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Première partie : le complexe condensine 

I. Structure et fonctionnement des condensines  

1. Les complexes de la famille SMC 

 

Durant le processus de division cellulaire, la chromatine va drastiquement être réorganisée afin 

de permettre la division du matériel génétique. Dans les années 1880, Walther Flemming décrit 

pour la première fois des changements de conformation de la chromatine pendant le cycle 

cellulaire et distingue au moins deux stades : (i) l’interphase où la chromatine est sous forme 

d’amas homogène et (ii) la mitose où la chromatine est individualisée sous forme de 

chromosome en bâtonnet (Figure 1). Il décrira aussi les différents stades de la mitose : la 

prophase, la métaphase, l’anaphase et la télophase. 

 

 

 

 

Figure 1 : Schéma résumant les observations de changement de conformation de la chromatine au cours du 

cycle cellulaire. Le premier stade est représentatif de l’interphase où la chromatine est sous forme d’amas 

décompactés homogènes. Puis les stades suivants représentent les différentes étapes de la mitose (dans l’ordre 

prophase, métaphase, anaphase et télophase) où l’ADN est individualisé sous forme de chromosomes en bâtonnet. 

Et le dernier stade est l’individualisation des deux cellules filles. 

A la suite de cette découverte, le chromosome métaphasique sera mieux caractérisé et il sera 

admis qu’il existe plusieurs niveaux d’organisation in vivo relatif à l’état de condensation tel 

que la chromatine décondensée ou le chromosome métaphasique. Plusieurs acteurs 

interviennent dans ce processus dont les histones, autour desquels l’ADN s’enroule, et des 

complexes de la famille SMC. 
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 Ce groupe de protéines est nommé SMC pour « Structural Maintenance of Chromosome ». En 

1994, Tatsuya Hirano et Tim Mitchison sont les premiers à purifier à partir d’extraits d’œufs 

de Xénope deux protéines associées essentielles au maintien de la structure des chromosomes 

mitotiques in vitro (Hirano & Mitchison, 1994). La suite des travaux de l’équipe de Tatsuya 

Hirano met en évidence trois autres sous-unités se liant au dimère formant un complexe 

(Kimura & Hirano, 1997) qui fut nommé le complexe condensine. Il a vite été admis que ce 

complexe est conservé de la levure à l’Homme (Jonathan Baxter et al., 2019; Kimura et al., 

1998; Saka et al., 1994; Schmiesing et al., 1998). Chez les vertébrés, il existe 2 complexes, 

condensines I et II, ayant des rôles distincts en mitose. Chez les levures, un seul complexe 

condensine est présent. Les complexes SMC se retrouvent aussi chez les procaryotes (par ex. 

MukBEF chez E. coli et Smc chez B. subtilis) où ils jouent un rôle dans l’organisation des 

chromosomes (Lioy et al., 2020). 

C’est en 1997 que fut découvert un autre complexe SMC nommé cohésine car responsable de 

la cohésion des chromatides sœurs (Michaelis et al., 1997). Par la suite, d'autres complexes ont 

rejoint cette famille tel que Smc5/6 et plus récemment Wadjet (Figure 2). Le complexe MRX 

peut être aussi considéré comme un membre de la famille SMC.   

Ici, je me concentrerai sur les condensines du système modèle sur lequel a porté mon travail, la 

levure Saccharomyces cerevisiae, mais je pourrai citer des éléments concernant d’autres 

espèces ou d’autres complexes SMC si cela peut aider à mieux comprendre le fonctionnement 

des condensines. 
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Condensines 

Sous unité Smc Kleisin Protéines de type HEAT 

S. cerevisiae Smc2 Smc4 Brn1 Ycs4 Ycg1 

S. pombe Cut14 Cut3 Cnd2 Cnd1 Cnd3 

D. melanogaster I DmSmc2 DmSmc4 Barren dCAP-D2 dCAP-G 

D. melanogaster II DmSmc2 DmSmc4 Cap-H2 dCAP-D3 
dCAP-

G2 

X. laevis I XCAP-E XCAP-C XCAP-H XCAP-D2 
XCAP-

G 

X. laevis II XCAP-E XCAP-C XCAP-H2 XCAP-D3 
XCAP-

G2 

H. sapiens I hCAP-E hCAP-C hCAP-H hCAP-D2 hCAP-G 

H. sapiens II hCAP-E hCAP-C hCAP-H2 hCAP-D3 
hCAP-

G2 

Figure 2. Les complexes de la famille SMC. Panel du haut : présentation schématique des différents complexes 

de la famille des SMC ainsi que leurs rôles principaux respectifs. Panel du bas : tableau récapitulatif des 

correspondances de nomenclature des différentes sous-unités des complexes condensine chez les eucaryotes. 
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2. Structure générale du complexe condensine de S. cerevisiae 

a) Les sous-unités de type SMC de condensine 

Chaque sous-unité SMC contient deux longues hélices alpha. A leurs extrémité N- et C-

terminales se trouvent deux sous-domaines de la tête ATPase contenant respectivement un 

motif Walker A et Walker B. Au centre de ces hélices se trouve un sous-domaine permettant 

leurs repliements. Lors de leur autoassemblage, les deux hélices alpha de chaque sous-unité 

vont s’enrouler pour former une superhélice (coiled-coil) d’une longueur de 50 nm environ 

(Figure 3). Cette longueur est remarquablement conservée chez les protéines de type SMC des 

bactéries et des eucaryotes , à l’exception de Smc5/6 qui est plus court d’un tour de super-hélice 

(Bürmann et al., 2017). Les sous-domaines N- et C-terminales s’assemblent pour former le 

domaine globulaire capable de fixer et d’hydrolyser l’ATP. Les sous-domaines centraux de 

chacune des sous-unités SMC s’assemblent afin de former un domaine charnière liant Smc2 et 

Smc4. 

 

b) Les sous-unités de type non-SMC de condensine 

Une fois Smc2 et Smc4 assemblés, le complexe est complété par les sous unités non-SMC qui 

sont au nombre de trois. La première est la kléisine Brn1 qui fermera le complexe en reliant 

Smc2 et Smc4 de façon asymétrique (Figure 3). La longueur de la kleisine est conservée chez 

les eucaryotes mais est relativement plus courte chez les procaryotes. Les deux autres sous-

unités Ycg1 et Ycs4 sont de type HEAT (acronyme relatif aux 4 protéines où ce motif fut 

découvert : Huntingtin, Elongation factor 3 , protein phosphatase 2A and the yeast 

kinase TOR1) car elles présentent ce motif structurel répété. Elles se lient à la kleisine Brn1 et 

n’ont pas de zone de contact direct entre elles. Ycg1 et Ycs4 possèdent des domaines 

d’interaction avec Smc4 et Smc2 respectivement (Piazza et al., 2014). Toutes les sous-unités 

de condensine sont essentielles à la viabilité cellulaire.  

https://en.wikipedia.org/wiki/Huntingtin
https://en.wikipedia.org/wiki/Protein_phosphatase_2
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En particulier, les deux sous-unités de type HEAT sont essentielles pour (i) l’activité ATPase 

du complexe, (ii) la liaison avec l’ADN double brin et (iii) la fonction de condensine dans la 

condensation et la ségrégation (Lavoie et al., 2002; Piazza et al., 2014). 

Une fois assemblé, le complexe complet peut adopter différentes configurations qui peuvent 

varier en fonction de l’activité de condensine. Des observations par AFM (Atomic Force 

Microscopy) montrent les configurations suivantes (chacune nommée par une lettre relative à 

la conformation apparente du complexe) : 

-La configuration « I » où les supers-hélices de Smc2 et Smc4 sont juxtaposées. 

-La configuration « B » représentative d’une inflexion des super-hélices. Une région "coude" 

située au 2/3 des super-hélices semble plus flexible (Bürmann et al., 2019; Lee et al., 2020). 

Elle permettrait une courbure prononcée des super-hélices à son niveau. Ce repliement 

permettrait un contact entre le domaine charnière et les têtes ATPase (Ryu et al., 2020). Une 

autre étude suggère un repliement moins prononcé permettant seulement un contact entre la 

super-hélice de Smc2 et le domaine charnière de Smc4 (Lee et al., 2020). La fonction de cette 

configuration "B" de condensine reste une question en suspens. Cette configuration pourrait 

être majoritaire en présence d’ATP (Ryu et al., 2020). 

- La configuration « O » où la structure des têtes ATPase ouvre les supers-hélices de Smc2 et 

Smc4.  

-La configuration « V » où les têtes ATPase sont éloignées. 

-La configuration « P » où seulement une des têtes ATPase est en contact avec le domaine 

charnière, l’autre tête ATPase restant libre. 

Il faut tenir compte que les approches utilisant l’AFM peuvent générer des artéfacts. Il est donc 

essentiel de valider ces configurations par d'autres approches, par exemple par CryoEM et les 

méthodes de pontage. 
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Figure 3. Assemblage et conformation de condensine. (A) Présentation schématique de l’auto-assemblage d’une 

sous-unité de type SMC afin de former la super-hélice qui aux extrémités comporte un domaine charnière et un 

domaine globulaire. (B) Représentation schématique du complexe condensine chez S. cerevisiae. Le complexe 

condensine est constitué de deux sous unités de type SMC : Smc2 et Smc4. Ces deux sous unités vont s’assembler 

par leurs domaines charnières. Au niveau des 2/3 des supers-hélices on y situe un coude créant un point de pliage 

des supers-hélices. Le complexe est aussi composé de trois sous-unités non-SMC : la kleisine Brn1 et les deux 

sous-unités de type HEAT Ycg1 et Ycs4. (C) Les différentes configurations du complexe condensine visualisée 

par AFM. 
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3. La fonction ATPase 

Le complexe condensine possède deux sites fixant l'ATP et possédant une activité ATPase. Ils 

sont formés lors de l’auto assemblage des parties N- et C-terminales de chaque sous-unité SMC. 

Chaque site ATPase est constitué d’un motif signature ou C motif, d’un motif Walker A et d’un 

motif Walker B. Ces sites ont pour fonction de lier chacun une molécule d’ATP et de 

l’hydrolyser. In vitro, la vitesse moyenne d’hydrolyse est lente, de l’ordre de deux molécules 

d’ATP par seconde (Ganji et al., 2018).  

Le cycle ATPase de condensine est divisé en quatre phases : (i) liaison de l’ATP, (ii) 

dimérisation (engagement) des deux têtes ATPase, (iii) hydrolyse de l’ATP et (iv) 

désengagement des deux têtes qui peuvent être en configuration « apo » non-engagées (où les 

deux domaines globulaires sont à proximité mais pas en contact) ou « apo bridged » (où les 

deux domaines globulaires sont séparés par une distance importante et séparés par la sous unité 

Ycs4) (Figure 4). 

En présence d’ATP, la conformation majoritaire du complexe observée par AFM est la 

conformation « B » où les têtes ATPase sont engagées. C’est cette conformation qu’on retrouve 

de façon majoritaire lorsque le complexe est lié à l’ADN (Ryu et al., 2020). 

L’activité ATPase est conservée dans l’évolution et co-évolue en parallèle des protéines 

régulatrices du complexe afin de permettre un maintien de son activité (Cobbe & Heck, 2006). 

La fonction ATPase est essentielle in vivo pour l’activité de condensation des chromosomes en 

mitose (Palou et al., 2018; Thadani et al., 2018). Chez la levure S. cerevisiae, les mutations 

dans les domaines ATPase de Smc2 et Smc4 ont pour conséquences des défauts de 

condensation, de ségrégation, du nombre de copies de l’ADN ribosomique et de viabilité. Une 

asymétrie des deux têtes ATPase a été montrée pour la condensine humaine (Elbatsh et al., 

2019; E. Kim et al., 2020). Une asymétrie est aussi relevée chez la levure S. cerevisiae.  
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En effet, les têtes ATPase de Smc2 et Smc4 sont structurellement différentes car elles ne 

présentent pas les mêmes angles de liaison par rapport aux supers-hélices de Smc2 et Smc4 

mais aussi une liaison différente avec la kleisine Brn1. Ces différences se répercutent sur la 

liaison de l’ATP et sur la contribution des deux têtes dans leur dimérisation (Hassler et al., 

2019). Cette asymétrie permettrait une liaison de l’ATP en deux temps : en premier l’ATP se 

lierait au domaine ATPase de Smc4, induisant la dimérisation des têtes. Puis la liaison d’un 

second ATP au niveau du domaine ATPase de Smc2 rendrait ensuite possible l’étape 

d’hydrolyse.  

L’enjeu est de comprendre le lien causal entre la fonction ATPase et l’activité de condensine. 

Des modèles appuyés par des données structurales et biochimiques proposent que l’activité 

ATPase permettrait d'induire les changements de conformations permettant l’activité de 

condensine (Hassler et al., 2019; Shaltiel et al., 2022) (voir Première Partie.I.3). 
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Figure 4 : La fonction ATPase de condensine (A) Schéma représentatif de la composition d’une tête ATPase 

composée des domaines Walker A et Walker B ainsi que du C (B) Schéma représentant le cycle ATPase de 

condensine. Il est composé de 4 étapes : (i) état apo sans ATP (ii) puis vient la liaison de l’ATP (iii) suivie de la 

dimérisation des 2 têtes ATPase (iiii) pour finir l’hydrolyse de l’ATP qui permettra le retour à l’étape 1. 
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4. Les rôles de condensine 

Condensine a pour rôle principal l’assemblage et la ségrégation des chromosomes mitotiques.  

Afin que l’ADN de la cellule soit ségrégé correctement, il doit être replié davantage qu'il ne 

l'est en interphase. L’inactivation de condensine en interphase empêche cette compaction. Puis 

la compaction dépendante des condensines est maintenue tout au long de la mitose (Cuylen et 

al., 2011; Lavoie et al., 2002) avec un maximum en anaphase et télophase chez S. cerevisiae 

(Lazar-Stefanita et al., 2017). 

Afin de compacter l’ADN, les condensines sont capables de former des boucles d’ADN (Ganji 

et al., 2018). La formation de boucles permet un rapprochement ou un éloignement de 

différentes régions chromatiniennes, impactant donc la conformation 3D de l’ADN dans le 

noyau qui peut être estimée par Hi-C (Ganji et al., 2018; Gibcus et al., 2018).  

