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Avant-propos 

 Ces travaux de thèse ont été menés sous la direction de Zhou Xu, dans l’équipe 

Télomère et Stabilité Génomique au laboratoire de Biologie Computationnelle et Quantitative 

du CNRS sur le campus Jussieu de Sorbonne Université. L’équipe travaille plus précisément sur 

les télomères, les dommages à l’ADN et les mécanismes de réponse à ces dommages, ainsi 

que sur les conséquences de l’instabilité génomique. Ces recherches sont menées sur deux 

organismes modèles, Chlamydomonas reinhardtii et Saccharomyces cerevisiae. 

Le présent manuscrit regroupe des travaux de thèse menés sur trois ans sur la levure 

bourgeonnante Saccharomyces cerevisiae dans le but d’étudier spécifiquement une réponse 

au dommage à l’ADN : l’adaptation au dommage à l’ADN. 

Les dommages à l’ADN sont une menace sévère pour l’intégrité du génome d’une 

cellule. Lorsqu’un tel dommage est détecté, des mécanismes de contrôle arrêtent le cycle 

cellulaire à la transition des phases G2 et M, au checkpoint de dommage à l’ADN. Ce temps 

d’arrêt permet à la cellule d’enclencher les processus de réparation du dommage. Mais 

lorsque la réparation n’est pas possible, la cellule finit par reprendre sa division cellulaire 

malgré la persistance de la lésion de l’ADN. Ce processus est appelé l’adaptation au dommage 

à l’ADN et dépend fortement de l’activité de la polo kinase Cdc5. Cdc5 est essentielle à la 

survie cellulaire et participe à différentes étapes du cycle cellulaire, pour lesquelles sont rôle 

est bien décrit. Mais les mécanismes par lesquels Cdc5 permet spécifiquement l’adaptation 

au dommage à l’ADN, de même que les mécanismes généraux de l’adaptation, restent 

méconnus. 

La partie introductive présentée dans ce manuscrit reprend les connaissances actuelles 

sur l’adaptation au dommage à l’ADN et le rôle spécifique de Cdc5. Elle démarre par une 

description de la famille des polo kinases puis plus spécifiquement de Cdc5. Elle se poursuit 

par la présentation des très nombreux rôles de Cdc5 au cours d’un cycle cellulaire hors 

conditions de dommage, avant de détailler son rôle spécifique dans le checkpoint de 

dommage à l’ADN puis dans l’adaptation. Enfin, cette introduction est l’occasion de présenter 

l’implication potentielle de l’adaptation au dommage à l’ADN dans les cancers chez l’humain. 
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De nombreuses inconnues sont pointées tout au long de cette première partie, nous 

permettant d’aboutir à la question scientifique suivante : comment la coordination de deux 

systèmes, le cycle cellulaire et le checkpoint de dommage à l’ADN, permet l’adaptation au 

dommage à l’ADN ? 

Nous répondons à cette question en l’abordant sous deux angles principaux. Dans un 

premier article, nous révélons les régulations transcriptionnelles et post-traductionnelles de 

Cdc5 spécifiques de l’adaptation. Dans un second article, nous utilisons une méthode de crible 

génétique à grande échelle spécifiquement mis au point pour l’étude de l’adaptation, et grâce 

auquel nous avons pu identifier de nombreux substrats potentiels de Cdc5 permettant 

l’adaptation.  

L’ensemble des résultats majeurs de cette thèse sont enfin synthétisés dans une 

discussion qui propose un modèle mécanistique de l’adaptation au dommage à l’ADN ainsi 

que des pistes d’investigation à suivre poursuivre les recherches.  

Ce manuscrit se termine enfin sur un dernier article, en rupture du sujet de thèse 

présenté ci-dessus, et issu de recherches initiées antérieurement. Cet article présente le DNA 

Drive, une technologie innovante de stockage de données numériques dans de l’ADN et qui a 

donné lieu au dépôt d’un brevet. Sa rédaction s’est faite sur le temps de la thèse. 
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1. Caractéristiques phylogénétiques et structurelles de la 

Polo-kinase Cdc5 de Saccharomyces cerevisiae 

  

1.1. Généralités sur les Polo-kinases 

Les Polo-kinases (Plk) sont des sérines/thréonines (S/T) kinases qui jouent un rôle clef 

au cours des multiples étapes de la mitose et de la méiose, dans la transition G1/S et dans la 

réponse à des dommages à l’ADN  (Barr et al., 2004). La première découverte d’une Plk vient 

du crible de mutants du cycle cellulaire (CDC) mené chez Saccharomyces cerevisiae et révélant 

la protéine Cdc5 (Hartwell et al., 1973), qui a été ensuite caractérisée comme appartenant à 

la famille des Plk. Des membres de la famille des Plk ont été identifiés dans divers organismes 

eucaryotes, de la levure bourgeonnante jusqu’aux mammifères, à l’exception des plantes (Kim 

and Goshima, 2022).  

1.1.1. La diversité des Plk 

Le nom de cette famille vient d’un phénotype de malformation du centre organisateur 

des microtubules (MTOC, appelé spindle pole body SPB chez la levure), observé chez 

Drosophila melanogaster lorsqu’un gène, appelé POLO, est muté (Sunkel and Glover, 1988). 

Plus tard, le gène POLO s’est révélé coder pour une protéine kinase de type S/T (Llamazares 

et al., 1991). Chez D. melanogaster, S. cerevisiae et Schizosaccharomyces pombe, un seul 

membre de la famille des Plk existe, respectivement nommé Polo (Llamazares et al., 1991), 

Cdc5 (Hartwell et al., 1973) et Plo1 (Ohkura et al., 1995). L’homme, la souris, Xenopus laevis 

et Caenorhabditis elegans possèdent quant à eux trois Plk majoritaires, qui sont 

respectivement &: Plk1,2 et 3 ; Plx1, 2 et 3 ; et Plc1, 2 et 3 chez les deux derniers organismes 

cités(Archambault et al., 2015; Lowery et al., 2005).L’homme, la souris, X. laevis et D. 

melanogaster possèdent une quatrième Plk, appelée Plk4 chez les mammifères, et, chez la 

souris et l’homme, une cinquième Plk a été caractérisée, Plk5, qui se distingue clairement des 

autres en ce qu’elle ne possède pas d’activité kinase (de Cárcer et al., 2011). 

1.1.2. La phylogénie des Plk 

L’analyse phylogénétique des séquences des Plk révèle que les Plk1, 2 et 3 semblent 

être paralogues au sein de chaque espèce, que ce soit chez l’humain, la souris ou X. laevis, 
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tandis que Plk1, Polo et Cdc5 sont des orthologues les unes par rapport aux autres (Lowery et 

al., 2005). L’expansion d’une Plk en trois Plk semble être un événement précoce dans l’histoire 

évolutive, et qui aurait eu lieu au moins deux fois de manière indépendante. Cette dernière 

hypothèse est appuyée par le fait que les Plk de C. elegans présentent moins de fonctions 

communes aux autres membres de la famille des Plk (Lowery et al., 2005). Les gènes PLK 

d'organismes ne possédant qu’un seul membre de cette famille sont plus proches de la classe 

des Plk1 d’un point de vue évolutif et présentent des fonctions en mitose, à l’image de Plk1 

(Fig. 1). Plk1 et ses orthologues Cdc5 et Polo sont toutes des protéines codées par des gènes 

essentiels dont l’inactivation est léthale (Kitada et al., 1993; Llamazares et al., 1991). 

 

Figure 1. Arbre non raciné montrant la distance phylogénétique entre les différentes Plk (Lowery et al., 2005). 

On y observe que Plk1 est la Plk la plus proche de Cdc5 et Plo1, comparée aux Plk2 et 3. 

1.1.3. L'absence des Plk chez certains organismes 

Chez les bactéries, les archées et, parmi les eucaryotes, chez les plantes, aucune 

protéine présentant une homologie forte avec les Plk n’a été identifiée (Kim and Goshima, 

2022; Lowery et al., 2005). Les plantes possèdent pourtant des kinases cycline-dépendantes 
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et leur cycle cellulaire montre de fortes similitudes avec la levure et les animaux (Dewitte and 

Murray, 2003). Une étude suggère que les plantes auraient perdu l’orthologue du gène PLK 

avant la divergence des plantes terrestres au cours de l’évolution (Okamura et al., 2017). 

Quant aux algues, des orthologues de PLK semblent avoir été trouvés chez les algues vertes et 

les algues rouges, ainsi que chez Klebsormidium flaccidum, une algue filamenteuse capable de 

vivre dans l’eau et sur terre (Okamura et al., 2017). 

* 

Plk1 est la protéine la plus conservée de la famille des Plk et sera décrite en filigrane 

de son orthologue Cdc5 tout au long de ce chapitre. 

  

1.2. La structure des Plk 

Les Plk sont définies par deux séquences caractéristiques conservées : un domaine 

kinase en N-terminal et une région Polo-box en C-terminal. 

1.2.1. Le domaine kinase 

Les domaines kinases sont fortement conservés parmi les Plk. Leurs séquences et 

structures tridimensionnelles ressemblent à celles des kinases Aurora et des kinases 

calcium/calmoduline dépendantes (Archambault et al., 2015; Lowery et al., 2005). Le domaine 

kinase de Cdc5 s’étend de l’acide aminé 82 à 337 (Fig. 2 B). Il contient un domaine signal de 

localisation au noyau en position 171-174, de la forme LRRL (Nakashima et al., 2008). 

Comme d’autres kinases, Cdc5 peut être activée par une phosphorylation au niveau du 

résidu T238 – correspondant à la thréonine 210 chez Plk1 –, permettant le recrutement de 

Cdc5 au SPB en conditions de dommage à l’ADN (Rawal et al., 2016; Rodriguez-Rodriguez et 

al., 2016). Le résidu T238 est situé dans une région du domaine kinase appelée T-loop 

(Archambault and Carmena, 2012). La T-loop est une boucle activatrice, dont la 

phosphorylation lui donne une conformation ouverte permettant à la kinase de se lier à ses 

substrats (Johnson et al., 1995). Cette activation se produit au moment de l’entrée en mitose. 

Cdc5 est ainsi activée par Cdc28 (protéine également connue sous le nom de kinase cycline-

dépendante Cdk1), et potentiellement d’autres kinases, qui phosphorylent la T-loop en 

plusieurs résidus, dont T242 (Mortensen et al., 2005).  
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Au sein du domaine kinase de Cdc5 se trouve un résidu particulièrement intéressant 

pour notre étude : la leucine 251, qui, lorsqu’elle est mutée en tryptophane (L251W, mutant 

cdc5-ad), confère à Cdc5 une déficience spécifique en adaptation au dommage (Toczyski et 

al., 1997). L’adaptation permet à la cellule de reprendre la progression de son cycle cellulaire 

malgré la persistance d’un dommage : il s’agit du phénomène phare de notre étude, et bien 

que parfois mentionné par nécessité, il sera pleinement décrit en partie 4. 

1.2.2. Le domaine Polo-box 

En plus du domaine kinase, les Plk contiennent une séquence dans le domaine C-

terminal non catalytique appelée Polo-box domain (PBD) (Fig. 2 A&B). Le PBD contient deux 

Polo-boxes (PB1 en position 520-582 et PB2 en position 619-692) précédées d’une Polo-cap. 

La Polo-cap est définie comme une région capable de stabiliser le PBD en conformation 

repliée, en s’enroulant autour de la PB2 (Elia et al., 2003). Le PBD est beaucoup moins bien 

conservé que le domaine kinase, avec seulement ~70 acides aminés en partie C-terminale 

considérés comme formant le cœur du PBD (Ratsima et al., 2011). 

À l’image d’une pince, les deux Polo-boxes contribuent au recrutement des substrats 

du domaine kinase, permettant de localiser les Plk à proximité de leurs cibles. Chez S. 

cerevisiae, il a été montré que la délétion du PBD seul (depuis le résidu 511 jusqu’au résidu 

705) ou avec la région Polo-cap (depuis le résidu 470 jusqu’au résidu 705) conduit à une forte 

augmentation des niveaux protéiques de ces mutants, comparés à la protéine Cdc5 sauvage 

(Ratsima et al., 2011). Ces mutants sont capables de compléter la mitose, mais pas de 

maintenir l’intégrité du SPB (Ratsima et al., 2011). De plus, la délétion du PBD n’est pas viable, 

semblant suggérer que le PBD est essentiel à la phosphorylation des substrats de Cdc5. 

Cependant, il a par la suite été montré que l’essentialité apparente du PBD est contrecarrée 

en forçant le recrutement de Cdc5 au SPB (Ratsima et al., 2016).  

Le motif optimal reconnu par le PBD est de la forme S - [pS/pT] - [P/X] (Elia et al., 2003). 

La phosphorylation des résidus sérine et thréonine peut se faire entre autres par Cdc28, qui 

reconnaît la proline (Archambault et al., 2015). La liaison du PBD à ces phosphopeptides mène 

en général à une activation du domaine kinase, interaction qui sera développée dans la partie 

suivante. 
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Par ailleurs, le PBD est capable de se lier à des protéines ne possédant pas ce site de 

reconnaissance. Par exemple, chez S. cerevisiae, Dbf4 – sous-unité régulatrice de Cdc7 – se lie 

à Cdc5 au niveau de la séquence des résidus 82-96, qui ne comprennent pas le motif 

canonique précédemment décrit, et qui se trouve à l’opposé du site de liaison pS/pT (Almawi 

et al., 2020). L’interaction entre Cdc5 et Dbf4 au niveau de ces résidus, se fait sans 

phosphorylation préliminaire et semble inhiber Cdc5. 

Récemment, la structure cristalline du PBD de Cdc5, présentant PB1, PB2 et la Polo-

cap, a été résolue, révélant des interactions entre le domaine kinase et le PBD (Almawi et al., 

2020). 

1.2.3. Régulations réciproques entre le domaine kinase et le PBD 

Les structures cristallines du domaine kinase, du PBD et du complexe PBD/domaine 

kinase, déterminées chez Plk1, révèlent que l’interaction entre le domaine kinase et le PBD 

permet la régulation fine de plusieurs processus biologiques (Lee and Haber, 2015). 

Comme nous l’avons brièvement évoqué, le PBD est capable de réguler l’activité kinase 

de Plk : cette structure inhibe la fonction kinase en se liant au domaine kinase, ou bien l’active 

en prenant une conformation dissociée du domaine kinase. La co-structure cristalline des 

domaines kinase et Polo-box, obtenue chez Danio rerio, révèle le positionnement relatif d’un 

domaine par rapport à l’autre et appuie l’hypothèse d’une régulation allostérique entre eux 

(Archambault et al., 2008). Le domaine kinase se lie au PBD sur un site éloigné de celui sur 

lequel se lie le substrat, changeant la conformation du PBD. De son côté, le PBD se lie au 

domaine kinase dans la région charnière entre les deux lobes du domaine kinase, sans 

obstruer l’accès à son site actif. Cette structure cristalline a aussi permis de révéler certains 

mécanismes activateurs. Par exemple, la phosphorylation de S137 permet à ce résidu 

d’interférer avec l’interaction inhibitrice de PBD sur le domaine kinase, augmentant ainsi Plk1 

(Jang et al., 2002). D’autres exemples appuient l’idée que la phosphorylation de la T-loop 

régule les interactions allostériques avec le PBD (Archambault et al., 2015). 

1.2.4. La liaison interdomaine 

Entre le domaine kinase et le PBD se trouve une séquence appelée la liaison 

interdomaine (Fig. 2 A). Il s’agit d’une séquence peu structurée et moins conservée parmi les 

Plk que celles décrites jusqu’ici. Il a été montré que la régulation de la flexibilité de cette région 



 

Page | 28 
 

impacte l’activité de Plk1 et semble interagir avec la T-loop, inhibant la fonction kinase 

(Archambault et al., 2015; Xu et al., 2013).  

Chez certaines espèces, comme par exemple chez Trypanosoma brucei, la séquence 

interdomaine comprend un motif de dégradation, appelé Destruction box (D-box). Cdc5 

possède également un domaine de dégradation, mais celui-ci n’est pas situé dans la région 

interdomaine, comme nous allons le voir ci-après (Archambault et al., 2015; Hu et al., 2017).  

1.2.5. Le domaine de dégradation 

Cdc5 possède en tout trois motifs de dégradation en région N-terminale, tous ciblés 

par le système de dégradation ubiquitine-protéasome (Arnold et al., 2015; Charles et al., 1998; 

Cheng et al., 1998; Shirayama et al., 1998). Ces motifs sont composés de deux sites de 

destruction (D-box1 et D-box2) de la forme RXXL, conservés parmi les Plk, et d’un motif de 

destruction de type KEN-box, de séquence éponyme (Glotzer et al., 1991; Pfleger and 

Kirschner, 2000). L’ensemble du domaine de dégradation permet de contrôler la stabilité de 

Cdc5 et semble par ailleurs impliqué dans la régulation de sa localisation au noyau (Gonzalez-

Arranz, 2021). 

Les sites D-box et KEN-box sont tous des cibles du complexe promoteur de 

l’anaphase/cyclosome (APC/C) (Arnold et al., 2015; Charles et al., 1998). Ce complexe est une 

ubiquitine ligase E3 constituée de plusieurs sous-unités et conservée parmi les eucaryotes. Le 

complexe APC/C est activé d’une part par Cdc20 en métaphase, facilitant la séparation des 

chromatides sœurs par destruction de la sécurine, et d’autre part par Cdh1 en fin de mitose, 

favorisant la sortie de mitose et le maintien de l’activité d’APC/C pendant la phase G1 suivante 

(Kramer et al., 2000). Les substrats des activateurs d’APC/C présentent des signaux de 

reconnaissance spécifiques, dont les mieux décrits sont ceux des D-box et KEN-box, énoncés 

précédemment. Les D-box sont reconnues par APC/CCdc20 ou par APC/CCdh1 alors que la KEN-

box ne peut être ubiquitinylée que par APC/CCdh1 (Arnold et al., 2015; Lowery et al., 2005). 

 

Les informations données ci-dessus proviennent d’un nombre restreint d’études sur la 

dégradation de Cdc5, que je vais détailler ici. La première étude (Charles et al., 1998), qui 

montre que la dégradation de Cdc5 via les D-boxes 1 et 2 dépend d’APC/C et de Cdh1, a été 

menée sur des cellules synchronisées en G1 grâce au facteur α. Dans ces cellules, Cdc5 est 
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surexprimée par induction au galactose d’un promoteur fort. Puis l’induction est stoppée et 

une diminution des niveaux protéiques de Cdc5 est observée en conditions sauvages, 

dégradation qui peut être empêchée en mutant le complexe APC/C (cdc23-1 et hct1-Δ1) et les 

D-boxes 1 et 2 (cdc5-db1,2). Une autre étude (Arnold et al., 2015) a montré que la partie N-

terminale – et plus précisément la KEN-box et la D-box – de Cdc5 est importante pour sa 

dégradation par le système APC/C-protéasome. Cette démonstration a été faite en mutant la 

partie N-terminale de Cdc5 et en observant la quantité de la protéine pendant 75 min, sur des 

cellules arrêtées en G1 par le facteur α également, après surexpression de Cdc5 de la même 

manière que décrite précédemment. 

Les données dont nous disposons sur le mécanisme de dégradation de Cdc5 

proviennent donc d’études sur des cellules arrêtées en G1 et surexprimant Cdc5. Nous 

montrerons dans l’article 2 que les voies de dégradation de Cdc5 arrêtées en G2/M en 

conditions de dommages à l’ADN dans des cellules présentant un niveau d’expression de Cdc5 

non perturbé semblent différentes (Coutelier, Ilioaia, Le Peillet et al., 2021).  

  



 

Page | 30 
 

  

Figure 2. Structures de Cdc5. (A) Structure tridimensionnelle prédite par Alphafold. En violet : les hélices alpha ; 

en jaune :  les feuillets bêta. Visualisation effectuée sur Visual Molecular Dynamics. Nous ne disposons pas de 

structure cristallographique de la protéine entière, probablement à cause des parties non structurées ou 

flexibles. Il ne faut donc pas accorder une trop grande confiance dans la représentation 3D de ces régions, à 

savoir l’extrémité N-terminale et la liaison interdomaine. (B) Structure primaire de Cdc5. Les mutations à l’origine 

des mutants cdc5-T238A, cdc5-ad et cdc5-16 dont il sera mention dans ce manuscrit sont indiqués en bleu, violet 

et orange respectivement.  
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2. Rôles et localisations de Cdc5 au cours du cycle cellulaire 

en conditions physiologiques 

  

Figure 3. Fonctions et localisations de Cdc5, en bleu, au cours du cycle cellulaire. En beige est représentée la 

cellule en division. En rouge, ce qui a trait au dommage à l’ADN. Les rôles de Cdc5 sont complétés par une 

synthèse des événements moléculaires au cours du cycle cellulaire, en noir. Cette figure sert de référence pour 

l’ensemble des descriptions qui vont suivre.  

 

©Beink 



 

Page | 32 
 

2.1. Présentation du cycle cellulaire de S. cerevisiae et de ses 

régulations 

2.1.1. Description générale des phases du cycle cellulaire 

Le cycle cellulaire est un processus hautement ordonné qui entraîne la duplication et 

la transmission de l’information génétique d’une génération cellulaire à la suivante. Au cours 

de ce processus, l’ADN doit être répliqué avec précision et des copies identiques du génome 

doivent être distribuées aux deux cellules filles. Le cycle cellulaire est divisé en phases 

distinctes. 

La phase gap 1 (G1) représente l’intervalle entre la mitose (M) et la synthèse d’ADN 

(S). Au cours de la phase G1 et en l’absence de conditions génétiques ou environnementales 

défavorables, la cellule est soumise à divers stimuli l’engageant de manière irréversible dans 

le cycle cellulaire (Hartwell, 1974). La cellule initie alors la synthèse de l’ADN en phase S. Une 

fois la phase S achevée, la cellule entre en phase gap 2 (G2), qui représente l’intervalle entre 

les phases S et M. La phase M, ou mitose, est caractérisée par la bipolarisation du MTOC, la 

ségrégation des chromatides sœurs et la division cellulaire. Elle est définie par plusieurs étapes 

successives que sont la prophase – condensation de l’ADN –, la métaphase – alignement des 

chromosomes sur le plan équatorial du SPB –, l’anaphase – séparation des chromatides sœurs 

– et la télophase – décondensation des chromosomes, répartition des organites et du cytosol 

dans les deux cellules filles et cytokinèse. La cytokinèse est un processus qui permet aux 

cellules eucaryotes ayant déjà subi la ségrégation de ses chromosomes de scinder en deux 

leur cytoplasme, permettant la constitution de deux cellules filles (Ewald, 2018; Hartwell, 

1974; Limas and Cook, 2019). 

La régulation du cycle cellulaire permet d’assurer l’achèvement correct de chaque 

phase du cycle avant le début de la suivante. Cette régulation passe par des mécanismes de 

contrôle, appelés checkpoints, qui permettent de surveiller l’intégrité du génome et de vérifier 

l’achèvement réussi des étapes précédentes avant d’enclencher les suivantes (Hartwell and 

Weinert, 1989). Ils sont placés en fin de phase G1 et à l’interface G2/M, contribuant à 

empêcher la division des cellules endommagées (Foiani et al., 2000).  

La phase G0 fait référence à des cellules quiescentes, c’est-à-dire qu’elles ne 

prolifèrent plus et sont temporairement ou définitivement hors cycle. L’entrée en quiescence 
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se fait en réponse à un manque de substances nutritives. La sortie de la phase G0 est permise 

en réponse à des stimuli externes, et les cellules reprennent alors la progression de leur cycle 

cellulaire à partir de la phase G1. Cette phase ne concerne pas notre système d’étude et ne 

sera donc pas plus longuement abordée dans ce manuscrit. 

2.1.2. Le cycle cellulaire chez S. cerevisiae 

La levure bourgeonnante S. cerevisiae est un microorganisme unicellulaire capable de 

se diviser rapidement (~1h30). Plus précisément, la durée de la mitose est d’une cinquantaine 

de minutes et les phases G1, S et G2 durent, ensemble, 20 à 30 minutes en moyenne en 

conditions optimales de culture. S. cerevisiae se divise par bourgeonnement de la cellule fille 

sur la cellule mère (Brewer et al., 1984). La première étape de la cytokinèse est donc 

caractérisée par la formation d’un anneau de septine au niveau du budneck, de manière 

concomitante avec l’émergence du bourgeon cellulaire qui survient dès la phase S. Après le 

début de son bourgeonnement, la cellule fille croît ensuite en taille au cours du cycle cellulaire 

avant de se détacher de la cellule mère. Il a été montré que la cellule fille complète son 

premier cycle cellulaire un peu plus lentement que la cellule mère, en raison d’une phase G1 

plus longue d’environ un quart d’heure et d’une phase G2 rallongée de quelques minutes 

également (Brewer et al., 1984). 

Chaque étape du cycle cellulaire est finement régulée par des épisodes de 

phosphorylations et de déphosphorylations, décrits ci-après. 

2.1.3. Les phosphorylations régulatrices du cycle cellulaire 

La phosphorylation des protéines est la modification post-traductionnelle la plus 

répandue chez les eucaryotes. Elle est rapide et réversible et permet de moduler le rôle des 

protéines dans divers processus en impactant leur activité, leur localisation, leur temps de 

demi-vie et leur capacité à se lier à d’autres protéines. La phosphorylation des protéines est 

un mécanisme de contrôle particulièrement important dans la régulation des protéines clefs 

impliquées dans la progression du cycle cellulaire (Fraschini et al., 2012; Offley and Schmidt, 

2019). 

Le niveau de phosphorylation d’une protéine est régulé par les kinases et les 

phosphatases, qui représentent ensemble 3% des protéines totales chez S. cerevisiae 

(Fraschini et al., 2012). Les kinases, au nombre de 130 réparties en 62 sous-familles chez S. 
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cerevisiae, catalysent le transfert du phosphate terminal de l’ATP sur le groupe hydroxyle d’un 

résidu S, T et dans une bien moindre mesure sur un résidu Y (Hanks, 1991; Manning et al., 

2002). Les kinases sont elles-mêmes majoritairement activées par des phosphorylations. 

Les kinases cycline-dépendantes (Cdk) sont les régulatrices principales du cycle 

cellulaire. Cdk1 en particulier est le moteur de la progression du cycle cellulaire. L’activité de 

Cdk1 est régulée par sa liaison avec des cyclines – des protéines qui se lient aux Cdk et en 

modulent l’activité – et par son propre état de phosphorylation.  

À la fin de la phase G1, une régulation métabolique contrôle le point de non-retour qui 

détermine l’entrée des cellules dans le cycle cellulaire. Ce point de non-retour, appelé Start, 

consiste en un changement moléculaire menant à l’engagement irréversible des cellules dans 

la phase S et la division cellulaire (Cross and Meizel, 1989). Au point Start, la Cdk Cdc28 

coopère avec la cycline Cln3 et inactive Whi5 par phosphorylation (Costanzo et al., 2004). 

Whi5 est un inhibiteur de l’entrée dans le cycle cellulaire. Son inhibition favorise donc l’entrée 

dans le cycle cellulaire (Ewald, 2018). Au moment de la transition G1/S, la taille des cellules 

augmente grâce à l’activation d’une protéine kinase A (PKA) qui régule négativement 

l’inhibiteur de croissance Cln1 via la phosphorylation de la kinase inhibitrice de mitose Swe1 

(Amigoni et al., 2015). Toujours en coopération avec Cln3, Cdk1 phosphoryle la sous-unité 

Rpb1 de l’ARN polymérase II ADN-dépendante, augmentant la transcription de gènes 

régulateurs de l’entrée dans le cycle cellulaire (Kõivomägi et al., 2021). Par ailleurs, au cours 

de la phase S, lorsque la formation du nouveau bourgeon cellulaire est réussie, la kinase Swe1 

est recrutée au budneck en formation grâce à son interaction avec les régulateurs Hsl1 et Hsl7. 

Cette localisation est nécessaire pour permettre à Swe1 d’être multiphosphorylée, 

notamment par Cdc5 (Lee et al., 2005). La forme multiphosphorylée de Swe1 conduit à son 

ubiquitinylation et à sa dégradation par le protéasome, permettant ainsi l’entrée en mitose 

(Fraschini et al., 2012).  

En phase G2, la protéine kinase Swe1 inhibe le complexe CDK en le phosphorylant au 

niveau de sa sous-unité catalytique constituée de la kinase Cdc28. Cet événement bloque 

d’une part l’orientation de la croissance du bourgeon cellulaire et d’autre part la division du 

noyau (Booher et al., 1993). La régulation complexe de Swe1 en phases G1 et G2 illustre la 

diversité d’impact des phosphorylations dans la localisation des protéines, leur activité et les 

interactions qu’elles ont avec des ubiquitines ligases qui déclenchent leur dégradation. 
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Les mécanismes de phosphorylations jouent aussi un rôle important en sortie de 

mitose et lors de la cytokinèse, événements contrôlés par une cascade de kinases. Cdc5 fait 

partie des kinases clefs de ces processus, en permettant l’activation de la phosphatase Cdc14 

via les voies FEAR et MEN (processus détaillés en partie 3.6.1). La kinase Ipl1 est elle aussi 

impliquée dans la ségrégation des chromosomes et la cytokinèse en phosphorylant l’histone 

H3, permettant ainsi de réguler la condensation des chromosomes (Hsu et al., 2000). La kinase 

Cdc15, quant à elle, favorise la sortie de mitose en phosphorylant le complexe kinase Dbf2-

Mob1, ce qui active la S/T kinase Dbf2 (Mah et al., 2001). Dbf2-Mob1 phosphoryle la protéine 

de cytokinèse Cyk3 qui est ensuite recrutée au budneck et qui contribue à la cytokinèse, en 

association avec Hof1 (Korinek et al., 2000), une protéine phosphorylée par Cdc5 et par Dbf2-

Mob1. La phosphorylation de Hof1 provoque sa libération de l’anneau de septine et sa 

relocalisation au cytoplasme (Meitinger et al., 2011). Dbf2 phosphoryle aussi la chitine kinase 

Chs2, impliquée dans la formation d’une cloison primaire entre la cellule mère et la cellule fille 

lors de la cytokinèse chez S. cerevisiae (Oh et al., 2012; Veinot-Drebot et al., 1991). Avant cette 

étape, Chs2 est retenue au réticulum endoplasmique grâce à sa phosphorylation par Cdc28-

Clb2 au niveau de son extrémité N-terminale exposée dans le cytoplasme (Chin et al., 2012). 

* 

Nous venons de présenter le rôle des kinases dans les phosphorylations régulatrices 

du cycle cellulaire. Mais le statut de phosphorylation d’une protéine ne dépend pas seulement 

de sa capacité à être phosphorylée : il est aussi déterminé par sa capacité à être 

déphosphorylée.  

2.1.4. Les déphosphorylations régulatrices du cycle cellulaire 

Les phosphatases catalysent la réaction inverse à celle des kinases en hydrolysant la 

liaison phosphoester, ce qui libère le groupement phosphate. Les phosphatases sont régulées 

par leur liaison à des cofacteurs : cette interaction forme un complexe actif alliant une sous-

unité catalytique à une sous-unité régulatrice (Fraschini et al., 2012; Rubenstein and Schmidt, 

2007). Certaines déphosphorylations permettent l’activation des protéines, tandis que 

d’autres les inactivent. Le génome de S. cerevisiae code pour au moins 43 phosphatases, issues 

de cinq groupes évolutifs différents (Offley and Schmidt, 2019). Le nombre de phosphatases 

est trois fois plus faible que le nombre de kinases, et pourtant elles sont, elles aussi, impliquées 



 

Page | 36 
 

dans toutes les étapes du cycle cellulaire. Les phosphatases sont en effet reconnues pour être 

moins spécifiques que les kinases, chaque phosphatase pouvant ainsi reconnaître une plus 

grande variété de substrats que les kinases (De Munter et al., 2013). 

La phosphatase Cdc14, de la famille des phosphotyrosines phosphatases (PTP), compte 

455 substrats potentiels (Kao et al., 2014) et est considérée comme l’acteur principal des 

déphosphorylations en sortie de mitose chez S. cerevisiae. Nous détaillerons son rôle dans les 

voies de sortie de mitose FEAR et MEN dans la partie 2.2.4.3. Par ailleurs, Cdc14 est aussi 

impliquée dans un grand nombre d’autres processus cellulaires, dont la ségrégation des 

chromosomes, l’induction de l’autophagie, la cytokinèse, la duplication des SPB et leur 

stabilité pendant la réparation de l’ADN (Offley and Schmidt, 2019). 

Cdc14 est activée par la voie FEAR à chaque cycle cellulaire après le début de 

l’anaphase, grâce à APC/CCdc20 qui ubiquitine la sécurine qui se dégrade alors et permet le 

clivage de la cohésine qui maintient les chromatides sœurs ensemble, et l’entrée en anaphase. 

Cette activation initie le début de la baisse d’activité du complexe CDK. Puis Cdc14 subit une 

seconde vague d’activation, notamment permise par Cdc5, et qui accélère fortement 

l’inhibition de CDK. Au moment de la cytokinèse, et grâce à son relargage complet dans le 

cytosol, Cdc14 déphosphoryle nombre de substrats du complexe CDK et déclenche ainsi la 

dernière vague d’événements métaboliques conduisant à l’inactivation complète de CDK 

(Visintin et al., 2003). Cette inactivation est essentielle à la sortie de mitose et à l’entrée dans 

une nouvelle phase G1 (Machín et al., 2016; Stegmeier and Amon, 2004).  

La protéine phosphatase 2A (PP2A) joue un rôle prépondérant dans la progression de 

la mitose. PP2A est constituée des sous-unités structurales (Tpd3), catalytiques (Pph21 et 

Pph22) et régulatrices Rts3, Cdc55 et Rts1, dont les trois dernières sont mutuellement 

exclusives (Zhao et al., 1997). PP2ACdc55, PP2ARts1 et Cdc14 agissent à la fois de manière 

redondante et complémentaire (Touati et al., 2019). En fin de mitose, Cdc14 déphosphoryle 

l’extrémité N-terminale de Chs2, permettant la translocation de Chs2 dans l’appareil de Golgi 

puis dans la membrane plasmique au niveau du budneck. Là, Chs2 est déphosphorylée par 

PP2ACdc55, favorisant la contraction de l’anneau de septine (Moyano-Rodríguez et al., 2022). 

PP2ARts1 contribue quant à elle à la régulation de la taille des cellules au moment de la 

transition entre les phases G1 et S, à la biorientation des chromosomes en mitose et est 
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impliquée dans la réorganisation de l’anneau de septine (Dobbelaere et al., 2003; Peplowska 

et al., 2014; Zapata et al., 2014). 

La progression du cycle cellulaire est aussi permise par la phosphatase Mih1 de la 

famille des PTP, qui active la sous-unité Cdc28 du complexe CDK en supprimant la 

phosphorylation opérée par Swe1 sur Cdc28 décrite précédemment (Fraschini et al., 2012). 

D’autre part, la protéine phosphatase 1, Glc7, essentielle et appartenant à la famille 

des phosphoprotéines phosphatases (PPP), est, elle aussi, impliquée dans une myriade de 

processus cellulaires dont l’activation complète du SPOC (voir partie 2.3.1) par 

déphosphorylation de Bfa1 (Kocakaplan et al., 2021). 

* 

L'action des kinases est contrecarrée par les phosphatases et ces deux contrôles sont 

essentiels à la régulation de l'état de phosphorylation des protéines cibles. L’ensemble des 

étapes de phosphorylations et de déphosphorylations participe au déroulement correct de la 

division cellulaire. Dans nos recherches sur le rôle de Cdc5 dans le processus d’adaptation 

(décrit en partie 4), nous adressons l’impact potentiel des phosphorylations encore inconnues 

de Cdc5 (voir l’article 1 de ce manuscrit). 
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2.2. Les rôles de Cdc5 dans le cycle cellulaire associés à ses 

changements de localisations et de niveaux d’expression 

Cdc5 est une protéine fortement dynamique, ce qui lui permet d’entrer en contact 

avec ses nombreux substrats et d’assurer ainsi ses multiples fonctions tout au long du cycle 

cellulaire. L’expression de Cdc5 atteint son sommet en fin de phase G2 et au cours de la 

mitose, puis décroît jusqu’à la phase G1 où Cdc5 n’est plus exprimée. 

2.2.1. Cdc5 est dégradée en fin de mitose, permettant l’entrée en G1 

À la fin de la division cellulaire, les voies de sortie de mitose (FEAR et MEN) sont 

éteintes. Ce mécanisme d’extinction est permis par Cdc14 qui active le complexe APC/CCdh1, 

dont la sous-unité Cdh1 cible alors les domaines KEN-box et D-box de Cdc5, provoquant la 

dégradation de Cdc5 au protéasome (Arnold et al., 2015; Botchkarev and Haber, 2018; Charles 

et al., 1998; Pfleger and Kirschner, 2000). La dégradation de Cdc5 survient après l’achèvement 

de la cytokinèse et promeut l’entrée en G1.  

* 

Plk1 présente un mécanisme similaire de dégradation : sa quantité protéique revient à 

un niveau basal en G1 grâce au ciblage de sa D-box par le complexe APC/C. La dégradation de 

Plk1 bloque la phosphorylation de la protéine centrosomale Cep55 par Plk1, ce qui permet à 

Cep55 de promouvoir l’abscission des deux cellules filles au moment de la cytokinèse (Iliaki et 

al., 2021). 

2.2.2. Cdc5 permet le maintien de l’intégrité du fuseau mitotique en 

phase S 

L’expression de Cdc5 commence à augmenter dès l’entrée dans la phase S (Cheng et 

al., 1998). En conditions normales, Cdc28 et Cdc5 phosphorylent un certain nombre de 

substrats permettant de maintenir le complexe APC/CCdh1 inactif jusqu’en anaphase tardive, 

ce qui n’est pas le cas de APC/CCdc20 qui est actif durant cette phase (Liakopoulos, 2021). Cette 

action favorise l’accumulation de facteurs associés au fuseau mitotique, autrement dégradé 

par APC/CCdh1 : Cin8, Ase1 et Kip1 (Gordon and Roof, 2001; Hildebrandt and Hoyt, 2001; Hoyt 

et al., 1992; Juang et al., 1997). 
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Lorsque le checkpoint de la phase S est activé, Cdc28 est phosphorylée et inactivée par 

Swe1, levant son inhibition sur APC/CCdh1, tandis que Cdc5 au contraire inactive APC/CCdh1 en 

se liant à Cdh1 (Crasta et al., 2006; Sanchez et al., 1999; Sorger and Murray, 1992; Zhang et 

al., 2009). Le complexe APC/CCdh1 est donc maintenu dans un état partiellement activé, ce qui 

limite l’accumulation de Cin8, Ase1 et Kip1 associés au fuseau mitotique (Liakopoulos, 2021; 

Zhang et al., 2009). Par ce mécanisme, le checkpoint de la phase S permet d’empêcher la 

survenue intempestive de la séparation des SPB jusqu’en fin d’anaphase. 

2.2.3. La localisation de Cdc5 au noyau en phase G2/M permet de 

déclencher l’entrée en mitose 

La ségrégation des chromosomes au cours de la mitose est étroitement contrôlée par 

un ensemble de protéines. Parmi elles, Cdc5 joue un rôle crucial dans ce processus. En G2/M, 

Cdc5 est localisée au noyau, une importation régulée par les voies TORC1 (voir partie 4.2.2) et 

PP2A via sa séquence signal de localisation au noyau, et représente un des événements clef 

de l’entrée en mitose (Nakashima et al., 2008; Rincón and Monje-Casas, 2020) (Fig.4). Malgré 

ces éléments, le mécanisme exact permettant le recrutement de Cdc5 au noyau n’est pas 

encore très bien défini. Des études sur d’autres organismes donnent des pistes 

supplémentaires sur les mécanismes par lesquels Cdc5 pourrait être recruté au noyau, 

processus non encore incomplètement caractérisé. Par exemple, chez D. melanogaster, la 

phosphorylation de Polo est nécessaire à son importation dans le noyau via son signal de 

localisation nucléaire. Par ailleurs, la structure cristalline de Plk1, résolue chez D. rerio, montre 

que la phosphorylation permet un changement de conformation, exposant la séquence signal 

de localisation nucléaire (Kachaner et al., 2017; Pintard and Archambault, 2018; Xu et al., 

2013).  

Juste après la duplication des SPB, Cdc5 reste dans le noyau et s’accumule sur la partie 

nucléaire des SPB grâce à son interaction avec les protéines Spc110 – de la plaque interne des 

SPB –, Slk19, Cse4 et Tid3 – protéines du kinétochore –, ainsi que grâce à Csa1 (Botchkarev et 

al., 2017; Örd et al., 2020). En plus de sa localisation aux SPB, Cdc5 semble s'accumuler aussi 

au niveau du budneck bien que de manière moins prononcée : l’anneau de septine sert de 

plateforme permettant à Cdc5, mais aussi à Cla4 - une kinase impliquée dans la formation de 

l’anneau de septine - de phosphoryler Swe1, favorisant le démarrage correct de la mitose 

(Asano et al., 2005; Sakchaisri et al., 2004; Song et al., 2000) (Fig. 4). 



 

Page | 40 
 

* 

En ce qui concerne Plk1, elle est maintenue inactive jusqu’à ce que la cycline B/Cdk1 

phosphoryle Bora, permettant ensuite à Aurora A d’activer Plk1 (Joukov and De Nicolo, 2018). 

Une fois activée, Plk1 active à son tour Cdk1 et phosphoryle Myt1, inhibant son activité kinase 

en G2/M. Cette inhibition contribue à l’activation des kinases mitotiques conduisant à l’entrée 

en mitose. En parallèle, Plk1 phosphoryle la phosphatase Cdc25C, responsable de l’activation 

du complexe Cycline B1/CDK. Ce complexe promeut la localisation nucléaire de Cdc25C au 

moment de la transition G2/M. De plus, Plk1 phosphoryle la Cycline B1, permettant la 

translocation de cette dernière au noyau. Ces étapes conduisent à l’activation du complexe 

Cycline B1/Cdk1 et à l’entrée en mitose (Liu et al., 2019). Bien que nécessaire à l’assemblage 

et au fonctionnement correct des fuseaux mitotiques, Plk1 n’est pas essentielle à l’entrée en 

mitose ni à l’activation d’APC/C (Sumara et al., 2004). Il semble néanmoins que l’interaction 

entre la déubiquitinase Cyld et Plk1 soit requise dans l’entrée en mitose au moment opportun 

(Iliaki et al., 2021).  

À l’instar du rôle de Cdc5 aux SPB, Plk1 joue un rôle clef au MTOC. Après duplication 

des centrosomes, Plk1 permet leur séparation en phosphorylant les protéines impliquées dans 

ce processus, telles que la kinésine EG5 et la kinase Mst2 (Mardin et al., 2011). Puis Plk1 est 

recrutée aux centrosomes grâce à Aurora A et à d’autres substrats de Plk1, permettant la 

maturation des centrosomes (Iliaki et al., 2021). 

2.2.4. Les fonctions de Cdc5 au cours de la mitose 

Cdc5 est impliquée dans de multiples mécanismes moléculaires au cours de la mitose 

et cible un grand nombre de substrats différents, permettant la progression du cycle cellulaire. 

2.2.4.1. Les rôles de Cdc5 dans l’entrée en prophase 

Comme mentionné précédemment, Cdc5 permet le recrutement de Swe1 au budneck 

en toute fin de G2. De manière plus détaillée, deux voies sont impliquées dans la régulation 

de l’entrée en mitose par Cdc5. 

D’une part, Cdc5 phosphoryle Swe1, provoquant sa dégradation par ubiquitinylation 

(Asano et al., 2005). Une fois dégradée, Swe1 ne peut donc plus maintenir Cdk1 phosphorylée, 

qui peut alors être déphosphorylée par la phosphatase Mih1, permettant à Cdk1 d'interagir 

avec la cycline Clb2. Cette interaction provoque l’entrée en mitose (Russell et al., 1989).  
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D’autre part, Cdc5 phosphoryle Ndd1, permettant de réguler le complexe facteur de 

transcription Mcm1-Fkh2-Ndd1 requis pour l’expression du cluster de gènes mitotiques CLB2, 

dont fait partie le gène codant pour Clb2 citée précédemment, mais aussi CDC5, créant ainsi 

une boucle rétroactive positive (Darieva et al., 2006; Edenberg et al., 2014; Spellman et al., 

1998; Yelamanchi et al., 2014) (Fig. 4). Grâce à l’activation de la transcription du cluster CLB2, 

Cdc5 favorise l’entrée en mitose. 

2.2.4.2. Les rôles de Cdc5 en métaphase 

La cohésion des chromatides sœurs, que ce soit au cours de la mitose ou de la méiose, 

requiert l’action de la cohésine, un complexe composé de l’hétérodimère Smc1-Smc3, 

protéines liées entre-elles par la sous-unité Scc1 et par la sous-unité associée Scc3. La cohésine 

se forme au niveau des chromosomes en début de phase S grâce à l’action de Scc2 et Scc4. 

Au cours de la métaphase, Cdc5 s’associe aux centromères et facilite l’élimination de 

la cohésine associée au centrosome. Cdc5 phosphoryle la sous-unité de la cohésine Scc1, 

permettant le clivage et l’élimination de la cohésine par la séparase Esp1 (Alexandru et al., 

2001; Mishra et al., 2019). 

D’autre part, les centromères sont constitués d’un variant spécifique de l’histone H3, 

Cse4. Cse4 semble interagir avec le PBD de Cdc5. Cette interaction est impliquée dans la 

ségrégation des chromosomes. L’association régulée de Cse4 et Cdc5 est essentielle à la 

viabilité cellulaire et est proposée comme modèle d’élimination de la cohésine au niveau des 

centromères en empêchant le recrutement de la protéine du kinétochore Mif2 et de la 

cohésine Scc1 à l’ADN centromérique (Mishra et al., 2016, 2019). 

L’ensemble des actions de Cdc5 au cours de la métaphase converge vers la dégradation 

de la cohésine, favorisant la séparation des chromatides sœurs au cours de l’anaphase. 

2.2.4.3. Les rôles de Cdc5 en anaphase et dans la sortie de mitose 

Cdc5 joue des rôles très divers au cours de l’anaphase. En milieu d’anaphase, Cdc5 est 

recrutée au niveau de l’ADN ribosomal et des centromères par la cohésine, favorisant la liaison 

de Cdc5 à la condensine. Cdc5 phosphoryle alors les sous-unités régulatrices Brn1, Ycg1 et 

Ycs4 de la condensine, permettant ainsi la stimulation de la condensine et le maintien de la 

condensation des chromosomes jusqu’à la fin de la mitose (Lamothe et al., 2020; Robellet et 

al., 2015). 
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D’autre part Cdc5 empêche la duplication des SPB de survenir plus d’une fois par cycle 

cellulaire en phosphorylant Sfi1, un composant essentiel de la liaison entre les deux SPB 

dupliqués (Elserafy et al., 2014). 

Pendant l’anaphase se mettent aussi en place les mécanismes de sortie de mitose. 

Cdc5 est impliquée dans la sortie de mitose par le biais de deux voies : la voie de libération en 

anaphase précoce de Cdc14 appelée le FEAR (Cdc Fourteen Early Anaphase Release) et le 

réseau de sortie de mitose appelé le MEN (Mitotic Exit Network) (Stegmeier and Amon, 2004; 

Visintin et al., 1999). Ces deux mécanismes mènent au relargage de Cdc14 du nucléole et à 

son activation.  

Tout au long du cycle cellulaire, Cdc14 est séquestrée dans le nucléole par sa liaison 

avec la protéine Net1, qui l’empêche d’accéder à ses différents substrats, tant dans le noyau 

que dans le cytoplasme (Stegmeier and Amon, 2004; Visintin et al., 1999) (Fig. 3). Lorsque la 

cellule entre en anaphase, la voie FEAR permet la phosphorylation de Net1 par les kinases 

mitotiques Cdk-Clb2 et par Cdc5 (Azzam, 2004; Rodriguez-Rodriguez, 2016; Yoshida, 2002). 

Jusqu’au début de l’anaphase, la phosphorylation de Net1 était contrecarrée par PP2ACdc55 qui 

est alors inhibée à ce moment du cycle par Cdk1-Clb2. Le complexe Cdk1-Clb2 phosphoryle la 

sous-unité régulatrice Cdc55 de façon dépendante de la séparase Esp1 et de Zds1. La forme 

phosphorylée de Net1 présente une faible affinité pour Cdc14, permettant la libération de 

Cdc14, d’abord dans le nucléole en début d’anaphase (Queralt et al., 2006). Cette libération 

n’est que transitoire et n’est pas essentielle à la sortie de mitose, mais est cruciale dans 

l’exécution de plusieurs mécanismes de l’anaphase tels que la ségrégation du nucléole 

(D’Amours et al., 2004; Sullivan et al., 2004). La libération de Cdc14 permet en outre 

l’activation du MEN en contribuant à l’inhibition du complexe CDK. 

L’activation du MEN est primordiale au maintien de Cdc14 hors du nucléole : si le MEN 

ne s’opère pas, Cdc14 retourne dans le nucléole. L’activation de Cdc14 par la voie MEN s’opère 

en parallèle de la voie FEAR, via une cascade de signalisation pilotée par des GTPases et 

associée aux centrosomes (Fig. 3). La voie MEN régule la sortie de mitose, permet le contrôle 

de l’orientation du fuseau et promeut la cytokinèse chez S. cerevisiae (Yolanda and Krajaejun, 

2020). En anaphase tardive, le MEN permet une libération plus soutenue et complète de 

Cdc14 hors du nucléole, entraînant la sortie de mitose. La voie MEN détecte deux événements 



Jeanne Le Peillet  Introduction bibliographique 

Page | 43  
 

du cycle cellulaire : la position du 

fuseau grâce à la GTPase Tem1 et les 

signaux de progression du cycle 

cellulaire via les kinases en aval, Cdc15 

et Dbf2-Mob1 (Hu et al., 2001). 

L’activation du MEN dépend du 

premier élément de la cascade de 

signalisation, Tem1. Lors d’un cycle 

cellulaire normal, Tem1 est 

maintenue inactive par le dimère 

Bub2-Bfa1, inhibiteur de la voie MEN (Fig. 4). Bub2-Bfa1 est quant à lui maintenu actif grâce à 

PP2ACdc55 qui déphosphoryle Bfa1 en métaphase. Lorsque les cellules parviennent à 

l’anaphase avec un alignement correct du fuseau mitotique, Cdc5 inactive le complexe Bfa1-

Bub2 en phosphorylant la sous-unité Bfa1 (Hu et al., 2001). L’inhibition de Bfa1-Bub2 lève 

l’inactivation de Tem1 (Geymonat et al., 2003). Tem1 peut alors être activée par le facteur 

d’échange de guanine Lte1, présent dans la cellule fille (Bardin and Amon, 2001).  Tem1 

activée cible ensuite la kinase Cdc15, elle-même activée grâce au relargage de Cdc14 dans le 

noyau par la voie FEAR, lui permettant de déphosphoryler Cdc15. L’interaction de Tem1 avec 

Cdc15 permet le recrutement de Cdc15 aux SPB (Rock and Amon, 2011). Cdc15 active ensuite 

Dbf2-Mob1 en deux étapes successives. D’abord Cdc15 phosphoryle Nud1, un composant 

central de la plaque externe des SPB. Cette phosphorylation crée un site d’arrimage de Dbf2-

Mob1 sur Nud1, qui facilite ensuite l’activation de Dbf2-Mob1 par Cdc15 (Mah et al., 2001; 

Rock and Amon, 2011). Par ailleurs, Dbf2-Mob1 est activé par la déphosphorylation de Mob1, 

elle-même rendue possible par l’inactivation de Cdk1, le relargage de Cdc14 du nucléole et la 

réactivation de PP2ACdc55. Dbf2-Mob1 phosphoryle ensuite la séquence signal de localisation 

au noyau de Cdc14, permettant le relargage complet de Cdc14 vers le cytoplasme (Mohl et 

al., 2009). Parallèlement, Cdc14 déphosphoryle et active Bfa1-Bub1, assurant ainsi 

l’inactivation du MEN jusqu’au prochain cycle (Pereira et al., 2002) (Fig. 3).  

