hybrids to engage
physiological and pathological fork-resection.
RNase H2 acts in a parallel pathway to MRN-
Ctp1 to sustain cell resistance to replication
stress, in a Ku-dependent manner.
Mechanistically, RNAse H2 allows bypassing
the Ku-mediated barrier to initiate the short-
range resection by processing RNA primer of
Okazaki Fragments. Finally, | found that
replication stress favors Ku binding to
RNA:DNA hybrids, indicating a novel function
for Okazaki fragments in controlling Ku-
mediated barrier to safeguard fork integrity.
These results shed lights on how RNase H2 acts
at arrested forks while implementing new
aspects of the relationship between post-
replicative forming RNA:DNA hybrid structures
and the replication stress response. RNase H2
dysfunctions are associated with more than
50% of the Aicardi-Goutiéres syndrome cases.
The molecular causes of this inflammatory
syndrome are steal poorly understood, and this
work could contribute to better characterized
the molecular mechanisms involved in the
pathology.
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Résumé : Des défauts de réplication de I'ADN,
autrement connus sous le terme de stress
réplicatif, sont une source d'instabilité génétique
qui peuvent conduire a I'entrée en mitose de
cellules ayant un génome partiellement répliqué.
Le stress réplicatif a été associé chez 'homme a
de nombreuses pathologies comme les cancers
ou des syndromes neurologiques et
inflammatoires. L'altération de la progression
des fourches de réplication est une des causes
principales du stress réplicatif. C'est entre autres
la formation de R-loops, des hybrides ARN:ADN
formés de maniére co-transcriptionnelle, qui
compromet le maintien de la stabilité du
génome notamment via l'augmentation des
risques de collision entre les machineries de
réplication et transcription. Bien qu'étant des
éléments régulateurs de l'expression génique,
les R-loops peuvent étre génotoxiques si leur
formation n'est pas controlée. Récemment, il a
été proposé que des hybrides ARN:ADN se
forment lors de la réparation des cassures d’ADN
double-brin. lls seraient des intermédiaires du
processus de réparation, jouant des roles positifs
comme négatifs, sur les machineries de
réparation. La dégradation contrélée des
hybrides ARN:ADN est une étape nécessaire
pour achever la réparation des cassures d'’ADN
double-brin par la recombinaison homologue.
Mon projet de thése vise a déterminer si les
hybrides ARN:ADN associés au stress réplicatif
seraient formés en conséquence du processus
de redémarrage des fourches de réplication
bloquées par la recombinaison homologue. J'ai
exploité un systeme de blocage de fourche
conditionnel chez S. pombe, le systéme RTST,
permettant de bloquer une fourche de
réplication donnée a un locus défini,
indépendamment de la transcription.

J'ai étudié les conséquences de la stabilisation
des hybrides ARN:ADN sur l'intégrité et le
devenir de cette fourche bloquée. Jai pu
identifier que la dégradation d’hybrides
ARN:ADN permet d'initier la résection des
brins naissants, étape controlée par la
présence du facteur de NHEJ Ku. L'activité des
enzymes RNase H promeut la résection et le
redémarrage des fourches bloquées, et c'est
notamment RNase H2 qui a un role clé pour
initier la dégradation, physiologique comme
pathologique, des brins naissants. RNase H2
agit dans une voie paralléle a celle de MRN-
Ctp1, dépendamment de la présence de Ku.
Plus précisément, RNase H2 permet, en
éliminant I'amorce ARN du dernier fragment
d’'Okazaki, de contrecarrer le réle protecteur de
Ku contre la résection des fourches bloquées.
Enfin, j'ai observé que l'induction d'un stress de
réplication favorise la fixation de Ku sur des
hybrides ARN:ADN. Ces observations mettent
en avant une nouvelle fonction pour les
fragments d'Okazaki dans le contréle de
I'intégrité des fourches bloquées. Ces travaux
contribuent a mieux définir le rle de RNase H2
aux fourches bloquées, et mettent en lumiére
le role d’hybrides ARN:ADN formés de maniere
post-réplicative dans la mise en place de la
réponse cellulaire au stress réplicatif. Des
mutations de RNase H2 sont associées a plus
de 50% des cas du syndrome d'Aircardi-
Goutiéres, un syndrome inflammatoire dont les
tenants moléculaires sont encore mal compris.
Les résultats présentés dans ce manuscrit
pourraient aider a clarifier les mécanismes
moléculaires impliqués dans cette pathologie.