Condensine participe in fine à la ségrégation du matériel génétique de deux façons distinctes : 

(i) par sa fonction de compaction et (ii) par son rôle dans la séparation des chromatides sœurs. 

Concernant ce second rôle, les chromatide sœurs sont maintenues attachées par l’action de 

cohésine. Ces cohésines sont principalement clivées par la séparase lors de la transition 

métaphase-anaphase, cependant ce clivage peut être imparfait. Condensine agit sur la cohésion 

résiduelle en transmettant la force exercée par le fuseau mitotique et permet la complète dé-

cohésion des chromatides sœurs (Renshaw et al., 2010).  

Chez S. cerevisiae, condensine joue aussi un rôle dans la maintenance du nombre de copies de 

l’ADNr (Johzuka & Horiuchi, 2009; Palou et al., 2018), possiblement en régulant la 

recombinaison entre les copies. Il est possible que condensine soit également essentielle dans 

le regroupement des ADN de transfert (ADNt) dans le noyau, visible par microscopie (Haeusler 

et al., 2001).  
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Des études in vitro proposent que la condensine pourrait extruder de l’ADN surenroulé et cette 

activité permettrait d’absorber les surenroulements (E. Kim et al., 2022).  

II. Mécanistique de l'activité de condensine 

1. Liaison de la condensine à l’ADN 

Les données structurales ont permis de mieux comprendre les différentes interactions de 

condensine avec l’ADN. Plusieurs interactions ont été identifiées, stables ou transitoires, 

relevant d’interactions topologiques ou pseudo-topologiques, corrélant avec la dynamique du 

complexe.  

Le complexe condensine crée deux compartiments principaux pour l’ADN. Le premier, nommé 

compartiment S, en référence à Smc, est formé par les supers-hélices des 2 sous-unités SMC et 

fermé par l’interaction de leur têtes ATPase et de leur domaine charnière (Figure 5). Le second, 

nommé compartiment K, en référence à la Kleisine, est formé par la kléisine Brn1 et les sous-

unités non-SMC Ycg1 et Ycs4, et fermé par les têtes ATPase des sous-unités SMC. Le 

compartiment K peut être divisé en plusieurs sous-compartiments nommés chambres I, IA et II 

(Figure 5) (Shaltiel et al., 2022). L’ADN peut occuper l’ensemble de ces compartiments et 

chambres. 

Sur le complexe, plusieurs positions d’interaction avec l’ADN ont été identifiées. Certaines 

sont proposées comme étant des interactions stables permettant un premier ancrage de la 

condensine à l’ADN. D’autres, plus dynamiques, qualifiées de moteurs et proposées pour être 

relatives à l’avancé de l’ADN dans la condensine et permettant son activité. Le détail de la 

mécanistique sera abordé dans les deux chapitres suivants. 
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Une première interaction condensine-ADN se trouve au sein du compartiment K, dans la 

chambre II, l’interaction avec l’ADN dite de « safety belt » (ceinture de sécurité) est une 

interaction stable proposée comme interaction d’ancrage du complexe avec l’ADN. Elle 

implique les sous-unités Ycg1 et Brn1. Ycg1 a une structure en forme de U où viendrait se loger 

l’ADN grâce à des interactions électrostatiques (Kschonsak et al., 2017). L’utilisation de 

plusieurs substrats d’ADN double-brin montre une interaction indépendante de la séquence 

nucléotidique, appuyant le chargement non-spécifique de condensine. Brn1 connecte les deux 

branches du U, formant comme un verrou afin d’empêcher le désengagement de l’ADN de cette 

cavité. 

Des mutations dans cette ceinture Brn1 ont un effet sur la liaison du complexe à l’ADN ainsi 

que sur l’hydrolyse de l’ATP (Kschonsak et al., 2017). L’ouverture de la chambre II par clivage 

(artificiel) de Brn1 libère condensine de son point d’ancrage. Ce clivage permet néanmoins 

l’avancé de la condensine sur l’ADN via une translocation due à la conservation des interactions 

dynamiques. Le clivage de la chambre II est  suivie de la rupture de la boucle d’ADN en cours 

d’extrusion (Shaltiel et al., 2022). La perte de Ycg1 ouvre les différentes chambres au sein du 

compartiment K et a pour conséquence un changement de direction plus fréquent dans l’activité 

d’extrusion de boucle, ceci peut être expliqué à la non-distinction entre les interactions 

d’ancrage et moteur qui se trouvent à présent dans une seule et même chambre et pouvant donc 

être interchangées.  

L’interaction proposée comme le moteur de condensine se situe dans la chambre I et se fait 

entre Brn1 et Ycs4. L’ouverture de cette chambre, par clivage de Brn1, mène aussi à une rupture 

de la boucle mais la condensine reste fixée au point d’ancrage avec l’ADN (Shaltiel et al., 

2022). Cette interaction permettrait aussi l’entrée active de l’ADN dans le compartiment S en 

le basculant sur les têtes ATPase, action impliquant un changement conformationnel important 

de Ycs4. 



16  

Le complexe condensine interagirait aussi avec l’ADN au niveau du domaine charnière formé 

par la jonction des sous-unités SMC Smc2 et Smc4. Les surfaces internes et externes du 

domaine charnière possèdent des résidus chargés positivement permettant de possibles 

interactions avec l’ADN (Koide et al., 2021). Lors de la fixation de l’ATP, l’ouverture des bras 

des sous-unités SMC permet l’accès à la surface interne du domaine charnière pouvant 

accueillir l’ADN double-brin (Koide et al., 2021; Soh et al., 2015). Cette interaction est faible 

et sans doute transitoire. Chez Bacillus subtilis, la liaison de l’ADN double-brin sur la surface 

interne du domaine charnière pourrait favoriser le changement de conformation du complexe 

de la forme fermée (I) à la forme ouverte (O) (Soh et al., 2015; Vazquez Nunez et al., 2021). 

L’absence ou le maintien en position ouverte du domaine charnière rend le complexe non-

fonctionnel et mène à la dissociation de condensine de l’ADN (Cuylen et al., 2011). Il 

semblerait donc que l’association entre le domaine charnière et l’ADN ne soit pas strictement 

essentielle pour le fonctionnement du complexe. Cette hypothèse est appuyée par le fait que, 

chez Bacillus subtilis, la substitution du domaine charnière par un crochet Zn2+  n’a pas 

d’incidence majeur sur la fonctionnalité du complexe condensine (Bürmann et al., 2017). 

In vitro la présence d’ATP n’est pas essentielle pour la liaison de condensine à l’ADN (Eeftens 

et al., 2017; Strick et al., 2004). Cependant l’activité ATPase est essentielle pour l’initiation et 

le maintien de la condensation (Hudson et al., 2008; Kinoshita et al., 2015; Palou et al., 2018; 

Thadani et al., 2018). La liaison de condensine à l’ADN aiderait à la stimulation de l’hydrolyse 

de l’ATP de façon modérée (Piazza et al., 2014). Cette liaison, indépendante de l’ATP, est 

sensible à de hautes concentrations salines ce qui laisse penser que ces interactions seraient de 

caractères non-topologiques. Lorsqu’au contraire condensine se lie à l’ADN en 

présence d’ATP, cette liaison est peu sensible à des concentrations salines élevées, ce qui laisse 

penser à des interactions de caractères topologiques. Ces données suggèrent qu’en présence ou 



17  

non d’ATP les condensines sont capable de se lier à l’ADN mais de façons différentes, et surtout 

qu’en présence d’ATP la condensine est capable d’interagir de façon plus stable avec l’ADN. 

In vivo, des mutations des têtes ATPase Smc2 ou Smc4 inhibant leur dimérisation, la liaison ou 

l’hydrolyse de l’ATP ou sa stimulation par la liaison à l’ADN ont été testées. Elles provoquent 

des défauts plus ou moins prononcés de condensation et de ségrégation. Ces mutants ne 

modifient pas la présence de condensine détectée par ChIP à proximité des centromères en 

métaphase, où les condensines sont recrutées par l’intermédiaire de la protéine Shugoshine 

(Sgo1). Seul un mutant impactant la liaison de l’ATP au site Smc4 impacte la liaison à l’ADN 

(Thadani et al., 2018). 

Ce qui soulève la question suivante : quelles interactions détecte-t-on par ChIP ? Est-ce 

l’interaction d’ancrage et donc le point d’accroche stable entre condensine et l’ADN ? Ou 

détecte-t-on des interactions dynamiques relatives à l’activité d’extrusion de boucle de 

condensine ? Ou des interactions indirectes à l’ADN passant par d’autres protéines présente sur 

l’ADN comme par exemple dans le cas shugoshine (Yahya et al., 2020a) ? 

Un premier modèle hypothétique du chargement de condensine sur l’ADN a été proposé 

(Robellet et al., 2017), inspiré du modèle de chargement des cohésines (Murayama & Uhlmann, 

2015). Ce modèle propose une liaison de condensine en deux temps : (i) la condensine se lierait 

de façon non-topologique par une association électrostatique au niveau de la « safety belt » 

puis, une fois la primo-association établie, (ii) les condensine se lierait de manière topologique 

par le piégeage de l’ADN dans le compartiment S de façon dépendante de l’ATP (Eeftens et 

al., 2017; Piazza et al., 2014). Ce modèle reste à démontrer. 

Ces dernières années les études structurales et in vivo ont permis de mettre en lumière plusieurs 

points de liaison de condensine et d’avancer sur l’établissement de nouveaux modèles d’action 

de condensine. Il reste cependant à faire le lien entre la mécanistique et le mécanisme général 

de prise en charge de la condensation à l’échelle du chromosome par condensine. 
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Figure 5. Les interactions condensine/ADN. (A) Schéma représentant les deux différents compartiments de 

condensine, avec le détail des chambres concernant le compartiment K. (B) Les interactions de l’ADN avec les 

différents compartiments. Dans le panel de gauche les interactions au niveau du compartiment K. Et le panel de 

droite représente les interactions de l’ADN dans le compartiment S. L’ancre représente l’interactions stable 

d’ancrage avec l’ADN et l’écrou les interactions dynamiques avec l’ADN.  
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2. Condensine extrude l’ADN en formant des boucles 

Depuis la découverte du complexe, deux principaux modèles ont été proposés pour expliquer 

sa capacité à compacter l’ADN. Le premier modèle est celui de réticulation stochastique où le 

complexe pourrait s’ouvrir afin de capturer de façon aléatoire deux molécules d’ADN (Cuylen 

et al., 2011; Thadani et al., 2018). Le second est le modèle d’extrusion de boucle (Goloborodko, 

Imakaev, et al., 2016; Goloborodko, Marko, et al., 2016; Marko et al., 2019; Nasmyth, 2003; 

Riggs, 1990) qui consiste, suite au chargement du complexe sur l’ADN, à son passage en 

plusieurs points afin de former une boucle qui s’agrandira étape par étape, permettant une 

condensation locale de la chromatine. 

C’est en 2018 que le processus d’extrusion de boucle in vitro a pu être observé par une analyse 

sur molécule unique (Ganji et al., 2018). Cette étude a permis d’appuyer de façon concrète le 

modèle d’extrusion de boucle. Depuis, l’activité d’extrusion de boucle a été observée dans 

d’autres laboratoires (Sudhakar et al., 2021) et avec différents complexes de la famille des SMC 

tels que cohésine et Smc5/6 (Davidson et al., 2019; Y. Kim et al., 2019; Pradhan et al., 2021). 

Parallèlement à ces études appuyant la validité du modèle d’extrusion de boucle, le processus 

a été caractérisé plus en détail au niveau moléculaire et structurel. 

L’initiation et le maintien  de la boucle dépend de la fixation et de l’hydrolyse ATP (Ganji et 

al., 2018; Lee et al., 2020; Terakawa et al., 2017). Dans le processus d’extrusion de boucle, la 

molécule d’ADN est non-orientée, c’est-à-dire que le complexe peut extruder dans une 

direction ou dans une autre. Cependant la formation de la boucle se fait de façon 

unidirectionnelle due à la distinction entre la liaison d’ancrage et la liaison dite moteur (Shaltiel 

et al., 2022). Le fait que la condensine puisse transloquer sur l’ADN dans un sens ou dans 

l’autre mène à des divergences ou des convergences entre 2 boucles extrudées par des 

condensines distinctes (E. Kim et al., 2020).  
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La visualisation de la formation de la boucle par étude sur molécule unique a mis en évidence 

la capacité d’une boucle à influer sur la taille d’une boucle à proximité. Et des structures 

secondaires tel la boucle Z (Figure 6) sont possibles en formant une seconde boucle dans une 

première boucle (E. Kim et al., 2020).  

 

 

 

 

 

Figure 6 : Schéma représentant la « Z loop ». a) Formation d’une première boucle par un complexe condensine. 

b) Fixation d’une seconde condensine sur la boucle déjà formée par la première. c) Formation d’une seconde 

boucle par la seconde condensine.  

 

Une estimation de la taille et de la vitesse d’extrusion de la boucle par le complexe a été faite 

sur de l’ADN nu  (Ganji et al., 2018; Terakawa et al., 2017): 5 à 40 kb par boucle et une vitesse 

de 63 à  600 pb par seconde demandant 2 molécule d’ATP à chaque étape d’extrusion. Cette 

vitesse est sensible à la concentration en ATP et à la tension appliquée sur l’ADN (Eeftens et 

al., 2017; Je‐Kyung et al., 2021; Terakawa et al., 2017).  

3. Les différents modèles d’extrusion de boucle proposés 

Plusieurs mécanismes d’extrusion de boucle ont été proposés pour les condensines. Bien que 

ces modèles restent hypothétiques ils participent néanmoins à la compréhension du mécanisme 

d’extrusion de boucle.  
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« Inchworm model » ou modèle du ver 

 

Proposé par (Nichols & Corces, 2018), l’interaction du domaine charnière avec l’ADN est le 

point d’ancrage de la condensine. Les sous-unités non-SMC ont deux points de liaison avec 

l’ADN, ce dernier avançant de façon récurrente à chaque nouvelle liaison de l’ATP, 

agrandissant ainsi la boucle (Figure 7). Ce modèle repose cependant sur des interactions stables 

au niveau du domaine charnière qui ne semblent pas corréler avec les observations faites par 

les approches biochimiques et structurales qui privilégient une interaction stable entre Brn1 et 

Ycg1 et non avec le domaine charnière. 