* 

Cdc5 contribue donc au FEAR en phosphorylant Net1 et au MEN en phosphorylant 

Bfa1, permettant la libération de Cdc14 et l’activation subséquente de Cdc15 (Manzano-López 

Figure 4. Rôles de Cdc5 dans la régulation du FEAR et du MEN 

(d’après Botchkarev and Haber, 2018). 
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and Monje-Casas, 2020; Rock and Amon, 2011) (Fig.4). Par ailleurs, Cdc5 est ciblée au 

cytoplasme par Cdc14 qui libère Cdc5 de sa localisation Bfa1-dépendante aux SPB, favorisant 

la sortie de mitose (Botchkarev et al., 2017).  

En anaphase tardive, Plk1 dégrade Emi1, l’inhibiteur du complexe APC/C, via le 

protéasome, permettant l’activation de ce complexe (Hansen et al., 2004). Comme Cdh1 est 

phosphorylée par Cdk1 à ce moment du cycle cellulaire, Cdh1 se détache du complexe APC/C. 

Au lieu du cofacteur Cdh1, c’est le cofacteur Cdc20 qui est capable de se lier à APC/C grâce à 

un changement de conformation par phosphorylation dépendante de Cdk1 et de la cycline B, 

formant ainsi le complexe APC/CCdc20 (Mitra et al., 2006; Sørensen et al., 2001). L’expression 

de la cycline B se poursuit jusqu’à ce que le checkpoint de l’assemblage du fuseau mitotique 

(SAC) soit désactivé. Le SAC est une cascade de signalisation permettant de vérifier la liaison 

correcte des fuseaux mitotiques aux kinétochores des chromatides et de retarder la transition 

vers l’anaphase si des erreurs sont détectées. Dans cette étape, Plk1 se coordonne avec un 

certain nombre d’autres kinases mitotiques – dont Aurora B, Mps1, Bub1, BubR1 –, dont 

certaines sont elles-mêmes substrats de Plk1. L’expression de la cycline B est ensuite inhibée 

par APC/CCdc20 phosphorylée. Plk1 permet donc la sortie de mitose et l’entrée en cytokinèse 

via la voie APC/CCdc20 (Holder et al., 2019; Kim and Goshima, 2022). 

2.2.4.4. Les rôles de Cdc5 dans la cytokinèse 

La cytokinèse conclut l'étape de la mitose et mène à la formation de deux cellules filles. 

Une partie de Cdc5 est localisée au futur site de la cytokinèse, au niveau du budneck, dès la 

fin de la phase G2, ce qui indique son rôle dans la formation de structures aboutissant à la 

cytokinèse (Sakchaisri et al., 2004). 

Cdc5 permet le recrutement et l’activation des facteurs d’échange de guanine Tus1 et 

Rom2, qui vont à leur tour induire le recrutement et l’activation de la GTPase Rho1 au niveau 

du budneck (Yoshida 2006). Rho1 régule l’assemblage de l’anneau d’actine contractile (CAR) 

en favorisant la polymérisation de l’actine au niveau du budneck (Tolliday et al., 2002). 

Cdc5 promeut aussi la cytokinèse via son domaine PB en régulant négativement – 

probablement par l’interaction potentielle de Cdc5 avec Bem2 et 3 – la GTPase Cdc42, qui 

contrôle la polarité des cellules. Par ailleurs, Cdc5 est délocalisée du budneck juste avant la 

contraction de l’anneau de septine (Botchkarev and Haber, 2018; Snead et al., 2007). 
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Cdc5 contribue donc à réguler la cytokinèse, et son PBD joue un rôle essentiel dans cet 

événement. 

* 

L’inhibition de Plk1 en anaphase empêche la cytokinèse, mais aussi l’accumulation de 

la GTPase RhoA en zone médiane entre les deux cellules filles. Comme RhoA est impliquée 

dans la formation de l’anneau contractile, son défaut de localisation empêche la constitution 

de l’anneau contractile (Iliaki et al., 2021). Plk1 phosphoryle le centralspindlin complex, un 

complexe impliqué dans pratiquement toutes les étapes de la cytokinèse. Cette interaction 

avec Plk1 est favorisée par le recrutement de Plk1 au niveau de la zone médiane grâce à 

l’interaction de son PBD avec plusieurs protéines de cette zone. De plus, Plk1 se lie à la 

protéine associée aux microtubules, PRC1, permettant le recrutement de Plk1 aux 

kinétochores (Iliaki et al., 2021).  

2.2.4.5. Le maintien de la forme du noyau tout au long de la mitose 

Cdc5 joue un rôle dans la forme du noyau des cellules pendant la division mitotique 

(Walters et al., 2014). Au moment de la mitose, l’enveloppe nucléaire s’étend grâce à Cdc5 et 

à trois autres protéines, Fsa1, Fsa2 et Acc1, et cette expansion est exagérée près du nucléole 

lors d’un arrêt du cycle cellulaire.  

2.2.5. Les fonctions de Cdc5 au cours de la méiose 

La méiose est un cycle cellulaire spécialisée durant laquelle deux divisions cellulaires 

se succèdent sans réplication intermédiaire de l’ADN. Cdc5 joue un rôle central dans la 

ségrégation des chromosomes de la méiose I, phase au cours de laquelle elle joue plusieurs 

rôles et phosphoryle des substrats spécifiques de cette phase, tels que décrits ci-après. 

2.2.5.1. Cdc5 favorise les crossing-overs et la co-orientation des 

kinétochores en prophase I 

En milieu de prophase I, le facteur de transcription Ndt80 induit l’expression de Cdc5. 

Cdc5 régule la recombinaison entre les chromosomes (Lee et al., 2003; Sanchez et al., 2020).  

Plus précisément, Cdc5 favorise l’activation du complexe MutLγ qui possède une activité 

endonucléase impliquée dans les mécanismes de brassage génétique spécifique de la méiose, 

appelé enjambements, ou crossing-overs (Kulkarni et al., 2020). Il a été montré que le rôle de 
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MutLγ dans la formation de crossing-overs dépend de Cdc5, recrutée au niveau du complexe 

Exo1-MutLγ via son interaction directe avec Exo1 (Sanchez et al., 2020). Les crossing-overs 

sont favorisés par le maintien des chromosomes homologues ensemble par le complexe 

synaptonémal. Ce complexe sera dégradé en métaphase de manière dépendante de Cdc5 

(partie 2.2.5.3). 

La fréquence de crossing-overs augmente en fin de prophase I. À ce moment du cycle, 

les chromosomes homologues se chevauchent, ce qui crée une proximité favorable aux 

crossing-overs. Cdc5 active par ailleurs le complexe endonucléase hétérodimérique Mus81-

Mms4 en phosphorylant Mms4 (Talhaoui et al., 2016). Ce faisant, Cdc5 contribue à la 

formation de crossing-overs (Sanchez et al., 2020). 

D’autre part, toujours en fin de prophase I, mais aussi en métaphase I, Cdc5 permet 

l’attachement des kinétochores des chromatides sœurs aux microtubules émanant du même 

SPB (on parle de co-orientation des kinétochores), en recrutant des composants du complexe 

de co-orientation au niveau des kinétochores (Hinshaw and Harrison, 2018). Les détails de 

l’implication de Cdc5 dans la co-orientation des kinétochores sont donnés ci-après. 

2.2.5.2. Cdc5 déstabilise la cohésine en métaphase I 

En l’absence de Cdc5, les kinétochores sont biorientés au lieu d’être co-orientés 

pendant la méiose I (Miller et al., 2013). En effet, Cdc5 est nécessaire au recrutement de 

Mam1 et de Lrs4, qui participent à la formation du complexe de co-orientation et se lient aux 

kinétochores. Le phénomène de co-orientation des kinétochores est couplé à la ségrégation 

des chromosomes en méiose I, puisque ces deux processus présentent une dépendance 

partagée à Cdc5. 

En fin de métaphase I, Cdc5 phosphoryle la sous-unité Rec8 de la cohésine, provoquant 

le clivage protéolytique de celle-ci (Attner et al., 2013; Lee et al., 2003). Cdc5 contribue ainsi 

à la déstabilisation de la cohésine et donc à la séparation des chromosomes homologues en 

début d’anaphase I. La phosphorylation de Rec8 en méiose II n'est cependant pas requise pour 

la séparation des chromatides sœurs, et Cdc5 n’a donc pas de rôle équivalent à jouer à cette 

étape de la méiose II (Attner et al., 2013). 

La sous-unité Rec8 de la cohésine rassemble les deux chromatides sœurs. Pendant la 

prophase 1, Cdc5 et le complexe kinase Dbf4-Cdc7 phosphorylent Rad61 et Rec8, ce qui 
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favoriserait le détachement de Rec8 et Scc3 des chromosomes et le clivage protéolytique de 

Rec8 par la séparase (Botchkarev et al., 2017; Challa et al., 2019).   

Lorsque les cellules entrent en métaphase I, le complexe synaptonémal est dégradé, 

favorisant la ségrégation subséquente des chromosomes homologues. Cdc5 joue un rôle 

important dans la dissociation du complexe synaptonémal en phosphorylant Dbf4, la sous-

unité régulatrice du complexe DDK (Dbf4-dependent Cdc7 kinase), qui peut alors se lier 

directement au complexe synaptonémal et  (Argunhan et al., 2017; Matos et al., 2008). 

2.2.5.3. Cdc5 favorise le clivage de la cohésine en anaphase I et 

permet la sortie de méiose I 

En anaphase I, Cdc5 promeut là aussi la libération de Cdc14, jusqu’ici retenue par Net1 

dans le nucléole, et requise pour le démantèlement du SPB et la sortie de méiose I par la voie 

FEAR. Durant cette même phase, Cdc5 contrôle l’élimination de la cohésine de plusieurs 

manières. D’une part, en fin de prophase I, Rad61 favorise le clivage et le relargage de la 

cohésine. La sous-unité Scc1 de la cohésine interagit en plus avec des protéines essentielles : 

Scc3 (interaction directe) et Pds5 et Smc3 (interaction indirecte via Wpl1) (Litwin et al., 2018). 

L’action de Rad61 sur la cohésine requiert des phosphorylations spécifiques de la méiose : 

Rad61 et Rec8 sont phosphorylées par la kinase Cdc7 associée à Dbf4 et par Cdc5.  

La voie FEAR, dans laquelle Cdc5 est impliquée, a été rapportée comme jouant 

également un rôle essentiel dans la sortie de méiose I (Attner et al., 2013). 

2.2.5.4. Cdc5 déclenche la séparation des chromatides sœurs et la 

sortie de méiose II 

Les fonctions assurées par Cdc5 en fin de méiose I permettent la préparation de la 

séparation des chromatides sœurs en méiose II. Spo13, une protéine spécifique de la méiose 

I, empêche la suppression de la cohésine et permet la co-orientation des kinétochores. En fin 

de méiose I, Cdc5 déclenche la dégradation de Spo13, contribuant au démantèlement de la 

cohésine et à la séparation des chromatides sœurs lors de la méiose II (Attner et al., 2013; 

Challa et al., 2019). 
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D’autre part, Cdc5 favorise la sortie de méiose II en permettant le relargage de Cdc14 

par les mécanismes précédemment décrits, mais ce phénomène n’est pas indispensable à la 

sortie de méiose II (Attner et al., 2013). 

  

2.3. Les rôles de Cdc5 dans les différents checkpoints de sortie 

de mitose 

Chez S. cerevisiae, les principaux points de contrôle mitotiques sont le checkpoint de 

l’assemblage du fuseau (SAC) déclenché par les kinétochores non attachés en début 

d’anaphase, le checkpoint de la position du fuseau (SPOC) déclenché par un mauvais 

alignement du fuseau mitotique et qui retarde la sortie de mitose, et le checkpoint de 

dommage à l’ADN qui bloque les cellules en G2/M.  

Le SAC, le SPOC et le checkpoint de dommage à l’ADN sont activés par des signaux 

différents et agissent à des stades distincts du cycle cellulaire. Pourtant, tous dépendent de la 

capacité de Bfa1 et de Bub2 à inactiver le MEN, indiquant que la régulation correcte du MEN 

joue un rôle déterminant dans le maintien de l’intégrité du génome (Baro et al., 2017). Pour 

ces trois checkpoints, la phosphorylation inhibitrice de Bfa1 par Cdc5 est un événement clef 

qui doit être empêché pour bloquer le MEN (Baro et al., 2017). 

2.3.1. Le checkpoint de l’assemblage du fuseau mitotique (SAC) 

Le SAC permet de donner le temps nécessaire aux cellules pour que tous les 

chromosomes soient attachés aux microtubules du fuseau (Lara-Gonzalez et al., 2021). La 

présence d’erreurs dans l’attachement des chromosomes provoque un manque de tension 

dans le fuseau mitotique, créant un signal détecté par Ipl1. Cette protéine phosphoryle 

ensuite un ensemble de substrats qui favorisent la déstabilisation de ces attachements 

erronés, générant ainsi des kinétochores vides qui activent alors le SAC. Le bon 

fonctionnement du SAC nécessite l’extinction du MEN et la libération de Cdc14 dans le 

nucléole via Cdc5. D’autre part, Cdc5 contribue au SAC en permettant la phosphorylation de 

Mad3BubR1 après l’activation du SAC, en association avec Ipl1. Mad3 est une sous-unité du 

complexe du Mad3-Mad2-Bub3-Cdc20, qui inhibe le complexe APC/CCdc20 en s’y liant, 

résultant en un complexe APC/C lié à deux protéines Cdc20. L’inhibition d’APC/CCdh20 
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provoque un fort arrêt du cycle cellulaire (Lara-Gonzalez et al., 2021; Matellán and Monje-

Casas, 2020; Sun et al., 2022). 

2.3.2. Le checkpoint du positionnement du fuseau mitotique (SPOC) 

La répartition fidèle des chromosomes lors de la mitose nécessite un alignement et un 

positionnement correct du fuseau, parallèlement à l’axe de polarité des cellules en cours de 

division et perpendiculaire au plan de cytokinèse. Le SPOC est un mécanisme de surveillance 

permettant de retarder la progression du cycle cellulaire lorsque le fuseau n’est pas 

correctement positionné, en inhibant le MEN. Le principal effecteur du SPOC est la kinase Kin4 

(Pereira and Schiebel, 2005). Kin4 régule l’activité et la localisation du complexe Bfa1-Bub2 

sur les SPB en réponse à un mauvais alignement du fuseau mitotique (Hu et al., 2001). Kin4 

phosphoryle Bfa1, empêchant Cdc5 de phosphoryler négativement Bfa1, ce qui maintient Bfa1 

actif et donc le MEN inactivé. Le maintien de l’activité du complexe Bfa1-Bub2 est renforcé 

par Cdk qui agit en parallèle de Kin4 et phosphoryle également Bfa1. Kin4 agit aussi avec la 

protéine Bmh1 de la famille des molécules régulatrices 14-3-3, défavorisant l’interaction entre 

Bfa1 et Spc72, ce qui empêche plus encore la phosphorylation inhibitrice de Bfa1 par Cdc5. La 

localisation de Kin4 au niveau des SPB et du cortex de la cellule mère est contrôlée par la 

phosphatase PP2ARts1, qui maintient Kin4 phosphorylée. Rts1 agit donc comme un régulateur 

positif du SPOC, de même que Elm1 qui active également Kin4 (Caydasi et al., 2010). À 

l’inverse, Lte1 régule négativement Kin4, agissant comme un inhibiteur du SPOC et 

contribuant potentiellement à inhiber PP2A (Matellán and Monje-Casas, 2020). Récemment, 

il a été montré que la phosphatase Bud14 s’associe à la phosphatase Glc7, permettant de 

déphosphoryler Bfa1 et d’activer ainsi le SPOC de manière complète (Kocakaplan et al., 2021). 

2.3.3. Le checkpoint de dommage à l’ADN 

En présence de dommages à l’ADN, les cellules activent un mécanisme de réponse dont 

fait partie le checkpoint de dommage à l’ADN, qui coordonne ensemble la réparation de l’ADN 

et la progression du cycle cellulaire. Chez S. cerevisiae, le checkpoint de dommage à l’ADN 

affecte la transition entre la métaphase et l’anaphase tout en inhibant la sortie de mitose. Le 

mécanisme de ce checkpoint est détaillé dans la partie 3, qui suit. 
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3. Implications de Cdc5 dans le checkpoint de dommages à 

l’ADN 

 

3.1. Généralités sur le checkpoint de dommage à l’ADN 

La transmission fidèle de l’information génétique exige une extrême précision dans la 

réplication de l'ADN et dans la distribution des chromosomes, ainsi que la capacité à survivre 

aux dommages à l’ADN, spontanés ou induits, tout en minimisant le nombre de mutations 

héréditaires. Une telle fidélité de l’information génétique fait intervenir en premier lieu des 

mécanismes de surveillance des dommages à l’ADN. Ceux-ci contrôlent l’intégrité du génome, 

coordonnent la réparation, puis autorisent la reprise de la progression du cycle cellulaire. 

Lorsqu’un dommage à l’ADN est détecté, une cascade de réactions s’enclenche en 

fonction du type et de la localisation du dommage, activant l’arrêt du cycle cellulaire et le 

recrutement de facteurs de réparation. L’ensemble de ces mécanismes constitue la voie de 

signalisation de la réponse aux dommages à l’ADN (Ciccia and Elledge, 2010). Elle est 

conservée chez tous les eucaryotes, bien qu’avec une grande diversité. Les multiples cascades 

de signalisation impliquées dans la réponse aux dommages à l’ADN résultent en une variété 

de réponses cellulaires : l’arrêt du cycle cellulaire, l’induction de gènes impliqués dans la 

réponse au stress, la réparation de l’ADN, l’adaptation au dommage à l’ADN (voir partie 4), la 

sénescence (voir partie suivante) et la mort cellulaire. Lors de la formation d’un dommage à 

l’ADN, des protéines senseures le détectent et communiquent ces informations jusqu’aux 

effecteurs via des transducteurs de signaux. Les effecteurs interviennent alors dans la réponse 

au dommage. Cette réponse comprend dans un premier temps l’arrêt ou le ralentissement du 

cycle cellulaire, et dans un second temps l’activation ou le maintien de la répression des voies 

nécessaires à la reprise du cycle cellulaire (Putnam et al., 2009). C’est l’ensemble de ces 

processus qui constituent le checkpoint de dommage à l’ADN. 
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3.2. Les signaux reconnus par le checkpoint de dommage à 

l’ADN 

3.2.1. Les cassures double-brin de l’ADN 

3.2.1.1. Les dommages programmés 

Parmi les dommages à l’ADN, les cassures double-brins sont fortement cytotoxiques. 

Pourtant, elles sont nécessaires pour un certain nombre de processus cellulaires, tels que (i) 

la recombinaison méiotique, (ii) le changement de signe sexuel chez certaines espèces de 

levures dont S. cerevisiae, ou bien encore (iii) la recombinaison des gènes variables, de 

diversité et de jonction (V(D)J) de l'immunoglobuline chez les vertébrés (Chi et al., 2020; 

Maroc and Fairhead, 2021; Richardson et al., 2004; Strathern et al., 1982). 

(i) La recombinaison méiotique est un processus cellulaire générateur de cassures 

double-brin qui permettent la recombinaison allélique. Le nombre de cassures double-brin 

formées par méiose varie selon les espèces et s’élèvent généralement à plusieurs centaines 

(Kauppi et al., 2013). Chez S. cerevisiae, le nombre de cassures double-brin générées à chaque 

méiose est d’environ 160 (Prugar et al., 2017). 

(ii) Le changement de signe sexuel chez S. cerevisiae se fait par cassure de l’ADN au 

sein du gène sexuel actif MAT grâce à l’endonucléase HO, et permet d’alterner entre deux 

types sexuels : « Mata » et « Matα » (Oshima, 1993; Winge, 1949). L’ADN ainsi coupé est 

ensuite réparé par recombinaison homologue avec le locus codant pour MATa ou MATα 

(Wolfe and Butler, 2022). Ce système favorise la reproduction sexuée même dans un milieu 

où toutes les cellules seraient initialement de même signe sexuel. 

(iii) La recombinaison V(D)J est le mécanisme clef à l’origine de la grande diversité des 

anticorps. Elle est initiée par des cassures double-brin (Chi et al., 2020). Ce mécanisme ne sera 

pas détaillé dans le présent écrit. 

3.2.1.2. Les stress cellulaires provoquant des cassures double-brins 

Les stress subis par les cellules peuvent être à l’origine de dommages à l’ADN. Qu’il 

s’agisse de cassures double-brin, simple-brin ou de l’effondrement de la fourche de 

réplication, ces dommages sont particulièrement préjudiciables pour la cellule (Katsuki et al., 

2020). De tels stress peuvent être provoqués par des sources endogènes ou exogènes 
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(Chatterjee and Walker, 2017). Je vais principalement détailler les cassures double-brin ici, un 

type de dommage qui a servi de modèle d’étude des checkpoints de dommages à l’ADN, et 

que nous détaillerons en partie 3.3.  

La grande majorité des cassures double-brin endogènes survient lorsque la progression 

de la fourche de réplication est entravée, créant un stress réplicatif. Ce phénomène peut être 

dû à des problèmes lors de la réplication – au niveau de l’activité polymérase ou des 

topoisomérases par exemple (Yoshida and Fujita, 2021). D’autres dommages peuvent survenir 

lorsque l’ADN est impliqué dans une réaction chimique : par exemple, la présence excessive 

de dérivés réactifs de l’oxygène (Reactive Oxygen Species, ROS) oxyde les bases et provoque 

des cassures de l’ADN, et la présence de molécules d’eau hydrolyse l’ADN (Karanjawala et al., 

2002; Shapiro, 1981). 

Certains des stress évoqués peuvent aussi provenir de sources exogènes. C’est le cas 

par exemple de la désamination, qui peut être engendrée à la suite d’une exposition à des UV, 

en présence de bisulfite de sodium ou d’agents intercalants de l’ADN. C’est également le cas 

de la méthylation de l’ADN, qui peut être provoquée par l’environnement. Les sources de 

stress exogènes être d’origine physique : les radiations ionisantes sont capables de provoquer 

des lésions de l’ADN par coupure directe, mais aussi de manière indirecte en produisant des 

radicaux hydroxyles. Quant aux UV, ils peuvent provoquer des liaisons covalentes entre les 

bases (les dimères de thymines) (Ward, 1990; Wulff and Rupert, 1962). Il existe par ailleurs 

des stress exogènes d’origine chimique. On peut par exemple citer les composés alkylants tel 

que le méthane sulfonate de méthyle (MMS) qui est cancérigène. Ces composés sont capables 

d’ajouter des groupements alkyles sur les bases de l’ADN ou sur des groupements phosphates, 

et de provoquer des cassures double-brin de l’ADN lors de la réplication (Wyatt and Pittman, 

2006). On peut aussi citer les amines aromatiques, qui modifient les bases guanines de l’ADN, 

provoquant des substitutions de bases ou des décalages du cadre de lecture. De plus, la 

présence de tabac, de pesticides, de toxines provenant de microorganismes, ou encore 

certains choix alimentaires, sont autant de facteurs de risques de lésions de l’ADN. Par 

exemple, les molécules toxiques citées peuvent s'intercaler dans l’ADN, modifier l’état de 

méthylation de l’ADN ou encore provoquer des stress oxydatifs (Alexandrov et al., 2016; Kaur 

and Kaur, 2018). 
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Certains phénomènes de stress ont inspiré le développement de systèmes d’induction 

de dommages à l’ADN, praticables en conditions contrôlées de laboratoire. 

3.2.1.3. L’induction de cassures double-brin en conditions 

expérimentales 

Les cassures double-brin ont servi de modèle pour étudier le checkpoint de dommage 

à l’ADN et la réparation. Historiquement, la coupure HO dans le gène MAT a permis de 

découvrir beaucoup d’aspects du checkpoint, de la réparation et de l’adaptation (ces deux 

derniers processus seront détaillés respectivement en parties 3.6.1 et 4). La cassure double-

brin provoquée par l’endonucléase HO est un système modèle d’induction de dommage à 

l’ADN, utilisé en laboratoire en contrôlant l’activité de l’endonucléase par un promoteur 

inductible au galactose (Haber, 2016). Les cassures double-brin peuvent aussi être générées 

par l’endonucléase I-SceI (Monteilhet et al., 1990). Par ailleurs, des nucléases sites-spécifiques 

ont émergé, facilitant le ciblage des sites de coupures : les nucléases en doigts de zinc (ZFN), 

les nucléases TAL-Effector (TALEN) et le système CRISPR-Cas9 (Doudna and Charpentier, 2014; 

Wood et al., 2011). Les cassures double-brin peuvent de plus être induites par des sources 

exogènes physiques en conditions contrôlées de laboratoire – telles que les radiations 

ionisantes – ou chimiques, en utilisant la bléomycine par exemple (Lown and Sim, 1977; Ward, 

1988).  

3.2.2. La déstabilisation des télomères 

Les chromosomes linéaires présentent des extrémités, appelées télomères, qui sont 

des structures fournissant une "coiffe" sur l'ADN chromosomique et le protégeant contre une 

variété de phénomènes délétères pour le maintien de l’intégrité de ces extrémités, telle que 

la fusion, la résection ou la recombinaison par exemple (Wright and Shay, 2000). Plus 

précisément, les télomères désignent un complexe alliant des protéines et de l’ADN 

télomérique. L’ADN télomérique est constitué de séquences répétées riches en guanines et 

en thymines sur l’extrémité 3’ (Shampay et al., 1984). Chez S. cerevisiae, les télomères 

présentent une longueur moyenne d’environ 300 paires de bases, avec une séquence simple-

brin sortante en 3’, longue d’une dizaine de bases (Teixeira, 2013; Wellinger and Zakian, 2012). 

La protéine Mre11, impliquée dans les dommages à l’ADN au sein du complexe MRX (voir 

partie 3.3.1.1) est essentielle à l’établissement de cette extrémité sortante, par ailleurs 
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protégée par le complexe Cdc13-Stn1-Ten1 (CST) (Larrivée et al., 2004). Le complexe CST est 

impliqué dans la réplication des télomères, le recrutement de la télomérase et entrave 

l’activité de résection d’Exo1 dans cette région, protégeant les télomères de mécanismes de 

détection des dommages à l’ADN et de réparation (Garvik et al., 1995; Maringele and Lydall, 

2002). La sous-unité Cdc13 de ce complexe permet de plus le recrutement de la télomérase – 

une transcriptase inverse spécialisée qui synthétise l’ADN télomérique – sur l’extrémité 3’ 

sortante grâce à son interaction avec la sous-unité Est1 de la télomérase, mais aussi via son 

interaction avec Tel1 (ATM chez l’homme) et les gènes du complexe MRX (Evans and 

Lundblad, 1999; Greider and Blackburn, 1987; Lustig and Petes, 1986). 

Deux autres complexes assurent la protection des télomères : le complexe KU et le 

complexe Rap1-Rif1-Rif2 (Garvik et al., 1995; Vodenicharov et al., 2010; Westmoreland et al., 

2018). Le complexe KU empêche également la résection des télomères par Exo1 et participe 

au recrutement de la télomérase (Dewar and Lydall, 2012). La protéine Rap1 se lie à l’ADN 

double-brin avec une forte affinité et permet la régulation de la taille des télomères par 

inhibition du recrutement de la télomérase via Rif1 et Rif2 (Shore, 1994). Rap1 permet aussi 

le recrutement d’autres protéines telles que Sir2, Sir3 et Sir4. C’est Sir4 qui permet à KU de 

favoriser le recrutement de la télomérase (Hass and Zappulla, 2015). Ces protéines 

contribuent à empêcher la réparation d’opérer au niveau des télomères et à inhiber l’activité 

transcriptionnelle en cet endroit (Liu et al., 2019).  

En l’absence de tout processus de maintenance, les télomères raccourcissent à chaque 

division cellulaire (Lundblad and Szostak, 1989). Chez S. cerevisiae, ce raccourcissement 

conduit à un arrêt irréversible du cycle cellulaire déclenché par le télomère le plus court, 

appelé sénescence réplicative, après l’activation du checkpoint de dommage à l’ADN 

dépendant de Mec1, Rad9 et Rad53 selon un mécanisme proche de la détection d’une cassure 

double-brin. La réparation des télomères courts présente aussi des points communs avec les 

réparations des cassures double-brin, et en l’absence de réparation, l’arrêt de sénescence 

peut être suivi par de l’adaptation (Coutelier et al., 2018). 

* 

Les télomères constituent donc une structure spécifique responsable du maintien des 

extrémités des chromosomes et qui permet aux cellules de les distinguer d’une cassure de 
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l’ADN, les affranchissant d'être l’objet de mécanismes de réparation. La déstabilisation des 

structures télomériques fait partie des systèmes expérimentaux contrôlés permettant l’étude 

de la réponse cellulaire aux dommages à l’ADN. 

La protéine mutante codée par le gène thermosensible cdc13-1 est fonctionnelle à la 

température permissive de 23°C, protégeant les télomères. Mais lorsque la température 

devient restrictive, Cdc13 n’est plus localisée aux télomères, permettant à Exo1 de générer de 

l’ADN simple-brin par résection (Booth et al., 2001; Garvik et al., 1995). Cet ADN simple-brin 

est alors signalé comme un dommage à l’ADN, entraînant l’arrêt du cycle cellulaire entre les 

phases G2 et M de manière dépendante de Rad9, et similaire à l’arrêt provoqué par les 

cassures double-brin précédemment présenté, dont les réponses seront détaillées dans la 

partie qui suit (Lydall and Weinert, 1995; Weinert and Hartwell, 1988). 
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3.3. La cascade de signalisation du checkpoint de dommages à 

l’ADN (exemple de la cassure double-brin) 

Comme précédemment mentionné, le checkpoint de dommage à l’ADN est un réseau 

de transduction du signal constitué de protéines senseures, transductrices et effectrices, dont 

nous allons détailler les fonctions en nous référençant à la figure ci-dessous (Fig. 5). 

 

Figure 5. Résumé des étapes de détection du dommage à l’ADN et de résection. En bleu l’ADN, en beige les 

protéines, et en orange le sens de résection. (A) Recrutement des complexes MRX et KU au site du dommage. 
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(B) Résections courte et longue portées. (C) Recrutement de Mec1 et de RPA. (D) Recrutement et activation de 

Rad9, Rad53 et Chk1 au site du dommage. 

3.3.1. Le rôle des protéines senseures et transductrices dans le 

checkpoint de dommages à l’ADN 

En réponse à un dommage à l’ADN, le complexe Mre11-Rad50-Xrs2 (MRX, Mre11-

Rad50-Nbs1, MRN, chez les mammifères) est recruté au niveau du site de la cassure en se liant 

directement aux extrémités de l’ADN (Lisby et al., 2004; Martin et al., 1999; Wu et al., 2008). 

Puis MRX recrute Tel1 grâce à sa sous-unité Xrs2, stabilisant ainsi la liaison MRX-ADN (Chen et 

al., 2001; Hopfner et al., 2001; Milne et al., 1996; Nakada et al., 2003). Tel1 et Mec1 (ATR chez 

l’homme) appartiennent à la famille des phosphatidylinositol 3’ kinase-like kinases (PIKK) et 

signalent la présence du dommage. Parallèlement au recrutement de Tel1 et MRX, le 

complexe KU (yKu70 et yKu80) est lui aussi rapidement recruté au site du dommage. Sa 

phosphorylation promeut la réparation par NHEJ, mécanisme détaillé en partie 3.6. (Fig. 5A). 

Le recrutement de MRX promeut la résection de l’ADN, un processus en deux étapes : 

une phase de résection à courte distance et une phase de résection sur longue distance d’ADN. 

La première phase, lente et limitée au voisinage de la cassure, est opérée dans le sens 3’-5’ 

par la sous-unité Mre11 du complexe MRX et son cofacteur Sae2 (Clerici et al., 2005; Lee et 

al., 1998). Cette résection de courte portée est ensuite poursuivie par l’exonucléase Exo1 et 

par le complexe Sgs1-Dna2-Rmi1 (Mimitou and Symington, 2008; Zhu et al., 2008; Zubko et 

al., 2004). Les longues portions d’ADN simple-brin générées sont rapidement couvertes par la 

protéine de réplication A (RPA, contenant Rfa1, Rfa2 et Rfa3), constituant un complexe ADN 

simple-brin / RPA qui empêche la formation de structures secondaires (Alani 1992) (Fig. 5B). 

Lorsque la résection a eu lieu, la kinase Mec1 est recrutée grâce à sa liaison à Ddc2 

(ATRIP chez l’homme) lui permettant de reconnaître de l’ADN simple-brin recouvert de RPA 

(Nyberg et al., 2002; Rouse and Jackson, 2002; Usui et al., 2001; Zou and Elledge, 2003). Mec1 

est activée par la protéine de réplication Dpb11, elle-même recrutée par Ddc1 – une sous-

unité du complexe 9-1-1 constitué aussi de Rad17 et Mec3 (Furuya et al., 2004; Kumagai et 

al., 2006; Puddu et al., 2008). Une fois activée, Mec1 initie la réponse du checkpoint de 

dommage à l’ADN, en plus de Tel1 (Fig. 5C). 
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En parallèle de l’activation de Mec1, la protéine adaptatrice Rad9  est recrutée au site 

du dommage, où elle est phosphorylée par Mec1 et Tel1 (Emili, 1998; Weinert and Hartwell, 

1988). Le complexe 9-1-1 est impliqué dans le recrutement des substrats de Mec1, dont Rad9 

et Rad53. La protéine Dbp1 participe au recrutement de Rad9 et contribue ainsi à la 

transduction du signal entre les PIKK jusqu’à la kinase effectrice Rad53 (Granata et al., 2010). 

Une fois phosphorylée, Rad9 joue un rôle de protéine adaptatrice auprès de Rad53 en 

permettant son recrutement au niveau du site du dommage par interaction directe (Vialard, 

1998) (Fig. 5D). 

3.3.2. Les kinases de transduction du checkpoint de dommage à l’ADN 

Après son recrutement par Rad9, la kinase effectrice Rad53 (Chk2 chez l’homme) est 

phosphorylée par Mec1, conduisant à son activation catalytique (Fiorani et al., 2008). Rad53 

s’autophosphoryle ensuite, permettant son activation complète et robuste. Le complexe 9-1-

1 est essentiel à l’hyperphosphorylation de Rad53 (Longhese et al., 1997; Pellicioli et al., 1999), 

et cet état d’hyperphosphorylation de Rad53 est spécifique de l’activation du checkpoint de 

dommage à l’ADN (Sanchez et al., 1999).  

Une autre kinase effectrice est aussi activée par Mec1 : Chk1. L’activation de la paire 

de kinases Chk1 et Rad53 se fait à l’aide d’un éventail de protéines, dont Ddc1(Sanchez et al., 

1999, 1996). Une fois activées, Rad53 et Chk1 ciblent plusieurs substrats permettant de 

contrôler l’arrêt du cycle cellulaire. Chez S. cerevisiae, les mutants chk1Δ ne présentent qu’une 

légère réduction du délai du cycle cellulaire après une cassure double-brin et le double mutant 

chk1Δ rad53Δ présente un phénotype similaire à celui de rad53Δ seul, c’est-à-dire un court 

arrêt en G2/M. Ces résultats suggèrent que Chk1 joue un rôle mineur dans la transduction du 

signal chez la levure bourgeonnante (Dotiwala et al., 2010, 2007; Waterman et al., 2020) (Fig. 

5D). 
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3.3.3. Le rôle des effecteurs de l’arrêt du cycle cellulaire 

Lors de l’arrêt en G2/M, la 

séparation des chromatides sœurs est 

empêchée : elles restent maintenues entre 

elles grâce à la sécurine Pds1 (Cohen-Fix and 

Koshland, 1997). Au sein d’une cellule non 

endommagée, Pds1 se lie à la séparase 

Esp1, ce qui inhibe son activité protéase. Au 

moment de la transition de la métaphase 

vers l’anaphase, Pds1 est ubiquitinylée par 

le complexe APC/CCdc20 permettant sa 

dégradation par le protéasome (Cohen-Fix 

and Koshland, 1997; Shirayama et al., 1998; 

Wang et al., 2001; Yamamoto et al., 1996) 

(Fig. 6).  Lorsque Pds1 est dégradée, Esp1 est libérée et clive alors les anneaux de cohésine, 

libérant les chromatides sœurs. Dans le cas d’un dommage à l’ADN, l’ubiquitinylation de Pds1 

est rendue impossible d’une part parce que Pds1 est phosphorylée par Chk1 et d’autre part 

parce que l'interaction entre Pds1 et Cdc20 est empêchée par Rad53 (Fig. 6). En conditions de 

dommages à l’ADN, Pds1 est donc stabilisée, ce qui contribue au maintien des chromatides 

sœurs ensemble (Cohen-Fix and Koshland, 1997). Ensemble, les phosphorylations de Cdc20 et 

de Pds1 permettent d’inhiber la progression du cycle cellulaire en gardant Esp1 inactive. Il a 

été montré qu’un mutant Δpds1 réduit le temps d’arrêt au checkpoint de 60%, tandis qu’un 

mutant Δpds1 Δrad53 abolit complètement l’arrêt au checkpoint (Dotiwala et al., 2010). 

L’hyperphosphorylation de Pds1 se fait de manière dépendante de Mec1, Rad9 et Chk1, et 

indépendante de Rad53 et fait partie des caractéristiques de l’activation du checkpoint de 

dommage à l’ADN (Cohen-Fix and Koshland, 1997; Sanchez et al., 1999).  

 

Figure 6. Inhibition de la séparation des chromatides 

sœurs par l'action de Rad53 et Chk1 en réponse à un 

dommage à l'ADN. 
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3.3.4. L’expression de gènes spécifiques de la réponse au dommage à 

l’ADN 

En réponse à un dommage à l’ADN, Mec1 et Tel1, via Rad53, modifient l’expression de 

plusieurs centaines de gènes impliqués dans la synthèse de nucléotides, la réparation et la 

progression du cycle cellulaire, en régulant un certain nombre de facteurs de transcription 

(Gasch et al., 2001; Jaehnig et al., 2013) (Fig. 7). 

Le facteur de transcription Rfx1 subit une hyperphosphorylation inhibitrice médiée par 

Dun1, ce qui favorise l’expression des gènes RNR, mécanisme habituellement réservé à la 

phase S en conditions physiologiques. Ces gènes sont impliqués dans le complexe 

ribonucléotide réductase (RNR), dont l’expression est aussi régulée par le complexe de 

facteurs de transcription Swi4-Swi6-Mbp1 en réponse à un dommage à l’ADN (Gasch et al., 

2001; Jaehnig et al., 2013) (Fig. 7). La RNR catalyse une étape clef de la synthèse de 

déoxynucléosides triphosphates (dNTP), mécanisme essentiel à la réplication et à la 

réparation de l’ADN (Niida et al., 2010). Dun1 est activée par Rad53 et permet l’établissement 

de la forme active du complexe RNR sur plusieurs plans. D’une part, Dun1 phosphoryle 

directement Sml1, induisant la dégradation de Sml1 et l’activation de la sous-unité Rnr1 de la 

RNR. D’autre part, Dun1 favorise la dégradation de Dif1 ce qui permet l’export des sous-unités 

Rnr2, 3 et 4 de la RNR vers le cytosol. Enfin, Dun1 régule positivement la transcription d’un 

ensemble de gènes induits par les dommages à l’ADN, dont Rnr3, en favorisant la 

phosphorylation et l’inactivation du répresseur de la transcription, Crt1. La présence de la 

sous-unité Rnr3 est spécifique au dommage à l’ADN (Elledge et al., 1993; Huang et al., 1998; 

Lanz et al., 2019). L’augmentation de l’expression de ces gènes favorise la synthèse d’ADN et 

la réparation (Guarino et al., 2014; Torrents, 2014). D’autres gènes impliqués dans la 

réparation sont également exprimés : RAD51 et RAD54 (Gasch et al., 2001). Ces gènes 

favorisent la réparation des cassures double-brin.  

Le complexe de transcription Ndd1-Fkh2-Mcm1 est lui aussi régulé en réponse à un 

dommage à l’ADN. Son rôle dans l’expression des gènes mitotiques du cluster CLB2sera 

détaillé en partie 3.5 (Fig. 7). 
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Figure 7. Expression de gènes spécifiques de la réponse au dommage à l'ADN (adapté de Jaehnig et al., 2013). 

 

3.3.5. Modifications de la chromatine participant à l’activation robuste 

du checkpoint 

La chromatine joue un rôle essentiel dans l’organisation et la régulation de l’ADN. En 

parallèle des premières étapes de la réponse aux dommages à l’ADN, plusieurs modifications 

de la chromatine interviennent et participent à l’activation robuste du checkpoint. 

Dès les 30 premières minutes qui suivent l’induction du dommage, les histones H2A 

situés à proximité de la cassure sont phosphorylées (γ-H2A) par Mec1 et Tel1 (Lee et al., 2014; 

Shroff et al., 2004) (Fig. 8). L’accumulation de γ-H2A fait partie des marqueurs de la présence 

de dommages à l’ADN et permet le recrutement d’un certain nombre de facteurs associés au 

traitement des dommages à l’ADN, dont Rad9 précédemment mentionné. La présence de γ-

H2A modifie la structure de la chromatine autour du site du dommage, permettant d’activer 

certaines protéines du checkpoint, comme par exemple la protéine senseur Tel1 (Keogh et al., 

2006). En l’absence de γ-H2A, le checkpoint est désactivé prématurément, indiquant que γ-

H2A participe au maintien du checkpoint (Nakamura et al., 2004). 

La présence d’un dommage à l’ADN induit aussi la méthylation de l’histone H3K79, ce 

qui pourrait favoriser le recrutement de Rad9 et de la protéine 53BP1 chez l’homme (Grenon 

et al., 2001; Humpal et al., 2009; Huyen et al., 2004). Les conséquences structurelles de la 

méthylation de H3K79 ne sont pas entièrement comprises dans l’état actuel des 

connaissances, mais il semblerait qu’elle favorise le relâchement de la chromatine, rendant 

accessibles des surfaces de liaisons entre l’ADN et les facteurs impliqués dans la réponse au 

dommage (Ljungman et al., 2017). 
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Le complexe de remodelage de la chromatine RSC est lui aussi impliqué dans la réponse 

à un dommage ainsi qu’en adaptation puisque le défaut d’adaptation du mutant cdc5-16 est 

dû à son incapacité à interagir avec le complexe RSC (Ratsima et al., 2016). En interagissant 

avec Mre11 et yKu80, le complexe RSC se lie au niveau de la cassure. Le complexe RSC pourrait 

être impliqué dans le recrutement de Mec1 et Tel1, la phosphorylation de H2A en γ-H2A, 

l’activation de Rad9 et Rad53 et le remodelage de la chromatine (Chambers and Downs, 2012; 

Liang and Wang, 2007). 

 

 
Figure 8. Modifications des histones autour du site du dommage. 
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3.4. Similitudes et différences du checkpoint de dommage à 

l’ADN activé par des cassures double-brin ou par cdc13-1 

Dans l’ensemble, le comportement des cellules dont l’ADN est endommagé par la 

déprotection des télomères est similaire à celui obtenu par la création d’une unique cassure 

double-brin par HO. Il est supposé que la déprotection des télomères déclenche le mécanisme 

de réponse aux dommages à l’ADN en raison de la ressemblance d’un télomère avec un côté 

d’une cassure double-brin (Dewar and Lydall, 2012). On peut cependant s’étonner qu’alors 

que deux cassures double-brin provoquent un arrêt permanent, les cellules parviennent à 

poursuivre leur division cellulaire après un arrêt provoqué par la déstabilisation de tous les 

télomères (Lee et al., 1998; Toczyski et al., 1997). Cependant, une seule étude semble avoir 

montré l’incapacité d’une cellule ayant deux cassures double-brin à s’adapter (Lee et al., 

1998). Si ce résultat est fondé, peut-être pourrait-il s’expliquer par des différences dans les 

mécanismes de résections de ces deux dommages. 

Des études sur la vitesse de résection de l’ADN au niveau des cassures double-brin et 

au niveau des télomères déprotégés montrent qu’elle est deux fois moins élevée dans le cas 

des cassures double-brin (3.5-4 kb/h) qu’au niveau des télomères déstabilisés (8 kb/h) (Chung 

et al., 2010; Ngo and Lydall, 2015). Cet écart suggère que les télomères seraient plus 

favorables à la résection que d’autres emplacements dans le génome et pourrait expliquer la 

différence de létalité du mutant de résection sgs1Δ exo1Δ rad9Δ dans les deux contextes de 

dommage : sgs1Δ exo1Δ rad9Δ est létal dans le cas d’une cassure double-brin par HO, alors 

qu’il est viable dans le contexte cdc13-1 puisque cette triple délétion annule l’essentialité de 

Cdc13 (Dewar and Lydall, 2012; Ngo and Lydall, 2015, 2010). Les activités nucléases recensées 

aux lieux des cassures double-brin et des télomères déprotégés semblent effectivement 

différer légèrement : le complexe MRX et sa protéine associée Sae2 initient la résection au 

niveau des cassures double-brin, alors qu’il n’est pas requis dans le cas de télomères 

déprotégés (Foster et al., 2006). Cette différence peut s’expliquer par la nature même du 

dommage : alors que les cassures double-brins présentent des extrémités franches, les 

télomères possèdent déjà une extrémité simple-brin sortante, permettant à Exo1 de résecter 

l’ADN sans besoin d’initiation préalable. Exo1 semble en effet être la principale nucléase au 

niveau des télomères déprotégés – sa délétion inhibant fortement la résection –, alors qu’elle 

ne suffit pas à elle seule pour initier la résection au niveau des cassures double-brin puisque 
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sa délétion ne provoque qu’un effet mineur sur l’étendue de la résection dans ce type de 

dommage (Dewar and Lydall, 2012; Maringele and Lydall, 2002; Mimitou and Symington, 

2008). Le recrutement d’Exo1, ainsi que de Dna2-Sgs1, favorise la résection et est régulé par 

le complexe 9-1-1 dans les deux types de dommage, avec cependant une différence majeure : 

le complexe 9-1-1 semble stimuler la résection extensive des télomères déprotégés et inhiber 

au contraire la résection aux cassures double-brin (Ngo and Lydall, 2015). La différence 

d’activité d’Exo1, médiée par le complexe 9-1-1, ne semble pas en être la seule cause de cet 

écart, puisqu’il a aussi été observé que le recrutement de Rad9, également permis par le 

complexe 9-1-1, est plus important au niveau des cassures double-brin qu’aux télomères 

déprotégés (Ngo and Lydall, 2015). Cependant l’inhibition de la résection par Rad9 de manière 

dépendante de Mec1 et Rad53 est un mécanisme qui se produit aux deux types de 

dommages : après l’induction du dommage, Rad9, activée par Mec1, se lie à Rad53, 

permettant son activation et l’inhibition de la résection en empêchant l’accumulation d’Exo1 

(Jia et al., 2004). 

Dans l’ensemble, les mécanismes moléculaires de l’arrêt au checkpoint provoqué par 

une cassure double-brin ou par des télomères déprotégés est très similaire, ce qui permet 

d’utiliser le mutant cdc13-1 comme modèle de cassures double-brin. Les télomères raccourcis 

naturellement peuvent aussi être à l’origine d’un arrêt au checkpoint : il s’agit de la 

sénescence, phénomène présenté en partie 3.2. Lorsque les télomères atteignent une taille 

critique, la cellule active l’arrêt en G2/M de manière similaire à une cassure double-brin 

(Teixeira, 2013).  
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3.5. Le rôle de Cdc5 dans le checkpoint de dommages à l’ADN 

3.5.1. Le complexe MRX et sa protéine associée Sae2 interagissent au 

moins indirectement avec Cdc5  

De nombreuses preuves d’interactions directes ou indirectes entre la famille des Plk et 

le complexe MRX ou son homologue MRN ont été rapportées. Par exemple, ce complexe 

permet le recrutement robuste de Polo chez D. melanogaster au niveau du site du dommage 

à l’ADN au cours de la mitose (Landmann et al., 2020). Chez l’homme, Plk1 favorise la 

réparation par jonction d’extrémités médiées par la microhomologie (MMEJ, une voie de 

réparation des cassures double-brin) via la phosphorylation de CtIP, l’orthologue de Sae2 

(Makharashvili and Paull, 2015; Wang et al., 2018). Plk1 phosphoryle aussi Mre11, permettant 

sa phosphorylation ultérieure par Ck2. Ces phosphorylations inhibent le recrutement du 

complexe MRN au site du dommage à l’ADN et conduisent à l’extinction prématurée du 

checkpoint de dommage à l’ADN (Li et al., 2017). Chez S. cerevisiae, la surexpression de Cdc5 

mène à l’hyperphosphorylation de Sae2 via l’interaction directe du PBD de Cdc5 avec Sae2 

(Donnianni et al., 2010). Cependant l’interaction directe entre Sae2 et Cdc5 dans des 

conditions physiologiques n’a pas encore été prouvée. En ce qui concerne la sous-unité Xrs2 

du complexe MRX, elle a été prédite comme substrat potentiel de Cdc5 (Snead et al., 2007). 

En somme, alors que des interactions directes entre Plk1 et MRN – en particulier 

Mre11 – ont été montrées, l’interaction directe entre MRX et Cdc5 – en dehors de la protéine 

associée Sae2 – n’est pas encore clairement démontrée. Le recrutement du complexe MRX en 

réponse à un dommage à l’ADN, présenté en partie 3.3.1, et ses interactions potentielles avec 

Cdc5 suggèrent que le complexe MRX serait impliqué dans l’adaptation au dommage à l’ADN, 

bien que son rôle dans ce processus n’ait pas encore été étudié en détail. Nos recherches ont 

apporté de nouveaux éléments sur l’implication de MRX et Sae2 dans l’adaptation au 

dommage à l’ADN, résultats présentés en article 2. 

3.5.2. Les interactions entre Cdc5 et Rad53 promeuvent l’adaptation 

En conditions physiologiques, au moment de la sortie de mitose, Cdc5 phosphoryle 

Bfa1, inhibant ainsi le complexe Bfa1-Bub2, permettant la sortie de mitose (Geymonat et al., 

2003; Hu and Elledge, 2002). En réponse à une déstabilisation des télomères, Cdc5 est 

phosphorylée et inhibée de manière dépendante de Rad53, ce qui a pour conséquence 
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d’empêcher la phosphorylation de Bfa1 et donc de maintenir l’arrêt au checkpoint (Sanchez 

et al., 1999; Valerio-Santiago et al., 2013; Zhang et al., 2009).  

Par ailleurs, Cdc5 semble désactiver Rad53. Lorsque CDC5 est surexprimée dans des 

cellules cdc13-1 cultivées à température restrictive, l’hyperphosphorylation de Rad53 est 

perdue, et ce, même en l’absence des phosphatases PP2C (ptc2∆ ptc3∆), qui déphosphorylent 

Rad53 (voir partie 4.3.1). Dans ces conditions, les cellules parviennent à échapper à l’arrêt en 

G2/M (Vidanes et al., 2010). Ce résultat suggère que Cdc5 désactive Rad53, favorisant la 

régulation négative du checkpoint de dommage à l’ADN et l'enclenchement du processus 

d’adaptation. Rad53 et Cdc5 interagissent in vivo et in vitro, suggérant que l’inhibition de 

Rad53 par Cdc5 se produirait de manière directe (Vidanes et al., 2010).Par ailleurs, il a été 

montré que l’activité kinase de Cdc5 est essentielle à son effet sur l’état hyperphosphorylé de 

Rad53 (Vidanes et al., 2010). 