 

« Scrunching model » ou modèle de la marche de la chenille  

 

Dans ce modèle alternatif à l’extrusion de boucle, l’ADN n’est pas à proprement extrudé mais 

capturé et stabilisé de façon stochastique. Ce modèle présenté par (Terakawa et al., 2017) 

propose que la condensine se lie de façon stable à l’ADN au niveau de la kléisine puis, de façon 

transitoire, au niveau du domaine charnière. Cette interaction ADN-charnière est ramenée vers 

le compartiment K par repliement des sous-unités SMC au niveau du coude. Ce repliement du 

coude vers les têtes former une conformation « B » du complexe, observable par AFM (Ryu et 

al., 2020). Ce changement de conformation permet l’avancée de la boucle étape par étape. Bien 

que ce modèle semble en accord avec les interactions connues de condensine avec l’ADN et 

soit appuyé par des observations en AFM, il reste cependant peu défini sur la formation et la 

stabilisation de la boucle. 

 

« DNA pumping model » ou modèle de la pompe à ADN 

 

Ce modèle avancé par (Diebold-Durand et al., 2017; Marko et al., 2019) propose une ouverture 

de la chambre S déclenchée par la liaison de l’ATP. Cette ouverture de la chambre S permet 

l’entrée par mouvement brownien de l’ADN (incurvé/flexible) dans ce compartiment.  
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Puis l’hydrolyse de l’ATP induit la fermeture de ce compartiment ainsi que l’ouverture du 

compartiment K. L’ADN coulisse donc vers le compartiment K, première étape de formation 

de la boucle. Puis, lors de la prochaine liaison de l’ATP un nouveau cycle s’engage permettant 

l’agrandissement de la boucle (Figure 7). Ce modèle propose une avancée de la boucle par une 

ouverture entre les deux compartiments. La stabilisation de la boucle n’est cependant pas 

abordé.  

 

« Hold and Feed model » ou modèle tenir et alimenter  

 

Ce modèle proposé par (Shaltiel et al., 2022), implique deux points d’interactions au niveau de 

la kléisine : (i) un point d’ancrage stable, la « safety belt » entre Brn1 et Ycg1, et (ii) un point 

moteur entre Brn1 et Ycs4. La liaison de l’ATP permettrait l’entrée active de l’ADN dans le 

compartiment S. Cette entrée se ferait via un important changement de conformation de Ycs4. 

Cette modification de conformation permettrait le basculement de l’ADN sur les têtes ATPase 

et donc l’entrée d’une demi-boucle d’ADN (Figure 7). Puis l’hydrolyse de l’ATP ouvre un 

passage entre les compartiments K et S permettant l’agrandissement de la boucle initiale. Ce 

modèle reprend des éléments du modèle précédent (DNA pumping) et en amène de nouveaux : 

(i) la caractérisation par des approches biochimiques d’un point d’ancrage et d’un point moteur 

et (ii) une proposition de l’entrée active de l’ADN dans le complexe par changement de 

conformation. Ce modèle est le plus abouti au niveau du mécanisme moléculaire et le plus en 

accord avec l’ensemble des données existantes à ce jour. 
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Figure 7. Différents modèles d'extrusion de boucle. Ces derniers varient dans les différents points d’accroche 

de condensine avec l’ADN mais aussi dans la mécanistique de l’avancée du processus d’extrusion de boucle. Voir 

texte pour plus de détails.  
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III. Sites préférentiels de liaison de condensine sur l’ADN  

 

La condensine se lierait donc à l’ADN en prenant un point d’ancrage et formerait des boucles 

de chromatine à partir de ce point. Comprendre le fonctionnement de condensine in vivo passe 

par l’étude de leur localisation, sachant que, comme abordé précédemment, il peut être difficile 

de faire la distinction entre le point d’ancrage et le point moteur relatif à l’avancée de la 

condensine sur l’ADN. Peu d’études ont été faites chez S. cerevisiae concernant la localisation 

de condensine in vivo à différentes phases du cycle cellulaire. Dans les prochaines parties je 

traiterai des localisations ponctuelles de condensine ayant été étudiées.  

1. Recrutement aux régions péri-centromériques 

Chez S. cerevisiae, des données de Chromatin Immuno Precipitation  (ChIP) ont montrées un 

enrichissement des condensine saux centromères et aux régions péri-centromériques en 

prométaphase-métaphase  (D’Ambrosio et al., 2008; Leonard et al., 2015a). Cet enrichissement 

est renforcé en présence de nocodazole, corrélant avec un possible impact de la bi-orientation 

(Leonard et al., 2015a) et de l’activation du point de contrôle de l’assemblage (SAC). Il diminue 

lors du passage en anaphase où les condensines sont re-localisées sur les bras des chromosomes 

(Leonard et al., 2015a).  

Un facteur intervenant dans la localisation de condensine aux centromères et péri-centromères 

en début de mitose est la protéine Sgo1. Elle intervient dans différents processus tel que (i) le 

maintien de la cohésion des centromères, (ii) la détection de tension sur les microtubules et (iii) 

la bi-orientation des chromosomes. Sgo1 est localisée aux régions péri-centromérique en 

métaphase et dégradée en début d’anaphase. Sgo1 interagit directement avec condensine, 

interaction régulée par la phosphorylation de Sgo1 induite  directement par la kinase Mps1 

(Yahya et al., 2020b).   
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Sgo1 aurait aussi un rôle dans le maintien de la kinase Aurora B (Ipl1) aux kinétochores en 

métaphase (Peplowska et al., 2014), se décrochant en réponse à la tension entrainant alors la 

dissociation de condensine et d’Aurora B du centromère (Nerusheva et al., 2014.). 

 

2. Localisation au niveau de certains gènes 

a) Localisation sur l’ADNr 

 

De par ses séquences répétées, sa forte transcription unidirectionnelle ainsi que sa taille, la 

ségrégation de l’ADNr est une vraie difficulté lors de la mitose chez la levure. Dans le noyau, 

la condensine est fortement enrichie au nucléole (Freeman et al., 2000).  La condensation de 

l’ADNr est l’un des premiers éléments ayant permis d’étudier la fonction de condensation des 

condensines. Chez S. cerevisiae, l’ADNr présente plusieurs formes selon son degré croissant 

de condensation : puff, cluster line puis loop (Figure 8). Les condensines sont essentielles pour 

le passage de la forme puff présente en G1 à la forme cluster line présente en début de mitose 

puis en loop ainsi que dans le maintien des formes compactées (Lavoie et al., 2004). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Intermédiaires de conformation de l'ADNr au cours du cycle cellulaire. Images extraites de Lavoie 

et al. (2004). Panel du haut : Différentes phases du cycle cellulaire. Une souche cdc15-1 a été utilisée pour 

synchroniser les cellules en fin de phase M. Après la relâche est effectué à température permissive afin d’obtenir 

des cellules en G1. Et enfin, du nocodazole a été ajouté à la culture 1 h après la relâche pour les synchroniser en 

phase M précoce. Les graphiques représentent les résultats de l’analyse par cytométrie. Panel du bas : 

Observation des structures de l’ADNr à différentes phases du cycle cellulaire par FISH (Fluorescent In Situ 

Hybridation) en utilisant une sonde hybridant l’ADNr (vert) et un marqueur de l'ADN (rouge). On distingue 

différentes structures de l’ADNr. 
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Le nombre de copie d’ADNr (100-200) fait du bras droit du chromosome XII le plus long de 

S. cerevisiae. Ceci explique que la ségrégation de l’ADNr dépend de mécanismes plus 

complexes que pour les autres chromosomes. L’ADNr va être davantage condensé en mitose 

relativement aux autres chromosomes (Guacci et al., 1994; Harrison et al., 2009; Lavoie et al., 

2004; Félix Machín et al., 2005). Cette hyper-condensation en début d’anaphase serait 

dépendante de la première libération de la phosphatase Cdc14 du nucléole (Amours et al., 

2004). Les mutants de Cdc14 induisent des ponts d’anaphase formés par l’ADNr dû à la non-

disjonction des chromatides sœurs à ce niveau, alors que les autres chromosomes sont ségrégés 

correctement (Quevedo et al., 2012). La restauration de l’activité de Cdc14 suffit à corriger ce 

défaut de ségrégation spécifique à l’ADNr (Félix Machín et al., 2005). Les condensines sont 

essentielles en anaphase afin de ségréger a minima le long bras du chromosome XII contenant 

l’ADNr et, possiblement, les bras les plus longs d’autres chromosomes. On notera d’ailleurs 

l’organisation particulière sur ce chromosome en anaphase présentant une boucle reliant le 

centromère et le centromère proximal à la région gauche proximal du cluster de l’ADNr. Cette 

structure est perdue lors de l’inactivation de condensine affectant l’organisation du 

chromosome en anaphase (Lazar-Stefanita et al., 2017). 

Concernant la localisation de condensine sur l’ADNr, des données de ChIP révèlent une 

répartition hétérogène de condensine. Elle est présente aux sites RFB (« Replication Fork 

Barrier »), de façon dépendante de la fixation de Fob1, Tof2 et du complexe monopoline 

Csm1/Lrs4 (Johzuka & Horiuchi, 2009). Elle est aussi présente sur le NTS1 et le NTS2 ainsi 

que le long du gène 35S. L’association condensine-35S est régulée négativement par la 

transcription par l’ARN polymérase I (Johzuka & Horiuchi, 2009). Cdc14 aurait un impact 

négatif cette transcription.  Ce rôle de Cdc14 est essentiel pour une ségrégation correcte  (Felix 

Machín et al., 2006) ainsi que pour l’association de condensine sur l’ADNr (Clemente-Blanco 

et al. 2009).  
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En l’absence de Fob1 et de Cdc14, la ségrégation de l’ADNr reste efficace (Felix Machín et al., 

2006), ce qui laisse envisager d’autres mécanismes. Plusieurs voies indépendantes agiraient 

donc dans l’association de condensine à l’ADNr. 

 
 

b) Promoteurs des gènes transcrits  

Chez S. cerevisiae, des approches de ChIP montrent une corrélation inverse entre la présence 

de condensine et cadres de lecture ouverts (« ORF ») (D’Ambrosio et al., 2008), ce qui laisse 

penser qu’il existe un lien entre la condensine et la transcription. Chez S. pombe, l’inhibition 

de la transcription Pol I est un prérequis pour la correcte ségrégation des chromosomes et la 

transcription Pol I a un effet antagoniste sur l’accumulation de condensine sur l’ADNr 

(Clemente-Blanco et al., 2009; Johzuka & Horiuchi, 2007). À l’échelle du génome, la présence 

de condensine n’est pas corrélée à l’expression génique (Paul et al., 2018). Cependant la 

condensine serait d’avantage présente aux sites d’initiation des transcrits Pol II, liaison qui 

diminuerait en réponse à une répression de la transcription (Sutani et al., 2015). Cette présence 

de condensine aux sites d’initiation pourrait être une conséquence de l’absence de nucléosomes 

sur ces sites. Cependant, (Rivosecchi et al., 2021) propose que cette corrélation entre la 

présence de condensine et les sites d’initiation des transcrits Pol II serait due à la création  d’une 

barrière (« roadblock ») formée par l’ARN polymérase. Ce modèle est appuyé par le fait que 

l'absence de Sen1, protéine requise pour la terminaison des transcrits Pol II, produit une forte 

accumulation de la Polymérase et des condensines au site de terminaison. L’ajout en fin de gène 

d’une répétition poly-T, qui supprime le défaut de terminaison de ces transcrit, supprime 

l’accumulation de la polymérase et des condensines. 
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c) Les ADNt 

Les condensines ont été proposées comme nécessaires dans le regroupement des gènes codant 

les ADNt visualisés par microscopie (Haeusler et al., 2001). Toutefois, un tel regroupement n’a 

pu être confirmé par Hi-C (Lazar-Stefanita et al., 2017). Par ChIP, condensine semble aussi 

préférentiellement localisée sur certains ADNt  (D’Ambrosio et al., 2008). Cet enrichissement 

corrèle avec deux facteurs : (i) le complexe Scc2/4 nécessaire au recrutement des cohésines et 

(ii) le facteur de transcription TFIIIC qui reconnait le motif B box (GTTCXAXXC) des ADNt 

de façon indépendante à la transcription. L’absence de Scc2/4 mène à une diminution partielle 

de la liaison de condensine et de façon directe ou indirecte à une diminution de la condensation 

(D’Ambrosio et al., 2008). La perte de TFIIIC mène elle aussi à une diminution de condensine 

au niveau des ADNt mais aussi à une diminution générale du niveau de Scc2/4 (D’Ambrosio 

et al., 2008). Ceci suggère que le facteur TFIIIC est impliqué dans le recrutement ou la 

stabilisation de Scc2/4 et directement ou indirectement de condensine. L’insertion d’un motif 

B box induit un léger pic de recrutement des condensines. Comme la délétion d’un ADNt ne 

permet pas de supprimer totalement le recrutement de condensine (D’Ambrosio et al., 2008), 

on peut donc penser que cette localisation est multifactorielle et que le contexte chromatinien 

pourrait aussi avoir un impact sur la localisation de condensine.  

 

d) Le Recombinaison Enhancer 

L’élément « enhancer » de recombinaison (RE) est un élément fonctionnel situé sur le bras 

gauche du chromosome III. Il intervient dans le changement de conformation du chromosome 

III afin de procéder au changement de type sexuel se faisant  par recombinaison homologue 

avec une cassette silencieuse (HML alpha ou HMR a) (Belton et al., 2015). 

Par ChIP, condensine est fortement enrichie au RE dans les cellules MATa (D’Ambrosio et al., 

2008; Li et al., 2013). Cette localisation corrèle avec la présence de la déacetylase Sir2 qui 

permettrait avec condensine la régulation de la structure du chromosome III et le rapprochement 
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spatial du locus MATa de la cassette HML (Li et al., 2013, 2019). Le recrutement de condensine 

au RE, et plus particulièrement au niveau de son segment nommé RDT1, serait similaire à celui 

découvert pour l’ADNr, impliquant une interaction avec Fob1, Tof2 et la monopoline 

Csm1/Lrs4 (Dinda et al., 2021).  

 

e) Les fourches de réplication 

Les condensines ont été détectées aux fourches de réplication en phase S en présence 

d’hydroxyurée, un inhibiteur de la synthèse des dNTP (D’Ambrosio et al., 2008). Aucun rôle 

n’était connu concernant la fonction de condensine aux fourches de réplication. Des travaux 

récents proposent que condensine aurait un rôle dans la progression des fourches de réplication 

en condition de stress réplicatif. Cette localisation serait en partie médiée par la présence du 

complexe MRX impliqué dans la réponse à ce stress (Axel Delamarre, 2016). 

IV. Les partenaires de condensine  

1. Les nucléosomes 

La localisation de condensine détectée par ChIP montre une distribution en partie répétée, du 

moins sur certains chromosomes, tous les ∼15 kb. Cependant lors de la délétion d’une partie 

de la séquence cette distribution n’est pas modifié  (D’Ambrosio et al., 2008). Aucun facteur 

montré pour avoir un rôle dans le recrutement de condensine n’explique cette distribution. 

Condensine pourrait être capable d’interagir avec des variants d’histones dans d’autres espèces 

(S. pombe et H. sapiens) (Robellet et al., 2017). Chez S. cerevisiae aucune donnée ne va dans 

ce sens. De plus, le domaine d’interaction de condensine avec les histones n’est pas conservé 

(Piazza et al., 2013, 2014), laissant penser que ce mécanisme n’est pas conservé.  

Chez S. cerevisiae, la distribution de condensine pourrait être complémentaire à celui des 

nucléosomes (Piazza et al., 2014; Toselli‐Mollereau et al., 2016). Certains facteurs tels que 

RSC, Gcn5 et Mts2, qui permettent la déplétion des nucléosomes et donc la création de régions 
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libres de nucléosomes, favorisent la liaison de condensine (Robellet et al., 2014; Toselli‐

Mollereau et al., 2016). In vitro, condensine peut fixer et extruder l’ADN en présence d’un 

nucléosome (Kong et al., 2020; Pradhan et al., 2021) mais il n’est pas simple de transposer cette 

observation à la situation in vivo où il n’y pas un mais de nombreux nucléosomes à intervalle 

régulier. De nouvelles études in vitro suggère que cette extrusion d’un nucléosome est un 

événement minoritaire et requiert une faible tension de l’ADN. Le remodeleur FACT 

« Facilitates Chromatin Transcription » pourrait rendre ce processus d’extrusion d’un (des) 

nucléosome(s) plus efficace (Shintomi et al., 2015; Sudhakar et al., 2021). Concernant la 

corrélation entre condensine et nucléosome, il est important de garder en tête que la distribution 

de condensine détectée par ChIP peut refléter le recrutement ou l’activité de condensine. De ce 

fait il est difficile d’interpréter si les zones sans nucléosome favoriseraient la fixation initiale 

de condensine ou si les nucléosomes bloquent/ralentissent l’activité d’extrusion de boucle de 

condensine. De plus, l’action de la tension générée par condensine sur les nucléosomes n’a pas 

été explorée. Cela pourrait être un facteur limitant la fixation des nucléosomes par un 

déroulement de l’ADN les entourant.  

En résumé et en conclusion provisoire, condensine pourrait préférer les zones sans nucléosomes 

pour son chargement et dans certaines conditions, extruder les nucléosomes.  

2. La topoisomérase II  

La topoisomérase II (Top2) catalyse le clivage de deux brins d’ADN ainsi que leur réunion 

pour relâcher les tensions topologiques de la molécule d’ADN. Top2 est requise pour la 

condensation et la ségrégation des chromosomes mitotiques (Uemura et al., 1987). 

L’inactivation de Top2 montre son rôle essentielle dans le débobinage des super-enroulements 

de l’ADN en mitose afin de permettre la ségrégation des chromosomes (J. Baxter et al., 2011). 

Cette action de débobinage permet d’éviter la formation de pont d’anaphase entre les 

chromatides sœurs (Jonathan Baxter & Diffley, 2008).  
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Même si les phénotypes liés à l’inactivation de condensine ou de la topoisomérase II semblent 

proches, ces deux acteurs possèdent bien deux rôles distincts. Appuyé par le fait que l’absence 

de condensine n’affecte pas l’activité de la topoisomérase (Cuvier & Hirano, 2003). Cependant, 

bien que le recrutement de condensine ne dépende pas de Top2, la persistance de la liaison de 

condensine aux chromosomes lors de l’inactivation de Top2 suggère que la localisation 

transitoire de condensine pendant l’anaphase est affectée par l’activité Top2 (Leonard et al., 

2015).  

V. La régulation de condensine au cours du cycle cellulaire 

La dynamique du complexe et son action en mitose implique une régulation fine de son activité.  

1. Régulation de l’expression de la sous-unité Ycg1  

Chez S. cerevisiae, la sous-unité Ycg1 est la seule sous-unité dont l’expression est régulée au 

cours du cycle cellulaire (Doughty et al., 2016). Elle atteint son maximum en mitose pour 

décroitre lorsque la cellule revient en G1. Ycg1 est par ailleurs la sous-unité de condensine qui 

a le plus bas taux d’expression, avec un minimum en interphase permettant de limiter l’action 

de condensine en dehors de la mitose. Ycg1 est donc la seule sous-unité qui serait régulée au 

niveau de son expression, et comme son niveau d’expression est le plus bas, cela la rend donc 

limitante pour la formation du complexe. 

2. Régulation post-traductionnelle de condensine  

L’activité kinase de CDK (Cdc28) est un déterminant de l’entrée en mitose. CDK phosphoryle 

la sous-unité Smc4 de condensine (Kimura & Hirano, 1997) (Robelet et al., 2015; Shintomi et 

al., 2015). L’induction d’une phosphorylation prématurée de Smc4 induit une condensation 

précoce de la chromatine, suggérant une causalité entre cette phosphorylation et l’activité de 

condensine (Thadani et al., 2018).  
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Rendre les sites constitutivement actifs impacte de façon négative la dynamique de la liaison 

de condensine sur l’ADN, suggérant que des cycles de phosphorylation/déphosphorylation sont 

nécessaires pour la condensation de la chromatine. Il existe aussi un site de phosphorylation de 

type CDK au niveau de la ceinture de sécurité formé par Brn1. L’abolition de la 

phosphorylation de ce site inhibe la liaison de condensine à l’ADN (Kschonsak et al., 2017). 

La phosphorylation de condensine par CDK est un prérequis pour sa phosphorylation par 

lavkinase Cdc5 (St-Pierre et al., 2009).  Cdc5 phosphoryle de façon directe et indirecte toutes 

les sous-unités de condensine (Figure 9). Cette deuxième vague de phosphorylation, 

significative dans les phases les plus avancées de la mitose (anaphase et télophase), 

compenserait la baisse de l’activité CDK consécutive à l’entrée en anaphase. Elle induit aussi 

une augmentation de l’activité de condensine. 

Une dernière phosphorylation est possible par la kinase Aurora B (Ipl1) (Figure 9), une 

composante du complexe CPC (« Chromosomal Passenger Complex »). Elle phosphoryle Ycg1 

directement ou indirectement, une phosphorylation requise pour l’hyper-condensation de 

l’ADNr en anaphase et télophase (Lavoie et al., 2004). 

La phosphatase Cdc14 joue aussi un rôle dans la régulation de condensine (Figure 9). Tout 

comme Cdc5, Cdc14 est essentielle pour la sortie de mitose. Cdc14 est séquestrée dans le noyau 

par formation d’un complexe avec Net1 qui joue le rôle d’inhibiteur. Cdc14 va être actif lors 

de sa sortie du noyau en début d’anaphase, étape dépendante de Cdc5 nommée FEAR 

(« Fourteen Early Anaphase Release »). Cette relâche favorise la localisation de condensine 

sur l’ADNr, favorisant sa condensation et sa ségrégation correcte (Amours et al., 2004). 
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L’activité de condensine est aussi régulée par la ségrégase Cdc48 (Figure 9) et ses co-facteurs 

Ufd1 et Npl4 qui ubiquitylent Ycg1 et Brn1 lors de la mitose. Cdc48 et cette ubiquitination sont 

essentielles pour la morphogénèse du chromosome. Comme un défaut de Cdc48 augmente la 

liaison de de condensine à l’ADN in vivo, la ségrégase pourrait favoriser directement le 

détachement de condensines de l’ADN (Thattikota et al., 2018a). Donc le défaut de 

condensation observé dans les mutants de Cdc48 pourrait être la conséquence (i) d’un défaut 

dans la dynamique de liaison de condensine ou (ii) d’un défaut d’activité de condensine qui, 

bien que liée à l’ADN, resterait inactive (par ex. bloquée sur certains obstacles). En conclusion, 

l’interaction et l’activité de condensine sur la chromatine sont des phénomènes dynamiques qui 

restent en partie à comprendre. 
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Figure 9 : Régulation transcriptionnelle et post-traductionnelle du complexe condensine durant le cycle 

cellulaire. Les différents acteurs sont représentés sur ce schéma ainsi que leur action sur le complexe condensine.  
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Deuxième partie : le télomère 
 

Les télomères sont présents à chaque extrémité des chromosomes et sont essentiels au maintien 

de l’intégrité du génome. Tous les organismes possédant des chromosomes linéaires sont 

pourvus de cette structure spécialisée composée de protéines couvrant l’ADN télomérique. Les 

cellules ayant un dysfonctionnement au niveau des télomères vont s’arrêter dans leur 

progression du cycle cellulaire ou vont subir un processus de fusion/recombinaison, qui 

diminue de façon drastique la stabilité du génome. 

L’extrémité d’ADN des télomères est similaire structurellement aux extrémités d’ADN créées 

par des cassures double-brin. Donc, le télomère est une structure qui doit être protégée des 

mécanismes de réparation. Pour cela, un ensemble de protéines sont présentes aux télomères 

afin de protéger l’extrémité (Figure 10). Une des fonctions de ces protéines télomériques est 

donc de bloquer les deux voies principales de réparations : (i) la Recombinaison Homologue 

(HR) et (ii) le Non Homologous End Joining (NHEJ). Concernant le NHEJ, ce mécanisme de 

réparation procède par re-ligation des deux extrémités d'une cassure. Souvent fidèle et efficace, 

il implique plusieurs acteurs tels que le complexe MRXMRN, la protéine KU, qui vont se lier à 

l’ADN cassé et former un pont entre les deux extrémités, puis la ligase Lig4Ligase IV et ses co-

facteurs Nej1XLF et Lif1XRCC4 vont ensuite les religuer. L’intervention de ce mécanisme à 

l’extrémité du chromosome mène à des fusions télomère-télomère formant des chromosomes 

dicentriques (chromosomes avec deux centromères actifs). Ces chromosomes sont des 

structures très instables qui vont poser problème lors de la division cellulaire (voir Troisième 

partie.II.1). La stabilité des télomères et du génome nécessite que ces évènements restent 

extrêmement rares, impliquant une répression très forte et permanente du NHEJ.  

Chez S. cerevisiae, les télomères constituent les 300 ± 50 dernières paires de base du 

chromosome.  
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La taille de chacun des 32 télomères (génome haploïde) n’est pas fixe et peut varier dans une 

plage étroite. La taille des télomères est contrôlée par deux processus principaux : (i) le 

raccourcissement dû au problème de réplication des extrémités (processus intrinsèque 

dépendant de la réplication qui conduit les télomères à être raccourcis à chaque cycle de 

réplication) et (ii) l’action de l'enzyme télomérase, qui utilise un ARN comme matrice (TLC1) 

afin d'allonger l'extrémité 3' des télomères. 

Les séquences télomériques chez S. cerevisiae sont composées de répétitions du motif TG1-3 

(plus exactement TG2-3(TG)1-6). L’ADN télomérique est principalement double-brin et avec 

une petite extension 3' simple-brin variant de 5 nucléotides en moyenne en dehors de la 

réplication (Soudet et al., 2014). 

Chez S. cerevisiae, la principale protéine télomérique est Rap1 (« Repressor Activator Protein 

1 ») qui lie directement les séquences télomériques et recrute ses co-facteurs (Rif1, Rif2, Sir3 

et Sir4). Le complexe Rap1/Rif1 et Rif2 a un rôle central dans le maintien de l’équilibre de la 

taille du télomère par l’inhibition de l’action de la télomerase. Cette inhibition est dépendante 

de la longueur des télomères. Plus un télomère est long, plus grand est le nombre de molécules 

Rap1/Rif1/Rif2 et donc plus forte l’inhibition de la télomerase. Un raccourcissement, 

conséquence de la réplication incomplète des extrémités, amène à une diminution du nombre 

de molécules Rap1/Rif1/Rif2 présentes au télomère et donc à une levée partielle 

(proportionnelle) de l’inhibition de la télomerase. L'action de l'enzyme permet l'élongation et 

donc un renforcement de l'inhibition par un plus grand nombre de molécules Rap1/Rif1/Rif2. 

Ce processus homéostatique permet le maintien de la taille des télomères dans une plage étroite 

(Marcand et al., 1997; Phane, Marcand et al., 1999; Teixeira et al., 2004). 

Comme abordé précédemment, Rap1 est la principale protéine télomérique. Dans les 

paragraphes suivants je me concentrerai sur Rap1 et ses co-facteurs dans la protection des 

télomères contre les mécanismes de réparation.  



37  

Rappelons juste que d’autres protéines contribuent à la stabilité des télomères indépendamment 

de Rap1, comme par exemple le complexe Cdc13-Stn1-Ten1 qui lie de façon spécifique l’ADN 

simple brin 3’ sortant.  