Notons que malgré les preuves d’interactions entre Cdc5 et Rad53 (Vidanes et al., 

2010; Zhang et al., 2009), les preuves expérimentales n’indiquent pas clairement que Rad53 

phosphoryle Cdc5 de manière directe (Lanz, 2019).  

3.5.3. La localisation de Cdc5 change au cours de l’arrêt en G2/M 

Il a été montré (Rawal et al., 2016) qu’après 6h d’induction d’une cassure double-brin, 

Cdc5 est localisée au noyau, alors qu’à partir de 10-12h, le signal de Cdc5 est spécifiquement 

localisé aux SPB. Dans cette étude, Cdc5-ad semble être recrutée aux SPB prématurément par 

rapport à Cdc5, résultat qui suggère que non seulement le recrutement de Cdc5 aux SPB serait 

nécessaire au processus d’adaptation au dommage à l’ADN, mais qu’en plus le moment de ce 

recrutement déterminerait la possibilité d’adaptation (Rawal et al., 2016; Rincón and Monje-

Casas, 2020). Nous reviendrons sur la localisation de Cdc5 en lien avec l’adaptation dans la 

discussion de ce manuscrit. 
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3.5.4. L’expression de CDC5 dépend de la phosphorylation de la protéine 

Ndd1 par Cdc5 

Ndd1 contrôle le niveau d’expression d’un 

cluster de gènes incluant un certain nombre de 

gènes impliqués dans le cycle cellulaire et qui 

permettent la transition de la phase M vers la 

phase G1. Parmi ces gènes se trouvent CLB1, CLB2 

– gènes des cyclines mitotiques –, CDC20 ou encore 

CDC5 (Spellman et al., 1998). La transcription de ce 

cluster de gènes est régulée par le complexe 

Mcm1-Fkh2-Ndd1 et le complexe de déacétylation 

d’histones Sin3-Rpd3 (Loy et al., 1999). Mcm1 et Fkh2 ont la faculté de se lier au promoteur 

des gènes cibles. Fkh2 est un adaptateur qui permet soit le recrutement de Ndd1, activant 

ainsi la transcription en G2/M (Darieva et al., 2003; Koranda et al., 2000), soit le recrutement 

du complexe Sin3-Rpd3, réprimant la transcription en G1 (Linke et al., 2013). Rad53 régule le 

cofacteur de transcription Ndd1 par le biais de plusieurs sites de phosphorylations (Edenberg 

et al., 2014; Yelamanchi et al., 2014). Lorsque Rad53 phosphoryle Ndd1, l'interaction entre 

Ndd1 et Fkh2 est rendue impossible, limitant la transcription de certains gènes mitotiques du 

cluster CLB2 (déjà mentionné en 3.3.1.4), dont celle de CDC5 (Edenberg et al., 2014; 

Yelamanchi et al., 2014) (Fig. 9). Ndd1 est par ailleurs phosphorylée par Cdc5, au niveau de la 

sérine 85, ce qui a pour effet de promouvoir l’interaction de Ndd1 avec Fkh2 et donc 

l’expression des gènes du cluster décrit précédemment (Darieva et al., 2006) (Fig. 9). Comme 

CDC5 fait partie de ce cluster, la phosphorylation de Ndd1 par Cdc5 semble créer une boucle 

de rétroaction positive qui se déroule lors d’un cycle cellulaire normal. Le rôle de cette boucle 

dans l’adaptation reste cependant à étudier, mais des expériences préliminaires menées par 

l’équipe – expériences de microfluidiques sur les phosphomutants et phosphomimétiques 

ndd1-S85A et ndd1-S85E – n’ont pas révélé d’implication en adaptation. 

En investiguant les régulations de Cdc5 en adaptation au dommage à l’ADN, nous 

avons mis en évidence l’implication de la régulation Rad53-Ndd1-Cdc5 dans l’adaptation, 

résultat qui sera présenté dans l’article 1 de cette thèse (Coutelier, Ilioaia, Le Peillet et al., 

2021). 

Figure 9. Régulation du cluster de gènes CLB2. 

©Beink 
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Maintenant que nous avons étudié les mécanismes d’activation de l’arrêt au 

checkpoint de dommage à l’ADN, nous allons voir qu’il existe plusieurs manières d’éteindre sa 

signalisation (Fig.10). 

 

 

Figure 10. Résumé graphique des mécanismes favorisant l'arrêt du cycle cellulaire après induction d'un dommage 

à l'ADN et des voies métaboliques possibles après l'arrêt. 
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3.6. L’extinction du checkpoint de dommage à l’ADN 

3.6.1. Mécanisme général menant à la désactivation du checkpoint de 

dommage à l’ADN 

Quelle que soit l’issue, le checkpoint de dommage à l’ADN finit par s’éteindre. La 

désactivation du checkpoint est cruciale pour la reprise de la division cellulaire et les mutants 

qui ne parviennent pas à désactiver correctement le checkpoint sont dits sensibles au 

dommage à l’ADN (Kim et al., 2011; Ohouo et al., 2013). 

La désactivation du checkpoint après réparation du dommage est associée à un 

processus dit de restauration, ou recovery (voir la partie suivante sur les mécanismes de 

réparation). La désactivation du checkpoint de dommage à l’ADN en parallèle de la persistance 

du dommage concerne quant à lui le mécanisme d’adaptation au dommage à l’ADN (Fig.10).  

Qu’il s’agisse d’un cas de figure ou de l’autre, la désactivation du checkpoint de 

dommage à l’ADN nécessite une cascade de déphosphorylation incluant l’action des 

phosphatases PP2C, PP1, PP4 et Wip1  (Campos and Clemente-Blanco, 2020; Coutelier et al., 

2019; Hartwell and Kastan, 1994). Ces phosphatases éliminent les groupements phosphates 

activateurs sur des substrats clefs du checkpoint de dommage à l’ADN, dont MRX/MRN, γ-

H2A, RPA, Rad53 et Chk1 (Campos and Clemente-Blanco, 2020). Comme vu en partie 3.3.1, 

l’arrêt du cycle cellulaire est principalement dû à l’action des kinases Chk1 et Rad53. Leur 

désactivation enclenche donc la suppression rapide de la signalisation de l’arrêt au checkpoint 

de dommage à l’ADN. Les protéines adaptatrices du checkpoint, telle que Rad9, ont, elles 

aussi, un rôle clef dans la régulation du checkpoint de dommage à l’ADN puisque leur 

dégradation empêche la survenue de nouvelles activations de kinases effectrices de l’arrêt du 

cycle cellulaire. Dans le cas où le checkpoint de dommage à l’ADN serait éteint, le facteur de 

réparation Slx4-Rtt107 entre en compétition avec Rad9 au niveau du dommage à l’ADN, 

provoquant une baisse de la signalisation du checkpoint en G2/M (Dibitetto et al., 2016; 

Millan-Zambrano et al., 2018; Ohouo et al., 2013). Par ailleurs, des processus de 

phosphorylations sont aussi impliqués dans l’extinction du checkpoint de dommage à l’ADN : 

6h après l’induction d’un dommage à l’ADN, Mec1 s’autophosphoryle en S1964, délocalisant 

le complexe Mec1-Ddc2 du site du dommage lors de l’adaptation (Memisoglu et al., 2019).  
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Adaptation et recovery sont donc des mécanismes semblables qui aboutissent tous 

deux à la désactivation du checkpoint de dommages à l’ADN, et pourtant leurs conséquences 

sur l’intégrité du génome sont drastiquement différentes. Les parties suivantes adresseront 

séparément ces deux destins cellulaires. 

3.6.2. La désactivation du checkpoint de dommage à l’ADN après 

réparation des cassures double-brin 

Deux voies principales de réparation des cassures double-brins sont connues chez les 

eucaryotes : la réparation par jonction d’extrémités non homologues (Non-Homologous End 

Joining, NHEJ) et celle par recombinaison homologue (Homologous Recombination, HR). Les 

travaux présentés dans ce manuscrit concernant des dommages non réparables, la description 

des mécanismes de réparation n’entrera pas dans les détails. 

3.6.2.1. La réparation par NHEJ 

La réparation par NHEJ est une voie de réparation considérée comme sans erreur 

lorsqu’appliquée à une cassure double-brin générant des extrémités franches. Elle est active 

tout au long du cycle cellulaire, mais elle intervient principalement en phase G1, à un moment 

du cycle où la réparation par HR est réprimée. Lors de la réparation par NHEJ, les complexes 

KU et MRX interviennent dès la détection du dommage, en se liant à l’ADN au niveau du site 

de la lésion. Ensemble, ces deux complexes stabilisent les deux extrémités de la cassure, les 

préparant ainsi à être fusionnées entre elles par la ligase Dnl4 recrutée par le complexe KU. 

Cette ligation est facilitée par la sous-unité Lif1 du complexe de ligation via son partenaire de 

liaison Nej1. Le complexe de ligation se place entre les deux extrémités de la cassure et 

participe ainsi au maintien de leur proximité pendant le temps de leur ligation (Daley, 2005; 

Emerson and Bertuch, 2016).  

3.6.2.2. La réparation par HR 

La réparation par HR des cassures double-brin peut s’opérer dès lors qu’au moins une 

des extrémités de la cassure présente une homologie avec des séquences situées ailleurs dans 

le génome. Cette voie de réparation s'effectue au cours des phases S et G2 chez un haploïde. 

La réparation par HR est un mécanisme très conservé chez les eucaryotes, capable de 

synthétiser de novo l’ADN à partir d’une matrice intacte reconnue par homologie de séquence. 

Elle est réprimée dans les cellules haploïdes en G1, d’une part parce que la résection y est 
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inhibée et d’autre part parce qu’au sein d’une cellule haploïde elle ne peut se faire que si une 

séquence homologue à la région cassée existe dans la cellule. Dans le cas d’un organisme 

diploïde en revanche, la réparation par HR peut se faire grâce à la présence de séquences 

homologues situées sur le chromosome homologue (Ranjha et al., 2018).  

Comme vu au chapitre 3.3.1, l’ADN localisé autour du dommage est résecté par MRX 

et Sae2, puis par Exo1/Sgs1-Dna2, générant de l’ADN simple-brin ensuite recouvert par le 

complexe RPA. Ce complexe favorise le recrutement de Rad52, interaction qui produit un 

complexe Rad52-RPA / ADN simple-brin, capable de recruter une protéine clef de la réparation 

par HR : Rad51. Rad51 remplace les RPA présents sur l’ADN simple-brin, permet la 

reconnaissance de régions d’homologies et médie l’échange ATP-dépendant de brins d’ADN, 

une étape primordiale de la réparation par HR. La séquence homologue identifiée est utilisée 

comme matrice pour la synthèse d’un nouveau brin d’ADN au niveau de la cassure. La 

résection générée suite à la détection d’un dommage peut cependant finir par empêcher la 

HR dans le cas des cassures double-brin subtélomériques si la réparation ne s’est pas faite en 

un temps suffisamment court : la formation excessive d’ADN simple-brin limite en effet la 

recherche d’homologie et la recombinaison dans ces régions (Bordelet and Dubrana, 2019; 

Talhaoui et al., 2016). 

* 

Les mécanismes de réparation concernent un certain nombre de facteurs par ailleurs 

impliqués dans le checkpoint de dommages à l’ADN, mais aussi, comme nous le verrons, de 

facteurs impliqués dans l’adaptation à ces dommages. Ces similitudes suggèrent que l’arrêt 

permanent au checkpoint de dommage à l’ADN, la recovery et l’adaptation sont intimement 

liés, et que le destin cellulaire dépend de l’équilibre entre ces voies, hypothèse que nous allons 

rediscuter à la lumière des résultats qui seront présentés aux chapitres 1 et 2. 

3.6.3. L’adaptation au dommage à l’ADN et la reprise du cycle cellulaire 

en présence de dommages persistants 

L’adaptation au dommage à l’ADN est vue comme une dernière tentative de survie 

pour la cellule dans un contexte de dommage non réparable et qui pourrait présenter un 

avantage sélectif (Coutelier et al., 2018; Galgoczy and Toczyski, 2001; Roux et al., 2021). Mais 

en permettant aux cellules de poursuivre leur division cellulaire malgré la persistance du 
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dommage dans leur ADN, l’adaptation contribue à l’instabilité génomique (Coutelier et al., 

2019; Hartwell and Kastan, 1994). Dans certains cas, l’adaptation peut effectivement 

permettre la survie sur le long terme de la cellule : nos propres expériences de laboratoire 

nous ont par exemple permis d’obtenir régulièrement des macro-colonies issues de cellules 

qui sont parvenues à s’adapter, phénomène qui suggère une stabilisation du génome, 

probablement grâce à une certaine forme de réparation du dommage (Coutelier, Ilioaia, Le 

Peillet et al., 2021; Galgoczy and Toczyski, 2001; Toczyski et al., 1997). Mais dans la grande 

majorité des cas, l’adaptation ne permet pas plus de quelques divisions cellulaires 

supplémentaires avant que la cellule ne meure, comme le montrent les comptages des corps 

cellulaires des microcolonies obtenues lors de nos expériences ou par d’autres équipes 

(Coutelier, Ilioaia, Le Peillet et al., 2021; Sandell and Zakian, 1993). Cette faible capacité de 

survie après un événement d’adaptation au dommage à l’ADN est probablement due à la 

cytotoxicité des dommages accumulés, à de l’aneuploïdie ou à une mauvaise ségrégation des 

chromatides (Kaye et al., 2004). La détection de mutants restaurant la capacité d’adaptation 

des cellules déficientes est rendue difficile précisément en raison du petit nombre de divisions 

qu’un événement d’adaptation peut permettre d’engendrer. Ce point sera abordé dans 

l’article 2 de cette thèse, dans lequel nous présentons un crible des mutants capables de 

restaurer l’adaptation dans le mutant déficient en adaptation cdc5-ad. 

Les détails du mécanisme de l'adaptation au dommage à l’ADN sont détaillés dans la 

partie qui suit. 
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4. Mécanisme de l’adaptation au dommage à l’ADN et rôles 

de Cdc5 dans ce processus 

Les dommages irréparables de l’ADN ne bloquent pas la cellule au checkpoint G2/M 

indéfiniment, qui finit par désactiver le checkpoint de dommage à l’ADN et procéder à la 

reprise du cycle cellulaire sans réparer le dommage, grâce au processus appelé adaptation au 

dommage à l’ADN (Sandell and Zakian, 1993). Il ne doit cependant pas être confondu avec le 

terme adaptation communément employé en biologie évolutive et qui fait référence à 

l’ajustement fonctionnel des êtres vivants à leur milieu. 

 

4.1. La mise en évidence de l’adaptation au dommage à l’ADN  

4.1.1. La mise en évidence chez S. cerevisiae 

Chez S. cerevisiae, un dommage non réparé provoque un arrêt au checkpoint de 

dommage à l’ADN pendant au moins 4 à 6h. Après quoi, et toujours en l’absence de 

réparation, les cellules s’adaptent au dommage en désactivant le checkpoint de dommage à 

l’ADN (Lee et al., 1998; Sandell and Zakian, 1993; Toczyski et al., 1997). 

Ce phénomène a été décrit pour la première fois (Sandell and Zakian, 1993) sur une 

souche de levure ayant subi une cassure HO non réparable qui a éliminé le télomère d’un 

chromosome surnuméraire. Le caractère surnuméraire de ce chromosome le rend non 

essentiel à la survie cellulaire, ce qui permet d’étudier l’effet de la délétion d’un télomère. 

Après 5 à 15h d’arrêt, la majorité des cellules avaient repris la progression de leur cycle 

cellulaire sans avoir réparé le chromosome endommagé (Sandell and Zakian, 1993). 

L'adaptation favorise ainsi l’instabilité génomique dans la descendance (Galgoczy and 

Toczyski, 2001).  

L’adaptation permet de contourner l’arrêt en G2/M provoqué par les trois types de 

dommages précédemment décrits comme activant le checkpoint : les cassures double-brin, la 

déprotection des télomères et la sénescence (Coutelier et al., 2019; Paulovich et al., 1997; 

Sandell and Zakian, 1993). 
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4.1.2. L’adaptation est un phénomène conservé chez les organismes 

pluricellulaires 

Certaines études suggèrent l’existence d’un mécanisme d’adaptation au dommage à 

l’ADN chez des eucaryotes autres que S. cerevisiae. 

Par exemple, des extraits d’œufs de X. laevis ayant subi une irradiation par 

rayonnements gamma et ayant été traités par l’aphidicoline, inhibiteur de la réplication, 

finissent par désactiver la signalisation du checkpoint de dommage à l’ADN malgré la 

persistance de foyers γ–H2AX (Yoo et al., 2004). De plus, en réponse à l’activation du 

checkpoint en phase S, c’est l’orthologue de Cdc5 – principal acteur de l’adaptation chez S. 

cerevisiae –, Plx1, qui phosphoryle et inactive la claspine (orthologue de Mrc1). Une fois 

activée, la claspine est délocalisée de la chromatine, Chk1 est désactivée et la cellule reprend 

son cycle cellulaire malgré une réplication incomplète de l’ADN (Yoo et al., 2004). 

Chez l’homme, des études rapportent des mécanismes de reprises du cycle cellulaire 

avec des dommages permanents, ainsi que d’interaction entre Plk1 et Chk1 similaires à ceux 

décrits entre les orthologues de S. cerevisiae (Rodriguez-Rodriguez et al., 2016; Syljuåsen et 

al., 2006). L’adaptation chez les cellules humaines a été mise en évidence en induisant un arrêt 

au checkpoint G2/M par irradiation infrarouge. Ces cellules ont maintenu l’arrêt environ 20h 

puis une partie d’entre elles a repris la division cellulaire. La persistance du dommage à l’ADN 

dans les cellules ayant pu se diviser est évaluée par la présence d’histones modifiés ɣH2AX 

(Syljuåsen et al., 2006). Au cours de la reprise de cycle cellulaire, Plk1 phosphorylerait et 

activerait la claspine, favorisant la déphosphorylation inhibitrice de Chk1. Par ailleurs, la 

dégradation de Plk1 est nécessaire à l’arrêt correct en G2, alors que son expression soutenue 

augmente la quantité de cellules en mitose (Verma et al., 2019). Ces phénomènes ressemblent 

à ceux observés chez S. cerevisiae, chez qui la surexpression de Cdc5 accélère et augmente le 

niveau d’adaptation (Vidanes et al., 2010). Les preuves d’existence de l’adaptation chez les 

mammifères en général ne sont cependant pas parfaites : par exemple, l’étude cherche à 

mettre en évidence l’adaptation dans un système qui permet difficilement de s’assurer que 

tout mécanisme de réparation est empêché, à la suite de dommages multiples par radiation 

(Syljuåsen et al., 2006). Distinguer l’adaptation de la recovery chez les mammifères est ardu 

pour plusieurs raisons : les mécanismes de réparation font intervenir plus de facteurs que chez 

la levure, et tous ne sont pas encore connus ; les systèmes d’induction des dommages sont 
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moins bien contrôlés qu’en levure ; des mutants déficients en adaptation qui n’affectent pas 

la recovery restent à déterminer ; et Plk1 est nécessaire à la fois pour la recovery et 

l’adaptation (Lanz et al., 2019; Vugt and Medema, 2004). 

 

4.2. Le mécanisme général de l’adaptation au dommage à 

l’ADN et l'implication de Cdc5 dans ce processus 

4.2.1. L’extinction du signal du checkpoint pendant l’adaptation 

Le mécanisme par lequel les cellules s’apprêtant à s’adapter parviennent à éteindre le 

checkpoint de dommage à l’ADN est encore en cours d’élucidation. De récentes études 

montrent que l’autophosphorylation de Mec1 en S1964 permet la désactivation du signal du 

checkpoint. Le mutant de phosphorylation mec1-s1964a présente un défaut d’adaptation, qui 

se traduit par le maintien de la forme hyperphosphorylée de Rad53 (Memisoglu et al., 2019). 

Pendant le temps de l’adaptation, la phosphorylation de Mec1 est retardée pendant plusieurs 

heures puis finit par apparaître, bien après que Mec1 a pu phosphoryler Ddc2, Rad9, Rad53 et 

l’histone H2A. Le mécanisme par lequel l’autophosphorylation de Mec1 est retardée reste en 

suspens (Waterman et al., 2020). Par ailleurs, Ddc2 est dégradée au moment de l’adaptation 

(Memisoglu et al., 2019). L’adaptation entraîne la déphosphorylation de Rad53 elle-même 

rendue possible grâce à la phosphorylation préliminaire de Rad53 par Cdc5, phénomène qui 

se produit 9 à 12h après l’induction du dommage (Lee et al., 1998; Vidanes et al., 2010). Mais 

l’adaptation peut aussi survenir alors que Rad53 est toujours hyperphosphorylée, comme 

décrit dans la partie 4.3. de cette introduction, et comme nous le mettrons nous-mêmes en 

évidence dans nos résultats, présentés dans l’article 1 (Coutelier, Ilioaia, Le Peillet et al., 2021). 

4.2.2. L’importance de Cdc5 dans l’adaptation au dommage à l’ADN 

La Polo-kinase Cdc5 a été identifiée comme étant un facteur clef de l’adaptation lors 

d’un crible réalisé sur les gènes impliqués dans l’adaptation en réponse à un dommage 

irréparable (Toczyski et al., 1997). Plusieurs résultats appuyant l’importance centrale de Cdc5 

dans ce mécanisme sont détaillés ci-dessous. 

Le rôle de Cdc5 en adaptation a été initialement démontré par l’étude du mutant 

ponctuel spécifiquement déficient en adaptation, cdc5-ad (mutation décrite en partie 1.2.1) 
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qui ne perturbe pas l’activité kinase de la protéine (Cheng et al., 1998; Rawal et al., 2016; 

Toczyski et al., 1997). Les cellules cdc5-ad subissant un dommage irréparable à l’ADN restent 

arrêtées de manière permanente au checkpoint G2/M. Dans le cas d’un dommage réparable 

induit par déstabilisation des télomères, les mutants cdc5-ad ne présentent pas de défaut de 

recovery (Jin and Wang, 2006; Vaze et al., 2002). Plusieurs hypothèses ont été proposées pour 

tenter d’expliquer le mécanisme par lequel cdc5-ad est déficient en adaptation : les mutants 

cdc5-ad ne parviennent pas à désactiver Rad53 (Pellicioli et al., 2001) ; ils ne sont pas capables 

d’activer la protéolyse dépendante de Clb2 d'APC/C (Charles et al., 1998) ; ils présentent un 

défaut de sortie de mitose (Jin and Wang, 2006; Rawal et al., 2016) ; la protéine mutante Cdc5-

ad est différemment localisée par rapport à Cdc5 sauvage en conditions de dommages (Rawal 

et al., 2016) (Fig. 11). Mais malgré ces hypothèses, le mécanisme expliquant l’incapacité des 

mutants cdc5-ad à s’adapter reste mal compris. 

De nouvelles pistes de compréhension du mécanisme de l’adaptation sont apportées 

par un autre mutant déficient en adaptation : cdc5-16. Ce mutant présente trois mutations 

ponctuelles en C-terminal, W517F, H641A et K643M, l’empêchant d’interagir avec ses 

substrats via la reconnaissance canonique de phosphopeptide pS/pT par le PBD (Ratsima et 

al., 2016, 2011). Le mutant cdc5-16 n’est pas létal et parvient à effectuer la mitose avec une 

cinétique relativement normale, mais il présente en revanche un défaut dans le maintien de 

la ploïdie (Ratsima et al., 2011). Les cellules cdc5-16 sont capables d’activer le checkpoint de 

dommage à l’ADN de façon robuste par hyperphosphorylation de Rad53, mais cette 

hyperphosphorylation n’est que très transitoire par rapport à celle d’une souche sauvage. Le 

mutant cdc5-16 est donc moins spécifique de l’adaptation que cdc5-ad. En condition de 

dommage à l’ADN, la localisation de la protéine Cdc5-16 aux SPB est affectée pendant la 

mitose, ainsi que la capacité de son PBD à se lier à ses substrats et en particulier au complexe 

RSC, indiquant que le PBD serait une fonction essentielle de Cdc5 en adaptation aux 

dommages à l’ADN. Le défaut d’adaptation de cdc5-16 peut être corrigé en augmentant la 

concentration de Cdc5-16, ce qui laisse penser que son défaut en adaptation est dû à une 

diminution de sa capacité à interagir avec ses substrats et non à une incapacité totale (Ratsima 

et al., 2016). Nous nous sommes demandé s’il en était de même pour le mutant cdc5-ad et 

avons donc testé son effet dose-dépendant sur l’adaptation, et avons par ailleurs cherché à 
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savoir si les mutants cdc5-ad et cdc5-16 affectent les mêmes voies en adaptation, résultats 

qui seront présentés dans l’article 1 (Coutelier, Ilioaia, Le Peillet et al. 2021). 

Une autre preuve de l’importance de l’activation de Cdc5 en adaptation est apportée 

par l’étude de la voie TORC1. Le complexe TORC1 (Target Of Rapamycin Complex 1) contrôle 

la croissance cellulaire en favorisant l’anabolisme et la biogenèse des ribosomes, et en 

inhibant l’autophagie. Le complexe TORC1 est activé lorsque les cellules poussent dans un 

milieu riche en nutriments, et est inhibé en condition de stress nutritionnel ou en présence de 

rapamycine (Wullschleger et al., 2006; Zheng et al., 1995). Il a été montré que TORC1 influence 

la transition G2/M en régulant la localisation de Cdc5 après induction d’une cassure double-

brin (Nakashima et al., 2008). L’inactivation de TORC1 favorise l’autophagie et provoque 

l’inhibition de Cdc5, empêchant l’adaptation dans les cellules en conditions de dommages 

irréparables (Klermund et al., 2014). 

Par ailleurs, Cdc5 possède un effet dose-dépendant positif sur l’adaptation puisque sa 

surexpression accélère et augmente les niveaux d’adaptation. Le diploïde CDC5/CDC5 

s’adapte en effet plus vite et mieux que le diploïde CDC5/cdc5Δ (Vidanes et al., 2010). Par 

ailleurs, l’augmentation de l’expression de CDC5 par induction d’un promoteur galactose 

accélère également l’adaptation (Vidanes et al., 2010). D’un point de vue mécanistique, la 

surexpression de Cdc5 inhibe la voie de signalisation dépendante de Mec1, conduisant à la 

déphosphorylation de Rad53, sans empêcher la génération de longs fragments d’ADN simple-

brin, ni interférer avec la localisation des protéines du checkpoint au niveau du site du 

dommage (Donnianni et al., 2010; Melo et al., 2001). 

Cdc5 est fortement phosphorylée en différents résidus en réponse à un dommage à 

l’ADN (Chang et al., 1998; Rodriguez-Rodriguez et al., 2016; Zhang et al., 2009). Le mutant 

cdc5-T238A présente un taux élevé de pertes de chromosomes et de réarrangements 

chromosomiques, preuves d’une stabilité génomique altérée (Rawal et al., 2016). Par ailleurs, 

le mutant cdc5-T238A présente une activité kinase fortement réduite, bien que la viabilité 

cellulaire ne soit pas altérée (Rawal et al., 2016; Rodriguez-Rodriguez et al., 2016). Le mutant 

cdc5-T238A affecte la dynamique de localisation de Cdc5 aux SPB et bloque la reprise du cycle 

cellulaire après induction d’une cassure double-brin irréparable. Le mutant cdc5-T238A 

confère donc un défaut d’adaptation au checkpoint de dommages à l’ADN, preuve de 
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l’importance de l’état de phosphorylation de Cdc5 et du rôle de son activité kinase en 

adaptation (Rawal et al., 2016; Rodriguez-Rodriguez et al., 2016).  

L’ensemble de ces résultats montre que Cdc5 a une fonction dose-dépendante 

majeure en adaptation au dommage à l’ADN et que son état de phosphorylation est un 

paramètre important dans l'adaptation au dommage à l’ADN. Malgré son rôle central, Cdc5 

est loin d’être le seul protagoniste de l’adaptation au dommage à l’ADN : de nombreuses 

autres protéines semblent fortement impliquées dans ce processus. 

 

4.3. Description des nombreux facteurs impliqués dans 

l’adaptation au dommage à l’ADN 

Ce chapitre présente une grande variété de mutants déficients en adaptation. Leur 

déficience est due à leur implication dans des phénomènes variés, preuve que l’adaptation 

implique plusieurs voies de signalisation et mécanismes (Fig. 11, Tableau 1). 

4.3.1. L’état de phosphorylation de Rad53 joue un rôle dans la capacité 

des cellules à s’adapter 

Les phosphatases de PP2C, Ptc2 et 3, permettent de déphosphoryler Rad53. Elles sont 

par ailleurs impliquées dans le recovery. Les mutants ptc2Δ et ptc3Δ maintiennent la forme 

hyperphosphorylée de Rad53, sont déficients en recovery et sont partiellement déficients en 

adaptation (Leroy et al., 2003; Vidanes et al., 2010; Waterman et al., 2020). Il a été montré 

que la surexpression de Cdc5 dans ces mutants de délétion réduit l’état de phosphorylation 

de Rad53 dans un contexte de dommage à l’ADN persistant, régulant à la baisse le checkpoint 

de dommage à l’ADN et restaurant partiellement la capacité d’adaptation de ptc2Δ et ptc3Δ 

(Vidanes et al., 2010). Le mécanisme proposé pour expliquer le défaut d’adaptation des 

mutants ptc2Δ et ptc3Δ concerne donc le rôle de Ptc2 et Ptc3 dans la régulation de la 

phosphorylation de Rad53 (Vidanes et al., 2010). 

La phosphatase Ptc2 est par ailleurs elle-même phosphorylée par les sous-unités Ckb1 

et Ckb2, qui constituent le complexe CKII, favorisant ensuite la déphosphorylation du domaine 

FHA (Forkhead-Associated Domain) de Rad53 par Ptc2. L’inactivation du domaine FHA permet 

l’extinction du checkpoint de dommage à l’ADN (Sun et al., 1998). La délétion de CKII empêche 
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l’interaction de Ptc2 avec Rad53, maintenant la forme hyperphosphorylée de Rad53 et 

rendant les cellules déficientes en adaptation (Guillemain et al., 2007; Leroy et al., 2003; 

Toczyski et al., 1997).  

Un autre mutant d’adaptation a été proposé comme déficient en adaptation en raison 

du maintien du signal du checkpoint et de l’état de phosphorylation de Rad53 (Vaze et al., 

2002) : le mutant srs2Δ. Srs2 est une hélicase essentielle à un certain nombre de mécanismes 

moléculaires telle que la réparation par HR. Srs2 permet par ailleurs de délocaliser Rad51 de 

l’ADN simple-brin - étape requise dans certaines voies de réparation - et d’activer Rad53 de 

manière complète en réponse à un dommage à l’ADN (Marini and Krejci, 2010). En ce qui 

concerne l’adaptation, le mutant srs2Δ a un phénotype similaire à celui de rad51Δ : pour ces 

deux mutants, le défaut d’adaptation est supprimé par la mutation rad52Δ (Lee et al., 2003). 

Le défaut d’adaptation de srs2Δ est de plus supprimé dans les mutants rad9Δ et rad17Δ (Vaze 

et al., 2002). Mais contrairement à rad51Δ, le mutant srs2Δ présente une déficience en 

recovery, défaut qui peut être restauré par la délétion de RAD51 (Lee et al., 2003). Il est 

proposé que la déficience en adaptation de ce mutant réside en son défaut à délocaliser 

certains complexes du checkpoint de dommage à l’ADN du site du dommage, à savoir Mec1-

Ddc2 et/ou Rad17-Mec3-Ddc1, contribuant ainsi au maintien du signal du checkpoint et de 

l’état hyperphosphorylé de Rad53 (Vaze et al., 2002). Il a par la suite été montré que la 

phosphorylation de Srs2 - par un processus dépendant de Mec1, Dun1 et Rad53 - est requise 

dans le processus d’adaptation au dommage à l’ADN (Marini and Krejci, 2010). 

L’incapacité à délocaliser le complexe Mec1-Ddc2 semble être la raison de la déficience 

en adaptation d’un autre mutant : mec1-s1964a, brièvement mentionné au chapitre 4.2.1. Ce 

mutant ponctuel, dont la sérine en position 1964 a été remplacée par une alanine, présente 

une activité kinase normale, maintient Rad53 sous sa forme hyperphosphorylée et induit un 

recrutement accru de Ddc2 au niveau du site du dommage (Memisoglu et al., 2019). La 

phosphorylation de Mec1 au niveau de sa sérine 1964 semble importante pour l’adaptation 

en permettant la délocalisation du complexe Mec1-Ddc2 du site du dommage et l’extinction 

subséquente du signal du checkpoint de dommage à l’ADN  (Memisoglu et al., 2019). 

Les mutants décrits jusqu’ici montrent que le niveau de phosphorylation de Rad53 

semble impliqué dans l’adaptation au dommage à l’ADN. Or le niveau de phosphorylation 

d’une protéine peut être impacté par son état d’acétylation (Habibian and Ferguson, 2018). Il 
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se trouve que l’histone déacétylase Rpd3 joue un rôle dans le niveau d’acétylation de Rad53 

(Tao et al., 2013). Rpd3 influence l’état de la chromatine, ce qui permet de réguler un 

ensemble de processus moléculaires telle que la transcription, l'autophagie ou encore la 

déacétylation de Rad53. Les mutants rpd3Δ présentent un défaut d’adaptation, mais aussi un 

niveau élevé d’acétylation de Rad53, augmentant l’activité kinase de celle-ci (Tao et al., 2013).  

En mutant les deux principaux sites d’acétylation de Rad53, il a été montré que l’activité de 

Rad53 est réduite et que le défaut d’adaptation de rpd3Δ est levé. L’ensemble de ces résultats 

semble indiquer que Rpd3 joue un rôle important dans la promotion de l’adaptation en 

déacétylant Rad53, conduisant à son inhibition (Tao et al., 2013). 

* 

Il existe beaucoup de mutants d’adaptation qui maintiennent Rad53 dans un état 

fortement activé. Nous en verrons d’autres dans les prochains paragraphes. Chez certains de 

ces mutants, et c’est le cas de ceux décrits ci-dessus, le lien entre le défaut d’adaptation et 

l’état de phosphorylation de Rad53 a été clairement mis en évidence, montrant que l’activité 

de Rad53 joue un rôle important dans l’adaptation au dommage à l’ADN (Fig. 11). D’autres 

mutants d’adaptation semblent en revanche déficients pour d’autres raisons. 

4.3.2. Le niveau de résection semble impacter la capacité d’adaptation 

Nombre de mutants déficients en adaptation présentent un défaut de résection. Le 

mutant mec1-ad est déficient en adaptation et entrave la résection intensive aux sites du 

dommage (Clerici et al., 2006). Ce mutant est généré par quatre substitutions : N310G, K697T, 

Y944F et Q961K (Clerici et al., 2006). Fait notable, lorsque la nucléase Exo1 est absente dans 

mec1-ad, les cellules retrouvent leur capacité à s’adapter, résultat qui montre un lien clair 

entre la résection et l’adaptation (Clerici, 2014). Par ailleurs, l’arrêt prolongé provoqué par 

mec1-ad est supprimé par la délétion de TEL1 (Clerici et al., 2006), fait également observé chez 

d’autres mutants déficients en résection comme par exemple sgs1Δ, dna2Δ et sae2Δ (mutants 

détaillés dans les prochains paragraphes) (Clerici et al., 2006). L’ensemble de ces résultats 

semble indiquer que l’activation de la kinase Tel1 est responsable du défaut d’adaptation dans 

les mutants déficients en résection (Beyer and Weinert, 2014; Clerici et al., 2006).  

Le mutant de délétion sae2Δ, chez qui la résection est altérée, est déficient en 

adaptation dans le contexte d’une cassure HO (Clerici et al., 2006),mais s’adapte dans le 
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contexte cdc13-1 (Clerici et al., 2006; Ratsima et al., 2016). Il a été proposé (Clerici et al., 2006) 

que le défaut d’adaptation de sae2Δ est dû à un recrutement accru et persistant du complexe 

MRX au niveau du site du dommage. Par ailleurs, le mutant sgs1-ss supprime le défaut 

d’adaptation de sae2Δ (Bonetti, 2015). Le mutant sgs1-ss se lie aux extrémités du site du 

dommage et favorise une plus forte résection comparée à SGS1 sauvage (Bonetti, 2015). Ces 

résultats suggèrent que la déficience en adaptation du mutant sae2Δ est causée par une 

résection trop faible. 

Le défaut d’adaptation du mutant sae2Δ peut être partiellement corrigé par la délétion 

du complexe KU, qui restaure aussi la capacité d’adaptation du mutant mre11-nd (nucléase-

deficient) (Mimitou, 2010). Les mutants yku70Δ et yku80Δ sont déficients en adaptation – mais 

pas en recovery (Vaze et al., 2002) –, phénotype qui semble être lié au changement dans la 

cinétique de la résection, qui se produit alors deux fois plus rapidement que chez yKU70 et 

yKU80 sauvages (Lee and Myung, 2008). Par ailleurs, le défaut d’adaptation des mutants ku 

peut être supprimé en délétant MRE11, résultat qui appuie l’hypothèse reliant les mutants ku 

à la résection, puisque mre11Δ ralentit la résection (Lee and Myung, 2008). Le défaut 

d’adaptation de yku70Δ peut aussi être corrigé par le mutant rfa1-t11 (Lee et al., 1998), qui 

présente un défaut sévère dans la recombinaison homologue des cassures provoquées par 

HO (Umezu et al., 1998). Le fait que le double mutant yku70Δ rfa1-t11 puisse s’adapter indique 

que le complexe RPA joue un rôle clef en adaptation et semble réguler la détection d’ADN 

simple-brin (Lee et al., 1998).  

Des protéines impliquées dans la réparation et le recovery jouent aussi un rôle en 

adaptation au dommage à l’ADN. Par exemple, les cellules rad51Δ présentent un défaut 

modéré d’adaptation au dommage à l’ADN, sans que leurs mécanismes de résection ne soient 

impactés (Lee et al., 2003). Il a été montré que ce défaut d’adaptation survient lorsque Rad51 

ne peut pas interagir avec Rad52. En effet, le mutant rad51-K191A – qui empêche la 

recombinaison et la liaison de Rad51 à l’ADN simple-brin au niveau du dommage – maintient 

son interaction avec Rad52 et ne présente pas de défaut d’adaptation (Lee et al., 2003). Par 

ailleurs, rad52Δ supprime le défaut d’adaptation de rad51Δ (Epum et al., 2020; Lee et al., 

2003). Il a de plus été montré que – à l’instar de yku70Δ – le défaut d’adaptation de rad51Δ 

peut être partiellement corrigé par la mutation rfa1-t11 (Lee et al., 2003) en empêchant la 

délocalisation du complexe RPA par Rad51 (Kantake et al., 2003). Beaucoup de mutants ont 
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été testés en combinaison de rad51Δ, et l’ensemble des résultats obtenus semble indiquer 

que la déficience en adaptation de rad51Δ dépend du checkpoint de dommage à l’ADN, mais 

via un autre mécanisme que ceux de yku70Δ, rdh54Δ (décrit au paragraphe suivant) et cdc5-

ad (Lee et al., 2003). 

Rad51 interagit par ailleurs avec Rdh54/Tid1 (Dresser et al., 1997). En présence d’un 

dommage irréparable de l’ADN, le mutant rdh54Δ ne présente pas non plus de défaut de 

recovery (Vaze et al., 2002) et provoque un arrêt en G2/M permanent semblable à celui du 

mutant yku70Δ (Lee et al., 2001), à la différence près que rdh54Δ n’affecte pas la vitesse de 

résection. De même que le mutant yku70Δ en revanche, et comme c’est le cas du mutant 

rad51Δ, le défaut d'adaptation de rdh54Δ peut lui aussi être corrigé par la mutation rfa1-t11 

(Lee et al., 2001). Par ailleurs, il a été montré que l'activité ATPase de Rdh54 est requise dans 

son rôle dans l’adaptation (Lee et al., 2001). Rdh54 est phosphorylée de manière dépendante 

de Mec1 et Rad53 en conditions de dommages (Ferrari 2013), mais ses ressemblances avec 

Cdc5 ne vont pas plus loin puisqu’il a été montré que leur rôle en adaptation se distingue 

clairement l’un de l’autre. Une des différences majeures est que le double mutant cdc5-ad 

rfa1-t11 ne s’adapte pas (Lee et al., 2001; Toczyski et al., 1997). Par ailleurs, comme Cdc5, 

Rdh54 favorise l’adaptation en sénescence (Coutelier et al., 2018). L’ensemble des données 

obtenues semble indiquer que le rôle de Rdh54 en adaptation est indépendant de son 

implication dans le processus de recombinaison, mais dépend plutôt de sa capacité à évaluer 

la quantité d’ADN simple-brin (Lee et al., 2001).  

Le niveau de déficience du mutant rdh54Δ est comparable à celui du mutant fun30Δ 

qui prolonge de même l’hyperphosphorylation de Rad53. Le mutant fun30Δ se distingue 

cependant fortement du mutant rdh54Δ en ce qu’il impacte la résection : en effet, le mutant 

fun30Δ présente un taux de résection trois fois moindre que le sauvage (Eapen et al., 2012). 

Fun30 est un remodeleur de la chromatine, recruté aux cassures double-brin. Il est impliqué 

dans la régulation de la résection de manière dépendante de Exo1 et de Sgs1, probablement 

en interagissant directement avec les nucléosomes. Il est proposé que le rôle de Fun30 dans 

la promotion de la résection soit inhibé par la présence de γ-H2A et que le défaut d’adaptation 

de fun30Δ soit lié à son impact sur la résection (Eapen et al., 2012).  
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Les délétions de EXO1 et de SGS1 seules dans le contexte cdc13-1 ne présentent pas 

de défaut d’adaptation, mais leur délétion simultanée induit l’arrêt permanent au checkpoint 

G2/M (Markiewicz-Potoczny and Lydall, 2016; Zhu et al., 2008).  

* 

L’ensemble des résultats présentés ici semble indiquer un lien fort entre l’adaptation 

et la quantité d’ADN simple-brin : les mutants déficients en adaptation concernent à la fois 

des mutants provoquant une résection exacerbée, des mutants ayant une résection inhibée 

et des mutants ayant des défauts dans l’évaluation de la quantité d’ADN simple-brin. Ce lien 

entre résection et adaptation soutient l’idée que l’adaptation serait finement régulée par la 

quantité d’ADN simple-brin (Fig. 11). 

4.3.3. La dynamique de séquestration et de dégradation des protéines 

mitotiques impacte l’adaptation 

La délétion de composants du Golgi-Associated Retrograde Protein complex (GARP), 

tels que VPS51 et YPT6, perturbe l’adaptation et la recovery (Eapen and Haber, 2013). Ce 

résultat suggère l’existence d’une transmission de signaux complexes entre le cytoplasme et 

le noyau en réponse à un dommage à l’ADN (Dotiwala et al., 2013). Les mutants de délétion 

vps51Δ et ypt6Δ font partie des mutants non canoniques dans leur déficience en adaptation 

puisque Rad53 y est déphosphorylée (Eapen and Haber, 2013). Ces mutants GARP présentent 

un défaut de localisation de la sécurine Pds1, empêchant sa dégradation dans la vacuole par 

la protéase Prb1, et excluent la séparase Esp1 du noyau qui ne peut alors plus dissocier la 

cohésine, favorisant l’arrêt du cycle cellulaire avant le début de l’anaphase (Ciosk et al., 1998; 

Eapen and Haber, 2013). 

Par ailleurs, la surexpression de atg13-8SA (un allèle dominant et actif de ATG13) 

empêche également l'adaptation et la recovery (Eapen and Haber, 2013). ATG13 est impliquée 

dans la voie cytoplasm-to-vacuole targeting (Cvt), dont la suractivation augmente 

l'autophagie. Les mutants du GARP et la surexpression de atg13-8SA affectent l’adaptation 

selon un mécanisme qu’ils ont en commun avec l’inhibition de la voie TORC1 : ils favorisent 

l’autophagie et perturbent la dynamique des gènes mitotiques (Dotiwala et al., 2013; Eapen 

and Haber, 2013). 

* 
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Les similitudes provoquées par les perturbations des voies TORC1, GARP et Cvt 

suggèrent que l’autophagie joue un rôle important dans la recovery mais aussi dans 

l’adaptation au dommage à l’ADN, et que les dommages à l’ADN induisent de profonds 

changements dans la dynamique de séquestration ou de dégradation des protéines 

cytoplasmiques telles que Pds1 et Esp1, impactant fortement l’adaptation (Fig. 11).  

4.3.4. Les modifications d’histones influencent l'adaptation 

Nous allons ici aborder le rôle de deux histones mettant en lumière le lien entre le 

réarrangement de la chromatine et l'adaptation : les histones H2A et H2B (Fig. 11). 

En réponse à un dommage à l’ADN, la phosphorylation des histones H2A situés à 

proximité du dommage est favorisée par à la sous-unité Ino80 d’un complexe remodeleur de 

la chromatine INO80 (Papamichos-Chronakis et al., 2006; Shen et al., 2000). Le mutant ino80Δ 

est déficient en adaptation en raison de son incapacité à supprimer certains variants 

d’histones H2A du site du dommage, empêchant l’extinction du checkpoint de dommage à 

l’ADN (Eapen et al., 2012). 

L’histone H2B subit lui aussi une modification dépendante de la réponse au dommage 

à l’ADN : il est ubiquitinylé sur la lysine en position 123 par le complexe Rad6-Bre1, et favorise 

la méthylation de l’histone H3 (Nakanishi et al., 2009). En plus de l’implication de ce 

mécanisme dans la réponse au dommage à l’ADN, il a été montré que cette ubiquitinylation 

joue un rôle dans les cancers (Wang et al., 2013). Le mutant de substitution N123R sur 

l’histone H2B empêche cette ubiquitinylation et déclenche une adaptation précoce malgré un 

taux de résection élevé, preuve supplémentaire que la résection n’est pas l’unique signal 

responsable de l’adaptation (Waterman et al., 2020). H2B semble donc jouer un rôle en 

adaptation en rapport avec son implication dans le réarrangement de la chromatine par 

méthylation des histones. 

* * 

L’ensemble de ces données montre la diversité des mécanismes moléculaires 

impliqués dans l'adaptation : l’état de phosphorylation de Rad53 ; le contrôle de la quantité 

d’ADN simple-brin ; l’autophagie et la dynamique de séquestration et de dégradation des 

protéines mitotiques ; la modification des histones H2A et H2B (Fig. 11, Tableau 1). Nos 

travaux participent à l’élargissement des connaissances sur la multiplicité des voies 
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métaboliques impliquées dans l’adaptation, résultats qui seront abordés dans les articles 1 

et 2. 

 

Figure 11. Diversité des voies impactant l'adaptation : l’hyperphosphorylation de Rad53, le niveau de résection 

et l’évaluation de la quantité d’ADN simple-brin, l’autophagie et la dynamique de séquestration des protéines 

(TORC1, GARP, Cvt), les modifications d’histones et l’action de Cdc5. 

 

L’inhibition de l’adaptation au dommage à l’ADN empêche les cellules endommagées 

de se diviser et de générer de l’instabilité génomique chez les cellules filles. Chez l’homme, le 

mécanisme d’adaptation au dommage à l’ADN semble jouer un rôle important dans 

l’émergence et la propagation des cancers, et Plk1 semble fortement impliquée dans ces 

processus. L’implication de Plk1 dans les cancers humains est détaillée dans la partie suivante. 
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Tableau 1. Récapitulatif des mutants d’adaptation et du mécanisme sous-jacent 

Mutants d'adaptation Mécanismes par lesquels ces mutants sont déficients Références 

ptc2Δ 
Défaut de déphosphorylation de Rad53 Vidanes 2009 

ptc3Δ 

ckb2Δ Défaut de déphosphorylation de Rad53 par Ptc2 
Sun 1998, 
Toczyski 1997, 
Leroy 2003 

srs2Δ Défaut de délocalisation de Mec1-Ddc2 et/ou Rad17-
Mec3-Rad53 Vaze 2002 

rad51Δ Défaut d'interaction avec Rad52, empêchant la 
délocalisation du complexe RPA Lee 2003 

mec1-s1964a Défaut de délocalisation du complexe Mec1-Ddc2 du site 
du dommage, empêchant l'extinction du checkpoint Memisoglu 2019 

rpd3Δ Défaut de déacétylation de Rad53 Tao 2013 

mec1-ad Suractivité de la résection Clerici 2006, 
Veyer 2014 

sgs1Δ Défaut de résection (Eapen et al., 
2012) 

dna2Δ Défaut de résection Zhu 2008 

sae2Δ Défaut de résection 
Clerici 2006, 
Ratsima 2016, 
Bonetti 2015 

yku70Δ Suractivité de la résection 
Défaut de recrutement du complexe RPA 

Lee 1998, Lee 
2008 

yku80Δ 

rdh54Δ Défaut d'évaluation de la quantité d'ADN simple-brin Lee 2011 

fun30Δ Défaut de résection Eapen 2012 
vps51Δ 

Défaut de dégradation de la cohésine Ciosk 1998, 
Eapen 2013 ypt6Δ 

surexpression 
d'atg13-8SA 

Suractivation de l'autophagie 
Perturbation de la dynamique des gènes mitotiques Eapen 2013 

ino80Δ Défaut de déphosphorylation d'H2A, empêchant la 
désactivation du checkpoint Eapen 2012 

mre11-nd Défaut d'activité nucléase Mimitou 2010 
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5. L’adaptation est un mécanisme qui semble impliqué dans 

l’émergence des cancers 

Il est intéressant de remarquer que l’orthologue humain de Cdc5, Plk1, est surexprimé 

dans plusieurs types de cancers et cette surexpression est associée à de mauvais pronostics 

de survie des patients (Liu et al., 2017). Plusieurs études montrent l’existence d’interactions 

entre Plk1 et la protéine suppressive de tumeurs p53 (Iliaki et al., 2021). p53 est perturbée 

dans plus de 50% des cancers humains, dans lesquels sa fonction de protection des cellules 

contre les lésions de l’ADN et le stress cellulaire n’est plus assurée (Vazquez et al., 2008; 

Whibley et al., 2009). La protéine p53 est activée en réponse à un dommage à l’ADN et 

promeut l’arrêt du cycle cellulaire et, si nécessaire, l’apoptose. 

Lorsque le dommage à l’ADN est réparé, des interactions complexes entre p53 et Plk1 

permettent l’activation de Plk1, favorisant la sortie du checkpoint de dommage à l’ADN et la 

recovery (Iliaki et al., 2021; Liu et al., 2017). Plk1 joue en effet un rôle essentiel dans la 

recovery, qu’elle promeut via plusieurs voies. L’une d’elles passe par la phosphorylation de la 

claspine par Plk1. La claspine contrôle l’activation de Chk1 par ATR. En induisant la dégradation 

de la claspine au protéasome, Plk1 promeut l’avancée du cycle cellulaire. Plk1 favorise 

également la reprise du cycle cellulaire via Gtse, en permettant la dégradation Gtse1-

dépendante de p53 au moment de la désactivation du checkpoint de dommages à l’ADN, 

mécanisme nécessaire à la recovery. Plk1 peut aussi promouvoir la dégradation de p53 au 

protéasome de manière indirecte, via la protéine de liaison de la topoisomérase-1 (TOPORS), 

phosphorylée par Plk1. L’ensemble de ces mécanismes de dégradation induits par Plk1 lui 

permet de réguler l’entrée en mitose (Iliaki et al., 2021). 