 

 

 

 

 

 

 

 

I. La protéine télomérique Rap1: acteur central dans la fonction 

de protection des télomères 

Chez S. cerevisiae, la protéine télomérique Rap1 lie directement les répétitions télomériques, 

et y recrute, entre autres, deux facteurs, Rif2 and Sir4. Ces trois protéines agissent de façon 

synergique dans la protection des télomères contre les événements de fusion. Dans ce processus 

Rap1 donc agit à deux niveaux : (i) directement ou (ii) indirectement via l’intermédiaire de ses 

co-facteurs Rif2 et Sir4.  

J’aborderai ces deux rôles après une introduction détaillée de Rap1 afin de mieux appréhender 

ses caractéristiques essentielles pour la compréhension de son rôle de protection ainsi que son 

impact sur les condensines.  

Figure 10. Schéma simplifié de la composition du télomère chez S. cerevisiae. Les protéines que j’aborderai 

principalement pour la suite telles quel Rap1 et ses co-facteurs sont mentionnées clairement alors que les autres 

que je ne mentionnerai que brièvement, voire pas du tout, sont en transparence et sont représentées juste à titre 

indicatif afin d’avoir une vue d’ensemble sur la structure générale du télomère. 
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1. Structure de la protéine Rap1 

La protéine Rap1 a été identifiée en 1985 par le groupe d'André Sentenac (Huet et al., 1985) et 

son gène cloné en 1987 par David Shore et Kim Nasmyth (Shore & Nasmyth, 1987). Rap1 est 

une protéine abondante avec environ 5000 molécules par noyau haploïde, soit une concentration 

nucléaire proche de 2 µM (Ho et al., 2018). Rap1 est un facteur conservé dans l’évolution des 

eucaryotes même si ses modalités de recrutement et de liaison à l’ADN changent selon les 

espèces (Teixeira & Gilson, 2005). Chez S. cerevisiae, Rap1 a deux grands rôles : (i) un rôle 

essentiel comme facteur pionnier de transcription aux promoteurs de plusieurs centaines de 

gènes essentiels à la croissance cellulaires et (ii) un rôle comme principale protéine télomérique. 

Rap1 participe aussi à l’inhibition de la transcription des loci silencieux HML et HMR 

nécessaires au changement du type de conjugaison. 

Rap1 se lie tout le long des séquences télomériques (Conrad et al., 1990; Gilson et al., 1993; 

Klein et al., 1992). Rap1 lié au télomère a plusieurs fonctions : l’homéostasie de la taille des 

télomères, l’initiation de l’hétérochromatine subtélomérique, l’inhibition de la résection et 

l’inhibition du NHEJ (Pardo & Marcand, 2005). C’est sur cette dernière fonction que je me 

concentrerai. Rap1 de S. cerevisiae est une protéine de 827 acides aminés (AA) avec un poids 

moléculaire de 92 kDa. Elle possède 5 domaines (Figure 11) : un domaine BRCT en position 

N-Terminal, un domaine de liaison à l’ADN en position centrale (DBD), un petit motif dit 

toxique (TOX) (rendant la surexpression de Rap1 toxique pour la cellule), un motif lié à 

l’activation de la transcription (ACT) et un domaine C-terminal de structure unique (RCT: Rap1 

C Terminal domaine). Les structure des domaines BRCT, DBD et RCT ont été résolues 

expérimentalement (König et al., 1996; Matot et al., 2012a). Des structures en hélice alpha sont 

prédites pour les motifs TOX et ACT (Alphafold : https://alphafold.ebi.ac.uk/entry/C7GPE1). 

Les régions encadrant le domaine BRCT sont prédites comme désordonnées. 

 

https://alphafold.ebi.ac.uk/entry/C7GPE1
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2. Liaison de Rap1 à l’ADN 

La fonction de liaison à l’ADN, assurée par le domaine DBD, joue un rôle central dans toutes 

les fonctions de Rap1 comme par exemple dans la régulation de la transcription mais aussi dans 

l’inhibition des mécanismes de réparation. L’impact de Rap1 sur les condensines implique 

directement le domaine de liaison à l’ADN (DBD). Des études cristallographiques montrent 

que ce domaine de 235 AA (positions de 361 à 596) fixe l’ADN avec une affinité semblable à 

celle de la protéine entière (König et al., 1996). L’affinité du complexe Rap1-ADN estimée par 

calorimétrie (ITC) est du nM (KD  ≈ 3 nM) (Matot et al., 2012a). D’autres méthodes ont suggéré 

une affinité in vitro encore plus élevée, de l'ordre de la dizaine de pM (Williams et al., 2010). 

Le domaine de liaison à l’ADN de Rap1 est composé de deux sous-domaines Myb en tandem, 

nommés Myb1 et Myb2 relié par un linker (Henry et al., 1990; Mukherjee et al., 2012). Myb1 

et Myb2 reconnaissent chacun un motif de liaison (hémi-site) et se fixent dans le sillon majeur 

de l’ADN (Figure 12). De plus, l’extrémité C-terminal du domaine de liaison à l’ADN forme 

une boucle qui s’enroule autour de l’ADN, créant ainsi un loquet verrouillant la protéine à 

l’ADN. L’absence de cette boucle diminue l’affinité de Rap1 pour son site et a un impact sur 

la survie cellulaire (Matot et al., 2012a).  

Concernant la liaison de Rap1 à l’ADN, on notera une différence importante d’affinité entre les 

différents sites de liaison de Rap1, les sites présents aux télomères étant plus affins que les sites 

présents aux promoteurs (Rhee & Pugh, 2011). 

Les sites aux promoteurs montrent une importante variabilité de séquence par rapport à d’autres 

facteurs de transcription (Figure 12). Cependant, la spécificité pour chaque site reste élevée 

due à une répartition sur un plus grand nombre de positions nucléotidiques (Rhee & Pugh, 

2011). La disposition des sites Rap1 aux promoteurs est différentes de celle aux télomères. Aux 

promoteurs seulement 1 ou 2 sites Rap1 sont présents avec un espace moyen de 30 pb entre les 

2 sites (Knight et al., 2014). 
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Aux télomères, on compte 15-20 sites Rap1 (Conrad et al., 1990; Gilson et al., 1993; Ray & 

Runge, 1999), avec des espacements variables. Chaque domaine Myb est capable de lier le 

motif GGGTG pour Myb1 et GGTGT pour le Myb2 présents aux télomères (Figure 12). 

La principale caractéristique de la séquence télomérique de S. cerevisiae est qu’elle présente 

une hétérogénéité (variabilité). Elle s’explique par une flexibilité de la télomérase capable 

d'initier l'élongation à plusieurs positions sur l'ARN matrice (Förstemann et al., 2001). 

Conséquence de cette capacité de la télomérase, la répartition et la composition des sites Rap1 

peuvent varier. Dans ce contexte, il est possible d’identifier un site canonique respectant le site 

consensus et des sites non-canoniques divergeant du consensus d'un nucléotide en 5' du site 

(hémi-site de Myb2) (Figure 12). Ces derniers, jusqu’à présent, ne montraient pas d’incidence. 

Cependant, des études menées récemment au sein de notre laboratoire montrent que, pour 

l’inhibition du NHEJ, il y aurait une distinction entre le site canonique et les sites non-

canoniques, ces derniers pouvant être liés avec une affinité plus faible par Rap1 (Mattarocci et 

al. en préparation). Ceci pourrait avoir pour conséquences de rendre plus facile l’éjection de 

Rap1 par certaines protéines comme MRX et KU, essentielles pour le NHEJ. Aux télomères, 

les sites canoniques et non-canoniques alternent avec un espace variable entre chacun (Figure 

12). Leur superposition partielle est fréquente. 
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Figure 12. Les différents sites de liaison de Rap1. (A) Issu de (Rhee & Pugh, 2011). Représentation graphique 

de l’homologie entre les sites de fixation de Rap1. La fréquence de la présence du nucléotide est corrélée à sa 

taille. La comparaison est faite avec la séquence consensus de Rap1. (B) Distinction des domaines de liaison Myb1 

et Myb2. (C) Représentation des sites canonique et non-canoniques ainsi que leurs possible alternance au télomère.  

 

 

 



42  

La liaison de Rap1 à l'ADN pourrait se faire à l’aide d’un seul sous-domaine Myb. Cette liaison 

est moins affine mais permettrait une régulation des différents co-facteurs recrutés par Rap1 en 

libérant des domaines d’interaction protéique (Bonetti et al., 2020; Del Vescovo et al., 2004; 

Feldmann et al., 2015; Feldmann & Galletto, 2014). 

Concernant le mode de liaison de Rap1 sur l’ADN, il est important de souligner le fait qu’il 

existe un sens pour la fixation de Rap1 relativement à l'extrémité des télomères : sens 

télomérique lorsque le brin riche en G est en extrémité 3’ et non-télomérique lorsque le brin 

riche en C est en extrémité 3’. Le sens de la fixation de Rap1 vis-à-vis de l’extrémité du 

chromosome influe peu sur la régulation de la taille des télomères ainsi que sur la capacité de 

Rap1 à recruter ses co-facteurs (Grossi et al., 2001; Marcand et al., 1997; Marcand et al., 1999). 

Par ailleurs, la fixation de plusieurs sites Rap1 rapprochés en tandem, comme aux télomères, 

engendre une rigidification de l’ADN visualisable par AFM (Le Bihan et al., 2013). Ils arborent 

alors une structure en forme de bâtonnet droit. Cette capacité ne semble pas liée à un processus 

de collaboration directe entre les molécules Rap1 en l’absence de coopérativité pour la fixation 

de sites en tandem (Williams et al., 2010), bien que cet aspect soit encore souvent discuté.  

3. Rôle de Rap1 dans la protection contre les mécanismes de réparation  

Chez S. cerevisiae, une perte partielle de Rap1 induit un rallongement des télomère et une 

augmentation des fusions entre télomères, fusions dépendantes du NHEJ (Pardo & Marcand, 

2005). D'autre part, un défaut de protection et donc une accumulation de fusions peut être aussi 

la conséquence de télomères trop courts et d'un nombre moins important de sites Rap1. Ceci 

illustre l’importance de la taille des télomères sur la protection des extrémités des chromosomes 

(Pobiega et al., 2021). 
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Comme mentionné précédemment, Rap1 agit d’au moins trois manières différentes afin 

d’inhiber le NHEJ aux télomères : (i) par le recrutement de la protéine Rif2, (ii) par le 

recrutement de la protéine Sir4 et (iii) directement et indépendamment de Rif2 et Sir4 (Marcand 

et al., 2008; Pardo & Marcand, 2005; Pobiega et al., 2021a). 

La première voie implique le domaine RCT de la protéine Rap1 (Figure 13) permettant le 

recrutement du co-facteur Rif2. Notre laboratoire a montré que Rif2 ciblé à une cassure double-

brin est capable d’inhiber le NHEJ. Ce résultat montre que Rif2, présent au télomère grâce au 

recrutement par Rap1, a un rôle d’inhibition du NHEJ au télomère. De façon plus détaillée, un 

petit motif de Rif2, le motif BAT, porte la fonction inhibitrice de MRX (Khayat et al., 2020; 

Roisné-Hamelin et al., 2021). Ce motif BAT fixe les têtes ATPase de Rad50 et empêche le 

complexe MRX d’adopter un état favorable à la liaison sur l’ADN et nécessaire à ses fonctions 

(Roisné-Hamelin et al., 2021). 

L’inhibition du NHEJ aux télomères passe aussi par la protéine Sir4 recrutée par Rap1. Sir4 

fait partie du complexe Sir (Sir2/Sir3/Sir4) impliqué dans l’hétérochromatisation de la 

chromatine subtélomérique aux extrémités des chromosomes. Cependant, l’inhibition du NHEJ 

par Sir4 aux télomères est indépendante de la fonction de Sir4 dans l’initiation de 

l’hétérochromatine (Bordelet et al., 2022; Faure et al., 2019; Lescasse et al., 2013; Marcand et 

al., 2008; Pobiega et al., 2021) Le mécanisme d’action de Sir4 pour l’inhibition du NHEJ n’est 

pas connu. Rap1 est aussi capable d’inhiber le NHEJ de façon indépendante de Rif2 et Sir4 et 

de son domaine RCT (Marcand et al., 2008). Par ailleurs, une forme de Rap1 tronquée du 

domaine RCT est aussi à même d’inhiber le recrutement de MRX aux télomères (Negrini et al., 

2007). L’aspect mécanistique de cette 3ème voie reste encore à définir. Nos résultats récents 

suggèrent que la fixation de Rap1 pourrait à la fois antagoniser la fixation de MRX et modifier 

le mode fixation de KU aux télomères, deux actions bloquant le NHEJ (Mattarocci et al., en 

préparation). 
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Pour conclure c’est bien la synergie des différentes voies établies par Rap1 qui permet une 

protection stable et quasi-complète des télomères contre les fusions par NHEJ. 

 

 

II. Condensation et ségrégation du télomère  

1. L’organisation des télomères durant le cycle cellulaire 

Chez S. cerevisiae, les 32 télomères sont regroupés en quelques foyers au cours des phases 

G1/S/G2. Ces foyers, comprenant plusieurs télomères, sont ancrés à l’enveloppe nucléaire. Ce 

regroupement et cet ancrage, impliquant un mécanisme complexe, sont dépendants de Sir3 et 

de Sir4 (Ruault et al., 2011, 2021).Lors de l’entrée en mitose, il y a dans un premier temps la 

décaténation des chromatide sœurs. Lors de l’entrée en métaphase l’organisation des télomères 

en foyers est maintenue, illustrée par la présence de contacts télomère-télomère visibles par Hi-

C (Colin et al., 2022; Guidi et al., 2015). Puis au cours de l’anaphase, l'élongation du fuseau 

mitotique initie le processus de ségrégation en appliquant une force d’attraction sur les 

centromères vers les pôles du fuseau (SPB pour « Spindle Pole Body »). Les télomères vont 

être les derniers à être ségrégés (Renshaw et al., 2010). A cette étape, condensine est essentielle 

au dégroupement des télomères et donc à leur ségrégation. En l'absence de condensine, les 

télomères sont mal séparés (Colin et al., 2022; Renshaw et al., 2010).  

Figure 13. Figure schéma récapitulatif 3 différentes voies passant par Rap1 et ses co-facteurs dans 

l’inhibition du NHEJ.  
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Les condensines, comme abordé dans la première partie, jouent un rôle clé dans la ségrégation 

des chromosomes. Condensine pourrait aussi jouer un rôle particulier aux télomères.  

2. Possible rôle de la protéine Rap1 dans la condensation durant la mitose 

Les télomères, en tant qu’extrémités, soulèvent un problème particulier : quel est le devenir des 

condensines à l’extrémité ? Continuent-elles leur activité d’extrusion jusqu’à l’extrémité des 

télomères pour ensuite être décrochées ou s’y stabiliser ? Si la condensation à l’extrémité des 

chromosomes est importante pour une ségrégation efficace de l’extrémité, des mécanismes 

particuliers pourraient avoir lieu aux télomères tel que (i) une activité de blocage de l’activité 

d’extrusion de boucle de condensine à l’extrémité et (ii) un recrutement et/ou dynamique 

spécifique afin d’initier une condensation s’initiant depuis l’extrémité ? 

Le rôle de condensine aux télomères reste mal connu. Récemment plusieurs études ont 

commencé à aborder l’implication des condensines aux télomères. L’une montre que la protéine 

télomérique Taz1 agit comme un dispositif de positionnement pour enrichir la condensine au 

niveau des télomères chez  S. pombe (Colin et al., 2022). Le second est (Guérin et al., 2019) et 

va être détailler ci-dessous afin de remettre en perspective le contexte de mon sujet d’étude. 

 

Figure 14. Schéma simplifié abordant les trois principales hypothèses du devenir de l’activité d’extrusion 

de boucles aux extrémités. En rouge est représenté la protéines télomériques Rap1 et en violet est représentée, 

de façon simplifiée, le complexe condensine. Dans la première hypothèse l’extrémité n’a pas d’impact sur l’activité 

de loop extrusion. La seconde propose que l’extrémité bloquerait l’activité d’extrusion de boucle de condensine 

Quant à la troisième, elle propose un recrutement de condensine à l’extrémité. 



46  

Troisième partie : Le chromosome dicentrique 

I. La formation du chromosome dicentrique, focus sur les fusions 

télomère-télomère  

 

Les chromosomes dicentriques sont des chromosomes avec deux centromères actifs. Ils peuvent 

avoir différentes origines (Figure 15) telles que : (i) la formation d’un néo-centromère, (ii) une 

duplication de la région contenant le centromère, (iii) une erreur de réparation suite à une 

cassure double brins, (iv) un défaut de protection aux télomères menant à une fusion télomère-

télomère. Dans le cadre de cette étude centrée sur les dicentriques issus de fusions entre 

télomères, je me consacrerai sur cette dernière possibilité. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Figure 15 : Schémas montrant les différentes façons de former des chromosomes dicentriques. Voir 

texte pour plus de détails.  
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La formation de chromosomes dicentriques est un évènement rare. Par ailleurs, les dicentriques 

sont instables (Guérin & Marcand, 2022). C’est pour cela que dans le cadre de cette étude un 

outil est mis en place afin de les étudier (voir détail Guérin et al, 2019 en annexe). Certaines 

situations augmentent nettement la probabilité de formation d’un chromosome dicentrique ; par 

exemple l’exposition aux rayonnements ionisants ou à des substances chimiques 

endommageant l’ADN (Müller & Almouzni, 2017; Pobiega et al., 2021; Suto et al., 2013). Un 

défaut des protéines présentes aux télomères (voir deuxième partie.I.3) peut favoriser 

l’apparition de fusions telomère-télomère et donc de chromosomes dicentriques. Une fois le 

chromosome dicentrique formé, il peut être répliqué. Ce n’est qu’au moment de la ségrégation 

des chromosomes qu’il va être problématique pour la cellule. 

 

II.  Le devenir du chromosome dicentrique en mitose  

Lorsqu’un chromosome dicentrique est présent en métaphase, deux solutions équiprobables 

sont possibles (Figure 16) concernant son devenir. Soit les 2 centromères d’une chromatide 

sœur vont être capturés par le même pôle du fuseau mitotique. Dans ce cas, l’intégralité du 

chromosome dicentrique va ségréger dans la même cellule et va de nouveau être répliqué et se 

retrouver en métaphase au même point que lors du cycle précédant. Soit les deux centromères 

d’une chromatide sœur sont capturés chacun par un pôle distinct du fuseau mitotique. Dans ce 

cas, un double pont de chromatine anaphasique se forme. Ils seront clivés à la fin de la mitose. 

Chez les levures, le clivage est couplé au processus d’abscission par septation à la fin de 

cytodiérèse (Guérin et al., 2019; Guérin & Marcand, 2022; Lopez et al., 2015).  
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Le clivage des dicentriques peut mener à la mort cellulaire ou à l’initiation d’un processus 

important de mutagénèse ayant des répercussions importantes sur la stabilité génétique. En effet 

un clivage qui aurait lieu ailleurs qu’au site de fusion (exemple flèche grise Figure 17), va 

mener à de nouvelles extrémités non protégées. Ces dernières vont donc être possiblement 

amenées à fusionner de nouveau et former de nouveau un dicentrique. Ce cycle fut décrit et 

nommé BFB pour « Break-Fusion-Bridge » la première fois dans une étude pionnière de 

Barbara McClintock (Guérin & Marcand, 2022; Mcclintock, 1941). Ce cycle a pour 

conséquence d’augmenter de façon importante le nombre de réarrangements (Figure 14). Pour 

cette raison au moins, les dicentriques favorisent le processus oncogénique. 

  

Figure 16. Schéma montrant les deux possibilités de ségrégation du chromosome dicentrique. Une fois le 

chromosome dicentrique formé par fusion de deux télomères, il est répliqué puis va ségréger soit dans une seule 

même cellule soit entre les deux et former un pont de chromatine anaphasique.  
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1. Le repliement de la chromatine suivit du clivage du pont de chromatine 

anaphasique 

Avant le clivage par l’abscission, le pont de chromatine anaphasique va être étiré puis être 

relâché au moment où du désassemblage du fuseau mitotique et du désencrage des pôles du 

fuseau (auxquels les centromères restent attachés), un évènement qui précède l’abscission de 

quelques minutes au plus. Ce relâchement mène à un rapide mouvement de repliement de la 

chromatine localisant les centromères à proximité du site d’abscission. Ce retour rapide (« Snap 

Back »), observable par microscopie (Guérin et al., 2019; Lopez et al., 2015), est dépendant des 

condensines. C’est la première fois que les condensines sont caractérisées pour être impliquées 

dans un tel mécanisme. Par la suite, il sera abordé plus en détails leur rôle dans ce mécanisme.  

Une fois que ce repliement a eu lieu, la chromatine va être clivée, après la contraction et le 

désassemblage de l’anneau d’actine de cytodiérèse, durant l’abscission par la fermeture du 

septum. La fermeture du septum est strictement nécessaire au clivage.  Comment le septum agit 

sur l’ADN afin de le cliver reste encore une question en suspens.  

Figure 17. Schéma illustrant le BFB pour Break Fusion Bridge. Une fois le chromosome dicentrique cassé 

lors de la mitose précédente, il va former de nouveaux des extrémités non protégées. Ces extrémités vont de 

nouveau fusionner afin de former de nouveau un dicentrique qui va être clivé à la prochaine mitose. Ces cycles 

BFB induisent rapidement des mutations telles que des délétions et des duplications. 
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Une possible explication est que les forces de cisaillement exercées sur la molécule d’ADN 

incorporée au septum en cours de fermeture soient capables de cliver l’ADN. Le mécanisme de 

cassure peut être différent chez les plantes et les cellules animales où il pourrait impliquer des 

nucléases ou des forces de cisaillement exercées par des filaments d’actine (Guérin & Marcand, 

2022). Les mécanismes de clivage des ponts de chromatine anaphasiques reste encore à 

comprendre plus en détails, et l’évolution des outils permettant la création de chromosomes 

dicentriques devrait y aider dans les années à venir.  

 

2. Mécanisme de sauvetage des fusions télomère-télomère chez 

S. cerevisiae : localisation préférentielle du point de clivage aux fusions  

Chez S. cerevisiae, un mécanisme de secours permet de cliver les dicentriques issus de fusions 

entre télomères à proximité du site où la fusion télomère-télomère a eu lieu. Ce clivage permet 

de retrouver deux chromosomes fonctionnels et distincts et donc un retour au caryotype 

parentale (Figure 18).   

Les travaux précédents du laboratoire (Guérin et al., 2019; Lopez et al., 2015; Pobiega & 

Marcand, 2010), ont permis de caractériser de façon plus précise ce mécanisme. Grâce à 

l’utilisation d’un centromère conditionnel, des dicentriques conditionnels ont pu être formés 

afin d’étudier leur devenir à travers le cycle cellulaire. Il a tout d’abord été montré que les 

chromosomes dicentriques formés par des fusions télomère-télomère se brisent souvent à 

proximité du point de fusion des télomères au cours de la progression dans la mitose (Pobiega 

& Marcand, 2010). La perte des séquences télomériques abolit la cassure au point de fusion.  
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Les dicentriques sans séquences télomériques internes sont alors clivés préférentiellement aux 

régions péri-centromériques avec un nombre de chance équiprobable pour chaque centromère 

(Figure 19) (Lopez et al., 2015). Ce clivage a lieu durant la cytodiérèse et est dépendant de la 

fermeture du septum (Guérin et al., 2019; Lopez et al., 2015). L'élément déterminant pour la 

position du point de cassure est la présence de la protéine télomérique Rap1 et cela de façon 

indépendante du contexte locale (position relative entre les deux centromères, séquences 

adjacentes aux sites Rap1). La cassure préférentielle des dicentriques aux sites Rap1 ne dépend 

ni de Rif1 et Rif2, ni de l’hétérochromatine établie par Sir3 et Sir4 (Guérin et al., 2019). En 

s’intéressant aux caractéristiques de Rap1 aux télomères, nous avons pu montrer que le nombre 

de sites Rap1était un critère important. De plus, l’affinité de Rap1 pour son site est aussi un 

élément important. En effet, la substitution de Rap1 par la protéine LacI fixant son site LacO 

en tandem avec une haute affinité établit une localisation préférentielle de la cassure. Cet 

élément montre aussi que l’effet n’est pas spécifique de Rap1. Par la suite nous avons pu aussi 

tester l’effet de l’espacement entre les sites Rap1.  

Figure 18 : Illustration du mécanisme de secours. Lorsque le dicentrique, formé par la fusion télomère-

télomère, est étiré et forme un pont de chromatine anaphasique il va être clivé majoritaire à l’endroit de la fusion. 

Ce mécanisme permet de revenir à la situation initiale, avant fusion.  
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Il s’avère qu’un espacement très serré des sites est aussi essentiel pour favoriser la cassure aux 

sites Rap1. Donc le nombre, l’affinité et des sites Rap1 rapprochés sont 3 critères essentiels 

dans ce mécanisme.    

Précédemment, nous avions abordé l'implication des condensines dans le mécanisme de Snap 

Back précédant la cassure. Les condensines sont des extrudeurs de boucles d’ADN capables de 

compacter la chromatine lors de la mitose (voir première partie.II.2). Elles sont donc capables, 

par ce processus d’engendrer des mouvements de la chromatine. Nous avons pu montrer que 

condensine et Rap1 sont essentiels pour la localisation du point de cassure aux sites Rap1 

(Figure 16) et donc au mécanisme de secours permettant la cassure des chromosomes 

dicentriques au niveau de la fusion. L’absence de Rap1 ou de condensine change la localisation 

du point de fusion en le relocalisant à proximité des centromères ou dans une zone centrale à 

équidistance des 2 centromères respectivement (Figure 16). 

 

 

  

Figure 19. Schéma bilan permettant de visualiser la cassure dans le cas d’une absence de Rap1 ou de 

condensine. Panel de gauche : en absence de Rap1 ou de fusion télomère-télomère, la cassure préférentielle du 

dicentrique a lieu, de façon équiprobable, au niveau des centromères. Panel central : En cas d’absence de 

condensine, la cassure préférentielle à lieu majoritaire au milieu du chromosome dicentrique entre les deux 

centromères. Panel de droite : Lorsque Rap1 et condensine sont présents, la cassure préférentielle a lieu 

majoritairement au niveau des sites Rap1.  
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La perte de l’un des 3 critères essentiels à l’action de Rap1 (nombre élevé de sites, affinité 

élevée et espacement serré) est équivalente à une absence de Rap1 pour la localisation de la 

cassure. Ces résultats nous ont amené à penser que Rap1 avait un impact sur les condensines 

permettant de localiser la cassure préférentielle du dicentrique. C’est dans ce cadre que mon 

sujet de thèse s’inscrit afin de caractériser l’impact de Rap1 sur les condensines.  
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Abstract 

Telomeres present a unique setting where long DNA stretches are tightly covered by 

sequence-specific DNA binding proteins, making access to telomere DNA a challenge for 

DNA transactions. Here we address how DNA coverage by the Saccharomyces cerevisiae 

telomere protein Rap1 impacts the activity of a ubiquitous SMC complex, condensin. We 

found that telomere-like Rap1 arrays lead to an accumulation of condensin at their border 

and to a local chromatin decompaction. Both effects require a close spacing between the 

DNA-bound Rap1 molecules. We propose that when a loop-extruding condensin 

encounters telomeres or telomere-like arrays, it stalls due to an inability to contact DNA 

covered by Rap1. This stalling leads to condensin dissociation and loop disruption, 

resulting in a local decompaction until another condensin loads in the region and reaches 

the array. 
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INTRODUCTION 

Telomeres are essential protein-DNA complexes ensuring that native chromosome ends 

escape the pathways acting on broken DNA ends. In most eukaryotes, telomere sequences 

are repetitions of short motifs, mostly double-stranded. Telomeres present a unique 

setting where long DNA stretches lacking nucleosomes can be tightly covered by sequence-

specific DNA binding proteins (Rap1 in budding yeast) (Wellinger and Zakian 2012, Galati 

et al. 2013, de Lange 2018, Soman et al. 2022). Consequently, access to telomere DNA can 

be a challenge for most DNA transactions, including DNA replication, DNA repair, 

transcription and chromosome organisation (Makovets et al. 2004, Miller et al. 2006, 

Negrini et al. 2007, Marcand et al. 2008, Zimmermann et al. 2014, Goto et al. 2015, Guérin 

et al. 2019, Maestroni et al. 2020). To shed light on this core telomere feature, here we 

address how DNA coverage by a telomere protein impacts the activity of a ubiquitous SMC 

complex, condensin. 