Mais lorsque le dommage n’est pas réparable, Plk1 permet la reprise du cycle cellulaire 

malgré la persistance du dommage, rendant Plk1 actrice de la prolifération de cellules 

précancéreuses (Iliaki et al., 2021; Liu et al., 2017). Lorsque la machinerie cellulaire parvient à 

maintenir l’intégrité du génome, Plk1 est inhibée par p53 en présence d’un dommage non 

réparé, favorisant l’apoptose de la cellule endommagée. Des études ont montré que 

l’inhibition de Plk1 dans des cellules dépourvues de p53 réduit l’apparition de tumeurs et il 

semblerait que ces mêmes cellules, lorsque soumises à un stress, soient très sensibles aux 

inhibiteurs de Plk1. Or comme nous l’avons mentionné plus haut, l’inhibition de Plk1 dans les 
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cellules cancéreuses est altérée, et Plk1 se retrouve au contraire surexprimée. Cette 

surexpression provoque la régulation négative de p53, notamment en raison de la liaison Plk1-

p53 qui empêche p53 d’induire l’apoptose (Liu et al., 2017).  

Malgré l’activité oncogène de Plk1, cette protéine joue un rôle ambivalent dans les 

cancers, car elle peut aussi agir en tant que suppresseur de tumeurs dans certaines 

circonstances (de Cárcer et al., 2018). Par exemple, la surexpression de Plk1 a été montrée 

comme étant corrélée avec un taux de survie plus important des patients atteints du cancer 

du sein. De plus, toujours dans les cas de cancers du sein, Plk1 semble réguler l’expression de 

gènes suppresseurs de tumeurs et œstrogène-dépendants (Iliaki et al., 2021).  

* 

L’ensemble de ces résultats suggère que Plk1 agit globalement en faveur de la 

formation de tumeurs et que son inhibition pourrait apporter une réponse nouvelle à la lutte 

contre le cancer. Mais l’inhibition de Plk1 lors de traitements anticancéreux doit prendre en 

compte ses rôles potentiellement suppresseurs de tumeurs et le risque de compromettre des 

fonctions essentielles au sein du cycle cellulaire. De plus, les inhibiteurs de Plk1 doivent être 

suffisamment spécifiques pour ne pas cibler en même temps les autres Plk, qui ont non 

seulement des spécificités différentes, mais qui peuvent en plus parfois présenter des 

fonctions opposées à celles de Plk1. Comme les kinases présentent des structures et des 

séquences très semblables, en particulier au niveau de leur site actif, il est complexe de 

développer des inhibiteurs spécifiques de Plk1. Cibler les PBD pourrait permettre d’y parvenir, 

puisqu’il s’agit d’un domaine propre aux Plk et qui diffère d’une Plk à une autre (Archambault 

et al., 2015). 

Plusieurs inhibiteurs de Plk1 sont déjà l’objet d’essais cliniques : certains ciblent en 

effet le PBD, d’autres le domaine de liaison à l’ATP par exemple (Gutteridge et al., 2016). 

Récemment, les tests cliniques ont concerné des inhibiteurs ciblant le traitement du cancer 

colorectal et du cancer de la prostate (Cerrito and Grassilli, 2021; Ramos et al., 2019). 

Néanmoins la plupart des molécules prometteuses testées jusqu’ici se sont avérées 

décevantes en raison de la faible réponse thérapeutique et d’une toxicité importante. Certains 

inhibiteurs de Plk1 ont provoqué des effets secondaires graves, concernant par exemple des 
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défauts d’assemblage du fuseau mitotique et de la stabilité chromosomique, menant à 

l’augmentation des anomalies chromosomiques et de la tumorigenèse (Iliaki et al., 2021). 

Déceler les substrats de Cdc5 et les autres protéines impliquées dans l’adaptation au 

checkpoint de dommage à l’ADN chez S. cerevisiae, pourrait donc permettre de grandes 

avancées en recherche en oncologie, en plus d’alimenter le socle des connaissances 

fondamentales sur le mécanisme biologique de l’adaptation au dommage à l’ADN. 
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* * * 

Cette introduction nous a permis d’embrasser la multitude des fonctions assurées par 

Cdc5 au cours d’un cycle cellulaire normal et en réponse à un dommage à l’ADN. Elle nous a 

aussi permis de comprendre la complexité de l’adaptation au dommage à l’ADN. Plusieurs 

inconnues et éléments intrigants ont été relevés en regard des connaissances actuelles.  

Cdc5 est une protéine essentielle à l’adaptation au dommage à l’ADN, et pourtant sa 

quantité diminue au cours de ce processus. Le mécanisme de dégradation actuellement connu 

de Cdc5 a été élucidé dans un contexte cellulaire de surexpression de Cdc5 avec un arrêt 

artificiel en G1. Il n’a pas été investigué en réponse à l’arrêt en G2/M jusqu’à nos travaux, qui 

ont révélé une dégradation spécifique de Cdc5 et du mutant Cdc5-ad en réponse à un 

dommage à l’ADN persistant (articles 1 & 2). La mutation cdc5-ad est intrigante : alors qu’elle 

n’est générée que par la substitution ponctuelle d’un seul acide aminé, elle confère une 

déficience forte en adaptation avec une haute spécificité, puisqu’elle ne semble présenter 

aucun autre défaut dans les multiples fonctions de Cdc5 au cours du cycle cellulaire et 

notamment pas de défaut de recovery. Aujourd’hui encore, le mécanisme par lequel cdc5-ad 

empêche l’adaptation n’est toujours pas connu. Plusieurs régulations de Cdc5 ont été 

recensées comme jouant un rôle dans l’adaptation au dommage à l’ADN, tels que son effet 

dose-dépendant et son état de phosphorylation. Nous avons donc poussé les recherches plus 

loin en étudiant l’effet dose-dépendant de Cdc5-ad sur l’adaptation et en déterminant les 

mécanismes de régulations transcriptionnelles et post-traductionnelles de Cdc5 et de Cdc5-

ad spécifique de la réponse à un dommage à l’ADN persistant (voir article 1). Nous avons aussi 

mené des études génétiques à grande échelle qui ont contribué à l’avancée des connaissances 

sur le défaut d’adaptation de cdc5-ad en révélant des mutations capables de restaurer sa 

capacité d’adaptation. Cette approche génétique a de plus permis de caractériser la létalité 

synthétique de cdc5-ad en regard de plusieurs gènes (voir article 2). En somme, nos différents 

travaux apportent un nouveau regard sur la complexité de l’adaptation et la grande variété 

des processus impliqués.  

Il semblerait que les mécanismes de progression du cycle cellulaire et ceux de réponse 

au dommage à l’ADN soient intimement liés dans l’adaptation au dommage à l’ADN. Les voies 

métaboliques spécifiques de l’adaptation trouvent leurs substrats parmi les protéines 

impliquées dans le cycle cellulaire, comme c’est par exemple le cas de Cdc5, et dans les 
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processus de réparation des dommages à l’ADN. Mes travaux de thèse convergent vers la 

problématique suivante :  

 
Comment la coordination de deux systèmes, le cycle cellulaire et le checkpoint de 

dommage à l’ADN, permet l’adaptation au dommage à l’ADN ? 

 

Nous aborderons dans l’article 1 notre étude des régulations transcriptionnelles et 

post-traductionnelles de Cdc5 et de Cdc5-ad en réponse à une dysfonction télomérique, et 

dans l’article 2 une analyse globale des gènes et voies métaboliques potentiellement 

impliqués dans l’adaptation au dommage à l’ADN. L’ensemble de nos résultats sera ensuite 

discuté en fin de manuscrit.  
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Article 1 : Cdc5 est régulée à plusieurs niveaux, 

transcriptionnellement et post-traductionnellement, en réponse à 

un dommage à l’ADN provoqué par déstabilisation des télomères. 

 

Cdc5 est une protéine impliquée dans une myriade de processus essentiels à la survie 

de la cellule. Elle est régulée sur de multiples niveaux, comprenant sa localisation, des 

modulations de son expression et des modifications post-traductionnelles. Son rôle majeur 

dans l’adaptation a été démontré, et pourtant le mécanisme permettant à Cdc5 de jouer ce 

rôle reste en suspens. 

Nous avons émis l’hypothèse que Cdc5 est régulée de manière spécifique en réponse 

à un dommage à l’ADN, lui permettant de contourner l’arrêt au checkpoint G2/M. Nous avons 

donc étudié et comparé les régulations transcriptionnelles et post-traductionnelles de Cdc5 

et de Cdc5-ad dans le contexte d’un dommage à l’ADN persistant, provoqué par le mutant 

thermosensible cdc13-1. Nos travaux ont révélé que l’expression des gènes CDC5 et cdc5-ad 

est négativement régulée en réponse à un dommage via l’action de Mec1, Rad53 et Ndd1. 

Nous avons aussi mis en évidence que la phosphorylation de certains sites de Cdc5 et de Cdc5-

ad affecte l’adaptation. L’ensemble de nos résultats nous a permis de proposer un modèle de 

régulation de l’adaptation par Cdc5 grâce à l’activation de plusieurs voies métaboliques, 

montrant la complexité des régulations de Cdc5 lors d’un événement d’adaptation. 

 Ces travaux ont été démarrés avant mon arrivée au laboratoire, par Héloïse Coutelier 

qui était alors en thèse avec Zhou Xu et Teresa Teixeira. J’ai ensuite pris la relève des 

hypothèses qui avaient été soulevées alors, et ai travaillé aux côtés d’Oana Ilioaia tout au long 

de ce projet pour tester de nouvelles pistes de recherches et finalement mener ces travaux à 

leur terme. Ma principale contribution sur cette étude concerne l’effet du niveau protéique 

de Cdc5 et de Cdc5-ad sur l’adaptation, que j’ai évalué dans différentes conditions : 

surexpression, altération de l’inhibition de l’expression par Ndd1 et Rad53, inhibition de la 

dégradation, etc. 
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Abstract: 

Telomere dysfunction activates the DNA damage checkpoint to induce a cell cycle arrest. After 

an extended period of time, however, cells can bypass the arrest and undergo cell division 

despite the persistence of the initial damage, a process called adaptation to DNA damage. The 

Polo kinase Cdc5 in Saccharomyces cerevisiae is essential for adaptation and for many other 

cell cycle processes. How the regulation of Cdc5 in response to telomere dysfunction relates 

to adaptation is not clear. Here, we report that Cdc5 protein level decreases after telomere 

dysfunction in a Mec1-, Rad53- and Ndd1-dependent manner. This regulation of Cdc5 is 

important to maintain long-term cell cycle arrest but not for the initial checkpoint arrest. We 

find that both Cdc5 and the adaptation-deficient mutant protein Cdc5-ad are heavily 

phosphorylated and several phosphorylation sites modulate adaptation efficiency. The PP2A 

phosphatases are involved in Cdc5-ad phosphorylation status and contribute to adaptation 

mechanisms. We finally propose that Cdc5 orchestrates multiple cell cycle pathways to 

promote adaptation.  

 

Keywords: 

Adaptation to DNA damage, Polo kinase Cdc5, PP2A, DNA damage checkpoint, Telomere 

  



Jeanne Le Peillet  Article 1 

Page | 99  
 

Introduction 

  

In response to DNA damage, cells ensure genome stability by repairing the initial injury. The 

DNA damage checkpoint (DDC) detects and processes the damage, and arrests the cell cycle 

to provide time for repair. The coordination between the cell cycle and the repair pathways 

ensured by the DDC is essential to prevent chromosome segregation with unrepaired damage. 

When the cell fails to repair the damage, a process called adaptation to DNA damage allows 

the bypass of the checkpoint arrest and completion of mitosis despite the presence of 

unrepaired DNA damage, thus inducing genome instability (Galgoczy & Toczyski, 2001, Lee, 

Moore et al., 1998, Sandell & Zakian, 1993, Toczyski, Galgoczy et al., 1997). In unicellular 

eukaryotes, adaptation may be viewed as a survival strategy for cells experiencing 

unrepairable damage that can be asymmetrically segregated into daughter cells or be dealt 

with in the next cell cycle (Coutelier, Xu et al., 2018, Galgoczy & Toczyski, 2001, Kaye, Melo et 

al., 2004, Roux, Salort et al., 2021). In mammals though, adaptation may contribute to tumor 

emergence and progression by evading checkpoint control and promoting genome instability 

(Gutteridge, Ndiaye et al., 2016, Strebhardt & Ullrich, 2006). While the mechanisms and 

factors involved in the DDC and repair pathways have been studied for decades, our 

understanding of adaptation to DNA damage is more limited. 

 

In the model organism Saccharomyces cerevisiae, a double-strand break (DSB) is signaled by 

the phosphatidylinositol-3′-kinase-like kinases (PIKK) Tel1 and Mec1. Mec1 phosphorylates 

the adaptor protein Rad9 and the kinases Rad53 and Chk1, which are recruited to Rad9. The 

full activation of Rad53 requires an additional autohyperphosphorylation step. Both Rad53 
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and Chk1 activation promote the stability of securin Pds1 to prevent chromosome segregation 

(Agarwal, Tang et al., 2003, Cohen-Fix & Koshland, 1997, Sanchez, Bachant et al., 1999). 

Phosphorylated Rad53 inhibits the mitotic exit network (MEN) by targeting the Polo kinase 

Cdc5 (Cheng, Hunke et al., 1998, Sanchez et al., 1999) and triggers a transcriptional response, 

which includes the direct inhibition of the transcriptional activator Ndd1, controlling the 

expression of the CLB2 cluster of mitotic genes (Edenberg, Vashisht et al., 2014, Gasch, Huang 

et al., 2001, Jaehnig, Kuo et al., 2013, Spellman, Sherlock et al., 1998, Yelamanchi, Veis et al., 

2014). When no repair is possible, cells stay arrested for 4 to 16 hrs but then undergo 

adaptation to DNA damage and alleviate the DDC arrest by returning Rad53 and Chk1 to their 

unphosphorylated state (Lee, Pellicioli et al., 2000, Pellicioli, Lee et al., 2001), while 

maintaining the upstream part of the DDC largely intact (Donnianni, Ferrari et al., 2010, Melo, 

Cohen et al., 2001, Vidanes, Sweeney et al., 2010). Besides DSBs, telomere dysfunction is also 

perceived by the cell as a persistent DNA damage, and has been widely used as a model to 

study the DDC and adaptation. Telomere dysfunction can be induced by the conditional loss 

of Cdc13, an essential factor for telomere protection, which is achieved by placing the cdc13-

1 mutant at restrictive temperature to generate resected telomeres and activate the DDC 

(Garvik, Carson et al., 1995, Toczyski et al., 1997).  

 

Cdc5 is an essential kinase of the cell cycle regulating a variety of processes in mitosis and 

cytokinesis (Botchkarev & Haber, 2018). Cdc5’s expression starts at S phase and increases in 

the later phases of the cell cycle until cytokinesis (Charles, Jaspersen et al., 1998, Cheng et al., 

1998, Shirayama, Zachariae et al., 1998), consistent with CDC5 belonging to the cell cycle 

regulated CLB2 cluster of genes, whose coordinated expression strongly depends on the 
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transcription factor complex consisting of Mcm1, Fkh2 and Ndd1 (coactivator) or Isw2 

(corepressor) (Koranda, Schleiffer et al., 2000, Sherriff, Kent et al., 2007, Spellman et al., 1998, 

Zhu, Spellman et al., 2000). Phosphorylation by the cyclin-dependent kinase 1 (Cdk1) is 

required to stabilize Cdc5 (Crasta, Lim et al., 2008, Simpson-Lavy & Brandeis, 2011). After 

mitosis, Cdc5 is ubiquitinated by the anaphase promoting complex (APC) associated with Cdh1 

and targeted for proteasomal degradation (Charles et al., 1998). The kinase activity of Cdc5 

depends on phosphorylation by Cdk1 and potentially other kinases at several sites, including 

amino acids T70, T238 and T242 (Mortensen, Haas et al., 2005, Rawal, Riccardo et al., 2016, 

Rodriguez-Rodriguez, Moyano et al., 2016). Among the several mutants of adaptation that 

have been identified over the past two and a half decades (Harrison & Haber, 2006, Serrano 

& D'Amours, 2014), a point mutant allele of CDC5, called cdc5-ad (for “adaptation-defective”; 

L251W), is specific for adaptation and does not seem to affect most other functions of Cdc5 

in a normal cell cycle (Charles et al., 1998, Rawal et al., 2016, Toczyski et al., 1997). Besides, 

overexpression of Cdc5 accelerates adaptation, suggesting that Cdc5 plays a promoting role 

in adaptation (Donnianni et al., 2010, Hu, Wang et al., 2001, Sanchez et al., 1999, Vidanes et 

al., 2010). However, despite its central role in adaptation, how Cdc5 is regulated in response 

to DNA damage is not well characterized. In studies on global gene expression in response to 

alkylating agent methyl methane sulfonate (MMS) treatment and gamma irradiation, CDC5 

transcripts were found to be decreased in a MEC1- and RAD53-dependent manner (Edenberg 

et al., 2014, Gasch et al., 2001, Jaehnig et al., 2013). In contrast, Cdc5’s protein level and kinase 

activity in response to MMS or telomere dysfunction have not been conclusively established 

as reports differed in their experimental conditions and conclusions (Charles et al., 1998, 

Cheng et al., 1998, Hu et al., 2001, Maas, Miller et al., 2006, Ratsima, Serrano et al., 2016, 

Rawal et al., 2016, Vidanes et al., 2010, Zhang, Nirantar et al., 2009).  
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Here, we investigate the regulation of Cdc5 and the adaptation-defective mutant Cdc5-ad in 

response to telomere dysfunction. We find that the DDC induces a Mec1/Rad53- and Ndd1-

dependent downregulation of Cdc5 expression, which is critical to prevent cells from adapting 

prematurely. We also identify phosphorylation sites of Cdc5/Cdc5-ad that are involved in the 

adaptation response to telomere dysfunction. We finally propose that Cdc5 acts in multiple 

pathways to control adaptation, which might explain the complexity of Cdc5’s regulation in 

response to telomere dysfunction. 
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Results 

  

Cdc5 protein level decreases in response to telomere dysfunction 

To understand how Cdc5 is regulated in response to DNA damage, we induced telomere 

deprotection by incubating cdc13-1 cells at the restrictive temperature of 32°C and analyzed 

C-terminally 3xHA-tagged Cdc5 proteins by western blot at different time points (Fig. 1A). We 

observed that the amount of Cdc5 decreased from 3 hrs onward compared to time point 0. 

This result was confirmed in a strain with an untagged Cdc5, using an anti-Cdc5 antibody for 

western blot (Supplementary Fig. S1A). As a control, we confirmed that incubating wild-type 

CDC13 cells at 32°C did not lead to a decrease in Cdc5 quantity (Supplementary Fig. 1B). Cdc5 

was degraded by the proteasome as evidenced by its stabilization in the presence of the 

proteasome inhibitor MG132 in the culture media (Supplementary Fig. S1C). The previously 

identified APC/C-Cdh1-dependent ubiquitinylation motifs, KEN box and destruction box 1 

(Arnold, Hockner et al., 2015, Charles et al., 1998), as well as Cdh1 the activator of APC/C, did 

not appear to be involved in this degradation (Supplementary Fig. S1D-F).  

 

We compared the kinetics of Cdc5 degradation with the kinetics of adaptation in the same 

strain. To achieve a time-resolved detection of adaptation events, we developed a 

microfluidics-based assay to monitor cells over 24 hrs in time-lapse microscopy with the 

acquisition of one image every 10 minutes (Fig. 1B-C). Exponentially growing cdc13-1 cells 

were loaded into a microfluidic plate as a low-density monolayer in microchambers, set in an 

incubator at 32°C under the microscope. The chambers were fed with a constant flow of rich 

media (20 µL/hr for 0.036 µL chambers). Multiple fields of view representing > 150 cells for 
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each condition or strain were monitored in an automated manner. The cells arrested in G2/M 

within 2-3 hrs (Fig. 1B-C). Similar to the standard microcolony assay used to assess adaptation 

(Toczyski, 2006), we used cell rebudding as an indication that an adaptation event occurred. 

Only the adaptation of an initially arrested cell was counted as one event and we did not count 

the subsequent cell divisions of adapted cells. In the CDC5 cdc13-1 strain, the cumulative 

fraction of adaptation events followed a sigmoid shape with a plateau at 77.0 ± 5.9% (mean ± 

SD) reached at 16-18 hrs and half of the adaptation events observed at t50 = 9.36 ± 0.30 hrs 

(mean ± SD) (Fig. 1C). This measurement was consistent with the adaptation percentage 

obtained by microcolony assay (mean ± SD = 75.7 ± 10.2%) (Fig. 1D), where arrested cells were 

plated at low density and microcolonies containing more than 3 cell bodies were counted after 

24 hrs at 32°C (Toczyski, 2006) (Fig. 1E). 

 

The amount of Cdc5 protein in response to telomere dysfunction was inversely correlated to 

the kinetics of adaptation events, which was surprising since Cdc5 activity is essential for 

adaptation. We wondered whether this observation could be explained by the increasing 

fraction of adapted cells entering the next G1 and degrading Cdc5. To test this hypothesis, we 

performed the same experiment in the adaptation-deficient cdc5-ad mutant, which stays 

blocked in G2/M. We confirmed that this permanent arrest was checkpoint-dependent since 

cells could divide and form microcolonies in the checkpoint-deficient mutants ∆rad9 and 

mec1-21 (Desany, Alcasabas et al., 1998, Sanchez, Desany et al., 1996) (Supplementary Fig. 

S1G). Using our microfluidics assay, we found that virtually no cdc5-ad cell underwent 

adaptation (mean ± SD = 0.6 ± 0.6%) (Fig. 1C). However, the amount of Cdc5-ad proteins also 

decreased in response to telomere dysfunction, suggesting that the decrease of Cdc5 protein 
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level was not due to cells entering the next G1, and potentially occurred in G2/M (Fig. 1F). 

Consistently, we found that in cdc13-1 cells arrested at 32°C in the presence of nocodazole or 

concomitantly with a depletion of Cdc20, both of which prevent cycling past G2/M, Cdc5 also 

decreased in quantity at 3 and 6 hours (see below Fig. 3B for nocodazole and Supplementary 

Fig. S3A for depletion of Cdc20). 

 

Figure 1. Adaptation response to telomere dysfunction at the cellular and protein level. (A) Representative western blot of 

Cdc5 in a time course experiment after induction of telomere dysfunction by incubating cdc13-1 cells at 32°C. Pgk1 is shown 

as a loading control. (B) Sequential microscopy images of CDC5 and cdc5-ad cells monitored in microfluidics chambers, used 

for the analysis shown in (C).  (C) Cumulative curves of the fraction of adapted cells as a function of time after induction of 

telomere dysfunction, obtained from microfluidic analysis of adaptation events at the single cell level, in CDC5 and cdc5-ad 

cells. Three independent experiments for each strain are shown in continuous line, dashed line and dots. (D) Microcolony 

assay measuring the fraction of microcolonies formed by CDC5 and cdc5-ad cells at 3 and 24 hrs. Data are presented as means 

± SD of N = 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each condition. (E) Representative pictures of isolated G2/M cells at 

3 hrs and unadapted cells (cdc5-ad) or microcolonies of ≥ 3 cell bodies (CDC5) at 24°C, after telomere dysfunction. Used to 
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perform microcolony assays. (F) Representative western blot of Cdc5-ad in a time course experiment after induction of 

telomere dysfunction by incubating cdc13-1 cells at 32°C. Pgk1 is shown as a loading control. 

 

Rad53 inhibits CDC5 transcription through Ndd1 phosphorylation 

CDC5 belongs to the CLB2 cluster of genes and their expression depends on the transcription 

factor Fkh2/Mcm1 associated with the coactivator Ndd1 (Spellman et al., 1998). After DDC 

activation, Ndd1 is phosphorylated by Rad53 and no longer binds Fkh2/Mcm1, thereby 

limiting the expression of some of these genes (Edenberg et al., 2014, Yelamanchi et al., 2014). 

While not all genes in the CLB2 cluster are repressed in response to DNA damage, the amount 

of CDC5 mRNAs was found to be decreased (Edenberg et al., 2014, Gasch et al., 2001, Jaehnig 

et al., 2013). We therefore asked whether the decrease of Cdc5 at the protein level could 

reflect a repression of CDC5 transcription through Rad53-dependent phosphorylation of 

Ndd1.  

 

We thus introduced in our strains a second copy of wild-type NDD1 or mutant NDD1-CD-10A 

allele (called “NDD1-10A” hereafter) expressed from NDD1’s native promoter, in which 10 

Rad53-dependent phosphorylation sites are mutated (Yelamanchi et al., 2014). We chose to 

keep the endogenous NDD1 gene to cover for potential pleiotropic phenotypes of the NDD1-

10A mutant in cell growth for instance. Since Ndd1 is expected to be excluded from promoters 

in response to telomere dysfunction, keeping the endogenous NDD1 gene should not prevent 

the assessment of the dominant effects of Ndd1-10A recruitment. We then monitored CDC5 

or cdc5-ad expression at the mRNA level by reverse transcription quantitative PCR (RT-qPCR) 

and at the protein level by western blot in these strains after inducing telomere deprotection 

(Fig. 2A-B and Supplementary Fig. S2A). While CDC5 and cdc5-ad transcript levels decreased 
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over time in the NDD1 strains, they were at least maintained in the NDD1-10A strains, a result 

consistent with a previous study (Edenberg et al., 2014). Cdc5 and Cdc5-ad protein levels were 

higher in NDD1-10A strains compared to the NDD1 strains, but also displayed a gradual 

decrease (Fig. 2A-B), suggesting an active degradation mechanism in response to telomere 

dysfunction. Thus, Rad53-dependent repression of CDC5 and cdc5-ad transcription directly 

translates into a decrease in protein level, which is partially offset in the NDD1-10A strains. 

 

 

Figure 2. Ndd1 regulates Cdc5 protein level and adaptation kinetics but overexpression of Cdc5-ad does not rescue adaptation 

defect. (A) Representative western blot of Cdc5 and Rad53 in a time course experiment after induction of telomere 

dysfunction by incubating cdc13-1 cells at 32°C, in the indicated strains. Pgk1 is shown as a loading control. The presence of 

the endogenous NDD1 gene is omitted in the genotype notation for simplicity, for panels (A-D). (B) Quantification of the 

western blot signal for Cdc5 or Cdc5-ad normalized over Pgk1 in 3 independent experiments for the indicated strains 
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incubated at 32°C for 0, 3 and 6 hrs. Student’s t-test statistical significance for p-value < 0.05 is indicated with “*”. (C) 

Cumulative curves of the fraction of adapted cells as a function of time after induction of telomere dysfunction, in the 

indicated strains. Three independent experiments for each strain are shown in continuous line, dashed line and dots. (D) 

Distribution of the timing of the adaptation events for the indicated strains, using data shown in (C). (E) Microcolony assay 

measuring the fraction of microcolonies formed in the indicated strains at 3 and 24 hrs, with or without galactose-induced 

overexpression of Cdc5/Cdc5-ad. Data are presented as means ± SD of N = 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each 

condition. (F) Microcolony assay with the thermosensitive allele cdc5-1 compared to wild-type. Data are presented as means 

± SD of N = 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each condition.  

 

The Rad53-Ndd1 signalling pathway regulates the kinetics of adaptation 

The role of Cdc5 in adaptation is dose-dependent and overexpression of Cdc5 accelerates 

adaptation (Donnianni et al., 2010, Dotiwala, Haase et al., 2007, Hu et al., 2001, Vidanes et al., 

2010), but this property was previously tested with constitutive expression of CDC5 at 

different levels (e.g. gene copy number or galactose-inducible promoter). We therefore 

wondered whether adaptation would also be accelerated in the NDD1-10A mutant where 

Cdc5 was not overexpressed but maintained closer to its initial level. Adding a second copy of 

wild-type NDD1 in the CDC5 cdc13-1 strain affected the final percentage of adapted cells 

(mean ± SD = 39.8 ± 12.9%), but not the kinetics (t50 = 9.43 ± 0.57 hrs, mean ± SD) (Fig. 2C). 

When CDC5 cdc13-1 cells expressed NDD1-10A as a dominant second copy, adaptation was 

dramatically accelerated (t50 = 4.10 ± 0.06 hrs, mean ± SD) and the total fraction of adapted 

cells also increased (mean ± SD = 92.3 ± 2.0%) (Fig. 2C). Importantly, we observed that NDD1-

10A cells arrested in G2/M within the first 2 hrs, indicating that the checkpoint arrest was 

functional, consistent with Rad53 being hyperphosphorylated upon induction of telomere 

deprotection in the NDD1-10A mutant (Fig. 2A). Interestingly, at 6 hrs, ~90% of NDD1-10A cells 

already adapted but Rad53 was not dephosphorylated, in contrast to the normal expectation 
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after adaptation (Lee et al., 2000, Pellicioli et al., 2001). This observation suggests that one 

important step in adaptation driven by Rad53 dephosphorylation might be to allow the Ndd1-

dependent activation of the CLB2 cluster. Alternatively, the NDD1-10A mutant possibly 

allowed adaptation and the bypass of the DDC in a way that might differ from canonical 

adaptation.  

 

We were also interested in the shape of the adaptation curve in the NDD1-10A mutant, which 

was much steeper than in the NDD1 control strain when the first cells started to adapt. We 

thus plotted the distribution of adaptation events over time and confirmed that the 

distribution in the NDD1-10A mutant was narrower and with a positive skew (Fig. 2D). These 

results are consistent with the idea that the inhibition of the Ndd1-dependent transcription in 

response to DDC activation, including the downregulation of CDC5, strongly contributed to 

restrain adaptation and to its timing heterogeneity. However, another checkpoint-dependent 

mechanism prevented cell cycle restart before ~2 hrs, as revealed in the NDD1-10A mutant. 

 

Strikingly, the NDD1-10A allele largely rescued the adaptation defect of cdc5-ad whereas a 

second copy of wild-type NDD1 did not (fraction of adapted cells at 24 hrs: mean ± SD = 77.8 

± 2.7% vs 3.1 ± 1.2%, respectively) (Fig. 2C). Adaptation in cdc5-ad NDD1-10A cells was slightly 

slower (t50 = 5.74 ± 0.39 hrs, mean ± SD) and appeared slightly less efficient than in CDC5 

NDD1-10A cells (fraction of adapted cells at 24 hrs: mean ± SD = 77.8 ± 2.7% vs 92.7 ± 1.9%, 

respectively), but still accelerated even compared to the CDC5 NDD1 strain.  
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We conclude that phosphorylation of Ndd1 by Rad53 in response to telomere dysfunction 

slows down adaptation kinetics, likely by downregulating Cdc5, and contributes to the 

adaptation-defect of the cdc5-ad mutant. Ndd1 phosphorylation is not required for the initial 

checkpoint arrest, but is important for its maintenance after 2 hrs. 

 

The transcriptional regulation of the CLB2 cluster is essential to prevent 

adaptation in cdc5-ad 

Since the kinase activity of Cdc5-ad is not impaired (Charles et al., 1998, Rawal et al., 2016), 

the relative increase of Cdc5-ad protein level in the NDD1-10A mutant might be sufficient to 

allow adaptation. Alternatively, the checkpoint arrest might be bypassed in the NDD1-10A 

mutant by relieving the global transcriptional inhibition of the CLB2 cluster of genes, 

regardless of the cdc5-ad allele. To distinguish between these two possibilities, we tested 

whether overexpression of Cdc5-ad alone would be sufficient to rescue cdc5-ad’s adaptation 

defect. Since CDC5 is an essential gene, we examined adaptation in diploid strains in which 

expression of only one copy of Cdc5 or Cdc5-ad is under the control of a galactose-inducible 

(and glucose-repressible) promoter and tagged with 3xHA. Upon galactose addition, the 3xHA-

tagged Cdc5 and Cdc5-ad were clearly overexpressed within an hour at both permissive and 

restrictive temperatures (Supplementary Fig. S2B). We then performed microcolony assays to 

assess the adaptation ability of these strains, by spreading the cells on galactose-containing 

plates to induce Cdc5 or Cdc5-ad overexpression. We observed that overexpressing Cdc5 

increased adaptation efficiency (Fig. 2E), likely by accelerating its kinetics as previously 

described (Vidanes et al., 2010). However, overexpressing Cdc5-ad was not sufficient to 

recover adaptation capacity (Fig. 2E). To confirm this result in a haploid setting, we expressed 

CDC5 or cdc5-ad from a 2µ plasmid and found that while the expression of CDC5 rescued cdc5-
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ad’s adaptation defect as expected, the expression of cdc5-ad did not (Supplementary Fig. 

S2C). Thus, the adaptation defect of cdc5-ad was not simply due to a decreased expression 

and the Ndd1-dependent regulation of the CLB2 cluster globally was important to prevent 

adaptation in the cdc5-ad mutant. In contrast to the overexpression of CDC5, the 

temperature-sensitive mutant cdc5-1, which shows decreased protein level and activity at 

restrictive temperature (Cheng et al., 1998, Park, Song et al., 2003) resulting in a strong growth 

defect even at 32°C (Chen & Weinreich, 2010), failed to adapt to telomere dysfunction (Fig. 

2F), reinforcing the notion that adaptation is dose- and kinase-activity-dependent. 

 

Cdc5-ad is hyperphosphorylated in a Mec1- and Tel1-independent manner 

In addition to the transcriptional repression and degradation of Cdc5 and Cdc5-ad in response 

to telomere dysfunction, we observed that Cdc5-ad migrated as two forms in western blot 

(Fig. 1F). To test whether the slow migrating band corresponds to a phosphorylated form of 

Cdc5-ad, we treated the samples with 𝜆𝜆-phosphatase before electrophoresis and found that 

the slow migrating band appearing at 3 hrs was no longer present (Fig. 3A). Interestingly, both 

Cdc5 and the fast-migrating band of Cdc5-ad also displayed a slight shift in migration when 

treated with 𝜆𝜆-phosphatase, suggesting that these forms were also phosphorylated. Since 

Cdc5 and Cdc5-ad seemed to be more phosphorylated after telomere dysfunction, we tested 

whether their phosphorylation depended on the DDC and particularly on Mec1 and Tel1. To 

do so, we induced telomere dysfunction in the hypomorph mutant mec1-21 in the presence 

of nocodazole to prevent cycling beyond G2/M due to checkpoint deficiency. We found by 

western blot that in the mec1-21 mutant, Rad53 was no longer hyperphosphorylated, as 

expected in this checkpoint-deficient mutant, but Cdc5-ad still migrated as two bands (Fig. 

3B). Because interference with microtubule polymerization by nocodazole can induce spindle 
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assembly checkpoint (SAC), we also verified the presence of the double band of Cdc5-ad in 

mec1-21 mutant using CDC20 under the control of a galactose-inducible promoter as a 

strategy to maintain cells arrested in G2 by depletion of Cdc20 in glucose (Supplementary Fig. 

S3A). Deletion of TEL1 also did not affect the migration of Cdc5-ad as two bands after telomere 

dysfunction (Supplementary Fig. S3B). Thus, Cdc5-ad-specific phosphorylation did not depend 

on the Mec1 or the Tel1 branches of the DDC, when mutated separately. However, these two 

mutations had different effects on Cdc5 or Cdc5-ad levels upon telomere dysfunction. 

Consistent with our results regarding the transcriptional regulation of CDC5 and cdc5-ad by 

Rad53 and Ndd1, mec1-21 cells behaved like the NDD1-10A mutant with respect to Cdc5 and 

Cdc5-ad levels, while TEL1 deletion mutant did not, presumably because the contribution of 

Tel1 to the DDC signaling is minor compared to Mec1.  
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Figure 3. Cdc5-ad is phosphorylated in response to telomere dysfunction in a Mec1- and Tel1-independent and PP2A-

dependent manner (see also Supplementary Fig. S3A). (A) Representative western blot of Cdc5 or Cdc5-ad from cdc13-1 cells 

incubated at 32°C for the indicated amount of time. Samples were treated (+) or not (-) with 𝜆𝜆-phosphatase (PPase). (B) 

Representative western blot of Cdc5 or Cdc5-ad and Rad53 in response to telomere dysfunction in a wild-type MEC1 or mec1-

21 mutant strain, incubated at 32°C for the indicated amounts of time, in the presence of nocodazole. (C) Representative 
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western blot of Cdc5 or Cdc5-ad in a wild-type CDC55 or ∆cdc55 mutant strain. An asterisk indicates the hyperphosphorylated 

band of Cdc5-ad. (D) 𝜆𝜆-phosphatase (PPase) assay with samples from the indicated strains incubated at 32°C for 6 hrs. (E) 

Microcolony assay measuring the fraction of microcolonies formed at 3 and 24 hrs in the indicated strains. Data are presented 

as means ± SD of N = 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each condition. (F) Representative western blot of Cdc5 or 

Cdc5-ad in a wild-type RTS1 or ∆rts1 mutant strain. An asterisk indicates the hyperphosphorylated band of Cdc5-ad. (G) 

Microcolony assay measuring the fraction of microcolonies formed at 3 and 24 hrs in the indicated strains. Data are presented 

as means ± SD of N = 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each condition. (H) Microcolony assay measuring the 

fraction of microcolonies formed in the indicated strains at 3 and 24 hrs, with either an empty 2µ plasmid (pRS42H) or one 

expressing CDC5 under its endogenous promoter. Data are presented as means ± SD of N = 3 independent experiments. n ≥ 

150 cells for each condition. These experiments were performed together with the ones presented in Supplementary Fig. S2C 

and the two control conditions, noted here RTS1 2µ-empty and RTS1 2µm-CDC5, are therefore shared between the two 

graphs. 

 

PP2A phosphatases affect adaptation in multiple ways 

Since Cdc5 and Cdc5-ad were phosphorylated, particularly in response to telomere 

dysfunction and more so for Cdc5-ad, we wondered whether phosphatases regulate 

adaptation. In a recently published time-resolved phosphoproteomic analysis of mitosis 

(Touati, Hofbauer et al., 2019), residues T70, T238 and T242 in Cdc5 were found to be more 

phosphorylated in a PP2ARts1 phosphatase mutant (∆rts1) in G2. But dephosphorylation of 

these residues after mitosis was not delayed, indicating that other phosphatases acted on 

them. In a PP2ACdc55 phosphatase mutant (∆cdc55), dephosphorylation of residue S2 of Cdc5 

was delayed in mitosis. To investigate the potential role of RTS1 and CDC55 in adaptation, we 

deleted these genes in our strains and assessed their adaptation phenotype. 

 

Deletion of CDC55 decreased the overall amount of Cdc5 and Cdc5-ad (Fig. 3C). Surprisingly, 

the hyperphosphorylated form of Cdc5-ad was no longer present in ∆cdc55 as confirmed by a 
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𝜆𝜆-phosphatase assay (Fig. 3D), suggesting an indirect effect of PP2ACdc55 on Cdc5-ad 

phosphorylation. In a microcolony assay, we found that the absence of CDC55 slightly 

improved the adaptation level in CDC5 cdc13-1 cells incubated at restrictive temperature (Fig. 

3E). This result suggested that Cdc55 counteracted adaptation and that adaptation might 

normally involve the inhibition or the bypass of Cdc55’s function(s). In the cdc5-ad cdc13-1 

strain, however, deletion of CDC55 did not rescue the adaptation defect, indicating that the 

adaptation function affected in cdc5-ad is independent of Cdc55. 

 

Strikingly, RTS1 deletion inhibited adaptation as strongly as the cdc5-ad mutant (Fig. 3G). The 

double mutant ∆rts1 cdc5-ad was undistinguishable from either ∆rts1 and cdc5-ad with 

respect to adaptation. In the microcolony experiments, ∆rts1 cdc13-1 cells robustly arrested 

in G2/M after 3 hrs at 32°C, suggesting that the DDC was fully functional. Furthermore, ∆rts1 

cells were proficient in recovery as they grew as well as RTS1 cells in an assay where cells were 

subjected to a transient telomere dysfunction (for 10 hrs) before returning to a permissive 

temperature (Supplementary Fig. S3C). The adaptation defect of ∆rts1 was not specific to 

telomere dysfunction, since we found by microcolony assay that in response to a single 

persistent DSB induced by the I-SceI endonuclease, ∆rts1 cells were also adaptation deficient 

(Supplementary Fig. S3D). Therefore, ∆rts1 is a new bona fide adaptation mutant. We 

examined Cdc5 and Cdc5-ad proteins in the ∆rts1 mutant by western blot and found that both 

proteins started with a similar level but decreased in quantity faster than in a wild-type RTS1 

background (Fig. 3F). To test whether ∆rts1’s adaptation deficiency was due to an exacerbated 

decrease of Cdc5 quantity, we expressed CDC5 in a 2µ plasmid in the ∆rts1 strain. While the 

2µ-borne CDC5 was sufficient to rescue cdc5-ad’s adaptation deficiency (Supplementary Fig. 
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S2C), it did not increase ∆rts1’s adaptation level (Fig. 3H), suggesting that RTS1 might be 

required for adaptation in a CDC5-independent manner. Interestingly, in the ∆rts1 mutant, 

Cdc5-ad did not show a hyperphosphorylated band (Fig. 3D and F), indicating that Rts1 is 

important for Cdc5-ad’s phosphorylation. As for PP2ACdc55, since PP2ARts1 is a phosphatase, the 

effect on Cdc5-ad’s phosphorylation must be indirect. We conclude that both phosphatases 

are involved in adaptation and that the hyperphosphorylation of Cdc5-ad is not essential to 

prevent adaptation.  

 

Phosphorylation of specific residues in Cdc5 modulates adaptation  

To identify the phosphorylated residues in Cdc5 and Cdc5-ad, we immunoprecipitated Cdc5-

3HA and Cdc5-ad-3HA in a cdc13-1 mutant incubated at restrictive temperature for 0 or 3 hrs, 

using an anti-HA antibody, and performed mass spectrometry. Although 

hyperphosphorylation of Cdc5-ad was not essential for adaptation defect, the identification 

and study of the phosphorylated residues in Cdc5-ad might still be informative. Since the 3-hr 

samples had less Cdc5 and Cdc5-ad proteins (Fig. 1A and F), we took advantage of the NDD1-

10A mutant, in which background both proteins were more abundant at this time point, to 

perform the experiment. The immunoprecipitated samples were separated by SDS 

polyacrylamide gel electrophoresis and silver stained (Supplementary Fig. S4A and B). The 

bands corresponding to Cdc5 and Cdc5-ad were cut from the gel. Proteins were extracted, 

trypsinized and analyzed by LC MS/MS. Fig. 4A and B summarize the phosphosites that we 

detected in two independent experiments. 
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Figure 4. Phosphorylation of Cdc5 modulates adaptation. (A) Schematic representation of Cdc5 and its domains (kinase and 

Polo box domains PB1 and PB2) with the detected phosphorylation sites mapped (cyan vertical lines). (B) Summary table of 

the putative phosphorylation sites identified by mass spectrometry for each condition. For T601/S602 and T654/Y655, 

peptide analysis did not allow discrimination between the two putative phosphorylation sites. (C) Microcolony assay 

measuring the fraction of microcolonies formed at 3 and 24 hrs in strains carrying mutations to alanines at the residues S2, 

S214, S419, S479 and T484. Data are presented as means ± SD of N ≥ 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each 

condition. (D) Microcolony assay measuring the fraction of microcolonies formed at 3 and 24 hrs in strains carrying the 

indicated mutations, including double mutants S214A-S479A, S479A-T484A and all 5 sites mutated into alanines (“5A”). Data 

are presented as means ± SD of N ≥ 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each condition. (E) Microcolony assay 
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measuring the fraction of microcolonies formed at 3 and 24 hrs in CDC5 and cdc5-ad strains carrying the phosphomimetic 

mutations S214E and S479E. Data are presented as means ± SD of N ≥ 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each 

condition. 

 

We found that Cdc5 and Cdc5-ad were heavily phosphorylated in vivo, in particular in DDC-

arrested cells. Among the 19 phosphosites we detected in at least one experiment, 14 have 

not been described before in the literature, to our knowledge. The phosphosites mapped to 

all defined domains of Cdc5, including the N-terminus, the kinase domain and the Polo-box 

domain (PBD) (Fig. 4A).  

 

We were particularly interested in residues that were differentially phosphorylated between 

Cdc5 and Cdc5-ad or between time points 0 and 3 hrs. We therefore focused on residues S2, 

S214, S419 (a minimal Cdk1 site), S479, and T484. We mutated each of these residues to 

alanine by Cas9-mediated mutagenesis and assessed the adaptation phenotype of the 

resulting mutant strains. The cdc5-S214A and cdc5-S479A mutants showed significantly 

increased adaptation level compared to wild-type without affecting protein level 

(Supplementary Fig. S4D), suggesting that phosphorylation of these sites inhibited adaptation 

(Fig. 4C). Other phosphosite mutants did not significantly alter adaptation level (Fig. 4C). 

Analysis of the double mutant cdc5-S214A-S479A showed that, while it still adapted better 

than the wild-type CDC5, it did not further increase adaptation and showed rather less 

efficient adaptation compared to each individual mutant (Fig. 4D and Supplementary Fig. S4D). 

Because of the proximity of residues S479 and T484, we tested the effect of their combined 

mutation. Interestingly, the double mutant S479A T484A had an adaptation level comparable 

to the single T484A mutant, which was significantly lower than the high adaptation efficiency 
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of S479A. Phosphorylation at S479 and T484 therefore appeared to have opposite effects. 

While all 5 residues were phosphorylated in cdc5-ad, their combined mutation into alanines 

was not sufficient to alter the double-band migration profile in western blot (Supplementary 

Fig. S4C) and did not restore adaptation in the cdc5-ad mutant (Fig. 4D), although it was not 

necessarily expected since the hyperphosphorylated form of Cdc5-ad is not essential for its 

adaptation defect. Since S214A and S479A were the two single mutations that affected 

adaptation level in the CDC5 strain, we asked whether phosphomimetic mutations of these 

sites would have the opposite effect. Indeed, the cdc5-S479E strain showed a significantly 

decreased adaptation level, as low as cdc5-ad-S479E, without affecting protein level 

(Supplementary Fig. S4D), indicating that it is an adaptation mutant of CDC5 (Fig. 4E). The 

adaptation level of cdc5-S214E was not significantly different from cdc5-S479E, suggesting 

that it might also be slightly impaired for adaptation (Fig. 4E and Supplementary Fig. S4D). 

However, the difference between cdc5-S214E and wild-type CDC5 was not significant, 

although the p-value from the two-sided t-test was only 0.059.  

 

Overall, our results suggested that phosphorylation of single residues such as S214 and S479 

inhibits adaptation. The combination with the phosphorylation status of other residues 

revealed a complex phosphorylation pattern modulating adaptation efficiency or timing. 

However, the adaptation deficiency of cdc5-ad did not solely depend on these phosphorylated 

residues. 
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Cdc5’s functions in different pathways are important for adaptation 

Since Cdc5 regulates multiple late cell cycle events, any of these could potentially be involved 

in Cdc5’s role in adaptation. For instance, the deletion of BFA1, the gene encoding the mitotic 

exit substrate of Cdc5, rescues the adaptation defect of cdc5-ad (Rawal et al., 2016). Cdc5’s 

interaction with other substrates, such as the RSC complex implicated in the “Cdc-Fourteen 

Early Anaphase Release” (FEAR) pathway (Rossio, Galati et al., 2010), is also important for 

adaptation, as evidenced by the adaptation defect of the cdc5-16 mutant, which is mutated 

at 3 amino acids in the PBD domain, preventing its canonical interaction with primed 

substrates, including the RSC complex (Ratsima et al., 2016). We therefore asked whether 

these two CDC5 mutants, cdc5-ad and cdc5-16, had the same underlying molecular defect in 

adaptation or whether they are affected in distinct pathways. We tested their genetic 

interaction by introducing these two alleles in diploid cdc13-1/cdc13-1 cells and assessed the 

adaptation efficiency of this strain by microcolony assay (Fig. 5A). As a control, we also 

combined the mutations of cdc5-16 with the point mutation (L251W) of cdc5-ad to generate 

the cdc5-ad-16 mutant. 

 

A wild-type copy of CDC5 was sufficient to rescue the adaptation defect of cdc5-ad and cdc5-

16. Strikingly, cdc5-ad and cdc5-16 were able to complement each other’s adaptation 

deficiency as the heterozygous cdc5-ad/cdc5-16 was adaptation proficient (Fig. 5A). In 

contrast, the cdc5-ad-16/cdc5-ad-16 mutant was as adaptation-deficient as cdc5-ad/cdc5-ad. 

We conclude that cdc5-ad and cdc5-16 are affected in adaptation in different pathways or at 

least at different steps of the same pathway. 
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Figure 5. (A) Mutant alleles cdc5-16 and cdc5-ad complement each other in adaptation. Microcolony assay measuring the 

fraction of microcolonies formed at 3 and 24 hrs in the indicated mutants. Data are presented as means ± SD of N = 3 

independent experiments. n ≥ 150 cells for each condition. (B) Model recapitulating the network of regulation of Cdc5 

involved in adaptation to DNA damage. The DDR and its Mec1-Rad53 branch target a number of late cell cycle processes and 

factors (pink shaded boxes), including Ndd1, to ensure robust arrest. In response to telomere dysfunction, Cdc5 is regulated 

at multiple levels, by Ndd1, by degradation and by phosphorylation/dephosphorylation. The role of PP2ACdc55/Rts1 

phosphatases in regulating Cdc5 phosphorylation is depicted with a dashed line as it is indirect. In turn, Cdc5 targets many of 

the processes “locked” by the DDR (pink shaded boxes), as exemplified by mutant alleles cdc5-16 and cdc5-ad deficient in 

specific pathways (alleles in blue with blue crosses to indicate deficiency), thus coordinating cell cycle restart. Cdc5 

localization in metaphase and anaphase is shown in green. 
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Discussion 

 

Regulation of Cdc5 protein level in response to telomere dysfunction 

Cdc5 was identified among the downstream targets of the DDC and proposed to be inhibited 

to prevent anaphase entry and mitotic exit in response to DNA damage (Sanchez et al., 1999). 

While a Rad53- and Ndd1-dependent inhibition of CDC5 transcription was reported previously 

(Edenberg et al., 2014, Gasch et al., 2001, Jaehnig et al., 2013), how Cdc5 protein levels are 

regulated in response to telomere dysfunction has not been clearly established, especially as 

a function of time. Indeed, the temporal dimension of Cdc5 regulation is particularly important 

with respect to adaptation, which occurs late after the initial damage (4-16 hours) but 

depends on Cdc5 activity.  

 

Here, we find that Cdc5 protein level decreases progressively in G2/M arrested cells after 

telomere dysfunction in a Mec1-, Rad53- and Ndd1-dependent manner, as a result of the 

transcriptional repression of CDC5 and proteasome-dependent degradation (Fig. 5B). 

Incidentally, after telomere dysfunction, the previously described APC/C-Cdh1-dependent 

ubiquitinylation of Cdc5 KEN box and destruction box 1 (Arnold et al., 2015, Charles et al., 

1998) is not involved. In a normal cell cycle, APC/C-Cdh1 starts to be active at the end of 

anaphase and in telophase and would not mediate Cdc5 degradation at the metaphase to 

anaphase transition. However, it was reported that Cdh1 is maintained in an active state in 

G2/M by the DDC in cdc13-1 cells at restrictive temperature to prevent chromosome 

segregation (Zhang et al., 2009). The question of the mechanisms underlying Cdc5 degradation 

in this context thus remains to be investigated. 
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Cdc5 being essential for adaptation, it might be surprising to observe that Cdc5 degradation 

after telomere dysfunction follows a kinetics that is inversely correlated to that of adaptation. 