SMC complexes are DNA loop extruders folding chromatin into higher order structures 

(Goloborodko et al. 2016, Ganji et al. 2018, Davidson et al. 2019, Yatskevich et al. 2019, 

Shaltiel et al. 2022, Liu et al. 2022, Pradhan et al. 2022b, Taschner and Gruber 2022). 

Among them, condensin folds chromosomes during mitosis (Lazar-Stefanita et al. 2017, 

Shintomi et al. 2017, Gibcus et al. 2018, Lioy et al. 2018). It is essential to chromosome 

segregation (Renshaw et al. 2010, Cuylen et al. 2013). Condensin is made of 2 ATPase SMC 

subunits (Smc2 and Smc4), a kleisin (Brn1 in budding yeast) and two HEAT-repeat 

subunits (Ycs4 and Ycg1 in budding yeast) (Fig. 1A). Yeast condensin acts as a monomer, 

anchors DNA at the Brn1-Ycg1 interface and from this anchoring point unidirectionally 

extrudes DNA into loops (Kschonsak et al. 2017, Ganji et al. 2018, Shaltiel et al. 2022, Lee 

et al. 2022). ATP-dependent conformational changes and multiple dynamic DNA-protein 

contacts drive loop extrusion (Diebold-Durand et al. 2017, Nomidis et al. 2022, Shaltiel et 

al. 2022). 

How condensin and other SMC handle potential obstacles such as nucleosomes and other 

DNA-bound proteins and complexes is not well understood. The size of the condensin 

complex and the need for multiple DNA contacts are two limiting steps that could hinder 

loop extrusion. In vitro, condensin is remarkably efficient at passing point obstacles, 

including single nucleosomes, RNA polymerases and DNA-anchored beads larger than 

condensin (Pradhan et al. 2022a). In vivo, back-tracking RNA polymerases at 



58  

highly transcribed genes could stall condensin, perhaps a consequence of DNA coverage by 

multiple polymerases in tandem (Brandão et al. 2019, Rivosecchi et al. 2021). 

Another precedent suggests that telomere repeats stall condensin (Guérin et al. 2019). This 

last hypothesis stems from our investigation of dicentric chromosome breakage in 

Saccharomyces cerevisiae. We found that dicentrics generated by accidental telomere- 

telomere fusions preferentially break at the fusion points (Pobiega and Marcand 2010). 

This restores the parental karyotype, therefore offering a back-up rescue pathway for 

telomere protection and genome stability. Dicentric breakage is driven by abscission 

(septum closure, the final stage of yeast cytokinesis) (Lopez et al. 2015, Guérin et al. 2019, 

Guérin and Marcand 2022). Breakage at telomere fusions requires two additional factors, 

condensin and the telomere protein Rap1 bound to telomere or telomere-like tandem 

arrays. Based on these findings, we hypothesized that condensin stalling by tandems of 

Rap1 could impact chromosome folding in a way that would favour DNA entrapment and 

breakage at the abscission point (Guérin et al. 2019). 

Here we directly test our hypothesis by addressing how Rap1 impacts condensin activity. 

We found that telomere-like Rap1 arrays lead to an accumulation of condensin at their 

border and to a local chromatin decompaction. Both effects require a close spacing 

between the DNA-bound Rap1 molecules. Based on these results, we propose that when a 

loop-extruding condensin encounters telomeres or telomere-like arrays, it stalls due to an 

inability to contact DNA covered by Rap1. This stalling leads to condensin dissociation and 

loop disruption, resulting in a local decompaction until another condensin loads in the 

region and reaches the array. 

RESULTS 

Condensin presence at Rap1-bound arrays in late anaphase 

Condensin loop extrusion stalling at telomere-like Rap1-bound tandems should result in a 

local accumulation of condensin (Fig. 1B). To address this model, we used a ChIP approach 

and mapped condensin-DNA interactions in the vicinity of Rap1 binding sites in tandem 

whose site density is similar to native telomere sequences (Grossi et al. 2001, Guérin et al. 

2019) (Fig. 1C). In yeast, condensin-dependent chromosome arm compaction peaks in late 

anaphase about 20-40 minutes after a release from a cdc15-2ts arrest (Lazar-Stefanita et al. 

2017). To maximize the odds of condensin encountering the Rap1-bound array, we 

crosslinkined the interactions in synchronized cells 30 minutes after release from a 
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cdc15-2ts arrest. Relative to a control array not bound by Rap1, an array of 

16 closely-spaced Rap1 sites in tandem leads to a 5-fold increased interaction of condensin 

with the sequence at the border of the array (Fig1D, 6-bp spacing). Condensin- DNA 

interaction is weaker ~150-300-bp away from the internal array, suggesting an 

accumulation restricted to the edge of the Rap1 tandem. 

If higher condensin-DNA interaction is the consequence of condensin loop extrusion 

stalling on the Rap1-bound array (Fig. 1B), a lesser density of Rap1 sites could alleviate it 

by expositing DNA segments within the array that condensin could contact. We tested this 

prediction using an array of 16 Rap1 sites spaced with a 35-bp linker every two successive 

sites (Fig 1C). Since Rap1 binds uncooperatively to each site, spacer length should only 

impact Rap1 density, not its affinity (Williams et al. 2010). Lowering Rap1 density brings 

down condensin interaction with the adjacent sequence to its basal level (Fig1D). A simple 

interpretation of these results is that condensin loop extrusion stalls at high- density 

telomere-like tandems of Rap1 sites. Slightly lowering Rap1 density alleviates stalling and 

allows condensin to extrude the tandem DNA. 

We also detect by ChIP condensin at a native telomere in late anaphase (TEL6R, Sup. Fig. 

S1), in agreement with previous reports showing that condensin is enriched at the border 

of native telomeres in budding yeast and fission yeast in mitosis (Leonard et al. 2015, Colin 

et al. 2022). To further characterize condensin position on chromosomes, we used a 

complementary approach, ChEC-seq (Zentner et al. 2015, Hafner et al. 2018, Bruzzone et 

al. 2021). Condensin-subunit Smc4 is tagged with a Ca2+-inducible MNase. Increased 

frequency of DNA cleavage upon Ca2+ addition is indicative of Smc4 proximity to DNA and 

is estimated by the sequencing of the consequent small cleavage products (Fig. 2A, Sup. Fig. 

S2A). Free MNase provides a control for non-specific cleavage. In cells arrested prior to 

metaphase by nocodazole, ChEC-seq shows the expected presence of condensin at peri-

centromeres, where Shugoshin recruits condensin (D’Ambrosio et al. 2008, Bachellier-

Bassi et al. 2008, Nerusheva et al. 2014, Leonard et al. 2015, Yahya et al. 2020). Smc4 is 

also present at the rDNA repeats (Chr. 12) and the recombination enhancer (RE, Chr. 3), 

two loci where Fob1 recruits condensin (Johzuka and Horiuchi 2009, Lamothe et al. 2020, 

Dinda et al. 2022) (Fig. 2B, Sup. Fig. S2B). In cells synchronized in late-anaphase, condensin 

presence at peri-centromeres is strongly reduced, the consequence of Shugoshin 

degradation at the onset of anaphase (Nerusheva et al. 2014, Leonard et al. 2015).
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Condensin presence at rDNA repeats and the RE remains high in late anaphase (Fig. 2B, Sup. 

Fig. S2B). Interestingly, ChEC-seq also detects a slight condensin enrichment in the 150 bp 

adjacent to a tandem array of closely-spaced Rap1 sites in late-anaphase (Sup. Fig. S3), in 

agreement with the previous ChIP results and the prediction that condensin loop extrusion 

stalls on the array. 

… 

 

Rap1-bound array leads to local chromatin decompaction during anaphase 

When condensin stalls at Rap1-bound arrays, the arrest might be transient and followed 

by a rapid condensin dissociation. This scenario predicts that Rap1-bound arrays should 

cause a local and relative chromatin decompaction in anaphase. We tested this by 

measuring local chromatin compaction with a microscopy approach. Two positions 48-kb 

apart on a chromosome arm are tagged with distinct arrays bound by red and green 

fluorescent proteins respectively (Fig. 3A & B). We use the projected 2D distance 

separating the two spots as a proxy for local chromosome folding. The distance between 

the two spots is lower in cells in anaphase relative to G1 cells, the expected consequence of 

higher condensin activity during anaphase (Fig. 3C)(Bystricky et al. 2004, Vas et al. 2007, 

Robellet et al. 2015, Lazar-Stefanita et al. 2017, Lamothe et al. 2020). 

Insertion of 16 closely-spaced Rap1 sites half-way between the two fluorescently tagged 

positions has no impact in G1 cells (Fig. 3C). In cells in anaphase, the array increases the 

distance between the two spots, bringing it to the values measured in G1 cells where 

condensin is less or not active. This indicates that a Rap1-bound telomere-like array causes 

a local chromatin unfolding in anaphase. Lowering Rap1 density with a 30- bp linker every 

two successive sites significantly restores anaphase compaction (Fig. 3C). This sensitivity 

to Rap1 spacing indicates that condensin stalling at the array can be the initial event 

leading to chromatin unfolding. 

 
Rap1 density threshold for preferential dicentric breakage at Rap1-bound arrays 

Our hypothesis is that preferential breakage of dicentric chromosomes near Rap1- bound 

arrays is a consequence of condensin stalling (Guérin et al. 2019). Therefore, we next used 

dicentric breakage to explore a gradient of density for Rap1. We inserted 16 Rap1 sites 

spaced with linkers ranging from 6 to 35-bp in a conditional dicentric chromosome
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, whose one centromere can be reversibly inactivated (Fig. 4A, Sup. Fig. S4 A & B). To 

monitor dicentric breakage by abscission, we reactivated the conditional centromere in 

cells synchronously released from a G1 arrest and harvested cells either prior to mitosis 

(nocodazole arrest) or past cytokinesis in the next G1 (alpha factor arrest). Chromosome 

fragments were separated by Pulse Field Gel Electrophoresis (PFGE) and detected by 

Southern blot. In the absence of Rap1 tandems between centromeres, breakage 

preferentially takes place near centromeres (Fig. 4B)(Lopez et al. 2015, Guérin et al. 2019). 

High-density arrays (15-bp or less) focus breakage nearby. Intermediate linkers (20 and 

25-bp) reduce breakage near the array and linkers of 30 and 35-bp abolish it (Fig4B & C). 

This result suggests that a threshold length below 20-bp is needed to efficiently block 

condensin in vivo. The 35-bp linker sequence contains a LacO site. As reported previously 

(Guérin et al. 2019), ectopic expression of bacterial LacI restores a strong breakage at the 

35-bp spaced tandem. A LacI* allele with a reduced affinity for LacO weakens this effect 

(Fig4B & C)(Dubarry et al. 2011). Assuming that condensin stalling leads to dicentric 

breakage at Rap1-bound arrays (see discussion), this further indicates that continuous 

high-affinity DNA binding over the array is a key feature needed to stall condensin. It also 

suggests that the accessible DNA required for loop extrusion is rather small, close to 20bp. 

 
DISCUSSION 

Model for Rap1 action on condensin loop extrusion activity 

Here, we explore how DNA coverage by a telomere protein regulates condensin loop 

extrusion activity in vivo. Our results support the following model: when a loop-extruding 

condensin encounters telomeres or telomere-like arrays, it stalls (Fig. 5A). Condensin 

stalling leads to condensin dissociation and loop disruption, therefore resulting in a local 

decompaction until another condensin loads in the region and reaches the array. 

Rap1 binds telomere repeats with high affinity (in vitro KD ≈ 3 nM) and a prolonged 

residence time (> 30 min.)(Williams et al. 2010, Matot et al. 2012, Lickwar et al. 2012). 

These two features can be sufficient to prevent by steric hindrance the dynamic condensin-

DNA interactions needed for loop extrusion, as long as the DNA covered by Rap1 exceeds 

the length of condensin SMC coiled coil arms (i.e. about 50 nm long, the length of a 150 bp 

DNA segment or about 8 closely-spaced Rap1 sites). Rap1 binding on closely-spaced 

tandems also tends to stiffen DNA, generating stick-like structures  
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(Le Bihan et al. 2013). This stiffening can further oppose DNA grabbing by condensin and 

therefore loop extrusion, for instance by blocking the ATP/Ycs4-driven DNA entry into the 

Smc2-Smc4 ring (Ryu et al. 2022, Nomidis et al. 2022, Shaltiel et al. 2022, Lee et al. 2022). 

Spacers of 20-30 bp between the DNA-bound Rap1 molecules are sufficient to alleviate the 

roadblock, giving a first estimate of the threshold length necessary for condensin-DNA 

dynamic attachment points. Since the DNA-Rap1 interface is largely restricted to the major 

groove (König et al. 1996, Matot et al. 2012), the DNA surface available for interactions 

between adjacent Rap1 molecules can be slightly larger than deduced from the length 

separating the sites (in other words, condensin and Rap1 can partially overlap on DNA). 

Lower Rap1 density is also likely to restore DNA flexibility, therefore further helping 

condensin to catch DNA within Rap1-bound tandems. 

The linker length needed for loop extrusion through Rap1 tandems is close to the average 

spacing between nucleosomes in S. cerevisiae (Brogaard et al. 2012). The tension that 

condensin might exert on chromatin could slightly uncoil the DNA around the 

nucleosomes, which might expose it enough for the condensin dynamic attachment points 

necessary for loop extrusion. Rap1-bound arrays might be a relevant model to address loop 

extrusion of nucleosome fibres. 