One possibility would be that late cell cycle events are normally executed with an excess of 

Cdc5 proteins, consistently with the fact that a kinase mutant (cdc5-77) with less than 2% of 

wild-type activity is still viable (Ratsima, Ladouceur et al., 2011). This excess ensures a robust 

cell cycle progression but might be incompatible with checkpoint arrest. The decrease in Cdc5 

quantity after telomere dysfunction would then be an essential step to enforce cell cycle 

control by the DDC. The low amount of Cdc5 might still be enough to trigger adaptation 

though, even after a long delay of 8-12 hrs. Cdc5’s activity in these conditions would then be 

finely controlled by other mechanisms such as posttranslational modifications, as our 

phosphosite mutagenesis results suggest. In this model, alterations of Cdc5 levels would tip 

the balance of Cdc5’s fine-tuned activity, thus explaining the many results correlating 

adaptation efficiency with the total amount of Cdc5, as we see in NDD1-10A, ∆rts1, and in 

strains overexpressing Cdc5, or as described previously (Donnianni et al., 2010, Dotiwala et 

al., 2007, Hu et al., 2001, Vidanes et al., 2010). An exception to this rule would be the ∆cdc55 

mutant in which adaptation is promoted while Cdc5 level is lower than in wild-type cells. In 

this case, the role of Cdc55 in preventing sister chromatid separation and inhibiting mitotic 

exit in the presence of DNA damage (Liang & Wang, 2007, Tang & Wang, 2006) might explain 

the slightly more efficient adaptation of the ∆cdc55 mutant. 

 

Alternatively, adaptation might be triggered by a transient burst of Cdc5 activity or quantity 

at the single cell level. Such a transient increase in activity or quantity would not be detected 
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by measuring the total amount of Cdc5 at the population level, given the variability of 

adaptation timing at the single cell level. The transient and heterogeneous behaviour of Cdc5 

expression would be consistent with the positive feedback regulation of Cdc5 on Ndd1 (Fig. 

5B), whereby Cdc5 phosphorylates Ndd1 on residue S85 to promote its binding to the 

promoter of the CLB2 cluster of genes, thus stimulating its own expression (Darieva, Bulmer 

et al., 2006). Since Rad53 phosphorylates both Ndd1 and Cdc5, and Cdc5 can in turn 

phosphorylate Rad53 and Ndd1 (Darieva et al., 2006, Edenberg et al., 2014, Vidanes et al., 

2010, Yelamanchi et al., 2014, Zhang et al., 2009), the dynamic output of this genetic network 

is complex but might have been harnessed to control adaptation timing and heterogeneity. 

 

A third possibility would be that the DDR simultaneously promotes Cdc5’s activity toward 

substrates relevant for adaptation and triggers its downregulation and degradation. 

Additionally, Cdc5 might function early after the initial damage when its level is still high but 

its actual effect on adaptation might take several hours, potentially due to signal transduction 

through one or several pathways and to mechanisms that temporarily block adaptation 

progression (see below). There would then be a large delay between Cdc5’s peak activity after 

DNA damage and adaptation timing. This scenario would also be compatible with the 

observations correlating Cdc5 dosage with adaptation rate and efficiency.  

 

Post-translational modifications of Cdc5 

Phosphorylation of Cdc5 and of Polo kinases in general is important for their kinase activity 

(Cheng et al., 1998, Hamanaka, Smith et al., 1995, Li, Wang et al., 2019, Mortensen et al., 2005, 

Qian, Yu et al., 1998, Rawal et al., 2016, Rodriguez-Rodriguez et al., 2016, Tavares, Glover et 
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al., 1996). Additionally, Cdc5 is specifically phosphorylated in response to DNA damage in a 

Mec1- and Rad53-dependent manner (Cheng et al., 1998, Zhang et al., 2009). We also find 

that Cdc5 is phosphorylated after telomere dysfunction but most strikingly, we report that in 

this context Cdc5-ad migrates as two bands with distinct electrophoretic mobility. We note 

that, although it is induced by telomere deprotection, the slow migrating form of Cdc5-ad 

does not depend on Mec1 and Tel1 and is not directly due to the cells being in G2/M since a 

previous study showed that Cdc5-ad does not display an electrophoretic mobility shift during 

the cell cycle (Rawal et al., 2016). 

 

Adaptation assays performed in mutants of individual sites (S214 and S479) indicate that their 

phosphorylation limits adaptation. We thus suggest that in addition to the downregulation of 

protein level, phosphorylation of Cdc5 might constitute another layer of regulation to prevent 

premature adaptation (Fig. 5B). However, combinatorial phosphorylation pattern of Cdc5 can 

be more complex since we evidence opposing effects of different phosphorylated sites, using 

combined mutants of two or more residues. None of the mutations we tested or their 

combinations rescued, even partially, the adaptation defect of cdc5-ad. Even the mutation of 

5 selected residues did not affect the adaptation phenotype of cdc5-ad nor the electrophoretic 

migration pattern of Cdc5-ad. The function and regulation of Cdc5-ad’s hyperphosphorylation, 

although not essential for adaptation defect, remain to be investigated. We speculate that 

other phosphorylations of Cdc5 that were not covered by the peptides detected by MS might 

also participate in adaptation regulation. 
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Since the dynamics of dephosphorylation of Cdc5 residues were recently shown to be slightly 

altered in PP2A phosphatases mutants (Touati et al., 2019), we asked whether these 

phosphatases played a role in the electrophoretic mobility of Cdc5 and Cdc5-ad and in 

adaptation. Remarkably, both ∆cdc55 and ∆rts1 affect Cdc5/Cdc5-ad abundance and 

phosphorylation, and adaptation, but in very different ways. ∆rts1 cells display a strong 

adaptation defect unrelated to Cdc5 protein level, without affecting recovery after transient 

telomere dysfunction. Importantly, the adaptation defect of ∆rts1 mutant was observed in 

response to both telomere dysfunction and a single DSB, indicating that the ∆rts1 mutant has 

a general adaptation deficiency rather than a damage-specific phenotype. In contrast, ∆cdc55 

cells adapt slightly more efficiently, probably because cells must bypass the functions of Cdc55 

in inhibiting Cdc14 nucleolar release in the FEAR pathway and in preventing chromosome 

segregation (Clift, Bizzari et al., 2009, Queralt, Lehane et al., 2006, Yaakov, Thorn et al., 2012) 

(Fig. 5B). Since ∆cdc55 cdc5-ad cells do not adapt, we infer that cdc5-ad is not defective in 

FEAR and chromosome segregation after DNA damage or at least not only in these two 

pathways. Strikingly, the slow migrating form of Cdc5-ad is not present in the absence of 

CDC55 or RTS1, suggesting an indirect regulation of Cdc5-ad phosphorylation by PP2A 

phosphatases, again showing the complexity of the post-translational regulation of Cdc5. 

 

Multiple Cdc5-dependent pathways control adaptation 

Cdc5 is involved in many cell cycle related processes (Botchkarev & Haber, 2018). Their 

coordination is important not only for a normal cell cycle but also during adaptation to ensure 

correct cell division despite persistent damage. Which of them is the limiting one or the first 
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to be unblocked in adaptation and whether multiple Cdc5-dependent processes need to be 

overcome for adaptation remain unclear. 

 

In the first studies characterizing the DDC status during adaptation, Rad53 phosphorylation 

and kinase activity were shown to mirror cell cycle arrest, and adaptation correlated well with 

the return of Rad53 to an unphosphorylated state (Lee et al., 2000, Pellicioli et al., 2001). 

Consistently, in adaptation mutants including cdc5-ad, Rad53 activation persisted for as long 

as 24 hours (Pellicioli et al., 2001). Since then, two adaptation defective mutants of CDC5, 

cdc5-16 and cdc5-T238A, have illustrated an uncoupling between Rad53 status and adaptation 

(Ratsima et al., 2016, Rawal et al., 2016). In both cases (particularly obvious in cdc5-16 cells), 

Rad53 returns to an unphosphorylated state while the cells stay arrested for much longer. 

Here, on the other hand, we find that in the NDD1-10A mutant, most cells have adapted within 

4-6 hours of telomere deprotection while Rad53 is still hyperphosphorylated. Rad53 

dephosphorylation is therefore neither necessary nor sufficient for adaptation, although in a 

wild-type context, it is likely the most straightforward way for the cell to alleviate the 

checkpoint arrest during adaptation. A direct phosphorylation of Rad53 by Cdc5 might 

contribute to checkpoint deactivation (Schleker, Shimada et al., 2010, Vidanes et al., 2010). 

While we suggest that Rad53 phosphorylation can be uncoupled from adaptation, the DDR 

does target a number of cell cycle progression steps to ensure a robust arrest (Fig. 5B). We 

propose that they constitute “locking mechanisms” that need to be bypassed for adaptation 

to occur. Based on our results and on insights from literature, we develop below the idea that 

Cdc5 appears to target many of them to orchestrate adaptation (Fig. 5B). 
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The initial checkpoint arrest does not require a functional Ndd1-dependent regulation of the 

CLB2 cluster, as it is still present in the NDD1-10A mutant, and represents a first locking 

mechanism. The effect of the NDD1-10A mutant also demonstrates that, downstream of 

Rad53 activation, the transcriptional regulation of the CLB2 cluster of genes is important for 

the long-term maintenance of the checkpoint arrest after 2-3 hours and therefore represents 

another locking mechanism for adaptation. 

 

We also suggest that Cdc55 restrains adaptation through its functions in the FEAR network 

and in preventing chromosome segregation (Fig. 5B) (Queralt et al., 2006, Yaakov et al., 2012), 

both of which antagonize Cdc5’s role in these processes. As noted before, the adaptation 

defect of cdc5-ad is independent of Cdc55 and must be caused by yet another locking 

mechanism, possibly the failure to activate MEN (Fig. 5B) (Rawal et al., 2016). Additionally, we 

show that two adaptation mutants of CDC5, cdc5-ad and cdc5-16, can complement each 

other, demonstrating that multiple pathways controlled by Cdc5 are blocked simultaneously 

during checkpoint arrest and that Cdc5 needs to act on them all. 

 

In conclusion, our work shows that multiple levels of regulation of Cdc5 in response to 

telomere dysfunction are critical for long-term checkpoint arrest, which requires blocking 

several processes involved in cell cycle progression. Conversely, restarting all of them in a 

coordinated manner during adaptation is a complicated task for the cell. It is therefore 

remarkable that Cdc5 is involved in many of these processes, if not all, supporting the idea 

that Cdc5 orchestrates, during adaptation, the multiple late cell cycle events leading to 

mitosis.  
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Material and Methods 

 

Yeast strains and plasmids 

All strains are from the W303 background (ura3-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-11,15 can1-100) 

corrected for RAD5 and ADE2 (Supplementary Table 1). Most contain the cdc13-1 allele and 

were grown at the permissive temperature of 23°C in YPD (yeast extract, peptone, dextrose) 

media and at 32°C to induce telomere dysfunction. Overexpression and deletion strains were 

created using PCR-based methods as described in (Longtine, McKenzie et al., 1998). Point 

mutations were performed using Cas9-mediated gene targeting as described in (Anand, Beach 

et al., 2017). To ectopically express CDC5 or cdc5-ad from a 2µ plasmid, the genomic coding 

sequence and 500 bp of the 5’ and 3’ UTR were amplified by colony PCR and cloned into the 

SacI-BamHI sites of 2µ plasmid pRS42H. 

 

Microcolony assay 

Microcolony assays were performed using the cdc13-1 mutant to assess adaptation, as 

described in (Toczyski, 2006). Briefly, telomere dysfunction was induced in exponentially 

growing cells by incubation at 32°C for 3 hrs. 100 µL of a culture at OD600 nm = 0.1 were then 

plated on a prewarmed plate. Plates were visualized on a dissection microscope (MSM System 

400, Singer Instruments) immediately at 3 hrs and at 24 hrs. At each position, the number of 

cell bodies were counted and microcolonies were defined as comprising ≥ 3 cell bodies. Two-

sided t-tests were used to assess statistical significance with a 0.05 threshold for the p-value. 
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SDS-PAGE and western blot analysis 

Aliquots of 5 × 107 cells were harvested by centrifugation. The pellets were lysed in 0.2 M 

NaOH on ice for 10 min and proteins were precipitated by the addition of 50 µL of 50% 

trichloroacetic acid. The samples were centrifuged at 16,100 g for 10 min at 4°C and the pellets 

were resuspended in 4× Laemmli buffer and heated for 5 min at 95°C. Samples were separated 

in a denaturing 7.5% 37.5:1 polyacrylamide gel, and proteins were transferred to a 

nitrocellulose membrane (Amersham Protran 0.45 NC, GE Healthcare). The membranes were 

stained with Ponceau Red and immunoblotted with anti-Rad53 antibody (EL7.E1, Abcam), 

which recognizes both the unphosphorylated and phosphorylated forms of Rad53, anti-Cdc5 

antibodies (11H12 and 4F10, Medimabs), anti-HA antibody (3F10, Roche), and anti-Pgk1 

antibody (22C5D8, Abcam). Blots were then incubated with a horseradish peroxidase-coupled 

secondary antibody, and the signal was detected using ECL reagent (Amersham, GE 

Healthcare). All western blots were independently replicated in the laboratory. 

 

Immunoprecipitation 

Immunoprecipitation was performed as in (Cohen, Amiott et al., 2011) with minor 

modifications. After growth in the different conditions described in the results, ~109 cells were 

harvested, washed in Milli-Q water and resuspended in lysis buffer (50 mM Tris-HCl pH 8.0, 

150 mM NaCl, 0.6% Triton X-100, 10% glycerol, protease inhibitors (cOmplete Mini EDTA-free 

Protease Inhibitor Cocktail, Roche) and phosphatase inhibitors (Phosphatase Inhibitor Cocktail 

Set II, Millipore). Cells were lysed with glass beads in a cooled FastPrep (MP Biomedicals). Cell 

lysates were cleared by centrifugation at 13 000 g for 30 min and supernatants were incubated 

for 30 min with 2.5 µg/sample anti-HA antibodies (clone 3F10, Roche) bound to 50 µL/sample 
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(or 1.5 mg/sample) protein G-coated magnetic beads (Dynabeads Protein G, Invitrogen). The 

subsequent steps of immunoprecipitation and washes were performed according to the 

manufacturer’s instructions. The immunoprecipates were eluted in 2x Laemmli buffer. 

 

Mass spectrometry analysis 

After separation by SDS-PAGE, proteins were fixed and revealed by silver nitrate staining 

according to the protocol described in (Rabilloud, 2012). Bands of interest were excised and 

prepared for trypsin digestion. Briefly, proteins were destained with a freshly prepared 

solution containing 15 mM potassium ferricyanide and 50 mM sodium thiosulfate. Proteins 

were reduced by 10 mM dithiotreitol in 50 mM ammonium bicarbonate (AMBIC) for 30 min 

at 56°C and further alkylated by incubation in the dark with 50 mM iodoacetamide in 50 mM 

AMBIC. Then, protein samples were digested overnight at 37°C with 125 ng modified porcine 

trypsin (Trypsin Gold, Promega). Peptides were extracted under acidic conditions and dried 

out using a speedvac concentrator. Then, peptide mixtures were resuspended in 10 µL of 

solvant A (0.1% (v/v) formic acid in 3% (v/v) acetonitrile) and frozen at -20 °C until use. 

Mass spectrometry analyses were performed on a Q-Exactive Plus hybrid quadripole-orbitrap 

mass spectrometer (Thermo Fisher, San José, CA, USA) coupled to an Easy 1000 reverse phase 

nano-flow LC system (Proxeon) using the Easy nano-electrospray ion source (Thermo Fisher). 

Five microliters of peptide mixture were loaded onto an Acclaim PepMap™ precolumn (75 µm 

x 2 cm, 3 µm, 100 Å; Thermo Scientific) equilibrated in solvent A and separated at a constant 

flow rate of 250 nl/min on a PepMap™ RSLC C18 Easy-Spray column (75 µm x 50 cm, 2 µm, 

100 Å; Thermo Scientific) with a 90 min gradient (0 to 20% B solvent (0.1% (v/v) formic acid in 

acetonitrile) in 70 min and 20 to 37% B solvent in 20 min). 
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Data acquisition was performed in positive and data-dependent modes. Full scan MS spectra 

(mass range m/z 400-1800) were acquired in profile mode with a resolution of 70,000 (at m/z 

200) and MS/MS spectra were acquired in centroid mode at a resolution of 17,500 (at m/z 

200). All other parameters were kept as described in (Perez-Perez, Mauries et al., 2017). 

Protein identification was performed with the MASCOT software (version 4; Matrix Science, 

London, UK) via the Proteome discoverer software (version 2.2; Thermo Scientific) with S. 

cerevisiae UniprotKB protein database. The search parameters were set as followed: two 

missed cleavages allowed cysteine carbamidomethylation as fixed modifications and 

methionine oxidation, N Ter protein acetylation and phosphorylation on serine, tyrosine and 

threonine as variable modifications with a peptide mass tolerance of 10 ppm. FDR (False 

discovery rate) for protein identification was fixed at 0.01. 

 

RNA extraction and quantitative reverse-transcriptase PCR (RT-qPCR) 

5 x 107 cells were harvested, washed in Milli-Q water and frozen. Frozen cell pellets were 

incubated in presence of lyticase for 30 min at 30°C to generate spheroplasts. Total RNA was 

extracted using the RNeasy mini kit (Qiagen) and following the manufacturer’s instructions. 

To eliminate genomic DNA contamination, an additional DNase treatment was performed 

using Turbo DNA-free kit (Invitrogen). The extracted RNA was quantified and quality 

controlled using a NanoDrop One spectrophotometer (ThermoFischer Scientific). 600 ng of 

total RNA was reverse-transcribed into cDNA in a 20 μL reaction using the SuperScript II 

Reverse Transcriptase kit (ThermoFischer Scientific). Real-time PCR was performed using Fast 

SYBR Green Master Mix (Applied Biosystems) on CFX96 Real-Time System instrument (Bio-

Rad).  The PCR program consisted of one hold at 95°C for 10 min, followed by 40 cycles of 15s 
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at 95°C and 30s at 57°C. Quantification of the qPCR data was performed using the ∆∆Ct 

method (Livak & Schmittgen, 2001) using ACT1 transcript as a reference. Primers for CDC5: 5’-

TGGCAATATCCGACGGAGG-3’ (forward) and 5’-GGATATCCTGGGATCTCGC-3’ (reverse). 

Primers for ACT1: 5’-CTGGTATGTGTAAAGCCGGT-3’ (forward) and 

5’-ACGTAGGAGTCTTTTTGACCCA-3’ (reverse), corresponding to p32 and p33, respectively, 

from (Mozdy & Cech, 2006). 

 

Time-lapse microscopy 

Exponentially growing cells at OD600 nm = 0.2 were injected into the microfluidics chambers of 

a CellASIC plate (Y04C-02 plate for haploid cells, CellASIC ONIX2 Microfluidic System, 

Millipore), through the inlet wells. A constant flow of rich media (20 µL/hr for 0.036 µL 

chambers) fed the chambers, which were kept at the constant temperature of 32°C. Cells in 

the microfluidic device were imaged using a fully motorized Axio Observer Z1 inverted 

microscope (Zeiss) with a 100× immersion objective, a Hamamatsu Orca R2 camera, and 

constant focus maintained with focus stabilization hardware (Definite focus, Zeiss). The 

temperature was maintained at 32°C with a controlled heating unit and an incubation 

chamber. Images were acquired every 10 min using ZEN software (Zeiss). All aspects of image 

acquisition were fully automated and controlled, including temperature, focus, stage position, 

and time-lapse imaging. 

 

Data availability 

Strains and plasmids are available upon request. The authors affirm that all data necessary for 

confirming the conclusions of the article are present within the article, figures, and tables.  
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Supplementary data 

 

Supplementary Table 1. Yeast strains used in this study. 

All strains are from the W303 background (ura3-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-11,15 can1-100) corrected for RAD5 and ADE2 (Supplementary Table 1). 
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Supplementary Figure S1. (A) Representative western blot of untagged Cdc5 in the cdc13-1 mutant incubated for the 

indicated times at 32°C. Pgk1 is shown as a loading control. (B) Representative western blot of Cdc5 in the wild-type CDC13 

strain subjected to a temperature of 32°C for the indicated times. (C) Representative western blot of Cdc5 and Cdc5-ad in the 

cdc13-1 mutant incubated for the indicated times at 32°C, with or without MG132. (D) Representative western blot of Cdc5 

and Cdc5-ad, with or without additional K35A E36A mutations in the KEN box. The strains all contain the cdc13-1 allele and 

were incubated for the indicated times at 32°C. (E) Representative western blot of Cdc5 and Cdc5-ad, with or without 

additional K35A E36A mutations in the KEN box and R17A L20A in the destruction box 1. The strains all contain the cdc13-1 

allele and were incubated for the indicated times at 32°C. (F) Representative western blot of Cdc5, in cdc13-1 or cdc13-1 

cdh1∆ strains. The strains were incubated for the indicated times at 32°C. (G) Microcolony assay measuring the fraction of 

microcolonies formed in the indicated strains at 3, 6 and 24 hrs. Data are presented as means ± SD of N = 3 independent 

experiments. n ≥ 150 cells for each condition. Statistical significance for p-value < 0.05 is indicated with “*” when compared 

to CDC5 and with “∆” when compared to cdc5-ad, for the corresponding time point. 
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Supplementary Figure S2. (A) Quantification of CDC5 mRNA level normalized to ACT1 measured by RT-qPCR and presented 

as fold increase over time point 0, in the indicated strains incubated at 32°C for 0, 3 and 6 hrs. The ∆∆Ct method was used for 

quantification of 3 independent experiments and the mean and lower/higher ranges for SD, as well as statistical significance 

from a t-test (*: p-value < 0.05), were calculated at the Ct level before log transformation. (B) Representative western blot of 

Cdc5 with or without overexpression in the indicated cdc13-1 diploid and haploid strains. Pgk1 is shown as a loading control. 

(C) Microcolony assay measuring the fraction of microcolonies formed in the indicated strains at 3 and 24 hrs, with either an 

empty 2µ plasmid (pRS42H) or one expressing CDC5 or cdc5-ad under their endogenous promoter, as indicated. Data are 

presented as means ± SD of N = 3 independent experiments. n ≥ 150 cells for each condition. These experiments were 

performed together with the ones presented in Fig. 3H and the two control conditions, CDC5 2µ-empty and CDC5 2µm-CDC5, 

are therefore shared between the two graphs.  
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Supplementary Figure S3. (A) Representative western blot of Cdc5-ad in response to telomere dysfunction in a wild-type 

MEC1 or mec1-21 mutant strain, incubated at 32°C for the indicated amounts of time and simultaneously arrested in G2 by 

depletion of Cdc20.  (B) Representative western blot of Cdc5 and Cdc5-ad in the cdc13-1 TEL1 or ∆tel1 strains, incubated for 

the indicated times at 32°C, in the presence of nocodazole. The increase in Cdc5 protein level at 6 hrs compared to 3hrs in 

the ∆tel1 strain is reproducible. (C) Recovery assay in cdc13-1 RTS1 or ∆rts1 strains. Ten-fold serial dilutions of cells were 

incubated at 32°C for 10 hrs to induce transient telomere dysfunction and allowed to recover at 23°C afterwards, or 

continuously grown at 23°C as a control. (D) Microcolony assay measuring the fraction of microcolonies formed in the 

indicated strains at 3 and 24 hrs, first incubated in liquid galactose medium for 3 hrs before plating on galactose-containing 

solid media to induce a single DSB by I-SceI expression. Data are presented as means ± SD of N = 3 independent experiments. 

n ≥ 150 cells for each condition. 
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Supplementary Figure S4. (A) Silver-nitrate-stained gel showing immunoprecipitation products from ndd1-10A cdc13-1 

strains incubated for the indicated amounts of time at 32°C, which were then cut out for mass spectroscopy analysis. (B) 

Western blot of the immunoprecipitated Cdc5 and Cdc5-ad from ndd1-10A cdc13-1 strains incubated at 32°C for the indicated 

amount of time. (C) Representative western blot of Cdc5 and Cdc5-ad, with or without additional mutation of all 5 

phosphosites into alanines (“5A”), in the cdc13-1 strain, incubated for the indicated times at 32°C. (D) Representative western 

blot showing the expression level of wild-type Cdc5 and indicated mutants. 

 

 

 



 

Page | 144 
 

  



Jeanne Le Peillet  Article 2 

Page | 145  
 

Article 2 : Mise en évidence de nouvelles voies impliquées dans 

l’adaptation au dommage à l’ADN 

 

 L’étude des régulations de Cdc5 et de Cdc5-ad en réponse à un dommage à l’ADN nous 

a permis d’élucider un certain nombre de voies métaboliques impliquées dans l’adaptation. 

Mais nous ne connaissons pas en détails les facteurs qui contribuent à l’adaptation aux côtés 

du facteur clef Cdc5. C’est pour ces raisons que j’ai mis au point et conduit un crible génétique 

à l’échelle du génome entier sur cdc5-ad cdc13-1 en conditions de dommage. Le mutant cdc5-

ad est spécifiquement déficient en adaptation et ne semble pas présenter d’autres défauts 

pour les multiples fonctions de Cdc5 dans le cycle cellulaire. En conditions de dommages, les 

cellules cdc5-ad sont arrêtées de manière permanente au checkpoint G2/M. Notre crible vise 

donc à identifier des mutations capables de contourner le défaut d’adaptation. Cette étude a 

mis en lumière l’implication de nombreuses voies métaboliques dans l'adaptation au 

dommage à l’ADN. Par ailleurs, ce crible nous a aussi permis d’évaluer la létalité synthétique 

de cdc5-ad avec d’autres gènes en condition physiologique sans dommage. 

 Ces travaux n’ont pas encore été publiés. Certaines analyses pourraient être poussées 

plus loin et des vérifications expérimentales pourraient être ajoutées, permettant de faire 

avancer les hypothèses mécanistiques sur les voies métaboliques impliquées dans 

l’adaptation au dommage à l’ADN.  

 L’analyse de Gene Ontology présentée dans ce papier a été menée par Salomé Nashed, 

sous la supervision de Mathilde Garcia.  
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Abstract 

In response to DNA damage, cells activate the DNA damage checkpoint, thus arresting the cell 

cycle and providing time for repair. When the damage persists, cells eventually turn off the 

checkpoint by a process known as adaptation to DNA damage. We know very little about the 

precise way in which specific factors are involved in adaptation, a process that seems to 

implicate several pathways. One factor that strongly impacts adaptation is the Polo kinase 

Cdc5, as a single mutation in its gene, cdc5-ad, completely blocks adaptation. In this study, we 

performed several saturated transposon genetic screens, specially designed for studying 

adaptation to DNA damage and identifying mutants restoring the adaptation defect of cdc5-

ad after inducing persistent telomere uncapping. We confirmed some genes suspected to play 

a role in adaptation and pointed to new ones potentially implicated in adaptation and 

interacting with Cdc5. Based on our results, we propose new mechanisms explaining 

adaptation deficiency of the cdc5-ad mutant. Adaptation to DNA damage seems to strongly 

depend on the regulation of the cohesin, the MRX and the APC/C complexes, and on the 

transcription of the CLB2 cluster of genes. We also reported new insights on Cdc5’s 

degradation pathway specific to DNA damage response, implicating the APC/C subunit Cdc16, 

Mnd2 and Uba1. Our analysis also suggests an implication of Vhs2, Rad6, and Cytochrome C 

in adaptation to DNA damage, demonstrating the great diversity of pathways and mechanisms 

involved in adaptation.   



 

Page | 148 
 

Introduction 

When the DNA of a cell is damaged, safeguards mechanisms detect the injury and trigger 

checkpoint activation. The DNA damage checkpoint stops the cell-cycle process and provides 

time during which the cell can repair the damage. In Saccharomyces cerevisiae, in response to 

a double-strand break (DSB), the DNA damage checkpoint activation consists in detecting the 

damage through sensor kinases Mec1 and Tel1, which then activate the effector kinase Rad53 

with the assistance of numerous adaptator and mediator proteins including Rad9 (Waterman 

et al., 2020). Tel1 is activated by the Mre11-Rad50-Xrs2 complex (MRX), which recognizes the 

DSB and initiates signaling and repair. The MRX complex, associated with Sae2, cleaves the 5’ 

extremity of the DSB site and initiates resection (Casari et al., 2019). Then long-range resection 

is taken over by Exo1 and Dna2-Sgs1, promoting homologous recombination (HR) over non-

homologous end-joining (NHEJ), two major pathways for DNA damage repair (Ensminger, 

2020; Waterman et al., 2020).  

The repair of the damage turns the checkpoint off. But some damages are not repairable in 

specific contexts. In that case, cells stay arrested for 4 to 16 hrs before eventually resuming 

their cell cycle despite the persistence of the damage. This process is called adaptation to DNA 

damage (Lee et al., 1998; Sandell and Zakian, 1993; Toczyski et al., 1997). Among the cells that 

adapted, a few manage to survive for more cell cycles, while accumulating mutations 

(Coutelier et al., 2018; Galgoczy and Toczyski, 2001; Toczyski et al., 1997). The Polo-kinase 

Cdc5 plays a central role in the adaptation to DNA damage process. CDC5 belongs to the CLB2 

cluster of genes, the transcription of which is regulated by the Mcm1-Fkh2-Ndd1 complex 

(Edenberg et al., 2014; Spellman, 1998; Yelamanchi et al., 2014). When Cdc5 is overexpressed 

in the context of unrepairable damage, cells can adapt more efficiently and rapidly (Donnianni 

et al., 2010; Vidanes et al., 2010), while a point mutant of CDC5, called cdc5-ad (for 

“adaptation-defective”; L251W), is specifically deficient in adaptation to DNA damage 

(Toczyski et al., 1997). But strikingly, despite its essential role in allowing cells to adapt, the 

protein level of Cdc5 decreases over time after damage induction, reaching very low levels 6 

hrs after the DNA damage checkpoint arrest (Coutelier et al., 2021), which raises the question 

of the role of Cdc5 degradation processes in the adaptation mechanism. 

In an unperturbed cell cycle, Cdc5 is degraded in G1 by APC/CCdh1-dependent ubiquitinylation 

and targeted for proteasomal degradation, through the recognition of the D-boxes and the 
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KEN-box (Arnold et al., 2015; Charles et al., 1998; Lowery et al., 2005). But interestingly, 

degradation of Cdc5 after induction of DNA damage seems to occur through another pathway 

(Coutelier et al., 2021). The APC/C complex consists of two sub-complexes, SC8 – which 

contains the core subunits of APC/C and plays roles in the structure of the complex and its 

functions in catalysis and substrate recognition – and the tricopeptide repeat 5 (TPR5) – which 

contains the TPR subunits required for the metaphase/anaphase transition, as well as 

accessory subunits, and appear to be involved in the degradation of proteins that inhibit 

chromatid segregation (Barford, 2011; Goebl and Yanagida, 1991; Thornton, 2006; Zachariae, 

1996). These sub-complexes are required for anaphase/metaphase transition, inhibition of 

chromatid separation, securing degradation, negative regulation of APC/C and ubiquitin ligase 

(Goebl and Yanagida, 1991; Penkner et al., 2005; Surana et al., 1993; Zachariae, 1996). Cdc16 

is a subunit of the TPR5 complex and is one of the predominantly phosphorylated proteins of 

the APC/C complex whose phosphorylation by Cdc28 reduces the activity of APC/CCdc20 

(Rudner and Murray, 2000). In vitro, Cdc5 phosphorylates Cdc16 (Harkness, 2018; Rudner and 

Murray, 2000). In vivo, APC/C activity is reduced in a cdc5-1 mutant due to decreased 

phosphorylation of APC/C (Charles et al., 1998; Rudner and Murray, 2000). Furthermore, the 

metaphase arrest due to Cdc5 overexpression can be overcome by the cdc16-1 mutant which 

reduces APC/C activity (Charles 1998). Cdc5 thus appears to be a positive regulator of APC/C, 

while also being its substrate upon Cdc5 degradation. 

Cdc5’s many functions within the cell cycle have been well studied, but very little is known 

about its specific role or substrates in adaptation to DNA damage. Here we provide a genome-

wide study of genes involved in adaptation, in the context of damage induced by telomere 

uncapping using the thermosensitive allele cdc13-1 in the adaptation-deficient mutant cdc5-

ad (Garvik et al., 1995; Toczyski et al., 1997). In this study, we aimed to uncover suppressor 

genes of cdc5-ad adaptation deficiency. To do so, we adjusted the SAturated Transposition 

Analysis in Yeast method (SATAY) (Michel et al., 2017) to look for mutations capable of 

restoring the adaptation defect of the cdc5-ad mutant. Our approach confirmed some 

putative genes interacting with Cdc5 in adaptation to DNA damage, but also uncovered new 

genes that seem to be strongly implicated in this process. In particular, the regulation of 

several complexes (cohesin, MRX, APC/C) and of the cluster of genes CLB2 seem to play major 

roles in adaptation to DNA damage.   
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Results 

 

Adjustments of SATAY for studying adaptation do DNA damage 

The Saturated Transposons Analysis in Yeast (SATAY) (Michel et al., 2017) is a genetic 

screening method based on the use of a transposon capable of randomly inserting itself once 

into the genome. It consists in inducing transposition in a large population of cells to saturate 

the genome with transposons, which means that at the population level, all regions of the 

genome will have introduced a transposon at a density of one transposon every 30-50 bp. 

SATAY allows the generation of libraries of hundreds of thousands of different clones by 

random transposon insertions. Transposons inserted into essential genes will not be detected 

by sequencing since the cell bearing such a transposon will die. SATAY has already been used 

to uncover essential gene sets under given conditions, genome-wide gene interactions, and 

drug targets (Michel et al., 2019, 2017). This approach shows not only which gene is important 

but also, in many cases, which domain of the gene appears to be involved. Since mutant 

libraries based on transposon insertion screens can be grown in different environments, we 

have adapted SATAY to look for genes potentially involved in adaptation to DNA damage. To 

do so, we used an adaptation-deficient strain cdc5-ad cdc13-1 transformed with the 

transposition plasmid pBK625 (see Material and methods). After completing the standard 

protocol to generate the library of transposed cells, we added a 2-days step to perform an 

adaptation assay (Fig. 1). To do so, we separated the total population of cells into three 

subpopulations, one collected immediately while the other two were incubated at the 

restrictive temperature of 32°C, thus uncapping the telomeres and arresting the cells at the 

G2/M checkpoint. Then, one of the two remaining samples was harvested after 3 hrs and the 

other after 24 hrs. Genomic DNA was then prepared from the three samples (time points 0, 3 

and 24 hrs), digested by restriction enzymes, circularized, and PCR-amplified to select 

transposon-containing fragments. These amplicons were sequenced by Illumina sequencing 

and then mapped to the genome. 

At 3 hrs, nearly all cells were arrested - except those whose transposon insertion suppressed 

the checkpoint signaling pathway. The additional 21 hrs of induction allowed mutants that 

had bypassed the checkpoint arrest to divide. Thus, our screens aimed to detect genes whose 

mutation by transposon insertion allowed cdc5-ad cdc13-1 cells arrested in G2/M to bypass 
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this arrest. Cells with such a mutation divide, and this phenomenon is detectable in 

sequencing by looking at the number of reads locating the insertion of a transposon at a 

specific genomic region (e.g. a gene): the higher the number of reads corresponding to a 

transposon insertion site, the higher the number of the corresponding mutant cells in the 

culture medium, indicating that the initially mutated cell had been able to divide.  

 

Figure 1. Outline of the experimental procedure based on SATAY and specifically designed for sturying adaptation 

to DNA damage. In orange is the transposon MiniDs. In dark blue is the DNA. Each step is numbered in the order 

they were processed. Step 1: Induction of the transposon insertion in a unique and permanent site within the 

genome. Step 2: Induction of the DNA damage by incubating the cdc13-1 strains at 32°C and collecting cells at 

different timings (T0, T3 and T24) to perform adaptation assay. Step: Genomic DNA extraction using QiaGene 

protocole, followed by DNA purification (see Materials and Methods). Step 4: Digestions using MboI and Hin1II, 

both enzymes were frequent cutters, which also cut into the transposon. Step 5: Intramolecular ligation circularising 

DNA fragments. Step 6: PCR amplifying the transposition insertion sites. Step 7: Illumina sequencing step after 

DNA purification. 

 

Technical validation of the screen 

Distribution of transposon insertions on the genome 

In total, we performed three experiments, two of which displayed time points 0, 3 and 24 hrs, 

and one of which displayed only time points 3 and 24 hrs for a total of 8 datasets. On average, 

386,557 independent transposons were mapped on the genome. The 8 experiments displayed 

a high saturation rate of transposon insertions, with an average of 1 transposon every 32 base 

pairs and an average median of reads per transposon of 12 (Table 1). No large area of the 

genome was devoid of transposons (Fig. 2A).  

We also detected a preference in transposon insertion sites for centromeric regions (Fig. 2A), 

due to the transposon excised from a centromeric plasmid and that centromeres physically 
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cluster together in the Rabl configuration (Taddei and Gasser, 2012), thus promoting 

transposon insertion in these regions, as previously observed (Michel et al., 2017). 

Besides, autocorrelation analysis of transposon insertion sites revealed a periodicity of ~160 

bp corresponding to an insertion preference for the inter-nucleosomal region (Fig. 2B), as 

observed previously (Michel et al., 2017).  

Table 1. Statistics of the libraries of our 8 datasets. 

 

Discrimination of genes annotated as essential 

The distribution of transposons per gene showed a very clear difference between coding DNA 

sequences (CDS) that are not annotated as essential (22.75, mean of the medians from our 8 

experiments) and the genes annotated as essential (5.25) (Fig. 2C and Supp. Fig. S1A-C). This 

drastic difference was not due to gene length, since the average length of genes annotated as 

essential (~1586 bp) is greater than that of genes annotated as non-essential (~1282 bp, 

average length of all CDS: ~1345 bp).  

We wanted to compare the essentiality of genes between our data and those of Michel and 

colleagues. Therefore, we looked at the genes with a number of transposons characteristic to 

Experiment Time Total number of 
reads 

Total number of 
transposons 

Transposon 
density (nb of 

transposons per 
base) 

Number of 
transposons in 

common 
between 3 and 

24 hrs 

Common 
transposon 

density 
between 3 hrs 

and 24 hrs 

Median of 
reads per 

transposon 

#1 

0 hrs 14936811 385837 1/31  

 

 

143022 

 

 

 

1/84 

10 

3 hrs 15982378 473004 1/25 9 

24 hrs 14024182 270116 1/44 12 

#2 

3 hrs 17899113 517599 1/23  

126316 

 

1/95 

9 

24 hrs 15858363 309509 1/39 13 

#3 

0 hrs 26334196 350988 1/34  

 

 

165387 

 

 

 

1/73 

17 

3 hrs 22876619 325782 1/37 13 

24 hrs 30095309 459624 1/26 11 



Jeanne Le Peillet  Article 2 

Page | 153  
 

genes annotated as essential, meaning below the threshold that best discriminated essential 

genes from non-essential genes according to their distribution curve of the number of 

transposons inserted per gene. The threshold was specific to each dataset: for Michel and 

colleagues, the threshold was 4 transposons per gene, 3 for experiment #1 T0, and 5 for 

experiment #2 T0. Each dataset and the corresponding threshold were then normalized by the 

total number of transposons inserted, and the deviation of the number of transposons per 

gene from the normalized threshold was evaluated. Genes with a number of transposons 

fewer than 5 points away from this deviation were considered essential, and those with a 

number of transposons 5 points above this deviation were considered non-essential. Between 

these two limits was a zone of uncertainty concerning gene essentiality. With these criteria, 

we found 881 genes concerning Michel and colleagues’ dataset, as well as 1079 and 573 genes 

for our experiments 1 and 2 respectively. We found 666 genes in common between Michel 

and colleagues’ dataset and at least one of our two experiments. This result indicated that 

76% of the essential genes found in Michel and colleagues’ data were equally essential in our 

experiments, meaning that we mostly found the same essential genes (Supp. Fig. S1D). 

In addition, we analyzed in our data a list of essential genes previously established based on 

the tolerance of these genes to C-terminal, N-terminal or mixed truncations (Michel et al., 

2017). We therefore assessed transposon insertion sites in these sets of genes, and we 

obtained similar results for our eight data sets (Supp. Fig. S2A) 
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Figure 2. (A) Profile of the transposon density across the whole genome, taking the example of experiment 1 time 

point 3 hrs. The dashed lines indicate the centromere of each chromosome. (B) Autocorrelation analysis of 

transposon density. Transposon insertion densities were calculated from the time 3 hrs experiment dataset by 

averaging the number of transposons inserted in an 800 bp sliding window. The y-axis gives the correlation value 

between transposon density and itself shifted by the value on the x-axis.  Circles indicate local maxima, revealing 

a periodicity of ~160 bp. (C) Histogram of the number of transposons found in every CDS, taking the example of 

experiment 1, time point 3 hrs (other examples are displayed in Supp. Fig. 1). The vertical dash line is the median 

of the distribution. Genes are categorized as all CDS (dark green) and essential (green).  

 

Genetic interaction with cdc5-ad and cdc13-1 in unchallenged conditions 

cdc5-ad was found to be synthetic lethal with 57 genes 

The cdc13-1 mutant has been reported to be proficient in telomere capping at permissive 

temperature (Garvik et al., 1995). However, the literature does not report a defect in cdc5-ad 

in functions other than adaptation to DNA damage and it does not seem that the correct 

operation of cdc5-ad has been analyzed on all its functions. Although no particular phenotype 

has been observed for cdc5-ad in the absence of damage, there may be fragility in some of its 

functions. Our screen was not specifically designed to study synthetic lethality, but we had 
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two replicates for time 0 hr, i.e. in the absence of any DNA damage, giving us the opportunity 

to study synthetic lethality. 

We compared the essential genes in our experiments at time point 0 hr with the wild-type 

dataset from (Michel et al., 2017). The threshold chosen was the same as previously described. 

To study the synthetic lethality of cdc5-ad, we considered genes that were non-essential in 

the Michel and colleagues' dataset, but essential in our two experiments. We obtained a list 

of 57 genes fitting these conditions (Supp. Table S1).  

Twenty genes related to the Cytochrome C, ATP synthase, ribosome biology, or cell death 

regulation appeared in this list, among which 18 are mitochondrial genes that cannot be 

interpreted robustly due to the volatility of the copy number of these genes. The two 

remaining genes code for Rrp7, one of the 2 subunits of the Rrp7-Utp22 complex essential for 

the formation of the 40S subunit of the ribosome, and Tim11, a subunit of ATP synthase. Apart 

from these genes, a gene involved in the regulation of cell proliferation was revealed in our 

screen, TPM1, which encodes for Tropomyosin-1, known to be a tumor suppressor in humans 

(Wang et al., 2019). Besides, TAF12 also appeared in our analysis and is involved in oncogene 

processes as well in humans, but also chromosome instability in yeast (Duffy et al., 2016). 

In addition, one of the genes from the CLB2 cluster, CHS2, could be considered synthetic lethal 

with cdc5-ad cdc13-1 because the number of inserted transposons shows a deviation from the 

threshold within the grey area: -5 points for experiment 1 and -3 points for experiment 2. 

Apart from CHS2, 2 other genes of the CLB2 cluster were found to be synthetically lethal in at 

least 1 of our 2 replicates: CLB2 (threshold deviation -14 for experiment 2, +45 for experiment 

1 and +12 for Michel's team data) and MOB1 (threshold deviation +38 for experiment 1, -14 

for experiment 2 and +24 for Michel's team data).  

Interestingly, the Y’ element ATP-dependent helicase protein 1 copy 4 (YRF1-4) was part of 

this list. This gene belongs to the YRF1 family of DNA helicases involved in telomere 

maintenance (Yamada et al., 1998).  

Taken together, these results showed that the cdc5-ad mutant seemed synthetic lethal with 

some genes, but that half of them have no known function, while another important part was 

found to concern mitochondrial genes or processes that do not seem to be specific to cdc5-

ad. Two genes however were of interest, TAF12 and TPM1, because of their roles in genomic 
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instability and uncontrolled cell division. Furthermore, quite unexpectedly, a gene might be 

more related to cdc13-1, YRF1-4, as it is involved in telomere maintenance. The cdc13-1 

mutant might therefore not be completely free of defects at permissive temperature as it was 

expected to be. 

The lethality of 126 genes appeared to be suppressed in cdc5-ad cdc13-1 

We also looked at genes with the opposite behavior, meaning genes displaying fewer 

transposons in Michel’s dataset than the threshold previously described, but more in our 

experiments. This analysis highlighted 126 genes whose lethality is suppressed in the cdc5-ad 

cdc13-1 mutant (Supp. Table S1). 

A large number of genes in this list function in general metabolic pathways and might not be 

specifically related to the cdc5-ad cdc13-1 mutations. Among them, 11 genes involved in 

amino acid synthesis were found (AAT2, ARO7, DYS1, ILV1, LYS9, MET17, the SSY1-PTR3-SSY5 

genes which encode for the plasma membrane SPS complex, and TYR1), 4 in nucleic acid 

synthesis (ADE4, ADE57, ADE6, ADE8), 20 in mitochondrial processes (ACO1, ACP1, ADH1, 

ARH1, the ATPase encoded by CDC48 and its adaptor encoded by DOA1, DML1, FAD1, FAS1, 

IBA57, ISD11, JAC1, MAK5, MRPL49, NAN1, PET9, PPT2, PSD1, RIB7, SAM50), 4 in ATP synthase 

(ATP1, 2, 12 and 18), 11 genes implicated in Golgi processes (BRO1, DID2, DOP1, OCH1, EXO70, 

PSD2, SEC7, TRP120, VPS4, 20, 24, 25, 33), and 5 in tRNA modifications (TAD2-TAD3, TRM5, 2 

out of the 5 genes encoding for EKC/KEOPS complex: KAE1 and PCC1). Besides, 4 genes 

implicated in transcription regulation (MOT1, TUP1, PDC2, RAP1), 2 in mRNA regulation (CFT1, 

PFS2), 3 in transcription regulation and structure (INO2, RTP1, SRB5), and 1 in DNA replication 

initiation recognition (ORC1) were found. 

On the other hand, several genes were of interest because of their involvement in processes 

potentially related to Cdc5 activity. Among them, 2 genes involved in DSBs processes (PRI2, 

RAD6), 1 in chromatin regulation (RSC4, of the RSC complex), 2 genes implicated in cell cycle 

progression (CAK1 which encodes a cyclin-dependent kinase-activating kinase and 

phosphorylates and activates Cdc28, allowing cell cycle progression; CDC40, important for 

G1/S transition and required for DNA synthesis during mitosis and meiosis), and 5 genes 

involved, to some extent, in chromatid cohesion (SMC1, SMC3, NSE1, CBF2, TOP3). Smc1 and 

Smc3 are 2 of the 5 cohesin subunits and physically interact with Cdc5. This Cdc5-cohesin 
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physical association has been reported as facilitating DNA damage response (Mishra et al., 

2016a; Pakchuen et al., 2016). Nse1 is a subunit of the SMC5-SMC6 complex involved in 

chromosome segregation (Farmer, 2011), Cfb2 is a subunit of the centromere DNA-binding 

protein complex CBF3 and Top3 is involved in mitotic sister chromatid cohesion.  

Altogether, the vast majority of genes for which lethality was suppressed in cdc5-ad cdc13-1 

seemed to concern very general processes that were difficult to link directly to Cdc5 activity. 

However, we found 11 genes involved in repair, cell cycle progression, and chromatid 

segregation, three processes in which Cdc5 also plays an important role (Botchkarev and 

Haber, 2018; Lee, 2003), suggesting a function of Cdc5 necessary for the lethality in mutants 

of these genes and which would be lost in cdc5-ad. 

 

Genetic analysis of cdc5-ad cdc13-1 mutants restoring adaptation in DNA 

damage conditions 

The genetic screen revealed 136 genes whose mutation significantly rescued the adaptation 

defect of the cdc5-ad cdc13-1 strain 

We chose to set the enrichment factor to x1.5, to account for sampling variability. Besides, we 

focused only on transposons found at both time points 3 hrs and 24 hrs. We then cross-

referenced the lists of genes meeting these criteria for each of the three experiments after 

normalizing by the total number of reads obtained for each dataset. We found 1,075 genes 

from experiment 1, 2,577 from experiment 2 and 2,430 from experiment 3. A total of 1,568 

genes were enriched in at least 2 out of the 3 experiments (Fig. 3A).  

We then performed a statistical analysis using a Wald test on the 3 experiments (see Materials 

and Methods). From this analysis, 136 genes were significantly enriched by a factor of >1.5 

(Fig. 3B & Supp. Table S2), among which 36 have no known function in the literature, while a 

small group was annotated as essential genes (14 out of 136). Conversely, 131 genes were 

significantly depleted, of which 7 were annotated as essential (Supp. Table S2). We analyzed 

these 2 lists separately in the following sections to reveal genetic interactions potentially 

involved in adaptation. 

Gene ontology analysis revealed pathways potentially involved in adaptation 
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We performed a GO analysis (see Materials and Methods), on the list of the 136 genes 

statistically enriched in our three experiments. We selected GO terms for which the 

proportion of genes from our list was significantly higher than their proportion in the genome 

(p-value from a hypergeometric test < 0.05), and focused on GO terms containing at least 5 

genes in total. We observed (Fig. 3C & Supp. Table S3) that the GO terms that best represented 

our data were “nuclear cohesin complex” (GO:0000798), containing SMC1, IRR1, SMC3, SCC1 

and REC8, and “negative regulation of protein serine/threonine kinase activity” (GO:0071901), 

containing GPB1, GPB2, YDL073W, PHO81, YPL074W, FAR1, SIC1, SPL2 and BCY1. In these 2 

GO terms, SCC1, REC8, SPL2 and BCY1 were among the list of 136 statistically enriched genes. 

Another interesting GO term was “anaphase-promoting complex” (GO:0005680), containing 

CDC20, CDC23, CDC26, CDC27, CDH1, DOC1, AMA1, APC1, APC2, APC4, APC5, APC9, APC11, 

SWM1, YDR161W, MND2 and CDC16 of which the last 2 are statistically enriched. As most of 

these genes are essential, it makes sense not to find all of them in our analyses. Besides MND2 

and CDC16, other genes implicated in proteolysis were part of this list as well: DOA1; NTA1 

and the proteasome subunit PRE3; RAD6 and UBP7 involved in the regulation of the level of 

protein ubiquitination (Supp. Table S2). 

Taken together, these results suggested a strong involvement of protein degradation 

dynamics in the adaptation to DNA damage as well as in the regulation of chromatid 

segregation. 

Cross-analysis with other genetic screens  

Several previously published screens might be relevant as a comparison for our screens. First, 

as we were studying adaptation in the context of induction of telomere dysfunction by the 

temperature-sensitive gene cdc13-1, we were interested in the suppressor genes of the cdc13-

1 phenotype listed by Addinall and colleagues (Addinall et al., 2008). Of the 236 genes (a 

fraction of 0.036 to the total number of genes) referenced as strong or weak suppressors of 

the cdc13-1 phenotype, 6 (ASH1, DOA1, KAP122, OCA2, VHS2, and YMC2) were found in our 

list of 136 enriched genes and 4 (COX23, FYV10, IRC7, PKH3) among the 131 depleted genes 

(Fig. 3D), meaning that the representations of the strong suppressors in these 2 lists of genes 

are respectively 0.031 and 0.044. The cdc13-1 suppressor genes were thus globally neither 

enriched nor depleted in our screen. Although we might have expected an enrichment, this 
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result was not surprising since our screen was done under different experimental conditions 

than Addinal and colleagues and was not intended to reveal cdc13-1 suppressors. 

Besides, Snead and colleagues (Snead et al., 2007) have established a list of potential Cdc5 

substrates using biochemical and bioinformatic approaches. Among them, some have already 

been verified as Cdc5 substrates. But no comprehensive study of Cdc5 substrates has been 

conducted in the specific context of adaptation to DNA damage, nor more generally in 

response to DNA damage. Of the 192 potential Cdc5 substrates identified, 3 (CDC55, SLG1, 

and ZDS1) were present in our list of depleted genes and 7 (ASH1, SCC1, PIG1, REG1, REF1, 

SIM1, and SKM1) in our list of enriched genes (Fig. 3D). We observed that ASH1 stood out in 

this cross-analysis again. We also noted the presence of CDC55 among the depleted genes: we 

could have expected to find it among the enriched genes as we previously found that CDC5 

cdc55∆ can adapt better than CDC5 wild type, but this result was not completely inconsistent 

either, since we previously demonstrated that cdc5-ad cdc55∆ is adaptation defective 

(Coutelier et al., 2021). 

BioGrid, an open‐access database resource that houses manually curated protein and genetic 

interactions from multiple species including Saccharomyces cerevisiae (Oughtred 2021), 

provided a list of 219 genes with a verified or suspected interaction with Cdc5. Of these genes, 

6 (CDC16, EAF3, SCC1, RCF1, REC8, and REG1) were present in our list of enriched genes, and 

2 (CDC55 and YDL186W) are in the list of depleted genes (Fig. 3D). Interestingly, Cdc55 

appeared here again. We will discuss its potential functions in adaptation bellow.  

These cross-referenced analyses revealed several genes in common: ASH1, CDC55, SCC1, and 

REG1, suggesting the existence of direct or indirect interaction with Cdc5. All these genes are 

known to be involved in the DNA damage response: Ash1 is a subunit of Rpd3 complex 

involved in DNA damage checkpoint arrest (Scott and Plon, 2003), Cdc55 is a subunit of PP2A 

and Reg1 is 1 of 2 subunits of PP1. Both PP2A and PP1 complexes are involved in the DNA 

damage response (Ramos et al., 2019, p. 20199). Scc1 is a subunit of the cohesin complex, 

involved in DNA damage repair (Sjögren, 2001). 
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Figure 3. (A) Venn diagram of x1.5 enriched genes in reads, only for transposons that were common between 

time 3 hrs and time 24 hrs, for all the 3 experiments. The number of reads was normalized by the total number 

of reads detected in each experiment. (B) Volcano plot of the enrichment in reads per genes in the subset of 

transposons common to time 3 hrs and 24 hrs. In grey are the genes that presented no statistical differences 

between time 3 hrs and time 24 hrs. In light blue are the genes that were enriched in reads by a factor of >1.5, 

and in dark blue are those depleted in reads by the same factor. The horizontal line represents the p-value at 

0.05. The 2 vertical lines are the limits of enrichment or depletion by a factor of 1.5 (Supp. Table S2). (C) The most 

representative GO terms in our list of 136 genes were statistically enriched. In blue the GO term “nuclear cohesin 

complex” (GO:0000798), in orange the GO “anaphase-promoting complex” APC/C (GO:0005680). All the GO ids 

corresponding to the GO names are displayed in (Supp. Table S3). Abbreviations used: mb for membrane, mt for 

mitochondria, dpdt for dependent. (D) Genes in common between our enriched or depleted gene lists and the 

following lists of genes: the suppressors and strong-suppressors of the cdc13-1 phenotype (Addinall et al., 2008), 
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the putative substrates of Cdc5 (Snead et al., 2007), and the list provided by BioGrid listing all the known and 

putative genes interacting genetically or physically with Cdc5. Genes in common with the list provided by BioGrid 

are listed in the order of robustness provided by BioGrid according to the amount of evidence of interactions in 

the literature. In blue are marked the genes that appear several times. 

Alternative analysis of enrichments in reads and transposons in the screens 

To understand the behavior of the 136 genes statistically enriched we listed, we looked at the 

enrichment profile of these genes over the times 0, 3 and 24 hrs for the reads of all 

transposons, after applying a normalization by the number of total reads in each dataset (Fig. 

4). Seven main profiles emerged from this analysis. The genes that showed decreased number 

of reads between 0 and 3 hrs seemed to indicate that the mutation of these genes would be 

deleterious in the context of telomere dysfunction. Among these genes, some were enriched 

again at 24 hrs, showing that under checkpoint arrest, their mutation seemed to allow cell 

divisions despite their potential short-term cytotoxicity. This profile concerned mostly reads 

from transposons inserted into C-terminal regions, revealing non-lethal truncations in some 

essential genes, such as SCC1, the deletion of which is lethal (Heo et al., 1998). SCC1 

transposon insertion profile matches with a C-terminal truncation, explaining how an essential 

gene can be among the list of enriched genes (Supp. Fig. S3). Another interesting profile 

corresponded to genes whose mutation is neutral between time points 0 and 3 hrs but 

allowed the cells to bypass the checkpoint arrest during the adaptation time, between 3 hrs 

and 24 hrs, indicating a potential DNA-damage-specific effect. Other genes presented an 

increasing enrichment from time 0 hrs to time 24 hrs, which might be consistent with 

checkpoint mutants, even if no known checkpoint genes were found in this category. For the 

genes that finally presented a depletion between time points 3 and 24 hrs, it could reflect cell 

death caused by an ultimately deleterious mutation under conditions of persistent damage. 

Because the read enrichment behavior of the genes can vary greatly depending on whether 

we considered the common transposons at 3 hrs and 24 hrs or all the sequenced transposons, 

we wished to compare the list of 136 genes previously described with the list of genes 

statistically enriched in reads by a factor of x1.5 taking into account all the transposons, 

normalized by the total number of transposons for each dataset. 

This second list contained 156 genes (Supp. Fig. S3A & Supp. Table S4). Only three genes 

(DPB3, EAF3, and STL1) are in common between these two lists. The fact that genes enriched 
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in reads for the common transposons at 3 hrs and 24 hrs were no longer among the genes 

enriched in reads when all the transposons were considered could be explained by the fact 

that the transposons present at 3 hrs were either more numerous or had more reads than the 

transposons present at 24 hrs, thus downgrading these genes to the category of non-enriched 

genes. The three genes found in common code for the following proteins: Dpb3 is the largest 

subunit of the DNA polymerase II and is involved in Rad9-dependent DNA damage checkpoint 

activation (Casari et al., 2021); Eaf3 is a subunit of the histone deacetylase complex RPD3 

(Carrozza et al., 2005) – which also includes Ash1 mentioned above –, and the gene EAF3 was 

already found among the genes in common between the list of 136 enriched genes (Fig. 4C) 

and the list of potential substrates of Cdc5 given by BioGrid; Stl1 is involved in glycerol 

transport (Ferreira et al., 2005). In this second list of 156 genes, we found another gene 

implicated in the amino acid biosynthesis pathway (HOM2, methionine pathway). This list also 

revealed the potential involvement of some new pathways such as the flavin biosynthesis 

pathway (with FAD1) and the TCA cycle (with ACO1), as well as the ubiquitin-proteasome 

pathway, with UBA1. 
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Figure 4. Heat map representing the changes of the number of reads of all the transposons sequenced in the cell 

population before induction of damage (T0) and after 24 hrs of induction of damage (T24), compared to a 

reference fixed at 3 hrs of induction (T3). The list of genes considered for this analysis is that of the 136 genes 

statistically enriched in reads only with respect to the transposons common at times T3 and T24. Two of these 

genes (ELF1 and YGR068W-A) are not represented because they have only one transposon in at least one 

experiment, which makes the observed enrichment unreliable. The heat map was done with TM4 (Saeed, 2003), 

and the genes were clustered with Euclidean distance. Reads were normalized by the total read number for each 

dataset. On the right are displayed the seven main profiles observed.  

 

As we also observed that genes could display enrichment in transposons too, we looked at a 

list of genes significatively enriched in transposons by a factor of 1.5, using a Wald test. This 

analysis revealed a list of 122 genes (Supp. Fig.4B), among which 35 genes were in common 

with the list of 122 genes (Supp. Table S4). DOC1, implicated in ubiquitinylation processes and 

APC/C activity regulation, was part of this list, reinforcing our previous hypothesis about APC/C 

implication in adaptation to DNA damage. Another 4 genes (CAB2, DOA1, HPA2, and MHR1) 

were also found in common between the 122 genes enriched in transposons and the 156 

genes enriched in reads for all transposons. DOA1 is implicated in ubiquitin-mediated 

proteolysis (Johnson et al., 1995). We also found 35 genes in common with the list of 122 

genes (Supp. Table S4). DOC1, implicated in ubiquitinylation processes and APC/C activity 

regulation, was found in this list, reinforcing our previous hypothesis about APC/C implication 

in adaptation to DNA damage. 

Finally, we also compared the set of the 131 depleted genes in reads from common 

transposons between time points 3 hrs and 24 hrs previously described with the list of 

depleted genes by a factor of 1.5 in reads for all transposons (128 genes) and genes depleted 

by a factor of 1.5 in transposons (55 genes), with all datasets normalized by the total number 

of reads and transposons (Supp. Fig. S4D & Supp. Table S5). The lists of 55 genes and 131 genes 

displayed no common genes. The lists of 55 genes and 128 genes displayed 16 elements in 

common (Supp. Table S5) and the lists of 128 genes and 131 genes displayed 6 common genes 

(GIM5, MRPS28, PMC1, TAF14, and YKL162C). 
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All these results highlighted the complexity of the analysis of our screen. By crossing all our 3 

lists of enriched genes (in reads and transposons) presented above, we observed the 

recurrence of the involvement of protein degradation systems (APC/C complex; PRE3, a 

subunit of the proteasome; RAD6, UBP7, UBA1 implicated in the regulation of 

ubiquitinylation), histone and chromatin expression and modification (ASH1, EAF3, FPR1, 

HHT2, HPA2) and cohesin regulation (two enriched genes out of five: SCC1 and REC8). The 

consistency of these different analyses was reinforced by the presence of different genes 

involved in the same complexes from one analysis to another: the Rpd3S complex (3 genes 

out of 5 were enriched in all our analyses: EAF3, UME1, RPD3), the Rpd3L complex (4 genes 

out of 11: ASH1, RPD3, SDS3, UME1), the APC/C complex (3 genes out of 17: DOC1, CDC16, 

MND2). 

 

Cdc5 and MRX might interact genetically to regulate adaptation to DNA 

damage 

In addition to the analyses from the combined SATAY experiments, we also investigated the 

results of individual screens. To compensate for the intrinsic noise, we focused on complexes 

whose genes had similar behavior. Among the complexes that emerged enriched in one of our 

screens, the MRX complex and its associated protein Sae2 appeared to be very good 

candidates for genetic interaction with Cdc5, specific to adaptation to DNA damage.  

Our first experiment revealed that MRE11 was enriched between times 3 hrs and 24 hrs, by a 

factor of almost 2, both in transposons and reads (Fig. 5A&B). In this analysis, we kept all the 

sequenced transposons, whether they are present in the 3-time points or not. RAD50 also 

appears to be enriched in both analyses, and SAE2 to a lesser extent. In contrast, the number 

of transposons and reads did not vary between 3 and 24 hrs for XRS2. Overall, the complex as 

a whole appeared to be globally enriched between 3 and 24 hrs on our screen.  

To experimentally test whether MRX mutants restored adaptation in a cdc5-ad cdc13-1 strain, 

we generated deletion mutants of all 3 genes. We verified the expected sensitivity of the 3 

deletion mutants to camptothecin (Fig. 5D). The spot tests showed decreased survival for all 

the MRX and SAE2 deletion mutants when grown on camptothecin, as expected (Mimitou, 

2010; Oh et al., 2016; Seeber et al., 2016). We performed a microcolony assay (Fig. 5C) to 
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assess adaptation of those strains, measuring the fraction of microcolonies formed 

by CDC5 and cdc5-ad cells, combined or not with deletion of the MRX genes and SAE2, at 3 

and 24 hrs (Toczyski, 2006). For this assay, we quantified the ratio between the number of 

microcolonies constituted of at least 3 cell bodies and the number of microcolonies with 2 or 

fewer cell bodies. The results showed a significant increase in adaptation rates in the cdc5-ad 

Δmre11 and cdc5-ad Δxrs2 mutants compared to cdc5-ad (Fig. 5C), which partially supported 

our hypothesis, as the deletion of the MRE11 gene did indeed allow the cdc5-ad strain to 

bypass the arrest (Fig. 5A&B), which explains why we could detect this gene on our screen. 

However, to avoid the checkpoint-deficient phenotype of the deletion of MRE11 (Grenon et 

al., 2001), it would be wise to perform a microcolony assay on the nuclease-dead mre11-

H125N mutant (Moreau et al., 1999). No significant difference was found for cdc5-ad Δrad50 

and cdc5-ad Δsae2 though (Fig. 5C). We checked for the transposon insertion sites in XRS2 

(Sipp. Fig. S2) and observed that its C-terminal region was densely targeted by transposons 

compared to the rest of the gene. The high concentration of insertion sites in a given region 

could explain the initially divergent results between the screen and the microcolony assay, a 

hypothesis that will be detailed in the discussion.  

Taken together, our results suggested a significant involvement of the MRX complex and the 

associated protein Sae2 in adaptation to DNA damage. 
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Figure 5. (A) Transposon enrichment between the time points 0, 3, and 24 hrs. Transposons are normalized by 

the total number of transposons, using the experiment 2 dataset. MRE11 in dark blue, RAD50 in purple, XRS2 in 

light blue, and SAE2 in red. (B) Read enrichment between the time points 0, 3, and 24 hrs. Reads are normalized 

by the total number of reads, using the experiment 2 dataset. (C) Microcolony assay measuring the fraction of 

microcolonies formed by cdc13-1 CDC5 and cdc13-1 cdc5-ad cells at 32°C, deleted for the genes MRE11, RAD50, 

XRS2, and SAE2, as indicated. Data are presented as means ± SD of n ≥ 3 (each n is indicated directly below the 

histogram). The number of counted cells per experiment is > 100 for each condition. (D) Yeast strains of indicated 

genotypes spotted in serial dilutions on agar plates: YPD as a control and camptothecin-containing plates (70 

ng/ml). Growth was monitored after 4 days at 23°C. 
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Discussion 

 

The synthetic lethality study of the cdc5-ad cdc13-1 mutant revealed 2 genes 

linked to genomic instability and 1 gene involved in telomere maintenance 

The overall results indicated that the cdc5-ad cdc13-1 mutant showed synthetic genetic 

lethality with several genes, but most of them either had no known function or belonged to 

the mitochondrial genome which was not reliable for further analysis due to many sources of 

variation of its copy number.  

The lack of an obvious synthetic lethality with a signaling pathway in which Cdc5 might have 

a role supports the fact that, to date, no function other than adaptation has been reported to 

be impaired in the cdc5-ad mutant. That said, the potential relationship between cdc5-ad and 

the TAF12 and TPM1 genes, which encode proteins involved in oncogenic processes in humans 

and whose mutants are associated with genomic instability in yeast, could be further 

investigated (Duffy et al., 2016; Wang et al., 2019). Surprisingly, while Cdc13-1 is reported to 

be functional at permissive temperatures, one of the synthetic lethal genes might be related 

to the cdc13-1 mutation rather than the cdc5-ad mutation since the YRF1-4 gene potentially 

encodes a helicase involved in telomere maintenance in a telomerase-independent manner 

(Yamada et al., 1998). Cdc13 is known to recruit telomerase, and the cdc13-2 mutant, which 

like cdc13-1 does not show a defect in telomere protection at permissive temperature, 

nevertheless shows a defect in telomere replication (Nugent et al., 1996). Perhaps Cdc13-1 

also has a telomere replication defect that might be corrected by the helicase Yrf1-4. 

Cdc5 might target Vhs2 to promote adaptation to DNA damage 

Vhs2 is a protein that until recently had no known function. However, it has been 

characterized as being involved in the regulation of septin ring dynamics at the bud neck after 

entry into mitosis, presumably by stabilizing the septin ring structure and being potentially 

phosphorylated by the subunit Cdc28 of Cdk1 and dephosphorylated by Cdc14 (Cassani et al., 

2014). These results implicate that Vhs2 is directly regulated by Cdc5 through Cdc14 

(Botchkarev and Haber, 2018). Our results suggest that the inactivation of Vhs2 might bypass 

cdc5-ad cdc13-1's cell cycle arrest, a hypothesis supported by the fact that Cdc5 is known to 

be recruited to the septin ring where it allows the degradation of Swe1 by phosphorylation, 
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favoring the correct start of mitosis (Asano, 2005; Sakchaisri, 2004; Song et al., 2000). This 

hypothesis will be tested in the future by assessing the adaptation defect of cdc5-ad in a 

phosphomimetic mutant of Vhs2 which would render its phosphorylation by Cdc28 obsolete. 

Thus, we would expect to observe adaptation restoration in the cdc5-ad cdc13-1 strain as well. 

A potential role for APC/C-dependent degradation mechanisms in adaptation 

Degradation mechanisms appeared to be a key point of adaptation to DNA damage as our 

analyses revealed that the mutation of many genes involved in ubiquitinylation processes 

(RAD6, DOA1, UBA1, UBP7) and the APC/C complex (CDC16, DOC1, MND2) promoted 

adaptation in cdc5-ad cdc13-1 strains. We showed in a previous study that Cdc5 degradation 

in response to DNA damage does not seem to occur through the canonical pathways, 

implicating Cdh1 and Cdc20 (Arnold et al., 2015; Charles et al., 1998). Our results, therefore, 

point to other genes promoting protein degradation and their potential direct or indirect 

interaction with Cdc5 could be investigated further. For instance, Doc1 is a subunit of the 

APC/C complex that promotes D-box recognition (Carrozza et al., 2005). Rad6 also seemed to 

be an interesting factor as already explained in the previous section. Rad6 is implicated in 

ubiquitinylation processes facilitating translesion synthesis in G2/M (Prado, 2021). RAD6 

expression levels increase during a normal cell cycle at the S/G2 transition and rad6 mutants 

arrest at this point in the cell cycle. Its levels also increase in response to DNA damage (Kupiec 

and Simchen, 1986). Inhibition of Rad6 reduces the phosphorylation of Rad53 and the in vitro 

activation of its kinase activity in response to DNA damage, thus partially bypassing the 

checkpoint arrest (Giannattasio et al., 2005). Our results were thus consistent with these 

results, as RAD6 was enriched in our screen, meaning that its mutation promoted adaptation 

in response to telomere dysfunction. The involvement of Rad6 in protein ubiquitination linked 

adaptation to the dynamics of degradation, a process that is strongly evident in our various 

analyses, as discussed below. 

The degradation pathways highlighted in our study could not only help to uncover the Cdc5 

degradation mechanism in response to DNA damage but also be involved in the general 

regulation of proteins in DNA damage conditions. 
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Transcriptional regulation of the CLB2 gene cluster plays a major role in 

restoring adaptation ability in the cdc5-ad cdc13-1 strain 

CDC5 belongs to a cluster of genes containing 35 other genes (Spellman, 1998). Among them, 

CHS2 could be considered synthetic lethal with cdc5-ad cdc13-1 as the number of inserted 

transposons shows a deviation from the threshold - described above - which is in the grey 

area. The synthetic lethality of the CLB2 cluster genes suggests that Cdc5-ad may be deficient 

in some essential functions otherwise performed by CLB2 cluster genes, in a DNA damage-free 

cell cycle. 

The hypothesis concerning the essential role of CLB2 cluster in adaptation is moreover 

strongly supported by the following observation from our analyses of enriched genes: ASH1, 

EAF3, RPD3, SDS3, and UME1 are enriched in reads in our screens, indicating their mutation 

managed to bypass DNA damage checkpoint arrest in the cdc5-ad cdc13-1 strain. ASH1 and 

EAF3 encode for a subunit of the Rpd3 complex, the large one and the small one respectively. 

Rpd3 complex has been reported as inhibiting the expression of the CLB2 cluster of genes (Veis 

et al., 2007). Besides, the transcription of the CLB2 cluster is regulated by the transcription 

factor Fkh2, and it appeared that FKH2 was found highly enriched in reads our first experiment 

(2.2 enrichment factor) but also in transposons for our 3 experiments (data not showed). 

Overall, the adaptation defect of cdc5-ad can be circumvented by increasing the transcription 

of the CLB2 cluster (Coutelier et al., 2021) and the mentioned genes could therefore be 

interesting candidates for further research in understanding the adaptation deficiency of cdc5-

ad.  

Sister chromatids separation in adaptation to DNA damage as a key event  

Not only did cohesin appear to be to most represented GO term in our analysis, but also 

multiple factors implicated in cohesin and cohesin regulation seemed to be putative 

substrates of Cdc5 after crossing our list with putative or identified interacting partners of 

Cdc5 provided by BioGrid (Fig. 3C).  

SCC1 and REC8 both encode cohesin complex subunits inhibiting sister chromatids separation 

(Sakuno and Hiraoka, 2022) and were significantly enriched in reads in our analysis, meaning 

their mutations seem to bypass the permanent checkpoint arrest of cdc5-ad. Cdc5 is known 

to control the removal of cohesion (Alexandru et al., 2001) and Scc1 is known to be 
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phosphorylated by Cdc5 in cdc13-1 cells at restrictive temperature as well as permissive one 

(Ratsima et al., 2016). Since Rec8 performs the same function in meiosis as Scc1 in mitosis, it 

might be a putative substrate of Cdc5 too. Besides, Δrec8 has the same phenotype as Δmnd2 

(Oelschlaegel et al., 2005) in separating sister chromatids prematurely. MND2 encodes for a 

subunit of APC/C, is required for the persistence of cohesin and appeared significantly 

enriched in reads in our analysis, as well as another gene encoding the subunit Cdc16 (Supp. 

Table S4) (Oelschlaegel et al., 2005), suggesting that APC/C plays a major role in adaptation to 

DNA damage potentially through its implication in the regulation of the cohesin complex. 

More generally, these results suggest that cdc5-ad’s adaption deficiency could be due to a 

defect in sister chromatids’ separation. 

Besides, the cohesin complex is recruited at the DNA damage site (Piazza et al., 2021; Ünal et 

al., 2004; Wu and Yu, 2012) thanks to the cohesion loading factor containing a subunit 

encoded by SCC4 and to the kinetochore protein encoded by MIF2, which are both statistically 

enriched in transposons and reads respectively in our analysis (Supp. Table S4), supporting the 

previous considerations. Interestingly, the recruitment of Mif2 and Scc1 to centromeric DNA 

is inhibited by the phosphorylation of Cse4 by Cdc5 (Mishra et al., 2019, p. 201). When damage 

is detected, mitotic exit is inhibited by Cdc55 which plays a role in preventing sister chromatid 

separation (Queralt et al., 2006). Our previous study (Coutelier et al., 2021) showed that 

Δcdc55 shows a slightly more efficient adaptation than the wild-type, and even though the 

adaptation defect of cdc5-ad seems to be independent of Cdc55, the fact that SCC1, REC8, and 

SCC4 disruption seems to bypass the checkpoint arrest of cdc5-ad supports the hypothesis 

that cohesin regulation is involved in the ability of cells to adapt. 

The importance of cohesin in adaptation to DNA damage is reinforced by the significant 

enrichment in our results of genes encoding the GARP complex (VPS52, VPS53, VPS54). GARP 

complex mutants have been reported to be deficient in recovery and this deficiency is 

explained, for the Δvps51 and Δypt6 mutants, by a defect in cohesin dissociation (Ciosk et al., 

1998; Eapen and Haber, 2013). The aforementioned enrichment of cohesin subunit genes and 

the enrichment of the GARP complex suggest that Cdc5-ad may be impaired in its functions 

with the cohesin in response to DNA damage. This hypothesis is reinforced by the fact that six 

genes (SMC1, SMC3, NSE1, CBF2, TOP3) involved in cohesin and its regulation had their 

essentiality suppressed in cdc5-ad cdc13-1, suggesting that the cdc5-ad mutation affects a 
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lethal interaction between Cdc5 and the subunits encoded by the cited genes. This hypothesis 

is reinforced by the physical interaction existing between Cdc5 and Smc1, Smc3 (Mishra et al., 

2016a; Pakchuen et al., 2016). 

Besides, the cohesin complex recruitment at DSBs requires Mre11 and other checkpoint 

factors (Kim et al., 2002; Ünal et al., 2004; Wu and Yu, 2012). Our results revealed that 

depletion of MRE11 and XRS2 restored adaptation in the cdc5-ad cdc13-1 mutant (Fig. 5C), 

suggesting that their essential role in adaptation to DNA damage might involve the regulation 

of the recruitment of the cohesin complex in response to DNA damage. 

Regarding XRS2, our data examplified a good example of the sharpness of the analysis 

achievable with the screen we have conducted. XRS2 whole deletion restored adaptation, as 

showed in the microcolony assay (Fig. 5C). But our screen displayed no enrichment for this 

gene (Fig. 5A). Thus we checked for the transposon insertion sites profile of XRS2 (Supp. Fig. 

S2) and observed that its C-terminal region was densely targeted by transposons compared to 

the rest of the gene. This high transposon density may cover up the variation on other 

transposons inserted more in the N-terminal region. To verify this hypothesis, subsequent 

microcolony assays using N-truncated or C-truncated strains should be performed. 

 

Sml1 as a regulator of adaptation to DNA damage 

Mec1 and Rad53 are essential proteins implicated in DNA damage checkpoint, the essentiality 

of which can be suppressed in a Δsml1 mutant (Zhao et al., 1998, p. 199). Sml1 inhibits dNTP 

synthesis by binding to Rnr1, and Mec1 and Rad53 are required to remove this inhibition (Zhao 

1998). Sml1 protein level peaks in the G2/M phase and is downregulated in response to DNA 

damage in a Mec1- and Rad53-dependent manner (Zhao, 2001). Our results revealed 

significant enrichment in reads for SML1 between time points 3 hrs and 24 hrs post-DNA 

damage induction (Supp. Table S4). This suggests that Sml1 is an important factor in 

adaptation to DNA damage through its Rnr1- and Mec1-dependent regulation. 

 

* 
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The screen we conducted has the major advantage of being able to investigate the 

mechanisms of adaptation to DNA damage in an unbiased manner and it exposed the 

complexity and diversity of metabolic pathways potentially involved in adaptation to DNA 

damage. We highlight the importance of cohesin regulation in adaptation to DNA damage, a 

complex that has interactions with Cdc5 that might be disrupted by the cdc5-ad mutation, and 

whose regulation might depend on the APC/C and MRX complexes in DNA damage conditions. 

The data from our screen still have much to reveal, providing a solid baseline for future 

investigations.  

Materials and methods 

Plasmids and strains 

All strains are from the W303 background (ura3-1 trp1-1 leu2-3,112 his3-11,15 can1-100). 

They all contain the cdc13-1 and cdc5-ad or CDC5 alleles and were grown at the permissive 

temperature of 23°C in YPD (yeast extract, peptone, dextrose) media and at 32°C to induce 

telomere dysfunction. Transposition strains were created by transforming strains with plasmid 

insertion. The plasmid is pBK625, kindly provided by Agnès Michel and Benoît Kornman. In this 

plasmid, the LEU2 gene is interrupted with the MiniDs transposon and the Ac transposase is 

under the GAL1 promoter. This plasmid does not confer leucine prototrophy to Δleu2 unless 

the Ac transposase excises the MiniDs transposon and repairs the LEU2 gene. OD600 were 

measured using WPA CO8000 Cell Density Meter. 

Microcolony assay 

Microcolony assays were performed using the cdc13-1 mutant to assess adaptation, as 

described in (Toczyski, 2006). Briefly, telomere dysfunction was induced in exponentially 

growing cells by incubation at 32°C for 3 hrs. 100 μL of culture at OD600 nm = 0.1 were then 

plated on a pre-warmed plate. Plates were visualized on a dissection microscope (MSM 

System 400, Singer Instruments) immediately at 3 hrs and 24 hrs. At each position, the number 

of cell bodies was counted and microcolonies were defined as comprising ≥ 3 cell bodies. 

PCR 

Transposon insertion sites were amplified and barcoded using the PCR program: 95°C for 1 

min, 35 cycles of 95°C for 30 sec – 55°C for 30 sec – 72°C for 3 min, 72°C for 10 min (MiniAmp 

Thermal Cycle, Thermo Fisher Scientific). 
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Spotting assays 

Overnight cultures grown in YPD at 23°C were spotted in tenfold serial dilutions starting with 

OD600 nm = 0.5 (à vérifier) in the first dilution onto the indicated agar plates. Images were taken 

after 4 days using a regular scanner. Camptothecin was used at a concentration of 70 ng/ml. 

Library generation 

The cdc5-ad cdc13-1 ura3-1 leu2-3 strain was transformed with pBK625 plasmid. The resulting 

strain is phenotypically leu- since the LEU2 gene borne on the plasmid is interrupted by the 

MiniDs transposon. 6 ml of drop-out-Ura + 2% raffinose + 0.2% glucose were inoculated with 

the freshly transformed cells, directly scraped off the ura- agar plate after comparing the 

growth capacity of the strains on leu - agar plates, at a final OD600 nm of 0.24. The cultures were 

grown to saturation for 18 to 24 hrs at 23°C and stopped when OD600 nm reached 4-6. Then 30 

ml of drop-out-Ura + 2% galactose were inoculated at OD600 nm = 0.2 and incubated at 23°C, 

to induce transposition. After three days, the total volume of each culture was reseeded in ~1 

L – 2 L drop-out-Leu medium at OD600 nm = 0.2 and incubated at 23°C for the enrichment phase, 

which diluted the remaining leu- cells. This step decreases the background noise by enriching 

the population of cells able to divide, i.e. having successfully recombined the LEU2 gene by 

excision of the transposon. After two days, each culture was separated into 3 equal volumes: 

one collected immediately, while the two others were incubated at a restrictive temperature 

of 32°C for 3 hrs and 24 hrs respectively. All the three subcultures harvested by centrifugation 

(4 min, 3000g), washed with ddH2O and frozen at -70°C. 

Genomic DNA preparation 

DNA extraction was performed using the Qiagen kit with the 500G columns, according to 

Qiagen protocole, with the following modifications: the centrifugation and supernatant 

removal steps prior to addition of the zymolyase were omitted, the obtained DNA is then 

isopropanol-precipitated and washed in 70% ethanol, and let to dry overnight.  

Library sequencing preparation  

We resuspended the DNA in 50 μL of ultrapure H2O. DNA concentration was measured by 

Qubit fluorometer (Invitrogen). A total of 4 μg was digested for each DNA sample: 2 μg using 

of MboI enzyme and 2 µg using Hin1II enzyme, both enzymes used up to 30 units per reaction 

(ThermoFisher Scientific FastDigest), at 37°C overnight. Then the digestion was inactivated by 
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heating at 65°C for 20 min. DNA fragments were circularized using 5 units of DNA ligase 

(ThermoFisher Scientific Rapid Kit) at 22°C for 6h and isopropanol-precipitated and 

resuspended in 100 μL of ultrapure H2O. 

Transposon insertion site amplification 

The total volume of 100 μL (for each experiment and each enzyme tube) was divided into 10 

PCR tubes of 10 μL implemented by a PCR mix of Taq polymerase in Mg2NH4SO4 buffer 

(ThermoFisher Scientific) and primers P5 and P7, barcoded with Illumina indexes. Then 

samples were purified on PCR Clean up columns (Macherey-Nagel NucleoSpin Gel and PCR 

Clean-up) and DNA concentrations were quantified on nanodrop. Sequencing was done at the 

ICM sequencing platform using the flowcell NextSeq 500 Mid Output Kit V2, 130 million reads. 

Bioinformatic analyses 

Reads from fastq files obtained after sequencing were aligned on the Saccharomyces 

cerevisiae reference genome S288C using bowtie (Langmead et al., 2009), with -m 1 as a 

parameter so that reads aligning at multiple sites on the genome are removed. The resulting 

BAM files were then processed in Matlab using Script 1 (Michel et al., 2017). All the figures, 

apart from the volcano plot, were created on Matlab, using some of (Michel et al., 2017) 

published code, as well as our implementations. 

Gene annotations were downloaded from the GO consortium (Ashburner et al., 2000)(Gene 

Ontology Consortium, 2021) (http://current.geneontology.org/annotations/sgd.gaf.gz), and 

stored in MGSA objects (R package MGSA)(Bauer et al., 2011). For each GO term, the 

proportion of genes from our list belonging to this GO term was compared to this proportion 

in the genome by a hypergeometric test and GO terms associated with a P-value lower than 

0.05 were selected for further exploration. 

Statistical analysis 

The volcano plot was computed as follows. For each gene, the number of transposons was 

normalised by keeping only the ones common to 3 hrs and 24 hrs. The number of reads was 

normalised to the total number of transposons mapped in the library. For each gene, the fold-

change and p-value were calculated using the DeSeq2 function, based on a Wald test (Love et 

al., 2014). Then the volcano plot was computed on R using the plot function. 

http://current.geneontology.org/annotations/sgd.gaf.gz
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Heat maps of the 136 genes statistically (as described above) enriched in reads for transposons 

in common between time points 3 and 24 hrs, created using MultiExperimentViewer (Saeed, 

2003) and Euclidean distance clustering on the number of reads for all transposons 

sequenced. Genes with a null number of reads or transposons were not shown. 
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Supplemental data 

 

Supplemental Figure 1. Histogram of the number of transposons found in every CDS for (A) experiment 1 time 0 

hrs, (B) experiment 1 time 24 hrs, and (C) experiment 2 time 0 hrs. The vertical dash line is the median of the 

distribution. Genes are categorized as all CDS (dark green) and essential (green). (D) Venn diagram of the 

essential genes, meaning genes having fewer transposons than the threshold that best discriminates essential 

and non-essential genes according to their distribution curve of the number of transposons inserted per gene. 

The threshold was specific to each dataset: for Michel and colleagues, the threshold was 4 transposons per gene, 

3 for experiment #1 T0, and 5 for experiment #2 T0. Each dataset and the corresponding threshold were then 

normalized by the total number of transposons inserted, and the deviation of the number of transposons per 

gene from the normalized threshold was evaluated. Genes with a number of transposons fewer than 5 points 

away from this deviation were considered essential. These criteria concern 881 genes for Michel and colleagues’ 

dataset, and 1079 and 573 genes for our experiments 1 and 2 respectively. There are 666 genes in common 

between Michel and colleagues’ dataset and at least one of our two experiments. 
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Supplemental Figure 2. (A) Examples of genes annotated as essential and showing partial loss of transposon 

coverage from the ones selected by (Michel et al., 2017). The color range is proportional to the number of reads 

sequenced for each transposon, in dark blue the smallest amount of reads and yellow the highest. The first 
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column displays genes for which C-terminal truncations result in viable phenotypes. The second column displays 

essential genes for which N-terminal truncations result in viable phenotypes. The third column displays essential 

genes for which various truncations result in viable phenotypes. Line (a) corresponds to the dataset from Michel’s 

team. Lines (b) correspond to our experiments 1 and 2, time point 0. Lines (c) represent our three experiments, 

time 3 hrs. Line (d) displays the transposons obtained in our three experiments, time 24 hrs. (B) Comparison of 

lists of genes containing less than the median of transposons. In purple, the genes are present in Michel’s dataset, 

in blue the dataset from our first experiment time point 0 hrs and in red the dataset from our second experiment, 

time point 0 hrs. 

 

 

Supplemental Figure 3. Transposon insertion sites for the displayed genes. The color range is proportional to the 

number of reads sequenced for each transposon, in dark blue the smallest amount of reads and yellow the 

highest. Line (a) corresponds to the dataset from Michel’s team. Lines (b) correspond to our experiments 1 and 

2, time point 0. Lines (c) represent our three experiments, time 3 hrs. Line (d) displays the transposons obtained 

in our three experiments, time 24 hrs. 
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Supplemental Figure 4. (A & B) Volcano plots showing statistically enriched genes in green and statistically 

depleted genes in red between time points 3 hrs and 24 hrs. The vertical lines represent statistical limits of p-

value = 0.05. The horizontal line represents the limit above it genes are enriched by 1.5 in (A) reads for all 

transposons and in (B) transposons. (C & D) Common genes regarding enrichment or depletion in transposons 

or reads, looking at all transposons or only transposons existing at both times 3 hrs and 24 hrs. All Venn Diagrams 

were made with BioVenn. (C) In red are the genes which read number for transposons existing at both time 3 hrs 

and time 24 hrs is enriched by 1.5 between time 3 hrs and 24 hrs. In blue the genes which read number for all 

transposons considered were enriched by 1.5 between time 3 hrs and 24 hrs. In purple, the genes which 

transposon number is enriched by 1.5 between time 3 hrs and 24 hrs. (D) In red are the genes which read number 

for transposons existing at both times 3 hrs and time 24 hrs is depleted by 1.5 between time 3 hrs and 24 hrs. In 

blue the genes which read numbers for all transposons considered were depleted by 1.5 between time 3 hrs and 

24 hrs. In purple the genes whose transposon number is depleted by 1.5 between time 3 hrs and 24 hrs. 
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Synthetic lethality Suppressed lethality 
GeneID Michel et al. Exp1 T0h Exp2 T0h GeneID Michel et al. Exp1 T0h Exp2 T0h 
'AI1' 327 -18 -32 'AAT2' -17 70 20 
'AI2' 730 -18 -32 'ACO1' -13 51 32 
'AI3' 924 -18 -32 'ACP1' -13 26 20 
'AI4' 1259 -18 -32 'ADE4' -13 226 142 
'AI5_ALPHA' 1389 -18 -32 'ADE5%2C7' -13 145 154 
'AI5_BETA' 185 -18 -32 'ADE6' -17 382 455 
'AIF1' 44 -18 -32 'ADE8' -17 45 38 
'ATP6' 177 -18 -32 'ADH1' -9 88 84 
'BI2' 452 -18 -32 'AKR1' -9 70 131 
'BI3' 831 -18 -32 'ALG11' -9 20 38 
'BI4' 1433 -18 -32 'ARH1' -9 26 67 
'BSC3' 20 -18 -32 'ARO7' -9 45 61 
'CBP6' 8 -18 -26 'ATP1' -17 88 90 
'COB' 1853 -18 -32 'ATP12' -9 176 165 
'COX1' 1772 -18 -32 'ATP18' -9 20 9 
'COX2' 282 -18 -32 'ATP2' -13 188 171 
'COX3' 230 -18 -32 'BIG1' -9 7 15 
'CWC23' 8 -12 -20 'BRO1' -17 82 96 
'DTD1' 44 -18 -32 'CAK1' -17 32 20 
'HXT17' 121 -18 -32 'CBF2' -9 32 26 
'MRP8' 16 -12 -14 'CDC40' -13 70 84 
'OLI1' 16 -18 -32 'CDC48' -9 20 15 
'PBI2' 28 -18 -26 'CDC55' -13 13 9 
'PDR18' 343 -18 -32 'CDC60' -9 7 15 
'Q0032' 8 -18 -32 'CFT1' -13 26 15 
'Q0092' 12 -18 -32 'CHC1' -17 7 9 
'Q0142' 8 -18 -32 'CYS3' -13 226 310 
'Q0144' 24 -18 -32 'DGK1' -9 26 26 
'Q0182' 44 -18 -32 'DID2' -17 45 15 
'Q0255' 432 -18 -32 'DML1' -13 26 9 
'Q0297' 36 -18 -32 'DOA1' -13 95 148 
'RRP17' 12 -12 -26 'DOA4' -13 138 96 
'SCEI' 399 -18 -32 'DOP1' -9 51 55 
'SNO4' 8 -18 -32 'DPL1' -13 120 102 
'TAF12' 8 -12 -14 'DYS1' -13 32 26 
'TIM11' 16 -18 -9 'ERG2' -13 13 49 
'TPM1' 12 -12 -26 'EXO70' -13 57 55 
'VAR1' 104 -18 -32 'FAD1' -13 45 73 
'VBA3' 8 -18 -9 'FAS1' -17 20 15 
'YAR075W' 16 -18 -32 'FOL1' -9 338 154 
'YBR012C' 141 -18 -32 'FOL3' -9 132 96 
'YBR013C' 177 -18 -32 'GAL4' -9 320 142 
'YCL046W' 24 -12 -20 'GAL7' -13 207 264 
'YDR413C' 12 -12 -26 'GCD14' -13 7 90 
'YGL132W' 16 -12 -20 'GPP1' -17 126 73 
'YIL102C' 36 -12 -9 'HEM2' -9 13 55 
'YLR464W' 24 -18 -32 'HEM4' -17 38 20 
'YMR141C' 24 -12 -9 'IBA57' -9 70 20 
'YMR153C-A' 12 -12 -20 'ILV1' -13 238 142 
'YMR172C-A' 16 -12 -26 'INO2' -17 13 32 
'YNL019C' 12 -18 -9 'IPK1' -13 13 26 
'YNR071C' 181 -18 -32 'ISD11' -9 7 9 
'YNR073C' 88 -18 -32 'JAC1' -13 45 78 
'YOL099C' 28 -12 -14 'KAE1' -17 38 26 
'YOR008W-B' 64 -12 -9 'KRE5' -9 26 78 
'YOR152C' 20 -12 -14 'KRS1' -13 26 20 
'YRF1-4' 24 -18 -32 'LEU2' -17 4418 2884 

    'LYS9' -17 295 322 
    'MAK5' -9 20 15 
    'MET17' -17 151 73 
    'MOT1' -13 76 96 
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    'MRPL49' -9 38 26 
    'MVB12' -9 26 20 
    'NAN1' -13 20 9 
    'NIP1' -13 13 15 
    'NSE1' -13 95 15 
    'OCH1' -9 120 113 
    'OPI8' -17 45 15 
    'ORC1' -9 13 15 
    'PCC1' -9 7 15 
    'PDC2' -17 13 38 
    'PER1' -9 26 20 
    'PET9' -13 151 177 
    'PFS2' -9 13 26 
    'PGM2' -17 245 194 
    'PPT2' -9 76 26 
    'PRI2' -9 20 15 
    'PSD1' -17 26 61 
    'PSD2' -13 419 299 
    'PTR3' -17 176 716 
    'QNS1' -13 51 44 
    'RAD6' -17 26 20 
    'RAP1' -9 38 9 
    'RIB7' -13 82 165 
    'RSC4' -9 88 32 
    'RTP1' -9 76 49 
    'SAM50' -17 26 55 
    'SEC7' -9 45 9 
    'SHQ1' -13 63 73 
    'SMC1' -13 7 9 
    'SMC2' -17 13 9 
    'SMC3' -9 20 26 
    'SMP3' -17 13 9 
    'SNF1' -9 51 9 
    'SRB5' -13 20 15 
    'SSY1' -17 51 247 
    'SSY5' -13 126 148 
    'SWC7' -9 20 9 
    'TAD2' -9 101 73 
    'TAD3' -17 20 15 
    'THI80' -9 13 20 
    'TOP3' -9 232 44 
    'TRM5' -17 120 102 
    'TRS120' -9 70 20 
    'TUP1' -9 13 67 
    'TYR1' -13 182 160 
    'USB1' -9 20 78 
    'VMA1' -9 120 67 
    'VMA4' -13 26 32 
    'VMA7' -9 13 9 
    'VPS20' -17 51 20 
    'VPS24' -17 26 9 
    'VPS25' -17 82 61 
    'VPS33' -9 45 38 
    'VPS4' -17 76 26 
    'YBL100C' -13 20 15 
    'YBR200W-A' -9 7 9 
    'YBR285W' -9 26 9 
    'YDR269C' -9 13 9 
    'YER172C-A' -9 7 38 
    'YFL066C' -13 32 44 
    'YGL218W' -17 13 9 
    'YHR214C-E' -9 13 9 
    'YMR294W-A' -13 13 9 
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    'YNR003W-A' -9 26 26 
    'YPR123C' -9 26 38 

 

Supplementary table 1.  Lists of synthetic genes that are lethal with the cdc5-ad cdc13-1 strain and genes whose 

mutation is usually deleterious but not in the cdc5-ad cdc13-1 genetic background. Reference data are taken 

from the dataset of Michel et al. 2017, who performed genetic screens on W303 CDC5 WT CDC13 WT strains. 

The number of transposons per gene is normalized by the total number of transposons obtained in the dataset. 

The threshold for determining whether a gene is considered essential in our experiments is a strict 4 transposons 

per gene for the Michel and colleagues dataset, and 3 and 5 transposons per gene for our experiments 2 and 3 

respectively, all normalised by the total number of transposon in the dataset. Only experiments 2 and 3 were 

considered here, since experiment 1 does not contain a time 0, i.e. without damage induction. In this table, we 

look at the logarithm of the deviation from this threshold, excluding a grey area of +/- 5. 

 

Enriched genes Depleted genes 
GeneID log2FoldChange pvalue GeneID log2FoldChange pvalue 
SIP18 5.97943261 6.70E-05 YBR209W -1.79311083 0.03320147 
YOL099C 5.35088432 0.01290966 YBL059W -1.7933451 0.04893553 
CAB2 5.28273439 0.03281763 YGL117W -1.81769318 0.03894303 
YDR521W 5.20642888 0.01030397 IRC22 -1.83640375 0.04394 
RPS8A 4.99607683 0.03078173 YKR051W -1.84214913 0.02908436 
TIM10 4.93668248 0.00060322 MIC19 -1.8486806 0.04926632 
YFR054C 4.70055059 0.00057269 PKP1 -1.90675793 0.04466883 
ELF1 4.68186244 0.03069929 YOR186C-A -1.9532699 0.01731949 
HNT2 4.60928433 0.00363835 YLR400W -1.9707804 0.02347366 
RPS16B 4.58779996 0.03598155 FMS1 -1.97933237 0.0359797 
BCY1 4.48928774 0.00032047 YJR005C-A -1.98239355 0.03913468 
YKL096C-B 4.47865997 0.03762334 AKR2 -1.98272154 0.04278467 
OCA2 4.44400879 0.00093854 YJR112W-A -2.0261888 0.03720715 
PRE3 4.37758662 0.00124142 YOR379C -2.04273709 0.02632555 
YDL158C 4.3698828 0.04217519 PMC1 -2.04562204 0.03474134 
ERG11 4.29165234 0.0260287 EMP65 -2.08050251 0.0486296 
SLM4 4.25394668 0.00196367 ABP1 -2.08190341 0.0241344 
REG1 4.18806842 0.0076756 TRP2 -2.11212853 0.04504518 
SRL3 4.17414732 0.00415571 DGR2 -2.11697778 0.04444508 
BIG1 4.17134146 0.02217031 PGS1 -2.14015014 0.03359062 
UBA4 4.09865737 0.00623517 MGS1 -2.15472753 0.03762769 
INM2 4.04163453 0.00109661 PSH1 -2.16518024 0.04689648 
YGL007C-A 4.02786465 4.52E-05 YER076W-A -2.17777918 0.04685291 
DHR2 3.99684452 0.01113547 COX23 -2.18387003 0.02141562 
RCF1 3.88898638 0.00755187 YNR066C -2.18425908 0.03908213 
YGL101W 3.85562099 0.01402543 MIX17 -2.19877652 0.0366803 
YDL121C 3.85109869 0.00615226 YNL277W-A -2.21221242 0.02819902 
SPL2 3.84004028 0.00687943 YER079C-A -2.21300398 0.03099628 
MRP21 3.76517734 0.00541772 ECM19 -2.21844882 0.04457897 
YLR149C-A 3.71681722 0.01379645 INP2 -2.23068129 0.027584 
DOA1 3.64498297 0.0003745 CHA4 -2.23227863 0.02421841 
TPO2 3.4500386 0.00708294 SMF3 -2.24651106 0.02167899 
NPL4 3.42785626 0.00537396 COX13 -2.24876592 0.02965261 
PIG1 3.41841282 0.00191523 SPI1 -2.25497674 0.04321731 
COX26 3.37783145 0.00792042 ATG22 -2.25581046 0.04098131 
DSS4 3.37224688 0.00805944 YKL162C -2.2677566 0.03412237 
HIS6 3.37204749 0.00355087 SBA1 -2.26886351 0.04557534 
YGL088W 3.29713573 0.01222127 YFH7 -2.27924202 0.01078069 
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YOL013W-B 3.27555277 0.00081322 PHO89 -2.28658459 0.01370486 
YOL150C 3.25232364 0.00789131 GIM5 -2.29134768 0.04895947 
AST1 3.22097705 0.01593688 CCW14 -2.29652028 0.04836172 
CBP2 3.21646989 0.00990976 BIO2 -2.30127687 0.02028239 
TGL2 3.18730694 0.02220109 YGR117C -2.32796587 0.02811625 
SKM1 3.17880425 0.0155699 YMR310C -2.33773946 0.03134965 
PTP3 3.13949078 0.00695913 DIT1 -2.33788503 0.02251605 
YIL071W-A 3.11300409 0.01447217 YJR018W -2.33962524 0.02756467 
RAD6 3.10591667 0.02459848 RFM1 -2.34168483 0.02612221 
SPP381 3.09743099 0.03813454 RPA34 -2.34648914 0.03416837 
SPO23 3.08702214 0.00558006 YML119W -2.37367799 0.01886147 
OSH3 3.04076229 0.01021245 NMA2 -2.37458493 0.02763963 
VHS2 3.02559685 0.0029256 YDR230W -2.4004316 0.0217515 
YNR005C 3.02103272 0.02976558 ZRG8 -2.42358352 0.02508482 
YMR158W-B 3.0026538 0.02194609 SCP1 -2.42734792 0.0154936 
MCD1 2.99721105 0.01914341 RPN14 -2.42900613 0.02590974 
YGR068W-A 2.99499427 0.00897968 TBS1 -2.46176041 0.03586491 
POA1 2.98334834 0.00092951 BUR6 -2.46309832 0.0129251 
YGL082W 2.95097832 0.00241506 ZDS1 -2.47718529 0.03186903 
SEH1 2.93104789 0.01454954 YDR239C -2.4821808 0.03752974 
YMR316C-B 2.92353699 0.01547697 COQ4 -2.51379461 0.03824141 
SIM1 2.89965018 0.00221107 POF1 -2.52884762 0.00868246 
ATG16 2.89910475 0.02263551 IRC7 -2.52977559 0.01779446 
TMN2 2.89849277 0.01622524 YER148W-A -2.54300364 0.04104335 
HPA2 2.88837312 0.01901635 IMA2 -2.55332293 0.04842968 
LEU5 2.86485252 0.0216127 THP2 -2.56727173 0.02468115 
STL1 2.85567817 0.01822396 YDL187C -2.58529237 0.00942725 
DPB3 2.84763302 0.04327604 BUD21 -2.66645941 0.0422384 
MHR1 2.8335636 0.00415359 PBP2 -2.69758484 0.02361515 
EGD2 2.82451426 0.04509741 DSS1 -2.70445916 0.04066732 
SCO1 2.81676613 0.01255765 ICT1 -2.70720564 0.01676134 
NTA1 2.80291366 0.03865143 PEA2 -2.73094813 0.02668725 
SCW4 2.78889631 0.02058254 PEX27 -2.73671777 0.04721159 
MRPS12 2.78528205 0.00698345 YML094C-A -2.74711983 0.01926458 
YIL054W 2.77802898 0.01637383 CDA1 -2.75564335 0.03419314 
RPS24B 2.75617286 0.03442923 YMR122C -2.7647481 0.00397978 
AAC3 2.74577826 0.03050924 FYV10 -2.77038871 0.04982334 
YRA2 2.70952624 0.03977181 YBR296C-A -2.78905773 0.00607287 
ERV25 2.69839502 0.01701829 EGT2 -2.79333467 0.03381657 
TRS85 2.68276931 0.01140441 ILV6 -2.79937394 0.00060846 
AQY1 2.67763786 0.02797832 RAM1 -2.81725466 0.0156707 
ERV29 2.66729237 0.0368482 YER046W-A -2.82021324 0.01870548 
TWF1 2.63423072 0.01098878 YMR141C -2.8211811 0.04700823 
PIH1 2.59942714 0.00580736 UBP9 -2.86282023 0.01474807 
YKL031W 2.59012158 0.04289591 YDL186W -2.87252997 0.01825759 
MOG1 2.58561512 0.02826506 SEE1 -2.8907501 0.04478451 
CDC16 2.57300769 0.01783785 YDR433W -2.89789864 0.02730971 
REC8 2.57090492 0.02432947 TAX4 -2.92907926 0.00348158 
SML1 2.56025015 0.04761454 BMT5 -2.96722656 0.00422779 
MSM1 2.52690692 0.03418292 NCE103 -2.97062546 0.0396769 
GEP7 2.52560262 0.0136314 DIT2 -2.99279095 0.00260972 
CNN1 2.51486604 0.03564217 TIM54 -2.99483474 0.02303175 
AVT2 2.51320216 0.01474902 KTI11 -3.01146762 0.01828893 
HHT2 2.50738213 0.04936133 PRR1 -3.0207419 0.01017418 
DJP1 2.48390429 0.0317364 PSY2 -3.03450332 0.01983477 
YML6 2.45573334 0.03681561 RPL36A -3.03895275 0.03402857 
YGR069W 2.44311891 0.03101811 MIT1 -3.06183243 0.0180278 
YBR238C 2.44157105 0.00467841 MRPL50 -3.06224505 0.00525823 
MND2 2.43166975 0.01292517 MRPS28 -3.0843546 0.02722901 
LAS21 2.41687454 0.04946906 TYR1 -3.0922704 0.01178904 
MTC3 2.41402433 0.02929871 BRR1 -3.11557895 0.03426113 
ASH1 2.40224468 0.04561385 HPC2 -3.1995792 0.00662531 
NOP8 2.40172057 0.01993205 YDL085C-A -3.21854129 0.01653373 
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YMC2 2.38699384 0.00815906 ABF2 -3.23093297 0.00770751 
YMR304C-A 2.38176265 0.02665525 PKH3 -3.23829896 0.00458133 
YJL047C-A 2.3803147 0.0282137 FLO8 -3.25310409 0.01417043 
KAP120 2.3753685 0.03320186 CKI1 -3.26467303 0.00476502 
YJL175W 2.37207374 0.02903926 FIP1 -3.27188854 0.0380553 
YNL205C 2.35295535 0.01978655 SEC72 -3.28236094 0.04175868 
FUS1 2.35029255 0.0345944 UBC11 -3.31719208 0.02438226 
LYP1 2.30317481 0.03673629 KRR1 -3.33784091 0.02494814 
ECM8 2.29327555 0.01912318 TDA2 -3.35031473 0.01559565 
IDP3 2.2669001 0.02201353 VBA2 -3.41847985 0.0046229 
YGR107W 2.24589283 0.04608821 HIS1 -3.42257964 0.00190568 
YJR020W 2.23342382 0.03873409 TAF14 -3.42282526 0.0223042 
FPR1 2.22915061 0.01574927 RPS27A -3.42628072 0.01674196 
YPK3 2.22396596 0.03367341 YPR170W-B -3.62077647 0.00901598 
CTL1 2.21014548 0.04842868 PMU1 -3.66223137 0.00204801 
YOL075C 2.20347624 0.01768707 HOS2 -3.68444121 0.00437072 
YOR365C 2.19287409 0.02902157 GID8 -3.7597987 0.01149896 
YIL086C 2.18553465 0.01549 SLG1 -3.77170433 0.0088551 
EAF3 2.17333513 0.03749017 CPT1 -3.88134206 0.00200008 
MTL1 2.17118482 0.0285326 YHB1 -3.88276769 0.0008654 
FMP45 2.15415506 0.03898354 NRD1 -3.92632041 0.00912761 
UBP7 2.13935968 0.01867328 YBR232C -4.13670157 0.00072707 
KAP122 2.10633904 0.03275116 RRT15 -4.23365052 0.0003372 
NYV1 2.10559682 0.02031381 IKI3 -4.26216176 0.006749 
PFK1 2.08545527 0.04011241 PDX1 -4.28995109 0.00020885 
YMR206W 2.07963089 0.03225108 YPR170W-A -4.35302216 0.00130347 
IMP2%27 2.06305398 0.01022463 DIA2 -4.59394666 0.00065308 
YJL016W 2.04474419 0.02478078 MRP8 -5.25410395 0.02287272 
YPR196W 1.92480708 0.04513514 DPB2 -5.29201311 0.03874741 
YBR071W 1.91612267 0.0253191 CDC55 -5.59386037 0.02121054 
SEF1 1.89587678 0.04518952    
FBP1 1.7972956 0.04403334    
POP3 1.71582195 0.04843533    
YHL042W 1.57901184 0.04951342    
YDL196W 1.52233337 0.04955905    

Supplementary table 2.  Lists or enriched and depleted genes. The fold-change and p-value were calculated using 

the DeSeq2 function, based on a Wald test (Love et al., 2014). This table only shows the statistically significant 

results. 
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C GO:000079
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complex 
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MCD1, 
SMC1, 
IRR1, 

SMC3, 
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protein 
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GLC7, 
PIG2, 

SDS22, 
PIG1, 
GAC1 

P GO:007253
0 

purine-containing 
compound 

transmembrane 
transport 

0.020258592684723
6 2 11 8.8848484

8 
AAC3 
LEU5 

PET9, 
AAC3, 
GGC1, 
FCY2, 

FCY21, 
FCY22, 
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VID22, 
PAI3, 
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6 

purine nucleotide 
transmembrane 

transporter 
activity 

0.023988212886602
4 2 12 8.1444444

4 
AAC3 
LEU5 

PET9, 
AAC3, 

YBR219C, 
YBR220C, 

GGC1, 
LEU5, 
AAC1, 
SAL1, 
ODC2, 
ODC1, 

YPR011C, 
ANT1 

P GO:007267
1 

mitochondria-
associated 
ubiquitin-

dependent 
protein catabolic 

process 

0.027974712707272
8 2 13 7.5179487
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NPL4 
DOA1 

SSA1, 
UBC4, 
NPL4, 

CDC48, 
VMS1, 
RSP5, 
UBP6, 
UFD1, 
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UBX2, 

SIS1, BRO1 
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copper ion 
homeostasis 
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SCO1 
TMN2 
HHT2 
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PIC2, 
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CTR2, 
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ICS3, 
GEF1, 
SOD1, 

EMP70, 
CTR3, 
MAC1, 
COA6, 
HHT2, 
SMF1, 
HAA1, 
CTR1 

F GO:014010
4 

molecular carrier 
activity 

0.012387204423558
5 3 24 6.1083333

3 

SCO1 
KAP122 
KAP120 

KAP104, 
SCO2, 
SCO1, 
YFH1, 
MSN5, 
SXM1, 

RTT105, 
KAP123, 
OXA1, 

KAP114, 
CSE1, 

KAP122, 
COX18, 
CRM1, 
NMD5, 
ACP1, 

COX17, 
KAP95, 
CCS1, 
PSE1, 
ATX1, 
SRP1, 
OPI10, 
KAP120 

C GO:000575
1 

mitochondrial 
respiratory chain 

complex IV 

0.046256826130258
2 2 17 5.7490196

1 
COX26 
MTC3 

COX9, 
COX26, 
MTC3, 
COX13, 
COX4, 
COX6, 

COX5B, 
COX12, 
COX8, 
COX7, 

COX5A, 
AI3, AI4, 

AI5_ALPH
A, COX1, 

COX2, 
COX3 

C GO:000568
0 

anaphase-
promoting 
complex 

0.046256826130258
2 2 17 5.7490196

1 
MND2 
CDC16 

CDC27, 
APC11, 
APC4, 

YDR161W, 
SWM1, 
CDC26, 
DOC1, 
CDC20, 
CDH1, 
AMA1, 
CDC23, 
MND2, 
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CDC16, 
APC9, 
APC2, 
APC1, 
APC5 

C GO:004512
1 membrane raft 0.029235824182258

1 3 33 4.4424242
4 

AST1 
SLM4 

FMP45 

AST1, 
RFS1, 
SLM4, 
AIM3, 
VMA2, 
FTH1, 
YCP4, 

RVS161, 
YCR075W-
A, FMP45, 

TMS1, 
YCF1, IVY1, 

DPP1, 
VMA8, 
VAC8, 
FET5, 
XRN1, 
PMA1, 
GTR2, 
TRK1, 
LTV1, 

MEH1, 
YBT1, 
NHA1, 
GTR1, 
SUR7, 
ZRC1, 
GAS1, 

YNL194C, 
VPH1, 
COT1, 
VMA4 

C GO:000574
6 

mitochondrial 
respirasome 

0.036611560313678
9 3 36 4.0722222

2 

COX26 
MTC3 
RCF1 

COR1, 
COX9, 

COX26, 
SDH4, 
QCR7, 
RIP1, 
QCR6, 
MTC3, 
COX13, 
COX4, 
QCR9, 

QCR10, 
COX6, 

COX5B, 
QCR8, 

YJL045W, 
SDH1, 
SDH3, 
SDH2, 

COX12, 
SHH4, 
COX8, 
RCF1, 
SHH3, 
COX7, 

COX5A, 
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RCF2, 
CYT1, 

QCR2, AI3, 
AI4, 

AI5_ALPH
A, COX1, 

COB, 
COX2, 
COX3 

F GO:000485
7 

enzyme inhibitor 
activity 

0.009060663272105
13 5 63 3.8783068

8 

SPL2 BCY1 
MND2 
SML1 
NOP8 

GPB2, 
SDS24, 

YBR296C-
A, LRE1, 

SYP1, 
YIH1, 

CDC13, 
INH1, 
STF1, 
HED1, 

MRPL35, 
YRA1, 

MUS81, 
MMS21, 
KRE29, 
PAB1, 
DMC1, 
ISC10, 

YPI1, IGD1, 
SDS23, 
CKB1, 

PHO81, 
PXR1, 

ECM29, 
IGO2, 
SPL2, 

YHR138C, 
BCY1, 

MND2, 
FAR1, 
NET1, 
SDS22, 
SIS2, 
RFU1, 

SIC1, TFS1, 
YLR179C, 

DIF1, PIF1, 
HUG1, 
SML1, 
GAL80, 
NSE5, 
PAI3, 
ROY1, 
ZDS1, 
GLC8, 
MCK1, 

IST1, IGO1, 
PBI2, 

NOP8, 
STI1, 
CKB2, 
VHS3, 
DCS2, 
GPB1, 



 

Page | 190 
 

ACM1, 
CAR1, 
ERI1, 
OAZ1, 

YPL014W 

P GO:004409
2 

negative 
regulation of 

molecular 
function 

0.002195852584023
43 7 89 3.8434456

9 

NPL4 
REG1 SPL2 

BCY1 
MND2 
SML1 
REC8 

GPB2, 
MCM2, 
CDC28, 
NPL4, 

SDS24, 
YBR296C-
A, LRE1, 
HSP30, 
SYP1, 

CDC13, 
INH1, 
STF1, 

CDC48, 
YDL073W, 

RAD61, 
HED1, 
REG1, 
GRX3, 
BMH2, 
GIR2, 
GCN2, 

MRPL35, 
YRA1, 

MUS81, 
MMS21, 

PAB1, 
GRX4, 
BMH1, 

YPI1, IGD1, 
PKP2, 

SDS23, 
RPT6, 
CKB1, 
KSS1, 
UFD1, 

PIL1, ESP1, 
PHO81, 
PXR1, 
PCL5, 
IGO2, 
SPL2, 

YHR138C, 
SLN1, 
BCY1, 

MND2, 
FAR1, 
IME2, 
NET1, 
TOR1, 
SBA1, 
UFD4, 

SIS2, LOT6, 
RFU1, 

SIC1, TFS1, 
YLR179C, 

DIF1, PIF1, 
HUG1, 
SML1, 
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GAL80, 
CDC5, 
PAI3, 
ROY1, 
ZDS1, 
GLC8, 
MCK1, 
RAD50, 
URE2, 
IGO1, 
PBI2, 
FPK1, 
NBA1, 
LAG2, 
CKB2, 
VHS3, 
DCS2, 
GPB1, 
ACM1, 
ERI1, 
OAZ1, 

PHO85, 
YPL014W, 

LSP1, 
REC8, 

NHP6A 

P GO:000627
5 

regulation of 
DNA replication 

0.024101809341294
5 4 54 3.6197530

9 

MHR1 
CDC16 
SML1 
EAF3 

CCR4, 
NTG1, 
DEP1, 

POL30, 
MEC1, 
CDC28, 
CHK1, 
RIF1, 

MRC1, 
RIM1, 
MSH3, 
DUN1, 
BRE1, 
SIR2, 
DBF4, 
DOA4, 
MSH6, 
FOB1, 
RAD9, 
MHR1, 
RSC3, 
SUM1, 
SAK1, 
DDI1, 
CHD1, 
CLB6, 
RRM3, 

IPI1, RIX1, 
FKH1, 
CDC6, 
SET2, 

TAH11, 
CDC16, 
HOG1, 
MCM5, 
SFH1, 
SIR3, 
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SML1, 
CSM3, 
RCO1, 
RPD3, 

TOF1, IPI3, 
TOP2, 
FKH2, 
MSH2, 
SIN3, 
SLD7, 
DIA2, 
RFM1, 
CTI6, 

EAF3, CLB5 

P GO:001623
7 

lysosomal 
microautophagy 

0.027136038774241
1 4 56 3.4904761

9 

SLM4 
TRS85 
OSH3 
ATG16 

SWH1, 
ATG8, 
SHP1, 
SLM4, 
CMD1, 
ATG14, 
ATG12, 
ATG15, 
ATG9, 

CDC48, 
VAM6, 
OSH2, 
ATG31, 
VPS41, 

YDR089W, 
TRS85, 
VAC8, 
VTC1, 
VTC2, 

ATG18, 
VAM7, 
CDC55, 
ATG1, 
GTR2, 
HSV2, 
HSE1, 
OSH7, 
OSH3, 
ATG7, 
NVJ1, 
SNX4, 
VTC4, 
OSH6, 
MEH1, 
ATG10, 
STT4, 

VPS33, 
ATG17, 
YPT7, 

ATG16, 
PIK1, 
ATG2, 
ATG4, 
VPS27, 
ATG3, 
VAM3, 
HES1, 

ATG29, 
PEP4, 
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ATG5, 
KES1, 

VPS30, 
ATG21, 
VTC3, 

ATG11, 
ATG13 

P GO:003463
7 

cellular 
carbohydrate 
biosynthetic 

process 

0.030389164750838
6 4 58 3.3701149

4 
INM2 BIG1 
PIG1 FBP1 

PSK1, 
MNN2, 
TPS1, 
ROT2, 
LRG1, 
KNH1, 
TPS2, 
INM2, 
HKR1, 
GLC3, 
GIP2, 
PCL6, 
GPP2, 
SAK1, 
GSY1, 
IGD1, 
KEG1, 
PCL10, 

CWH41, 
GSC2, 
SKN1, 
TRS65, 
INM1, 
BIG1, 
GPP1, 
PCL7, 
PIG2, 

MNN5, 
KRE9, 
INO1, 
GLG2, 
KAR2, 
PGM1, 
UGP1, 
GLG1, 
GSY2, 
PIG1, 
FKS1, 
GAS2, 
FBP1, 
TSL1, 

PGM2, 
GAS3, 
TPS3, 
FKS3, 
GAS1, 
GLC8, 
GAS4, 
PSK2, 
GAS5, 
GAC1, 
KRE5, 
PCL8, 
YIG1, 

PHO85, 
KRE6, 
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RHO1, 
GDB1 

C GO:003122
6 

intrinsic 
component of 

plasma 
membrane 

0.047780302444860
3 4 67 2.9174129

4 

FUS1 
MTL1 
TPO2 
LAS21 

FLR1, 
FAT1, 
QDR3, 
AGP2, 
DTR1, 
SUL1, 
PCA1, 
GEX1, 
VBA3, 
FUS1, 

CWH43, 
HKR1, 

SIT1, STE2, 
ZRT1, 

YGL114W, 
PMC1, 
MSB2, 
MTL1, 
TPO2, 
AZR1, 
ARN2, 
ARN1, 

YHL008C, 
YHK8, 
SLN1, 
AXL2, 
QDR2, 
QDR1, 
OPT1, 
TRK1, 
TOK1, 
LAS21, 
GEF1, 
KCH1, 
STE3, 

DCW1, 
GAP1, 
TRK2, 
VBA5, 
GEX2, 
TPO1, 
SUL2, 
YPS1, 
YPS3, 

YLR194C, 
MID2, 
VID22, 
CTR3, 

PHO84, 
PRM6, 
UBX2, 
HOF1, 
DFG5, 
FET4, 
AQR1, 
HOL1, 
ENB1, 
YVC1, 
TPO4, 
FEX1, 
FEX2, 



Jeanne Le Peillet  Article 2 

Page | 195  
 

YPR003C, 
OPY2, 
TPO3, 
OPT2, 
SGE1 

P GO:001631
1 

dephosphorylatio
n 

0.038227404494862
8 5 91 2.6849816

8 

INM2 
PTP3 

OSH3 CTL1 
OCA2 

 

F GO:004257
8 

phosphoric ester 
hydrolase activity 

0.017568713382298
4 7 131 2.6111959

3 

POA1 
INM2 
PTP3 

YGL101W 
FBP1 CTL1 

OCA2 

 

C GO:001593
5 

small ribosomal 
subunit 

0.048148793783255
1 5 97 2.5189003

4 

MRP21 
RPS8A 

RPS16B 
RPS24B 
MRPS12 

 

P GO:004864
6 

anatomical 
structure 
formation 
involved in 

morphogenesis 

0.025902877049822
9 8 174 2.2467433 

SEF1 
SPO23 
FUS1 

FMP45 
TRS85 
RAD6 
HHT2 
AQY1 

 

Supplementary table 3.  List of GO terms enriched in our screen. GO analysis was performed on the list of the 

136 enriched genes, among which 116 were annotated. The p-value was settled at 0.05 and all the GO terms 

were listed, regardless of the number of genes it contains. 

List 1: genes enriched 
in reads x1,5 between 
3h and 24h for 
common transposons 
between 3h and 24h 
(same as Table 2) 

List 2: genes 
enriched in reads 
x1,5 between 3h 
and 24h for all 
transposons 

List 3: genes 
enriched in 
transposons 
x1,5  

Common 
genes 
between lists 
1 and 2 
(same as 
Table 2) 

Common 
genes 
between 
lists 1 and 3 

Common 
genes 
between 
lists 2 and 
3  

Common 
genes 
between 
lists 1, 2 
and 3 

YDL196W YAL069W TPD3  DPB3 AAD4 CAB2  none 

YHL042W ADE1 MIX23  EAF3 ACO1 DOA1   
LAS21 MIX23 YBL100W-C  STL1 APM1 HPA2   
HHT2 ILS1 SCS22   BPL1 MHR1   
POP3 MOH1 MOH1   CBT1    
CTL1 ECM15 ALG14   CIA1    
SML1 PRP6 YBR131C-A   ERG1    
YGR107W ARA1 RIB7   ERG10    
ASH1 ICS2 YCR047W-A   GPP1    
SEF1 YBR184W AAD4   GTT1    
YPR196W AIM4 FAP7   IZH4    
EGD2 DPB3 NOP14   LYS9    
FBP1 PCA1 BPL1   MIX23    
DPB3 VMA9 POL3   MOH1    
YKL031W BPH1 RPL13A   MOT1    
YDL158C CPR4 VPS54   MPS2    
PFK1 AAD4 RPS13   NOP14    
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YRA2 CDC36 RLI1   NOP56    
FMP45 NOP14 RGP1   PRP19    
YJR020W BPL1 CIA1   RPO31    
NTA1 YDL114W YDR282C   SAD1    
SPP381 SNU23 YDR286C   SDO1    
YKL096C-B FAD1 MHR1   SGD1    
EAF3 PRP11 ARH1   TAH18    
ERV29 YDR118W-A SPT3   TOF1    
YML6 HOM2 YDR396W   TRL1    
LYP1 CIA1 NCB2   UME1    
RPS16B YDR396W VPS52   VPH2    
CNN1 YDR417C GLY1   VPS30    
FUS1 RPL12B YER023C-A   VPS38    
RPS24B YDR444W YER079C-A   VPS75    
MSM1 IZH1 KAP123   YDR396W    
YPK3 STL1 SCC4   YMR317W    
KAP120 RMD6 BRR2   YNL181W    
CAB2 PHM8 SAD1   YVH1    
KAP122 ARG5%2C6 DOC1       
YMR206W UBP9 CHC1       
DJP1 SWI4 ATG1       
YGR069W YER186C MPS2       
RPS8A GNA1 COG7       
ELF1 SAD1 NSR1       
AAC3 YFR036W-A ERG1       
YNR005C RSC8 ECM34       
MTC3 YFR056C RPS4B       
YJL175W ZRT1 CAB2       
YOR365C RTF1 GPP1       
MTL1 FRA2 YIL021C-A       
MOG1 YGL102C INA22       
YJL047C-A MPS2 YVH1       
AQY1 AFT1 GTT1       
YMR304C-A JAC1 BUD19       
ERG11 SPR3 TRL1       
YBR071W SPT4 PRY1       
YJL016W UPF3 TTI2       
RAD6 RPL11B SOR1       
REC8 ERG1 COS9       
ATG16 CWC22 DOA1       
TGL2 RPL8A CBT1       
BIG1 YSC84 TOR2       
IDP3 YHR022C-A YKL156C-A       
YMR158W-B DOG2 VPH2       
LEU5 YHR069C-A VMA5       
SCW4 SAM35 TFA2       
NYV1 COX23 YLL056C       
NOP8 NBL1 PRP19       
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YNL205C YHR202W SDO1       
MCD1 YIL165C MIM2       
ECM8 YIL163C YLR146W-A       
HPA2 SDS3 NOP56       
UBP7 GPP1 LIP2       
STL1 GVP36 VPS34       
CDC16 IST3 ACO1       
YOL075C YVH1 BUD6       
ERV25 LYS1 MID2       
YIL054W GTT1 SGD1       
TMN2 YPS6 ATG33       
AST1 IMA5 VPS38       
FPR1 PRP21 ATG17       
SKM1 ASF1 RPS1A       
YIL086C UTP10 SIR3       
YMR316C-B TRL1 SEC65       
AVT2 VPS53 TAF13       
SEH1 ANB1 COG8       
YIL071W-A HIT1 PPZ1       
YGL101W UBA1 GPI12       
YLR149C-A CBT1 YMR317W       
GEP7 CNB1 RPD3       
MND2 PXA2 MCK1       
YOL099C VPH2 TOF1       
SCO1 MIF2 VPS75       
YGL088W YKL071W NAR1       
TRS85 YKL018C-A YNL203C       
DHR2 OPI8 IPI3       
TWF1 DID2 YNL181W       
YDR521W MMP1 RIA1       
IMP2%27 YLL053C TOP2       
OSH3 COF1 END3       
CBP2 PRP19 COG5       
YGR068W-A YLL020C COG6       
YMC2 SDO1 YNL019C       
DSS4 YLR031W LYS9       
COX26 FRS1 IZH4       
YOL150C EMP70 MPD2       
REG1 PDC5 RPO31       
RCF1 HCR1 SER1       
TPO2 NOP56 HRK1       
MRPS12 ACO1 RDL1       
PTP3 SGD1 YOR366W       
SPL2 KAP95 PHR1       
UBA4 VPS38 PBI1       
YDL121C VPS33 KAR9       
PIH1 URA4 APM1       
SPO23 YLR455W RRD2       
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MRP21 YML116W-A UME1       
NPL4 MED11 VPS30       
YBR238C TIF34 MOT1       
SRL3 TRI1 GPI2       
MHR1 YMR317W ERG10       
HNT2 MRPL10 TAH18       
HIS6 TOF1 NHP6A       
VHS2 VPS75 RHO1       
YGL082W SSB2 HPA2       
SIM1 YNL198C        
SLM4 YNL181W        
PIG1 YNL109W        
PRE3 LYS9        
INM2 BSC5        
OCA2 COS10        
POA1 YOL159C        
YOL013W-B HPF1        
TIM10 RRP40        
YFR054C IZH4        
DOA1 RFC4        
BCY1 LDS2        
SIP18 SIL1        
YGL007C-A RPO31        
 SLP1        
 PTP2        
 PNT1        
 MRS2        
 YPL277C        
 APM1        
 YPL250W-A        
 UME1        
 TBF1        
 VPS30        
 INA17        
 MOT1        
 YPL041C        
 ERG10        
 RLF2        
 EAF3        
 TAH18        
 RPC40        
 NCE102        
 JIP5        

Supplementary table 4.  Lists of enriched genes according the following settings : read enrichment of x1.5 

between 3 hrs and 24 hrs or DNA damage induction, only for transposons found in commun between 3 hrs and 

24 hrs (column 1) ; read enrichment for the same time points and for all transposons (column 2) ; transposon 

enrichment by a factor x1.5 for the same time points (column 3). The next three columns are the lists resulting 
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from the intersection of the previously described lists, and the last column results from the intersection of all the 

three lists. 

List 1: genes depleted 
in reads x1,5 
between 3h and 24h 
for common 
transposons between 
3h and 24h 

List 2: genes 
depleted in reads 
x1,5 between 3h 
and 24h for all 
transposons 

List 3: genes 
depleted in 
transposons 
x1,5  

Common 
genes 
between lists 
1 and 2 

Common 
genes 
between 
lists 1 and 3 

Common 
genes 
between 
lists 2 and 3  

Common 
genes 
between 
lists 1, 2 
and 3 

FYV10 FUN19 YAR075W  ATP12 none GIM5  none 

MIC19 COR1 RPS8A  CUP2  MRPS28   
GIM5 FUI1 YBL065W  IES4  PMC1   
YBL059W LSM2 CDS1  ISA2  SMF3   
EMP65 YBL008W-A RPS11B  KRE1  TAF14   
IMA2 YBR027C MSI1  MRP1  YKL162C   
CCW14 RPS11B YBR221W-A  MRPL51     
PEX27 TSC3 DAD3  RPS11B     
YMR141C BMT2 HEM3  RRG9     
PSH1 YSW1 SYO1  SSP120     
YER076W-A YBR224W YDL023C  URA3     
SBA1 YBR292C SED1  YDR344C     
TRP2 LEU2 PET100  YHR054C     
SEE1 YIH1 YDR344C  YMR099C     
PKP1 ATG15 HXT3  YMR147W     
ECM19 SRF1 MRP1  YOR152C     
DGR2 SLC1 ATP17       
IRC22 NAT1 SNF1       
SPI1 FYV1 YEL032C-A       
AKR2 YDR102C URA3       
BUD21 YDR109C YFL066C       
SEC72 TRM82 YGL188C       
YER148W-A SUP35 CUP2       
ATG22 YDR278C SEH1       
DSS1 YDR290W TEL2       
NCE103 DPL1 FHN1       
YJR005C-A MRPS28 TRX2       
YNR066C YDR344C NOP19       
YGL117W MRP1 YHR054C       
DPB2 SBE2 ATP12       
COQ4 DYN2 BNA3       
FIP1 URA3 EBP2       
MGS1 GTT3 SDH1       
YDR239C UBC8 SDH3       
YJR112W-A GCD11 SSP120       
MIX17 EDC2 YLR307C-A       
FMS1 ALD5 YLR466C-B       
TBS1 YER078W-A YMR099C       
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PMC1 UTP7 FOL3       
BRR1 IES5 YMR147W       
CDA1 LSM5 KRE1       
RPA34 PET122 RRG9       
YKL162C CUP2 PSD1       
RPL36A YGL165C RAS2       
EGT2 DST1 YNL058C       
PGS1 PMC1 YOL134C       
YBR209W TAM41 SFM1       
ZDS1 PEF1 YOR029W       
YMR310C NNF2 YOR152C       
YER079C-A UTP8 GAC1       
COX13 ENP2 IES4       
YKR051W YHR050W-A YOR223W       
YNL277W-A YHR054C TMA16       
YGR117C GEP4 ISA2       
NMA2 ATG32 MRPL51       
INP2 PRM5        
YJR018W YIL030W-A        
YDR433W YJL182C        
MRPS28 ATP12        
PEA2 YJL175W        
YOR379C PTK2        
RFM1 HOC1        
RPN14 YKL162C        
ZRG8 SDH2        
KRR1 SMF3        
THP2 RGR1        
UBC11 BOS1        
CHA4 APC9        
ABP1 HOG1        
PBP2 YLR202C        
YLR400W EST1        
TIM54 SSP120        
MRP8 ECI1        
DIT1 CDA2        
TAF14 YLR326W        
YDR230W YLR349W        
SMF3 GIM5        
COX23 RCF1        
CDC55 MRPL39        
BIO2 CCS1        
PSY2 YMR085W        
YML094C-A ATP25        
YML119W YMR099C        
YER046W-A YMR147W        
KTI11 YIM1        
YDL186W NUP53        
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MIT1 GYL1        
IRC7 RNH1        
YOR186C-A YMR272W-A        
ICT1 KRE1        
RPS27A PFS2        
YDL085C-A RTC4        
RAM1 YNL235C        
TDA2 YNL228W        
SCP1 RRG9        
UBP9 RHO5        
FLO8 NSG2        
PHO89 BOP3        
BUR6 HDA1        
TYR1 ALG12        
GID8 NOP8        
YFH7 YOL019W        
PRR1 NOB1        
YDL187C YOR108C-A        
NRD1 CEX1        
YPR170W-B YOR152C        
SLG1 PET123        
POF1 FYV12        
ABF2 TUF1        
IKI3 MSB1        
HPC2 IES4        
YBR296C-A GEP3        
MRPL50 WTM1        
CKI1 YOR338W        
VBA2 GDS1        
PKH3 YPL197C        
HOS2 TAF14        
BMT5 NOG1        
YMR122C DIG1        
TAX4 YPL035C        
DIT2 SKS1        
PMU1 YPR011C        
CPT1 ERV2        
HIS1 ISA2        
YPR170W-A VPS69        
YHB1 MRPL51        
YBR232C SCD6        
DIA2         
ILV6         
RRT15         
PDX1         

Supplementary table 5.  Lists resulting from the same settings as discribred in Supp. Table 4, but with a depletion 

of a factor of 1.5 instead of an enrichment. 
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Vue artistique de la transposition chez S. cerevisiae. Chaque couleur correspond à une cellule, 

contenant un plasmide de transposition de la même couleur et ayant intégré un transposon de 

même couleur dans son génome. Au séquençage, nous observons l’ensemble des sites 

d’insertion de transposons, comme si tous étaient initialement au sein d’une même cellule. 
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 Le crible saturé en transposons que nous avons conduit a été un défi à mettre au point 

au sein du laboratoire. Il est basé sur un protocole en culture liquide, qui n’avait encore jamais 

été publié alors, gracieusement mis à notre disposition par l’équipe d’Agnès Michel et de 

Benoît Kornmann. Le protocole utilise le plasmide pBK549 (Fig. 12) sur lequel le transposon 

interrompt le gène ADE2. 

 

Figure 12. Carte du plasmide pBK549 (Michel and Kornmann, 2022) sur lequel la séquence du transposon MiniDs 

interrompt le gène ADE2. En ce qui concerne le plasmide pBK625, le transposon interrompt le gène LEU2. Le 

gène URA3 permet la sélection des clones ayant intégré le plasmide. La transposase est sous promoteur galactose 

et permet l’excision du transposon au moment d’une culture en milieu galactose. 

Comme mentionné dans l’article 2, nous avons adapté le protocole à l’utilisation du 

plasmide pBK625 – nous avons d’ailleurs eu l’honneur de faire partie des premiers à nous en 

servir – et à l’étude de l’adaptation au dommage à l’ADN, en ajoutant une expérience 

d’induction d’un dommage en fin de protocole. L’expérience d’adaptation a, elle aussi, 

nécessité des ajustements, étant réalisée sur des volumes 1000 fois supérieurs au protocole 

habituellement suivi au laboratoire, et à partir de concentrations cellulaires 5 à 20 fois 

supérieures également. 

Par ailleurs, d’autres ajustements ont été nécessaires au protocole d’Agnès Michel et 

de Benoît Kornmann, qui ont modifié la cinétique de l’expérience sur des souches cultivées à 

30°C : nos souches cdc13-1 étant thermosensibles, elles ont été cultivées à 23°C jusqu’à 

l’induction du dommage à l’ADN au moment de l’expérience d’adaptation, où la température 

a alors été augmentée à 32°C. Le protocole présenté ici contient les résultats que nous avons 

obtenus pour chaque étape. 
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1. Préparation de la banque de mutants en milieu liquide 

1.1. Principe de l’expérience et aperçu des étapes 

 

 
Figure 13. Schématisation des étapes de cultures jusqu’à l’enrichissement en cellules transposées. La division 

des cultures au moment de l’adaptation est donnée dans l’article 2, Fig. 1. 

 

Le plasmide pBK625 contient le gène URA fonctionnel, permettant de sélectionner les 

cellules ayant intégré le plasmide lors de la transformation. Il contient aussi le gène LEU2, mais 

disrupté par la séquence du transposon MiniDS se situe au sein du gène LEU2, l’interrompant 

et rendant ainsi les cellules incapables de pousser sur milieu dépourvue de leucine. La 

délocalisation de ce transposon – transposition – se fait en surexprimant la transposase grâce 

à un promoteur inductible au galactose, donc en cultivant les cellules dans un milieu 

contenant du galactose. Lorsque le transposon quitte le plasmide, le gène LEU2 jusque-là 

interrompu peut se recombiner, permettant aux cellules de croitre sur milieu dépourvu de 

leucine. C’est ce milieu de culture qui permet de sélectionner les cellules transposées, seules 

à pouvoir s’y développer (Fig. 13). L’ensemble de ces étapes se font à 23°C. Après cette étape 

d’enrichissement en milieu drop-out -Leu, la culture est divisée en 3, l’une récoltée 

immédiatement (T0), la deuxième mise à 32°C pendant 3 h (T3) et la dernière mise à 32°C 

pendant 24 h (T24) avant collecte des cellules (voir article 2 Fig.1 pour la figure 

correspondante). 

©Beink 
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1.2. Sélection des clones sur lesquels démarrer l’expérience 

Après transformation de la souche W303 ura3-1 leu2-3,112 cdc5::cdc5-ad-3HA-TRP1 

cdc13-1 par le plasmide pBK625, 6 clones sélectionnés sont striés sur milieu solide drop out -

Leu et drop out -Ura. Après une incubation de 3 jours à 23°C, 3 clones par souche sont choisis 

en fonction des critères suivants : une bonne croissance sur milieu -Ura, indiquant que les 

cellules contiennent bien le plasmide, et environ une dizaine de clones présents sur milieu 

drop-out -Leu.  (Fig. 14). Les quelques clones capables de pousser sur drop-out -Leu2 reflètent 

une fuite légère de la transposition, preuve que l’excision du transposon et la recombinaison 

du gène LEU2 sont possible. 

 

Figure 14. Colonies formées sur boîtes drop-out -Leu et -Ura pour 6 transformants après 3 jours d’incubation à 

23°C. En vert sont les 3 transformants sélectionnés pour la suite de l’expérience, selon les critères suivants : 

bonne croissance sur milieu -Ura et présence d'une dizaine de colonies sur milieu -Leu. 

1.3. Précultures liquides 

Après 3 à 4 jours d’incubation des clones repris de la boîte -Ura, 6 mL de drop-out -Ura, 

0.2% glucose, 2% raffinose sont innoculés au matin, à une DO600 nm de 0,2-0,4. Les précultures 

sont ensuite incubées à 23°C jusqu’à ce qu’elles atteignent DO600 nm = 4, c’est-à-dire au bout 

d’environ 24-30 heures (Table 2). 
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Tableau 2. Mesures des DO600 nm obtenues pendant la phase de préculture, d’une durée de 24 à 30 heures. 

Clone 
Préculture 

DO initiale DO finale Temps (h) 
#1 0,39 4,0 30 
#2 0,32 4,0 30 
#3 0,30 4,2 30 
#4 0,24 3,5 24 
#5 0,24 3,4 24 
#6 0,24 3,4 24 
#7 0,27 3,6 24 
#8 0,27 3,5 24 
#9 0,25 3,8 24 

  

1.4. Induction de la transposition 

Les précultures servent ensuite à innoculer 30 mL de milieu drop-out -Ura, 2% galactose à 

une DO600 finale d’environ 0,2. Ces cultures sont ensuite incubées à 23°C. Le moment de 

l’induction est appelé temps 0 (T0). L’étape d’induction permet la transposition du transposon 

MiniDs du plasmide et son insertion unique dans le génome.  

1.5. Réensemencement 

 Au bout de 80 heures (T80) d’induction de la transposition, seule une culture parmi les 

trois précédemment démarrées est réensemencée en milieu drop-out -Leu à DO600 = 0,2 

(Table 3) dans un volume total ajusté de façon à réensemencer la totalité du volume issu de 

la phase d’induction, permettant de conserver la diversité des sites d’insertions de 

transposons. Les volumes généralement nécessaires à cette étape sont d’environ 1 à 2 L pour 

chaque culture ré-ensemencée. 

Le choix d’une culture parmi les 3 est basé sur la culture pour laquelle la transposition 

semble avoir été la plus efficace : nous présenterons la méthode d’évaluation de l’efficacité 

de transposition en partie 1.6.  

 L’étape de réensemencement s’arrête quand les cultures atteignent une DO600 

d’environ 1-2. Contrairement au protocol initial de Michel et al., l’enrichissement ici n’a pas 

besoin d’être très important puisque l’ajout d’une expérience d’adaptation rallonge le temps 

de culture de deux jours. Par ailleurs, l’adaptation étant une expérience très sensible, 
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habituellement démarrée à DO600 = 0,1, arrêter l’étape de réensemencement avant 

d’atteindre des concentrations trop importantes semble préférable.  

Tableau 3. Mesures des DO600 obtenues pendant la phase de réensemencement. 

Culture 
Avant 

réensemencement Réensemencement 

DO DO initiale DO finale Temps (h) 
#1 8 0,2 1,4 80 
#4 9,2 0,18 2,0 80 
#7 ~8 0,19 0,84 80 
#8 ~8 0,22 0,78 80 
#9 ~8 0,22 1,38 80 

 

1.6. Expérience d’adaptation au dommage à l’ADN 

 À la fin de l’étape de réensemencement, la culture est divisée en 3 volumes égaux. L’un 

est immédiatement collecté (temps 0 par rapport à l’induction du dommage à l’ADN) : le 

milieu de culture est éliminé par une centrifugation de 4 min à 4°C et 3200 g, et le culot 

cellulaire est congelé à -70°C. Les deux autres sous-échantillons restant sont incubés à 32°C, 

avec agitation pendant 3h et 24h respectivement (temps 3 et 24 heures après l’induction du 

dommage), puis le culot cellulaire est collecté et stocké comme décrit précédemment. Les 

DO600 de chaque sous-échantillon sont mesurées avant collecte des cellules (Table 4). 

Tableau 4. DO600 prises au moment de la collecte des cellules après l’expérience d’adaptation, mesurées au 

spectrophotomètre (WPA CO 8000). 

Sous-échantillon 
Adaptation 

DO finale Temps à 32°C (h) 
#4a 4,9 3 
#4b 3,7 24 
#7a 0,95 3 
#7b 2,4 24 
#8a 0,85 3 
#8b 2,2 24 
#9a 1,7 3 
#9b 4,2 24 
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1.7. Evaluation du bruit de fond et de l’efficacité de la transposition 

Aux temps T0, T30 et T80 après induction de la transposition, 200 μL de culture sont étalés 

sur boîtes drop-out -Leu, drop-out -Ura et YPD, selon les dilutions suivantes (Table 5) : 

Tableau 5. Dilutions appliquées lors de l'étalement sur boîtes drop-out -lEU, drop-out -URA et YPD, à différents 

temps d'induction de la transposition. 

Milieu solide 
Dilution appliquée selon lemps après induction de la transposition 

T0 T30 T80 

drop-out -LEU 1/100e 1/100e 1/5000e 

drop-out -URA 1/10000e 1/400000e 1/100000e 

YPD 1/10000e 1/400000e 1/100000e 

 

Les colonies issues de ces boîtes ont été comptées après 2 à 3 jours d’incubation à 23°C. 

Au cours de l’induction, le nombre de cellules Leu+ normalisé par rapport aux colonies sur YPD 

augmente (Fig. 15) pour deux raisons : d’une part l’induction de la transposition délocalise le 

transposon MiniDs du gène LEU2 du plasmide qui peut alors se recombiner, d’autre part les 

cellules Leu+ ainsi formées se divisent. Le nombre de cellules Leu+ à T30 est environ 7% du 

nombre de cellules à T80.  

Note : dans le protocole initial d’Agnès Michel et de Benoît Kornmann, le nombre de 

cellules à T20 est environ 10% du nombre de cellules à T54, T20 et T54 étant le nombre 

d’heures après induction de la transposition selon leur cinétique de croissance à 30°C. 

L’exemple donné ici (Fig. 15) est représentatif d’une expérience ayant fonctionné et 

pour laquelle le comptage sur boîte drop-out -Leu était en adéquation avec l’augmentation 

attendue du nombre de cellules Leu+. Mais de façon étonnante, alors que les mêmes dilutions 

étaient appliquées d’une fois à l’autre, une proportion importante de boîtes se sont avérées 

contenir un nombre de colonies extrêmement variable, rendant parfois le comptage 

impossible, soit par manque de cellules, soit par saturation des boîtes. Fréquemment, le 

comptage sur boîte a donné des résultats surprenants, comme par exemple une diminution 

du nombre de cellules Leu+ ou Ura+ entre T0 et T30 ou entre T30 et T80. Ces résultats ne sont 

pourtant pas corrélés à l’échec de l’expérience, puisque certaines se sont avérées contenir 

une bonne saturation en transposons malgré tout. Inversement, une bonne croissance du 
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nombre de cellules Leu+ au cours de la phase d’induction n’a pas nécessairement été gage de 

succès de l’expérience.  

  

Figure 15. Courbe de croissance du nombre de cellules LEU+ normalisé, évalué par comptage sur boîtes drop-out 

-LEU, à différents temps d’induction de la transposition : 0h (T0), 30h (T30) et 80h (T80). 

 

2. Préparation de l’ADN pour le séquençage 

2.1. Principe de l’expérience et aperçu des étapes 

 

Figure 16. Etapes récapitulatives depuis l’extraction d’ADN génomique jusqu’au séquençage. En bleu l’ADN, en 

orange le transposon. 

Après collecte des cellules, l’ADN génomique total est extrait et préparé de façon à 

amplifier les sites d’insertion de transposons par PCR. La préparation de l’ADN avant PCR se 

fait par digestions multiples permettant de générer un très grand nombre de petits fragments 

d’ADN. Ces enzymes coupent aussi dans la séquence du transposon. Ensuite, ces fragments 
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sont circularisés et la PCR se fait grâce à des amorces reconnaissant le transposon et orientées 

vers l’extérieur, permettant d’amplifier le site d’insertion (Fig. 16). 

2.2. Extraction de l’ADN 

Nous avons essayé plusieurs techniques d’extraction de l’ADN génomique pour limiter la 

perte de matériel génétique : extraction sur colonnes 20G et 500G de Qiagen et extraction au 

phénol-chroloforme. Finalement, l’extraction avec laquelle nous avons eu les meilleurs 

résultats était celle utilisant les colonnes 500G de Qiagen. La quantité d’ADN à extraire 

provient de cultures d’environ 500 mL presque arrivées à saturation, soit une quantité de 

cellules de l’ordre de 1010 cellules. Une seule colonne est donc nécessaire pour l’extraction 

selon les recommandations de Qiagen, mais nous avons observé de meilleurs résultats en 

utilisant 4 colonnes par échantillon au total. D’ailleurs, avons observé que l’extraction de 

l’ADN de la moitié de chaque échantillon suffit à obtenir des résultats satisfaisants, permettant 

de garder des cellules en réserve en cas d’imprévu.  

 L’ADN extrait selon le protocole de Qiagen est ensuite précipité à l’isopropanol et lavé 

avec 500 μL d’éthanol 70% à -20°C. Le culot d’ADN est laissé séché sur la nuit puis re-suspendu 

dans 100 μL d’H2O Milli-Q et incubé à 55°C pendant 1 à 2 heures. La quantité d’ADN est ensuite 

mesurée par fluorométrie (Qubit, Invitrogen). Les expériences fructueuses ont donnée des 

concentrations de 500-1500 ng/μL. Seuls 4 μg au total sont utilisés par échantillon pour la 

suite de la préparation des ADN. 

2.3. Digestions enzymatiques 

 Sur les 4 μL prélevés, la moitié est digérée par MboI et l’autre par Hin1II (ThermoFisher 

Scientific FastDigest FD0814 et FD1834 respectivement). Ces digestions permettent de 

fragmenter l’ADN génomique, en plus d’un site de coupure unique dans les séquences de 

transposons insérés. Chaque digestion se fait dans un volume total de 50 μL, dont 30 unités 

d’enzyme et 5 μL de tampon FD 10X (ThermoFisher Scientific B64), à 37°C sur la nuit. Après 

inactivation de la digestion par une incubation de 20 min à 65°C, les profils de digestions sont 

ensuite révélés sur gel d’agarose 0,8%, et montrent un smear allant de 300 à 10000 paires de 

bases (Fig. 17). 
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Figure 17. Profils de digestion de l’ADN génomique par MboI ou Hin1II. Gel d’agarose 0,8%. 0,5 μg de GeneRuler 

1 kb Plus. 2 μL d'échantillon. Les puits 1 et 3 contiennent l'ADN digéré par MboI, et les puits 2 et 4 par Hin1II. 

2.4. Circularisation de l’ADN 

 La circularisation par ligation des fragments d’ADN générés permet de préparer l’ADN 

à l’amplification des sites d’insertions de transposons par PCR. La réaction de ligation se 

produit directement dans les tubes de digestion, dans lesquels sont ajoutés 70 μL de tampon 

de ligature rapide 5X (ThermoFisher Scientific, Rapid Kit K1422), 5 unités de T4 DNA ligase 

(ThermoFisher Scientific, Rapid Kit K1422) dans un volume final de 400 uL, incubé pendant 6 

heures à 22°C. 

2.5. Précipitation de l’ADN circularisé 

 Immédiatement après la réaction de ligation, l’ADN est précipité à l’isopropanol 

volume à volume, puis lavé à l’éthanol 70% à -20°C. L’ADN purifié est ensuite resuspendu dans 

100 μL d’H2O Milli-Q. Les culots sont à peine détectables à l’œil.  

2.6. Amplification des sites d’insertions de transposons 

 Les 100 μL de chaque échantillon sont ensuite répartis dans 10 tubes de PCR contenant 

chacun 10 μL de tampon (NH4)2SO4 10X (ThermoFisher Scientific EP0404), 8 μL de MgCl2 10X 

(ThermoFisher Scientific EP0404), 200 μM de dNTP, 100 pmol d’amorce P5 (utilisée pour tous 

les échantillons) et 100 pmol d’amorce P7, 2,5 unités de Taq polymérase (ThermoFisher 

Scientific EP0404), dans un volume total de 100 μL. Pour une culture donnée, la même amorce 

P7 est utilisée à la fois pour l’échantillon digéré par MboI et pour celui digéré par Hin1II. Les 

amorces utilisées dans nos différentes expériences sont résumées dans le tableau 4. 
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Tableau 6. Séquences des amorces P5 et P7 utilisées, avec les index Illumina correspondants. Les séquences 

soulignées correspondent aux index. 

Amorce Séquence 5’-3’ Index 
Illumina 

P5 AATGATACGGCGACCACCGAGATCTACTCCGTCCCGCAAGTTAAATA / 

P7 #1 CAAGCAGAAGACGGCATACGAGATCGAGTAATACGAAAACGAACGGGATAAA D701 RC : 
CGAGTAAT 

P7 #2 CAAGCAGAAGACGGCATACGAGATTCTCCGGAACGAAAACGAACGGGATAAA D702 RC : 
TCTCCGGA 

P7 #3 CAAGCAGAAGACGGCATACGAGATAATGAGCGACGAAAACGAACGGGATAAA D703 RC : 
AATGAGCG 

P7 #4 CAAGCAGAAGACGGCATACGAGATGGAATCTCACGAAAACGAACGGGATAAA D704 RC : 
GGAATCTC 

P7 #5 CAAGCAGAAGACGGCATACGAGATTTCTGAATACGAAAACGAACGGGATAAA D705 RC : 
TTCTGAAT 

 

Le programme de PCR suivi est 95°C 1 min – 35x (95°C 30 s – 55°C 30 s – 72°C 3 min) – 

72°C 10 min. La qualité des produits de PCR obtenus sont analysés sur gel d’agarose 1,5% (Fig. 

18).  

 

Figure 18. Profil de migration des échantillons après amplification des sites d’insertions de transposons par PCR. 

Gel d’agarose 1,5%. 1,5 μg de GeneRuler 1 kb Plus, 2 μL d’échantillon déposé. Les puits 1 et 3 contiennent l’ADN 

digéré par MboI, les puits 2 et 4 par Hin1II. Les réplicas proviennent de deux cultures différentes. Les bandes 

observées correspondent LEU2-MiniDs non transposés, attendues à ~450 et ~700 pb pour MboI et Hin1II 

respectivement. 

Enfin, après purification des PCR sur colonnes (Macherey-Nagel NucleoSpin Gel and 

PCR Clean-up), les quantités d’ADN sont mesurées au Nanodrop. Sur l’ensemble de nos 

expériences nous avons obtenu des concentrations comprises entre 400 et 600 ng/μL. 

Les échantillons sont ensuite séquencés à la plateforme de séquençage de l’ICM, en 

utilisant la cartouche NextSeq 500 Mid Output Kit V2 (150 cycles) de 130 millions de reads en 
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paired-end 75 pb, ainsi que l’amorce de séquençage notée 688_minidsSEQ1210 et l’amorce 

pour séquencer le barcode Custom_index1 (Tab.6). 

Tableau 7. Séquences des amorces de séquençage. 

Nom de l’amorce Séquence 5’-3’ 

688_minidsSEQ1210 TTTACCGACCGTTACCGACCGTTTTCATCCCTA 

Custom_index1 GGTTTTCGATTACCGTATTTATCCCGTTCGTTTTCGT 

 

 

* * * 

 

Malgré les multiples optimisations apportées, le taux de succès de l’obtention d’un 

génome saturé en transposons a été de ½ en moyenne pour ces souches. Un point important 

dans la complexité de ces expériences est l’instabilité des plasmides et des souches. Le 

plasmide pBK625, de même que le plasmide pBK549, a tendance à se recombiner avec la 

transposase d’Escherichia coli lors de la transformation bactérienne, par homologies de 

séquences. Ces recombinaisons privent le plasmide de la transposase et d’une partie du gène 

LEU2, le rendant inapte à générer des cellules Leu+ par la suite. Le profil attendu d’un plasmide 

non recombiné est présenté en (Fig. 19). Quant à l’instabilité des souches, elle provoque un 

fort taux de fuite de transposition en l’absence de toute induction, sur des souches conservées 

à 4°C ou même congelées, quelques mois seulement après leur transformation (Fig. 20), 

obligeant la création de nouvelles souches à chaque début d’expérience. 
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Figure 19. Profils de digestion par EcoRV du plasmide pBK625. Gel d'agarose 0,8%. 0,5 μg de GeneRuler 1 kb Plus, 

2 μL d'échantillon déposé. Les puits 1 à 5 contiennent 1 μg de plasmide pBK625 provenant de différent 

extractions miniprep digéré par EcoRV (ThermoFisher Scientific). Tailles attendues : 6248 pb, 2166 pb, 1905 pb. 
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Figure 20. Comparaison de la capacité de croissance sur milieu drop-out -LEU des souches nouvelles transformées 

et des souches stockées à 4°C et -70°C pendant plusieurs mois. Les photos ont été prises après 2-3 jours 

d'incubation à 23°C. 

 

Par ailleurs, dans le cadre d’un autre projet de recherche, j’ai appliqué ce protocole sur 

des souches de levures à chromosome unique linéaire ou circulaire. Malgré l’utilisation d’une 

souche témoin W303 ou BY4742, mes trois tentatives ont échouées. Les raisons d’échec de 

cette expérience complexe ne nous sont pas encore tout à fait claires et semblent être 

multiples, pouvant intervenir à la fois au cours des multiples étapes de cultures ou lors de la 

préparation des ADN génomiques. 
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Figure 21. Les rôles de Cdc5 dans le cycle cellulaire et les facteurs impliquées dans l'adaptation au dommage à 

l'ADN. En bleu foncé sont les rôles de Cdc5 connus de la littérature, ainsi que sa localisation dans la cellule. En 

nuages gris sont les voies métaboliques et complexes ayant un rôle dans l’adaptation, déjà connus de la 

littérature. En nuages bleu clair sont les voies et complexes pour lesquels nous avons révélé une implication dans 

l’adaptation au dommage à l’ADN, en lien ou non de Cdc5. 

©Beink 
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 Cette partie démarre par une discussion sur notre approche expérimentale, puis sera 

suivie par une analyse de la complexité de l’adaptation au dommage à l’ADN à la lumière de 

nos résultats majeurs, avant de conclure sur l’ensemble de ce manuscrit. 

 

1. Cribler les mutants d’adaptation par des méthodes indirectes 

Mener un crible spécifique révélant des mutants déficients en adaptation est une tâche 

complexe, car le phénotype que l’on souhaite analyser est l’absence de croissance. 

Heureusement, nous avons la chance de disposer d’un mutant ponctuel qui semble 

exclusivement déficient en adaptation, cdc5-ad (Toczyski et al., 1997) (article 2), nous 

permettant à la place d’étudier les phénotypes capables de restaurer l’adaptation, et donc 

d’analyser les populations de mutants viables. Le crible global que nous avons mené sur ce 

mutant à l’échelle du génome entier nous permet de chercher des gènes impliqués dans 

l’adaptation sans aucun biais issu de la littérature ou de notre compréhension de l’adaptation 

– hormis le fait que nous réalisons l’étude sur cdc5-ad. La capacité de ce crible à fournir des 

informations concernant l’entièreté des processus moléculaires ayant lieu au cours de 

l’expérience réside en son caractère saturé en insertions de transposons dans tout le génome 

(Michel et al., 2017). Mais un tel crible fait aussi ressortir des processus non spécifiques de 

l’adaptation qu’il faut donc savoir discriminer, et c’est peut-être là une étape où l’on risque 

de perdre l’intérêt d’une méthode sans biais de connaissance. Nous avons déjà proposé un 

certain nombre d’analyses et d’hypothèses concernant nos résultats, mais nous n’avons 

encore analysé qu’une partie de nos données. Une des études que nous aurions souhaité 

ajouter est l’implication des régions intergéniques dans l’adaptation au dommage à l’ADN, en 

cherchant par exemple des régions non codantes dans lesquelles le nombre de transposons 

insérés évoluerait de manière significative chez les cellules capables de restaurer l’adaptation 

chez cdc5-ad. Les données obtenues par nos cribles renferment encore beaucoup 

d’informations insoupçonnées et pourront servir de base à de futures investigations.  

Les analyses menées sur les données issues de nos cribles ont parfois donné des 

résultats difficiles à interpréter. Lorsque nous avons conceptualisé l’expérience, nous nous 

attendions à retrouver un certain nombre de témoins correspondant à des mutants du 

checkpoint de dommage à l’ADN (rad53, chk1, rad9, bfa1), qui auraient été enrichis dans notre 
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crible en supprimant l’arrêt en G2/M. Or nous avons observé, à l’inverse, que ces mutants 

sont globalement appauvris, à la fois en reads et en transposons. Cet appauvrissement peut 

s’expliquer néanmoins très simplement : des cellules ayant des dommages irréparables 

fortement cytotoxiques sont plus susceptibles de mourir si la progression de leur cycle 

cellulaire est maintenue. Cette possibilité de pouvoir apporter une explication cohérente quel 

que soit le résultat obtenu, a rendu l’interprétation de nos résultats parfois ardue, mais nous 

a aussi poussés à trouver des indicateurs de robustesse plus convaincants, par exemple en 

recherchant des complexes constitués de gènes au comportement cohérent et en s’appuyant 

sur des variations statistiquement significatives. 

Concernant les enrichissements, nous nous attendions à observer un nombre de 

transposons stable entre les différents temps de l’expérience d’adaptation, puisque la 

transposition se fait en amont de l’adaptation et qu’une fois inséré le transposon est maintenu 

au même endroit dans le génome. Nous avions donc prévu de focaliser nos observations sur 

les enrichissements en reads seuls. Or nous nous sommes rendu compte que le nombre de 

transposons ressortant au séquençage variait tout autant que le nombre de reads, et que leurs 

fluctuations étaient en général corrélées positivement. Ce phénomène peut être expliqué de 

plusieurs façons. D’une part, la perte de sites de transposons entre deux temps de l’expérience 

peut être due à l’échantillonnage, puisque nous ne séquençons qu’une très faible partie de la 

quantité d’ADN totale. D’autre part la corrélation entre reads et transposons peut être due à 

la sensibilité du séquenceur, puisque plus il y a de reads pour un transposon plus celui-ci a de 

chances d’être détecté. Un point intéressant qui ressort de ces expériences est que les 

paramètres considérés pour chaque analyse changent drastiquement la liste des gènes 

obtenus : très peu de gènes sont communs à la liste des gènes enrichis en reads d’un facteur 

1.5 pour tous les transposons, à la liste des gènes enrichis en reads d’un facteur 1.5 pour les 

transposons en communs entre 3 heures et 24 heures, ou à la liste des gènes enrichis en 

transposons du même facteur. Et pourtant, des gènes impliqués dans les mêmes complexes 

ressortent d’une liste à l’autre, nous amenant à considérer que ces analyses, au lieu d’être 

excluantes les unes par rapport aux autres, apportent au contraire chacune des éléments 

cohérents dans leur ensemble, et qui nous ont permis d’obtenir les différents résultats qui 

seront résumés dans la partie suivante. 
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Nous avons aussi travaillé à la conception d’un protocole pour conduire un autre crible 

des mutants d’adaptation, mais cette fois-ci directement sur CDC5, en effectuant une PCR 

génératrice d’erreurs sur la séquence du gène CDC5 et en comparant la croissance des 

mutants obtenus sur boîtes soumises à une expérience de microcolony assay. La conduite de 

ce protocole nécessite un travail minutieux de repiquage et de séquençage des mutants 

obtenus pour caractériser les mutations impactant l’adaptation. Ce crible pourrait révéler de 

nouveaux mutants d’adaptation de cdc5, donnant des indices sur les sites précis de CDC5 

spécifiquement impliqués dans l’adaptation. 

 

2. L’adaptation au dommage à l’ADN est un mécanisme 

extrêmement complexe 

 La complexité de l’adaptation sera discutée ici, d’abord de manière indépendante de 

Cdc5 puis liée à l’activité de Cdc5. Cette partie sera aussi l’occasion de discuter de l’intrigante 

dégradation de Cdc5 au cours de l’adaptation et de vous proposer un modèle de régulation 

de l’adaptation au dommage à l’ADN. 

 

2.1. L’adaptation concerne de multiples voies métaboliques 

Le checkpoint de dommage à l’ADN se situe à l’intersection entre les mécanismes de 

progression du cycle cellulaire et ceux de signalisation d’un dommage. Il enclenche l’arrêt d’un 

ensemble de voies métaboliques impliquées dans la progression du cycle cellulaire, et 

maintient cet arrêt tant que la signalisation du dommage est activée. 

Bien qu’il soit très contrôlé, le checkpoint de dommage à l’ADN présente en réalité un 

certain nombre de propriétés qui permettent la reprise du cycle cellulaire malgré la 

persistance du dommage, en enclenchant l’adaptation au dommage à l’ADN.  

L’étude des mutants d’adaptation a permis de révéler l’implication d’un nombre 

impressionnant de facteurs – par ailleurs connus pour leurs fonctions indépendantes de 

l’adaptation –, régulant la capacité des cellules à s’adapter. En analysant de manière globale 

l’ensemble des résultats fournis par la littérature, nous avons exploré, à travers l’introduction 

de ce manuscrit, les différents aspects de l’adaptation, qui incluent la déphosphorylation et la 



 

Page | 234 
 

déacétylation de Rad53 (Leroy et al., 2003; Memisoglu et al., 2019; Sun, 1998; Tao et al., 2013; 

Toczyski et al., 1997; Vaze et al., 2002; Vidanes, 2010) ; l’amplitude de la résection au site du 

dommage (Clerici et al., 2006b; Clifford et al., 2008; Lee et al., 2001; Leroy et al., 2003; 

Mimitou, 2010) ; les modifications de la chromatine (Eapen et al., 2012; Nakanishi et al., 

2009) ; la perturbation des dynamiques de séquestration et de dégradation des protéines 

mitotiques et des protéines impliquées dans la ségrégation des chromosomes (Dotiwala et al., 

2013; Eapen and Haber, 2013) ; et les changements d’expression de gènes en réponse au 

dommage à l’ADN (Edenberg et al., 2014; Yelamanchi et al., 2014). Parmi les gènes concernés 

par ces changements d’expression se trouvent ceux du cluster CLB2, réprimé en réponse à une 

lésion de l’ADN. En forçant son expression dans un contexte de dommage persistant, nous 

avons découvert que l’augmentation de l’expression des gènes du cluster CLB2 favorise 

grandement l’adaptation, et ce de manière indépendante de Cdc5 qui en fait pourtant partie 

(article 1) (Coutelier et al., 2021) (Fig. 21). Ce résultat est renforcé par un ensemble de gènes 

du cluster que nous avons retrouvés impliqués dans le contournement du défaut d’adaptation 

de cdc5-ad (article 2). L’expression de ce cluster est régulée par le complexe Mcm1-Fkh2-

Ndd1, et il s’est avéré que le gène FKH2 est ressorti enrichi dans notre crible, que ce soit en 

nombre de reads ou de transposons (article 2). Ce résultat peut paraître étonnant, puisque la 

délétion de FKH2 diminue le niveau de ARNm du cluster CLB2 (Hollenhorst et al., 2000), mais 

il renforce néanmoins l’importance du rôle de la régulation du cluster CLB2 dans l’adaptation 

au dommage à l’ADN.  

Alors que nous avons focalisé nos recherches sur le rôle de Cdc5 dans l’adaptation, 

dont nous parlerons plus loin, c’est en investiguant son implication que nous avons révélé un 

certain nombre de voies et facteurs impliqués dans l’adaptation sans lien direct avec Cdc5. 

Parmi les facteurs concernés se trouvent les phosphatases PP2A Cdc55 et Rts1, qui jouent 

chacune des effets opposés sur l’adaptation, respectivement négatif et positif (article 1) 

(Coutelier et al., 2021) (Fig. 21). Ces protéines participent à la cytokinèse, à l’inhibition de la 

voie FEAR et à la transition G1/S, ajoutant ainsi autant de voies potentiellement impliquées 

dans l’adaptation au dommage à l’ADN, et dont il faut désormais vérifier l’implication réelle. 

Pour pouvoir caractériser les mécanismes d’action des PP2A dans l’adaptation, nous pourrions 

commencer par chercher les facteurs par lesquels Cdc55 défavorise l’adaptation en vérifiant 

si des phosphomimétiques de ses substrats (Chs2 et Net1 par exemple, en mutant les sites de 
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phosphorylation en acide glutamique, Fig. 21) auraient le même effet que la délétion de 

Cdc55. Concernant le rôle de Rts1 dans l’adaptation, nous pourrons tester l’implication des 

substrats connus de Rts1 dans l’adaptation en réalisant des microcolony assay sur des mutants 

de délétion de ses substrats.  

* 

Nos recherches ont donc apporté des preuves supplémentaires de la multiplicité des 

voies métaboliques et des facteurs concernés par l’adaptation au dommage à l’ADN 

indépendamment de Cdc5, en révélant que PP2A et les gènes mitotiques du cluster CLB2 ont 

un rôle important dans ce processus.  

 

2.2. Cdc5 tient une place centrale dans l’adaptation en interagissant 

avec un grand nombre de facteurs 

Une des constatations majeures de l’introduction de ce manuscrit, c’est à quel point 

Cdc5 est omniprésente tout au long du cycle cellulaire et même en réponse à un dommage à 

l’ADN, interagissant avec un nombre impressionnant de facteurs.  

Malgré les nombreuses fonctions bien caractérisées de Cdc5 au cours du cycle 

cellulaire, les mécanismes par lesquels Cdc5 permet aux cellules de s’adapter restent 

hypothétiques. Il semblerait que l’adaptation en lien avec Cdc5 dépende d’un ensemble de 

facteurs, telle que la localisation de Cdc5 (Nakashima, 2008; Ratsima et al., 2016; Rawal et al., 

2016), la désactivation Cdc5-dépendante de Rad53 potentiellement via Mec1 (Donnianni et 

al., 2010; Melo et al., 2001; Pellicioli et al., 2001), l’activation Cdc5-dépendante de la 

protéolyse opérée par APC/C-Clb2, le rôle de Cdc5 en sortie de mitose, le bon fonctionnement 

de son activité kinase et de son domaine PBD (Ratsima et al., 2016), la quantité de Cdc5 

(Vidanes, 2010), ou encore son état de phosphorylation (Rawal et al., 2016; Rodriguez-

Rodriguez, 2016). 

Nous avons pu atteindre l’objectif que nous nous étions fixés de révéler des substrats 

de Cdc5 spécifiques de l’adaptation au dommage à l’ADN (article 2). Parmi les substrats 

trouvés, certains sont impliqués dans des complexes connus comme ayant des rôles en 
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réponse à un dommage à l’ADN, et d’autres substrats s’avèrent être les sous-unités d’un 

même complexe, renforçant la robustesse de nos découvertes. 

Par ailleurs, la littérature apporte de nombreuses preuves de la régulation fine du cycle 

cellulaire par des événements de phosphorylations et de déphosphorylations coordonnés, 

notamment en réponse à un dommage à l’ADN. Cdc5 elle-même est régulée par son état de 

phosphorylation. Nous avons donc cherché à déceler les régulations propres à l’adaptation et 

à comprendre comment les modifications post-traductionnelles de Cdc5 sont impliquées dans 

ce processus. Nous sommes parvenus à mettre en évidence que Cdc5 est phosphorylée de 

manière spécifique en réponse à un dommage à l’ADN et que certains sites de 

phosphorylation ont un effet positif sur l’adaptation. Le niveau protéique de Cdc5 en réponse 

à un dommage est quant à lui régulé négativement, fait étonnant qui sera discuté ci-après. 

Nous avons cependant rencontré des obstacles dans la création des souches permettant la 

réalisation de cette expérience difficultés techniques qui pourront je pense être surmontées 

pour enfin mener à bien cette expérience. De façon fortuite, alors que nous souhaitions 

observer l’effet de l’inhibition de la dégradation de Cdc5 sur la cinétique d’adaptation, nous 

avons découvert que la dégradation de Cdc5 en réponse à un dommage à l’ADN ne se fait pas 

selon les voies canoniques décrites dans la littérature et restent donc à caractériser (Arnold et 

al., 2015; Charles, 1998). Nos études permettent toutefois de confirmer l’implication du 

protéasome et de proposer un certain nombre de candidats potentiels jouant un rôle à la fois 

dans des processus de protéolyse et dans l’adaptation (article 2) (Fig. 21). Par la suite, nous 

pourrons plus précisément étudier les mécanismes de dégradation de Cdc5 en réponse à un 

dommage persistant, en mutant les ubiquitines ligases pour tenter d’observer une 

stabilisation des niveaux protéiques de Cdc5. 

* 

Nous sommes parvenus à caractériser les régulations de Cdc5 en réponse à un 

dommage persistant et avons révélés l’implication de complexes non soupçonnés (Cvt, GARP, 

Cytochrome C, MRX) dans l’adaptation au dommage à l’ADN en lien avec les rôles de Cdc5 

(Fig. 21). Ces complexes pourront faire l’objet d’études plus approfondies pour élucider les 

mécanismes par lesquels ils permettent l’adaptation, après avoir vérifié les phénotypes 

d’adaptation des mutants de délétion correspondants par des méthodes standards de 

microcolony assay, comme nous l’avons fait pour le complexe MRX. Les expériences menées 
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ensuite seront spécifiques de chaque complexe : on pourra par exemple étudier la localisation 

du complexe par rapport à Cdc5 en réponse à un dommage par des méthodes de microscopie 

à fluorescence ; ou chercher des interactions protéine-protéine et ADN-protéine en lien avec 

Cdc5, par pull-down ou ChIP, notamment pour regarder si Cdc5 est spécifiquement recrutée 

au niveau d’un dommage à l’ADN.  

 

2.3. Cdc5 est dégradée au cours de l’adaptation selon des voies non 

canoniques, tout en étant essentielle à ce processus 

 Etonnement, alors que Cdc5 est essentielle à l’adaptation, son niveau protéique en 

réponse à un dommage est régulé négativement. Plusieurs hypothèses sont proposées ci-

dessous pour expliquer ce phénomène intrigant. 

 Il a été montré qu’en l’absence de dommage, Cdc5 est capable d’assurer ses 

différentes fonctions en fin de division cellulaire, même en réduisant son activité de 98%, 

laissant supposer que Cdc5 est en quantité excessive en fin de cycle (Ratsima et al., 2011). Or 

de telles quantités pourraient entraver l’arrêt au checkpoint de dommage à l’ADN : nous avons 

d’ailleurs montré qu’en surexprimant CDC5 en réponse à un dommage, l’adaptation est 

accélérée, preuve d’un temps d’arrêt en G2/M réduit. Dans cette hypothèse, les quantités de 

Cdc5 restantes au cours de l’adaptation seraient suffisantes pour enclencher les mécanismes 

d’adaptation, même après 8 à 12 heures d’arrêt. 

Une autre explication possible serait que Cdc5 joue son rôle décisif dans l’adaptation 

de manière ponctuelle : Cdc5 interviendrait par exemple en début d’arrêt, lorsque ses niveaux 

protéiques sont encore hauts. Cette hypothèse pourrait être testée via un protocole que nous 

avons déjà mis au point et pour lequel nous avons commencé à construire les souches, 

permettant d’induire la dégradation de Cdc5 à différents temps de l’adaptation pour déceler 

le moment précis de l’adaptation où Cdc5 jouerait son rôle déterminant – à supposer qu’un 

tel rôle ponctuel existe. Les résultats de cette expérience apporteront une précision 

temporelle du rôle de Cdc5 : si la dégradation de Cdc5 se fait avant l’accomplissement de son 

rôle dans l’adaptation, les cellules ne s’adapteront pas, tandis que si sa dégradation survient 

après, les cellules activeront irrémédiablement les mécanismes d’adaptation. En induisant la 

dégradation de Cdc5 à plusieurs moments de l’adaptation, entre 0 et 24 heures, nous 
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pourrons connaitre à quel instant exactement Cdc5 enclencherait de manière irréversible les 

mécanismes d’adaptation. Grâce à cette indication temporelle, nous pourrons discriminer des 

substrats spécifiquement exprimés à ce moment précis de l’adaptation, affinant notre 

connaissance des gènes potentiellement impliqués dans l’adaptation au dommage à l’ADN. 

Il se pourrait par ailleurs que l’adaptation soit permise, à l’échelle de la cellule unique, 

par une augmentation transitoire des quantités de Cdc5 au moment de l’adaptation. Cette 

hypothèse pourrait être testée en quantifiant la fluorescence émise par Cdc5 tagguée à 

l’échelle d’une cellule unique jusqu’à l’adaptation. Des tentatives ont été menées par l’équipe, 

mais la difficulté du choix d’un marqueur fluorescent approprié reste à surmonter pour 

permettre la détection des faibles taux protéiques de Cdc5 tout en minimisant la phototoxicité 

liée au temps d’acquisition. Dans le cas où il s’agirait d’un pic d’activité et non de quantité, on 

pourrait s’inspirer d’un système existant pour Plk1, basé sur un biosenseur FRET permettant 

l’émission d’une fluorescence lorsque Cdc5 exercerait son activité kinase (Macůrek et al., 

2008).  

* * * 

L’introduction de ce manuscrit nous a fourni une première appréciation de la 

complexité de l’adaptation, que nous avons ensuite développée dans l’article 1, en révélant 

l’implication de nouveaux facteurs liés ou non à Cdc5. Dans l’article 2 nous avons commencé 

à caractériser les grandes voies potentiellement impliquées dans l’adaptation et propres à 

Cdc5-ad. Au fur et à mesure que nous progressons dans la compréhension des mécanismes 

d’adaptation au dommage à l’ADN, nous ne cessons d’être impressionnés par le nombre de 

voies métaboliques impliquées, et par la complexité de ce mécanisme. A la lumière de ce que 

nous connaissons aujourd’hui, peut-être le terme unique d’adaptation ne concerne pas une 

seule voie de signalisation, mais reflète plutôt un phénotype global caractérisant des cellules 

endommagées de manière permanente parvenant néanmoins à reprendre leur division 

cellulaire après un arrêt au checkpoint G2/M. Sous ce nouvel angle de vue, l’adaptation serait 

l’aboutissement d’un ensemble de mécanismes indépendants les uns des autres, mais dont 

une partie significative requiert l’action de Cdc5. La coordination de l’ensemble de ces 

mécanismes semble nécessaire à la reprise du cycle cellulaire, et Cdc5 semble orchestrer cette 

coordination. 
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Malgré nos avancées, le mutant cdc5-ad continue de nous intriguer : le mécanisme 

précis par lequel il empêche l’adaptation n’est toujours pas complètement élucidé.  

2.4. Proposition d’un modèle liant les complexes cohésine, MRX et 

APC/C 

 

Figure 22. Hypothèse de la régulation de l’adaptation par la cohésine de manière MRX- et APC/C-dépendante. 

En bleu est indiqué ce qui est connu dans la littérature (énoncé dans le texte) et en orange ce qui est issu de nos 

analyses.  

Parmi les voies que nous avons révélées comme étant impliquées dans l’adaptation au 

dommage à l’ADN, certaines apparaissent potentiellement connectées dans la littérature, ce 

qui m’a amenée à proposer une hypothèse attrayante : la régulation de la cohésine de 

manière dépendante de MRX et d’APC/C en réponse à l’arrêt au checkpoint G2/M favoriserait 

l’adaptation, et Cdc5 serait le facteur commun à tous ces processus (Fig. 22). 

Le facteur associé à MRX, Sae2, est connu pour interagir avec Cdc5, et l’orthologue de 

Cdc5, Plk1, interagit avec Mre11 (Donnianni et al., 2010; Li et al., 2017). Le complexe MRX-

Sae2 est recruté au niveau du site du dommage. L’interaction Plk1-CtIP – orthologue de Sae2 

– promeut la réparation par MMEJ en favorisant la résection et inactive le checkpoint G2/M. 

Quant à l’interaction Plk1-Mre11, elle permet de délocaliser MRN du site du dommage et 

d’éteindre prématurément le checkpoint de dommage à l’ADN (Li et al., 2017; Wang et al., 

©Beink 

MRX : Mre11 
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2018). Nos données indiquent que les sous-unités Xrs2 et Mre11 de MRX sont impliquées dans 

l’adaptation de manière dépendante de Cdc5 (article 2). En s’appuyant sur l’ensemble de ces 

résultats, nous postulons que Cdc5 interagit directement avec Mre11, et que cette interaction, 

en plus de celle avec Sae2, permettrait à Cdc5 d’être recrutée au niveau du site du dommage 

(Fig. 22). Ce recrutement pourrait favoriser l’extinction de la signalisation du checkpoint, soit 

en délocalisant MRX – à l’image de l’interaction Plk1-Mre11 –, soit en permettant le MMEJ – 

à l’image de Plk1-CtIP. D’ailleurs l’adaptation peut aussi être vue comme un moyen pour la 

cellule de solliciter d’autres voies de réparations que celles possibles en phase G2/M, en 

permettant l’entrée dans d’autres phases du cycle cellulaire. Cdc5-ad pourrait alors être 

déficient dans son interaction avec Mre11 et Sae2, l’empêchant de désactiver le checkpoint, 

hypothèse vérifiable en étudiant le niveau de phosphorylation de MRX-Sae2 en présence de 

Cdc5 sauvage ou Cdc5-ad, par Western blot si la différence de phosphorylation change 

suffisamment la migration électrophorétique, ou par spectrométrie de masse ce qui 

permettrait d’identifier précisément les sites de phosphorylation. L’interaction directe Mre11-

Cdc5 pourrait être vérifiée par des méthodes in vitro ou de double-hybride, et les sites 

spécifiques d’interaction pourraient être décelés en étudiant des portions de ces protéines et 

en se basant sur le site de phosphorylation connu de Mre11 par Plk1 (Li et al., 2017).  

D’autre part, Cdc5 interagit directement avec Scc1, une sous-unité de la cohésine 

(Alexandru et al., 2001) (Fig. 22). La cohésine est un complexe maintenant les chromatides 

sœurs ensemble, recruté au site du dommage grâce au facteur de liaison Scc4 et à la protéine 

du kinétochore Mif2, tous deux impliqués dans l’adaptation au dommage à l’ADN (article 2) 

(Ünal et al., 2004; Wu and Yu, 2012). Par ailleurs, Cdc5 régule négativement la cohésine en 

phosphorylant Cse4 ce qui permet l’inhibition de la sous-unité Scc1 (Mishra et al., 2019). 

D’après nos analyses (article 2), Scc1 semble directement impliquée dans l’adaptation au 

dommage à l’ADN, de même que Rec8, une autre sous-unité de la cohésine et qui joue le 

même rôle en méiose que Scc1 en mitose, à savoir la stabilisation des sous-unités de la 

cohésine (Sakuno and Hiraoka, 2022). L’ensemble de ces données suggèrent que la cohésine 

joue un rôle déterminant dans l’adaptation en empêchant la progression du cycle cellulaire : 

l’interaction Cdc5-cohésine pourrait d’une part entraver la séparation des chromatides sœurs 

sur l’ensemble du génome, mais pourrait aussi refléter un mécanisme supplémentaire 

spécifique du site du dommage à l’ADN.  
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Il s’avère que la délétion de la sous-unité Rec8 de la cohésine produit le même 

phénotype que la délétion de la sous-unité Mnd2 du complexe APC/C, induisant une perte de 

cohésion des chromatides sœurs (Penkner et al., 2005). Mnd2 est d’ailleurs requise pour le 

maintien de la cohésine (Oelschlaegel et al., 2005). Or à la fois REC8 et MND2 semblent 

impliquées dans l’adaptation au dommage à l’ADN d’après nos analyses (article 2), ce qui nous 

amène à proposer qu’un des rôles majeurs d’APC/C dans la promotion de l’adaptation 

concernerait sa fonction dans le recrutement de la cohésine. Nous pourrions tester le 

phénotype d’adaptation en microcolony assay du double mutant Δmnd2 Δrec8. Rec8 est 

inhibée par la séparase Esp1 (Fig. 22). Cdc5 a été décrite comme formant un complexe avec 

Esp1 (Rahal and Amon, 2008). Ces deux protéines favorisent le FEAR, mais leur interaction 

joue un rôle plus tôt dans le cycle cellulaire en permettant la transition métaphase-anaphase. 

L’ensemble de ces informations permet de suggérer que l’interaction directe entre Cdc5 et 

Esp1 induirait la déstabilisation de la cohésine et favoriserait l’adaptation. Esp1 elle-même est 

inhibée par la sécurine Pds1, dont la dégradation permet l’activation de Esp1. Pds1 est activée 

par Cdc55 (Khondker et al., 2020), ce qui est cohérent avec l’effet limitant de Cdc55 sur 

l’adaptation que nous avons observé dans l’article 1. Pds1 est par ailleurs inhibée par la sous-

unité Cdc20 du complexe APC/C, complexe dont la sous-unité Mnd2 a quant à elle l’effet 

contraire puisqu’elle inhibe l’interaction entre Cdc20 et Pds1. La régulation de la cohésine par 

APC/C semble donc avoir deux fonctions, l’une inhibitrice et l’autre activatrice, permettant ou 

non la ségrégation des chromosomes et donc l’adaptation. Un test des phénotypes 

d’adaptation en microcolony assay de mutants viables de cdc20 et mnd2 permettrait de 

vérifier cette double régulation. Nous suggérons que Cdc5 serait recrutée au site du dommage 

par la cohésine et déstabiliserait la cohésine au niveau du site du dommage et que Cdc5-ad 

serait déficient dans cette activité. Mais l’interaction entre Cdc5 et la cohésine concerne aussi 

la cohésine présente sur le génome entier, d’autant que des analyses de ChIP ont révélé que 

Cdc5 est elle aussi recrutée sur l’ensemble du génome (Mishra et al., 2016b; Pakchuen et al., 

2016). La mise en évidence d’un recrutement accentué de Cdc5 au niveau de la cohésine du 

site du dommage pourrait constituer une première étape de la validation des hypothèses 

présentées ici.  

Dans l’ensemble, nos analyses en regard de la littérature nous permettent de postuler 

que l’état de la cohésine est déterminant pour l’adaptation au dommage à l’ADN, et que sa 
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régulation dépendrait de Cdc5, MRX et APC/C. Nous proposons aussi que Cdc5 permettrait la 

délocalisation de MRX du site du dommage et la dégradation de la cohésine en cet endroit, 

désactivant la signalisation du checkpoint et promouvant l’adaptation (Fig. 22).  

 

3. Conclusion 

Nos travaux au cours de ces 3 ans de thèse ont permis d’apporter de nouveaux 

éléments caractérisant l’adaptation au dommage à l’ADN ainsi que les rôles et régulations de 

Cdc5 spécifiques à ce processus. Cdc5 est régulée de manière spécifique de l’adaptation, au 

niveau post-traductionnel par les phosphatases PP2A entre autres, et au niveau 

transcriptionnel par Mcm1-Fkh2-Ndd1 et Rad53 au sein du cluster CLB2 dont la régulation 

impacte l’adaptation. Par ailleurs, nous avons révélé que le complexe MRX est impliqué dans 

l’adaptation, selon un mécanisme qui semble lié à Cdc5. D’autres complexes et voies 

directement liés à Cdc5 ou non semblent également jouer un rôle dans l’adaptation, tels que 

le complexe APC/C, la cohésine, les voies Cvt, GARP et TORC1 (Fig. 21).  

Dans son ensemble, ce manuscrit véhicule un message clair : l’adaptation est un 

phénomène d’une grande complexité, impliquant une diversité surprenante de mécanismes 

et de facteurs (Fig. 21). L’étude de l’adaptation de manière globale s’apparente donc à un 

travail de titan, et pourrait être poursuivie par la suite en isolant un complexe pour démêler 

son implication spécifique, et élucider ainsi une des voies impliquées dans l’adaptation. En 

répétant cette méthode sur d’autres complexes, nous parviendrons à établir une cartographie 

précise de l’implication de chaque facteur dans le processus d’adaptation au dommage à 

l’ADN. 
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 Aux côtés de mes travaux de thèse menés 

sur ces trois années, j’ai aussi travaillé à la 

rédaction d’un article issu de résultats de 

recherches que j’avais menées avant mon 

doctorat, au sein de l’équipe de Stéphane Lemaire 

à l’IBPC. Zhou Xu, travaillant alors dans une autre 

équipe, a contribué à ces travaux. C’est en raison 

de la double participation de Zhou Xu et de moi-

même, mais aussi de ma forte implication dans ce 

projet, en tant que co-premier autrice du papier, 

que figure ici l’article en question. Il s’agit de la 

présentation de notre DNA Drive – technologie 

que nous avons brevetée (Lemaire, Crozet, Xu, 

Maes et Le Peillet, 2021) (WO/2021/064095) – 

qui permet de stocker de l’information 

numérique sous forme d’ADN et d’accéder 

ensuite à l’information stockée de manière 

similaire à un disque dur. La preuve de concept 

que nous avons présentée s’appuie sur 

l’encodage et la restitution des textes de La 

déclaration des droits de l’homme et du citoyen 

(1789) et de La déclaration des droits de la femme 

et de la citoyenne (Olympe de Gouges 1791) 

(Maes, Le Peillet et al., 2022). 

 Ces recherches ont été médiatisées auprès 

du grand public et une remise de ces textes-ADN 

aux Archives Nationales de Paris a été célébrée en 

novembre 2021. 

  

Dessin créé pour le carton d’invitation de 

la Conférence de Presse organisée par les 

Archives Nationales pour placer les 

capsules contenant les textes-ADN dans 

l’Armoire de Fer, aux côtés du texte 

original de La déclaration des droits de 

l’homme et du citoyen. 
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Abstract:   

DNA data storage is an emerging technology that has the potential to replace bulky, fragile 

and energy-intensive current digital data storage media. Here, we report a storage strategy 

called DNA Drive, that organizes data on long double stranded replicative DNA molecules. The 

DNA Drive has unlimited storage capacity, and its encoding scheme ensures the biosafety of 

the process by limiting the potential of the DNA sequence to code for mRNA and proteins. 

Using our approach, we encoded two historical texts from the French Revolution, the 
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Declaration of the Rights of Man and of the Citizen of 1789 and the Declaration of the Rights 

of Woman and of the Female Citizen published in 1791. In contrast to previous DNA storage 

strategies, the biocompatibility of the DNA Drive enables biological manipulation of the data 

including low cost copy.  

  

One‐Sentence Summary:  

The DNA Drive is a biosafe and biocompatible DNA data storage strategy with unlimited 

storage capacity.  

    

Main Text:  

The storage of digital data is a major challenge in our modern societies. Current digital media 

stored in data centers are fragile, bulky and energy-intensive. The lifespan of current digital 

media storage systems (optical media, magnetic tapes, hard disk drives or flash memory) does 

not exceed 5 seven years on average. Hence, these data must be regularly copied and kept at 

constant temperature and humidity resulting in a colossal energy cost. Data centers consume 

2% of the world’s electricity, and their carbon footprint exceeds that of civil aviation (1). The 

ongoing digital transformation of our societies requires a major disruption of digital storage 

technologies. DNA is the media used by living organisms to store genetic information. DNA 

data storage is an emerging technology that is stable for thousands of years, extremely 

compact and energy-efficient. DNA stability outcompetes any man-made media, as 

exemplified by the recovery of a near-complete genome from a 1-million-year-old mammoth 

(2). With a maximal density of 4.5 x 1020 bytes, i.e. 0.45 Zettabytes (ZB) equivalent to 450 x 

106 Terabytes (TB) per gram of DNA, all of humanity's digital data in 2019 (45 ZB) could fit in 

100 g of DNA (3). Moreover, DNA storage does not 15 require energy since these molecules 

are perfectly stable at room temperature under appropriate conditions (4, 5).  

The first significant demonstration of DNA data storage was published in 2012 (6). Since then 

a number of studies improved encoding algorithms and barcoding, enabling error correction, 

direct access and compression (7-13). Until now, DNA storage has been carried out mainly 

using 20 chemically synthesized oligonucleotide pools (short single stranded DNA sequences < 

200 bases), which are stored and read in vitro. While this approach validated the feasibility of 
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DNA data storage, it has several limitations including a low density and rather limited and 

expensive editing and copying capabilities. In order to overcome these limitations, we aim at 

using the biological processes and properties of living organisms to meet the challenges of 

storing data on DNA.  

Our original DNA storage strategy, named DNA Drive, uses long replicative double stranded 

DNA molecules as a physical support compatible with both in vitro and in vivo manipulation 

(Fig.1).  

Once built, the molecules can be introduced in living organisms, enabling their manipulation 

using in vivo processes, e.g. for copy or edition. The DNA Drive allows an ordered physical 

multi-scale organization of the data on DNA molecules supporting theoretically unlimited 

drive size, enabling random access and facilitating assembly after sequencing (Fig. 2).  

Several studies reported the storage of data on replicative DNA molecules (14-17), but none 

have considered the possibility that the DNA sequence could encode unwanted biological 

information as recently demonstrated (18). This could represent a risk for the host organism, 

resulting in data loss, or even a risk for the manipulator or the environment. Accordingly, we 

developed for the DNA Drive an encoding algorithm that limits the coding potential of the 

sequence by removal of transcription and translation initiation sequences, and addition of 

translation termination signals (Fig. 1 and 3). Hence, encoding and assembly are performed 

using a biocompatible and biosafe algorithm named RISE (Random In-Silico Evolution), which 

allows conversion of binary data into nucleotide sequences while ensuring the compatibility 

of the sequence with (i) DNA synthesis and sequencing technologies, (ii) the physical assembly 

of DNA molecules from isolated data blocks, and (iii) the biosafe manipulation of these 

biocompatible molecules in living organisms. Structurally, the DNA Drive is composed of 

storage units called sectors (Fig. 2). Each sector is composed of a data-block (DB) of adjustable 

length (B) were the digital information is stored. This DB is flanked by two system blocks (SB, 

length S), two index blocks (IB, length I), and two fusion sites (FS, length F). Sectors are 

assembled into circular replicative molecules called tracks, using the flanking fusion sites. The 

size of a track (TS) is the number of sectors per track. Multiple tracks are pooled together and 

the pool size (PS) is determined by the number of available index blocks in the DNA Drive. The 

DNA Drive is sequenced at the pool level to recover data. Pools are physically organized into 
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arrays of size AS, numbered from 1 to A, and their total number is theoretically unlimited. The 

structure of the DNA Drive is described by the B-I-F-TS-PS-AS-A parameters (Fig. 2).  

Each bit of the binary file is converted into DNA using the one bit per base Church-Gao-Kosuri 

(CGK) encoding scheme (4) attributing randomly A or C for 0 and T or G for 1. Combinatorial 

effect of the CGK method confers flexibility in the conversion of binary information into DNA, 

allowing to apply multiple constraints on the final sequence, which are necessary for (i) DNA 

10 synthesis and sequencing (limitation of homopolymer length, controlled GC content), (ii) 

DNA assembly (forbidden restriction sites) and (iii) DNA biosafety (limiting transcription and 

translation). The amount of conversion alternatives (2n DNA sequences for one binary 

sequence of length n) and the variety of constraints requires a random exploratory method, 

described in this study as the Random Iterative in-Silico Evolution (RISE).  

To demonstrate the efficiency of our DNA storage system, we physically constructed two DNA 

Drives containing historical founding texts from the French Revolution: “La Déclaration des 

droits de l’homme et du citoyen” (1789) (The Declaration of the Rights of Man and of the 

Citizen) and “La Déclaration des droits de la femme et de la citoyenne” (Olympe de Gouges, 

1791), i.e. the Declaration of the Rights of Woman and of the Female Citizen. The two DNA 

Drives were assembled and stored dried in metallic minicapsules (DNAshell® from Imagene) 

ensuring their stability for thousands of years (4). The data could be read many times with 

100% fidelity.  “La Déclaration des droits de l’homme et du citoyen” (DDHC.txt, 5,253 bytes) 

and “La Déclaration des droits de la femme et de la citoyenne” (DDFC.txt, 28,763 bytes) were 

used to illustrate file storage into a DNA Drive of 3.24 Gb, structurally described as 

B3000S1I25TS9PS10000AS96A1 using the B-I-F-TS-PS-AS-A parameters (Fig. 2). Both files were 

compressed using the Lempel-Ziv-Markov chain algorithm (LZMA) to limit file size and bit 

repetitions. Chunks of 375 bytes (3,000 bits) were contiguously allocated to DNA Drive sectors 

(7 sectors on one track for DDHC.lzma, 2,293 bytes, and 31 sectors on 4 tracks for DDFC.lzma, 

11,377 bytes, Fig. S1 and S2 respectively) and converted to DNA by an initial random CGK 

conversion. However, the DNA sequences generated from the binary file by random CGK 

draws do not meet the constraints in terms of coding potential, GC content, homopolymers 

or absence of specific restriction sites (Fig. S3 to S9). The RISE algorithm was designed to 

iteratively modify the nucleotide sequence and allow convergence towards a biocompatible 

and biosafe sequence without modification of the binary data (Fig. S10). The RISE constraint 
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parameters employed are detailed in Fig. 2. The coding potential was decreased by removing 

E. coli σ70 and σ54 -10 motifs to limit RNA production (19), by removing translation start codons 

(ATG, GTG, CTG), and by addition of translation stop codons to yield a DB sequence with at 

least one stop codon every 180 nucleotides in all 6 reading frames. To limit read and write 

errors, the GC content was locally adjusted to that of E. coli and the maximum homopolymer 

length was limited to 3 nucleotides. Specific restriction site sequences were also removed to 

facilitate in vitro DNA manipulation. Practically, the RISE algorithm scans for the presence or 

absence of specific features, which are then removed or added respectively without altering 

the binary data, by replacing a nucleotide by its binary synonym, i.e. either A by C, or G by T, 

or C by A, or T by G (Fig. S10). For feature removal, one random nucleotide is swapped in the 

sequence. For feature addition, a random synonymous sequence is swapped around a seeding 

position. Because random synonymous modifications can create new incompatible features, 

multiple iterations are necessary to produce a complete biocompatible sequence that follows 

the specifications of the DNA Drive (Fig. S11 and S12).  During RISE, hotspots of 

compatibilization changes are observed along sectors on both strands, with a dominance in 

GC content adjustment and translation start codon removal (Fig. 3A, Fig. S13). These two 

constraints are highly predominant during the initial steps of sequence evolution (Fig. 3E). 

Relaxation of homopolymer length threshold results in a slight increase of RISE efficiency (Fig. 

3B). Extreme GC constraints induce a deeper combinatory exploration, resulting in a large 

increase of RISE cycles and swaps (Fig. S12B). Therefore, GC adjustment is allowed in a large 

GC window from 40% to 70% GC (Fig. 3C). Multiple RISE simulations on the same initial draw 

results in various final compatible sequences indicating that random driven processes of RISE 

allow various paths of compatibilization (Fig. S11). Still, overall compatibilization is 

homogeneously spread along all the sectors. Successful RISE is reached for all sectors and both 

files independently of the initial random draw with a mean of 1.84 and 1.78 swaps/base for 

DDHC and DDFC respectively (Fig. 3, Fig. S11, S12A, S13). To provide random access to each 

DB through PCR amplification and facilitate sequence assembly after sequencing, each DB is 

flanked by a pair of 25-mers barcodes named index blocks (IB, Fig. 2). An ordered collection of 

90,000 pairs of IB (Table S1), devoid of homopolymers and forbidden restriction sites, was 

established by filtering of a previously published library of 240,000 barcodes (20). This ordered 

collection enables random access to any sector in a pool of tracks containing a total of 90,000 

DB, for instance a pool size of 10,000 plasmids of 9 sectors. System blocks (SB) are attributed 
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to a random nucleotide, used as a wild card to overcome unsolvable combinations at the 

junction between data-blocks and ordered barcodes (Fig. 2). Ten 4-mer sequences were used 

as fusion sites to assemble 9 sectors in a single plasmid. These specifications confer a storage 

density of 0.98 bit per base. Each sector was synthesized chemically, assembled and cloned 

by Twist Bioscience (San Francisco, USA), together with its flanking fusion sites and a BsaI 

restriction site allowing releaseof the sector with protruding fusion sites. Each track was 

assembled using Golden Gate cloning (21) in a replicative plasmid, which was amplified in E. 

coli and extracted using DNA maxipreparations to obtain billions of copies of each track. These 

low-cost copies enabled generation of 250 copies of each DNA Drive, composed of one track 

for DDHC (50 µg of plasmid DNA, i.e. 2500 billion copies of the file per DNA Drive) and 4 tracks 

for DDFC (5 µg, i.e. 100 billion copies per DNA Drive). The DNA of each DNA Drive was 

lyophilized and encapsulated in DNAShell® metallic minicapsules by Imagene SA (Evry, France) 

to ensure their conservation at ambient temperatures for thousands of years (4, 5). After 

conservation of the capsules at ambient temperatures for several months (up to 6 months), a 

capsule was opened, DNA was resuspended in pure water and a fraction was sequenced using 

an Oxford Nanopore MinION™ sequencer (Oxford Nanopore Technologies, Oxford, UK) (Fig. 

S14). Basecalled reads were mapped to tracks according to their barcodes. Assembled and 

polished sequences were then used to generate high accuracy DB sequences. The nucleotide 

sequence of each DB was converted to binary sequences using the CGK decoding scheme 

(A=C=0, G=T=1) and the binary file obtained by combining contiguous chunks was then 

uncompressed with the LZMA algorithm. The original file could be recovered at 100% with no 

error for each DNA Drive sequenced, demonstrating the robustness of the DNA preservation 

in DNAShell minicapsules and the efficiency and reliability of the DNA Drive storage strategy. 

To explore the storage ability of the DNA Drive, experimental and simulated sequencing depth 

revealed that the B3000S1I25TS9PS10000AS96A1 configuration is suitable for MinION 

sequencer for complete data recovery (Fig. S14). Future qualitative and quantitative advances 

in long-read sequencing (basecalling, read length, sequence coverage, assembly and polishing) 

will allow to continuously increase the storage ability of the DNA Drive pools.  

The two capsules containing the DNA Drives of the Declaration of the Rights of Man and of 

the Citizen (1789) and the Declaration of the Rights of Woman and of the Female Citizen 

(1791) were registered officially at the French National Archives on November the 23rd, 2021. 
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They were deposited in the 1790 safe, “l’Armoire de fer”, next to the original paper version of 

the Declaration of the Rights of Man and of the Citizen from 1789. These two texts are now 

preserved for thousands of years with no energy input.  
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Fig. 1. Overall DNA Drive storage process from file to file.  

The binary file is converted to a biosafe and biocompatible DNA sequence, synthesized, assembled on plasmids, 

amplified biologically, extracted and stored. Reading of the file is performed by DNA sequencing and conversion 

of the obtained sequence to the binary file.  
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Fig. 2. Structure and constraints of the DNA Drive.   

Binary data are converted to DNA by CGK conversion and stored into DNA Drive datablocks of size B. Each 

datablock is flanked by two system blocks (SB), two index blocks (IB) and two fusion sites (FS) located upstream 

(up) or downstream (dw) of the datablock. TS (Track Size) sectors are assembled into replicative molecules called 

tracks. PS (Pool Size) tracks corresponding to a unique set of index blocks are grouped into a pool. AS (Array Size) 

pools are physically assembled into A arrays to constitute the DNA Drive. Compatibilization is performed by 

removing motifs (r), adding motifs (a) or adjusting GC content (g) to ensure optimal DNA synthesis/sequencing 

(s), DNA construction (c) and biosafety (b).  
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Fig. 3 Biosafe and biocompatible encoding of DDHC.   

Full biocompatibilization of the 7 sectors of DDHC by adding or removing motifs on both strands and adjusting 

GC content. During RISE, nucleotides can be swapped into their binary synonym without altering digital 

information. A. Number and nature of swap positions (inner circle, mean number of swaps in a sliding window 

of 30 bp; see legend insert for colors) and GC content evolution (outer circle) during RISE. The color scale indicates 

whether the swaps for GC content were performed early or late during RISE. B. Parameters of RISE simulations 

of DDHC for various repeat length thresholds (N=40). The Hamming distance (H distance) was computed between 

the initial and the final fully compatible sequence. Swaps are the number of nucleotide exchanges during all 

iterations. The cycles indicate the number of RISE iterations. C. Parameters of RISE simulations for various final 

GC content +/- 10 % (N=20). D. RISE report for all sectors of track 1 for independent initial CGK random draws 
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(N=40). Note that sector 7 is smaller than the others. E. Number of swaps performed for each constraint during 

iterative evolution of RISE on DDHC. For A, D and E the constraints are described in Fig. 2. The box and whisker 

plots show the 10th (lower whisker), 25th (base of box), 75th (top of box) and 90th (top whisker) percentiles. 

Outliers are plotted as individual data points. Hamming (H) distance is computed between the initial and final 

fully compatible sequence.
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Résumé en français 

Lorsque l’ADN d’une cellule est endommagé, des mécanismes de protection détectent 

le dommage et arrêtent le cycle cellulaire en phase G2/M, donnant du temps pendant lequel 

la cellule peut réparer le dommage. Lorsque la réparation est impossible, un autre processus 

permet de contourner l’arrêt de ce point de contrôle et de reprendre la division cellulaire 

malgré la persistance du dommage : il s’agit de l’adaptation au dommage à l’ADN. L’adaptation 

peut être vue comme une dernière chance de survie pour la cellule, mais provoque mutations 

et instabilités génomiques chez les cellules filles. L’équipe a récemment découvert que 

l’adaptation, en permettant aux cellules de survivre malgré la présence d’un dommage à 

l’ADN, est un facteur important de l’augmentation du taux de mutation en sénescence. De 

plus, les cellules cancéreuses pourraient avoir des mécanismes d’adaptation renforcés, 

contribuant à l’accumulation de mutations nécessaires à la progression des tumeurs et à la 

résistance à la chimiothérapie. Chez la levure bourgeonnante, la polo-kinase Cdc5, protéine 

essentielle assurant de multiples fonctions au cours du cycle cellulaire, est un acteur clef de 

l’adaptation au dommage à l’ADN. 

Nos travaux s’organisent autour de deux axes principaux, le premier visant à 

déterminer les régulations de Cdc5 spécifiques de l’adaptation, et le second à élucider les 

voies impliquées dans ce processus. L’ensemble de nos résultats nous à permet de montrer 

que Cdc5 est régulée de manière spécifique à l’adaptation, que ce soit au niveau post-

traductionnel par phosphorylation, ou au niveau transcriptionnel par Mcm1-Fkh2-Ndd1 et 

Rad53 au sein du cluster CLB2. Par ailleurs, nous avons révélé que le complexe MRX est 

impliqué dans l’adaptation, selon un mécanisme qui semble lié à Cdc5. D’autres complexes et 

voies, qu’ils soient ou non directement liés à Cdc5, jouent également un rôle dans 

l’adaptation : c’est le cas tels que le complexe APC/C, la cohésine, les voies Cvt, GARP et 

TORC1. 

L’adaptation est un phénomène d’une grande complexité, impliquant une diversité 

surprenante de mécanismes et de facteurs. Nos travaux proposent un ensemble de pistes 

pour poursuivre l’investigation de l’adaptation au dommage à l’ADN. 

Mots clefs : dommage à l’ADN ; Cdc5 ; polo kinase ; adaptation ; checkpoint 
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Résumé en anglais 

When the DNA of a cell is damaged, protective mechanisms detect the damage and 

stop the cell cycle in the G2/M phase, providing time for the cell to repair the damage. When 

repair is not possible, another process allows the cell to bypass this checkpoint arrest and 

resume cell division despite the persistence of the damage: adaptation to DNA damage. 

Adaptation can be seen as a last chance for the cell to survive, but causes mutations and 

genomic instabilities in the daughter cells. The team recently found that adaptation, by 

allowing cells to survive in the presence of DNA damage, contributes to the increase of 

mutation rate in senescence. In addition, cancer cells may have enhanced adaptative 

mechanisms, contributing to the accumulation of mutations necessary for tumour progression 

and resistance to chemotherapy. In budding yeast, the polo kinase Cdc5, an essential protein 

with multiple functions during the cell cycle, is a key player in adaptation to DNA damage. 

Our work is organised around two main axes, the first aiming to determine the specific 

regulations of Cdc5 during adaptation, and the second to elucidate the pathways involved in 

this process. Our results show that Cdc5 is specifically regulated during adaptation, either at 

the post-translational level by phosphorylation or at the transcriptional level by Mcm1-Fkh2-

Ndd1 and Rad53 within the CLB2 cluster. Furthermore, we revealed that the MRX complex is 

involved in adaptation through a mechanism that seems to be linked to Cdc5. Other 

complexes and pathways, whether or not they are directly linked to Cdc5, also play a role in 

adaptation, such as the APC/C complex, cohesin, Cvt, GARP and TORC1 pathways. 

Adaptation is a highly complex phenomenon, involving a surprising diversity of mechanisms 

and factors. Our work proposes new avenues for further investigation of adaptation to DNA 

damage. 

Key words: DNA damage ; Cdc5 ; polo kinase ; adaptation ; checkpoint 
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