The decompaction induced by telomere-like arrays shows that anaphase chromatin locally 

unfolds in response to condensin stalling. Condensin dissociation is the likely cause of this 

unfolding. Our results do not rule out the alternative scenario of a loop disruption with 

condensin remaining anchored at its initial loading site (Fig. 5A). Condensin dissociation 

could be an intrinsic response to stalling or driven by additional factors, such as the Cdc48 

segregase, condensin ubiquitylation and condensin poly-sumoylation (Thattikota et al. 

2018, Psakhye and Branzei 2021). 

 
Functions at telomeres 

Condensin stalling by Rap1 at telomere-telomere fusions favours dicentric breakage near 

the fusion points. This backs up telomere protection and contributes to genome stability 

(Pobiega and Marcand 2010). The local chromatin unfolding uncovered here offers a new 

insight to better explain the underlying mechanism (Fig. 5B). During anaphase, 

centromere linkage to the spindle poles stretches dicentric anaphase bridges. During 

telophase, mitotic spindle disassembly and spindle poles untethering from the cell cortex 
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allow condensin to recoil the bridges prior to septum closure (Lopez et al. 2015, Guérin et 

al. 2019). Condensin stalling at telomere-telomere fusions will favour the folding of the two 

chromosome regions separated by the fusion into two domains, one in each nuclear lobe. 

This insulation and the local decompaction of chromatin caused by condensin stalling will 

favour the lagging of the fusion in the midzone where the septum grows, and therefore, its 

entrapment and breakage at the abscission site (Fig. 5B). 

In addition to this telomere-telomere fusion rescue pathway, can condensin stalling and 

dissociation at unfused native telomeres contribute to telomere segregation? In the 

absence of stalling, loop extrusion unhindered until the chromosome ends would disrupt 

the loops, leaving condensins anchored and unproductive at the loop initiation sites. These 

condensin might constitute obstacles for new attempts at folding the chromosome ends by 

other condensins. Condensin stalling followed by dissociation seems a more favourable 

solution since it ensures that the process remains dynamic, allowing the steady 

extrusion of loops until the telomeres in order to promote the proper segregation of 

chromosome ends. This hypothesis remains to be explored. 

Loop extrusion seems a conserved mechanism within the SMC family (Ganji et al. 2018, 

Davidson et al. 2019, Liu et al. 2022, Pradhan et al. 2022b, Taschner and Gruber 2022). The 

covering of DNA by proteins is also of conserved feature of telomeres. For these reasons, 

the model we propose for condensin and Rap1 in S. cerevisiae can have a general 

significance. It will also help to study how SMC complexes handle nucleosomes and various 

obstacles on chromatin and to probe how SMC complexes extrude DNA. 
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MATERIALS & METHODS 

 

Strains 

All yeast strains used in this study are listed in Table S1. 

 

Cell cycle synchronization 

To synchronized cells in late anaphase (ChIP and ChEC-seq experiments), exponentially 

growing cells carrying the cdc15-2 thermosensitive allele were arrested at restrictive 

temperature (36°C) for about 90 minutes prior to be shifted back at permissive temperature 

(25°C) for 30 minutes (see supplementary information for details). 

To assess dicentric breakage, cells growing exponentially in galactose-containing synthetic 

medium (CEN6 OFF) were arrested in G1 with α-factor (10−7 M). Cells were released from 

the G1 arrest with two washes in glucose-containing rich medium (YPD). Half the culture 

was complemented with nocodazole (5 μg/mL) to arrest the cells in G2/M. The other half 

was complemented with α-factor (10−7 M) about one hour after the washes to arret the cells 

in the next G1. 

 
Pulse-Field Gel Electrophoretic (PFGE) and Southern blot 

Yeast DNA embedded in agarose plugs was prepared as described (Guérin et al. 2019) with 

minor modification (see supplementary information). Pulse-field gel electrophoresis was 

carried out in a 0,9% agarose gel in 0.5× TBE at 14°C with a CHEF DR III from Bio- Rad a 

constant switch time of 20 s during 24 h. Gel-Red labeled DNA was detected by a Typhoon 

scanner. DNA transferred to a nitrocellulose member was hybridized with a 32P- labeled 

TUB2 fragment as previously described (Guérin et al. 2019). 
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Distance measure by microscopy 

Exponential growing cells (0.8 OD) in rich medium (YPD) were washed in synthetic 

medium prior to live-cell imaging with a wide-field inverted microscope (Leica DMI- 

6000B) equipped with Adaptive Focus Control to eliminate Z drift, a 100×/1.4 NA 

immersion objective with a Prior NanoScanZ Nanopositioning Piezo Z Stage System, a 

CMOS camera (ORCA-Flash4.0; Hamamatsu) and a solid-state light source (SpectraX, 

Lumencore). The system is piloted by MetaMorph software (Molecular Device). 

GFP and mCherry two-color images were acquired over 19 focal steps of 0.2µm using solid 

state 475 and 575nm diodes and appropriate filters (GFP-mRFP filter; excitation: double 

BP, 450–490/550–590nm and dichroic double BP 500–550/600–665nm; Chroma 

Technology Corp.). Acquisition of both wavelengths was completed on each focal plane 

with an exposure time of 50ms, before 0.2µm steps, to minimise the possibility of array 

movement between acquisitions of each wavelength. A single bright-field image on one 

focal plane was acquired at each time point with an exposure of 50ms. All images shown 

are maximum intensity z projections of z-stack images. 

Image analysis was achieved following processing with ImageJ Fiji software, using scripts 

written in ImageJ macro language. Briefly, local maxima that define GFP and mCherry 

fluorescent array positions were determined from 2D maximal projections of three-

dimensional data sets. Fluorescent signals within cells were confirmed manually from 3 

color merged images. The distance between the two closest GFP and mCherry maxima was 

calculated using their extracted XY coordinates in R software (v4.1.1). 

 
ChIP and ChEC 

ChIP experiments were carried out as previously described with minor modifications 

(Lescasse et al. 2013, Roisné-Hamelin et al. 2021). 

ChEC-seq experiments were performed as previously described (Hafner et al. 2018) with 

minor modifications (see supplementary info for details). Library preparation was carried 

out using the NEBNext® Ultra™ DNA Library Prep Kit for Illumina protocol kit (Biolabs) 

and sequenced using the Illumina single-end Truseq protocol (read length 50 bp). The 

sequencing data were mapped on HTS station and normalized to total read number. Reads 

were extended by the read length. 
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FIGURE LEGENDS 

 

Figure 1. Condensin enrichment at the border of Rap1-bound arrays. (A) S. cerevisiae 

condensin subunits. (B) Working hypothesis for condensin stalling at a Rap1- bound array. 

(C) Schema of the Rap1 arrays inserted in chromosome 7 and the positions of qPCR used 

for ChIP. (D) ChIP analysis of Smc2-Myc in cells synchronized in late anaphase. Mean and 

SD IP/Input values. 

 
Figure 2. ChEC-Seq analysis of genome-wide condensin position before and after 

anaphase onset. (A) Schema of the ChEC-Seq method. Smc4 protein is tagged with a Ca2+ 

inducible version of MNase (micrococcal nuclease). MNase is activated by adding Ca2+ to 

digitonin-permeabilized cells arrested in G2/M (nocodazole arrest) or synchronized in late 

anaphase (released from a cdc15-2ts arrest). Small MNase cleavage products are detected 

by deep sequencing. (B) Representative Smc4-MNase ChEC results on chromosomes 3 and 

16. Free MNase controls for non-specific cleavage. 

 
Figure 3. A telomere-like Rap1-bound array causes a local chromatin decompaction 

in anaphase. (A) Schema of the microscopy assay used to estimate local chromatin 

compaction in live cells. Tandem arrays of 256 LacO sites and 128 TetO sites are 48-kb 

apart in chromosome 3 right arm in cells expressing LacI-mCherry and TetR- GPF. Rap1 

sites tandem arrays are half-way between the two fluorescently tagged positions. The GFP 

labelling of the actomyosin ring protein Myo1 provides a marker to distinguish cells in 

anaphase and telophase from cells in G1. (B) Representative images of cells at distinct cell 

cycle stages. In anaphase, the two sister chromatids are separated and the actomyosin ring 

is open. In telophase, the ring is contracting. In G1 cells, the ring is disassembled. (C) 

Distance between the two fluorescent spots in G1 cells in anaphase/telophase cells. Black 

line: median value. Statistical significance: Kolmogorov- Smirnov test. 

 
Figure 4. Rap1 density required for preferential dicentric breakage at Rap1- bound 

arrays. (A) Dicentrics were generated through the insertion of an etopic centromere 

(CEN4) in chromosome 6 right arm by homologous recombination. Chromosome 6 

centromere (CEN6) is conditional, inactive in galactose-containing 
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medium, active in glucose-containing medium. Rap1 sites tandem arrays are half-way 

between the two centromeres. (B) Cells with a conditional dicentric were grown 

exponentially in galactose-containing medium, synchronized in G1 with alpha-factor, 

released in glucose-containing medium, and either blocked in G2/M with nocodazole 

(G2/M) or allowed to proceed through mitosis to be blocked in the next G1 with alpha- 

factor (next G1). Chromosomes were separated by PFGE and probed with a fragment from 

chromosome 6 left arm. (C) Quantification of dicentric breakage at the Rap1-bound 

arrays. N = 3. Each single experiment shown in Sup. Fig. S4A. 

 
Figure 5. (A) Model for condensin stalling and dissociation at telomeres and telomere- like 

arrays. (B) Model for the preferential breakage of dicentric chromosomes near telomere-

telomere fusions. Cell wall and septum in grey. Spindle pole bodies in brown. See 

discussion for details. 
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SUPPLEMENTARY MATERIAL AND METHODS 

 

Strain construction 

For the microscopy assay, all strains used are isogenic to JKM139 (MATa ade1 leu2- 3,112 

lys5 trp1::hisG ura3-52 hml::ADE1 hmr::ADE1 ade3::GALHO) and are listed in Sup. Table S1. 

In order to integrate the TetO array, an HPH targeting module was amplified by PCR with 

tailed primers and integrated at position 197344 on chromosome III, 3.2kb upstream of 

the HOcs of the MAT locus. A plasmid harboring an array of TetO repeats, pSR13 (Rohner 

et al. 2008) was linearized with AscI and used to replace the KAN- MX4 targeting module 

close to MATa locus. The LacO arrays were targeted at position 148157 by replacing a 

KANMX cassette by an array of 256 LacO linked to TRP1 and optimized in order to increase 

its stability (Rohner et al. 2008). The visualization of the operator array was visualized by 

the binding of the repressor-GFP fusion protein to the operators. TetR-GFP and LacO-

mCherry were integrated into the LEU2 and URA3 loci respectively. 

 
Cell cycle synchronization in late anaphase 

cdc15-2ts cell cultures are grown until OD 0.7 at 25°C in YPD and then placed in 50-ml tubes 

in a thermomixer at 31°C under agitation (400rpm) for 5 minutes. Temperature is 

gradually increased by one degree every 5 minutes from 31°C to 36°C. Cells are maintained 

at 36°C for 90 minutes and then centrifuged, resuspended in pre-warmed medium (25°C) 

and incubated at 25°C for 30 minutes prior to crosslinking (ChIP) or permeabilization 

(ChEC). 

 
ChIP 

Cells synchronized in late anaphase are crosslinked for 10min with 1% formaldehyde 

under agitation. Cell lysis and sonication are, respectively, performed using Precellys 

(Bertin technologies) and Bioruptor Pico from Diagenode. Immunoprecipitation is 

performed with 1µl of the 4A6 anti-Myc monoclonal antibody (Millipore) and 50µl of 

Magnetic Dynabeads PanMouse IgG (INVITROGEN) per sample. After the washes, elution 

of the proteins and reversal of crosslinks steps, samples are treated with RNase A 

(20mg/ml) and pronase (20mg/ml) followed by DNA purification with GeneJet 

purification kit (Thermoscientific). Input and immunoprecipitated DNA concentrations 



 
 

 

 

are determined by qPCR. Relative quantification using a standard curve method is 

performed, and the occupancy level for a specific fragment is defined as the ratio of 

immunoprecipitated over total DNA. 

 
ChEC-seq assay 

25 ml of exponential cells (0.7 OD) were washed 2 times with a ChEC solution (15 mM 

Tris pH 7.5, 80 mM KCl, 0.1 mM EGTA, 0.2 mM spermine, 0.5 mM spermidine, 1x complete 

EDTA-free mini protease inhibitors, 1 mM PMSF) and then permeabilized in 800 ul of 

same solution + with 0.1 % digitonin at 30°C for 5 min in agitation (700 rpm, 

thermoblocker). Then, CaCl2 was added (8mM) in order to activated the MNase (from the 

free-MNase or Smc4-MNase constructs) and 150 ul of samples were taken at different 

time-points. Reaction was stopped by adding EGTA (50 mM) and samples taken on ice 

until the past time point was taken. The samples are pelleted (2 min at 4000 rmp) and 

frozen at -80°C. DNA was extracted using the MasterPure™ Yeast DNA Purification kit 

(Epicentre), treated with RNAse A at 200 μg/ml for 20 min at 37°C, then size-selected on 

Ampure XP beads (Agencourt). The supernatant, containing small fragments, was 

recovered followed by the library preparation. 

 
Reference 

Rohner S, Gasser SM, Meister P. 2008. Modules for cloning-free chromatin tagging in 

Saccharomyces cerevisae. Yeast 25: 235–239. 



 
 

 

 

Dans cette partie, vous trouverez la première version de l’article présentant mes résultats de 

thèse traitant de l’impact de la protéine Rap1 sur les condensines chez S. cerevisiae. Cette 

version sera possiblement amenée à être complétée par les travaux de nos collaborateurs.  

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

 

 

 

 

 

 

 

DISCUSSION 
  



 
 

 

 

I. Enrichissement local des condensines à proximité de tandems 

de Rap1 

Nous avons pu montrer un enrichissement de condensine aux bords de l’insertion de sites Rap1 

en tandem serré (6 pb). Comme cet enrichissement relatif disparait lorsque les sites Rap1 sont 

espacés de 35 pb, il pourrait être la conséquence d’un « roadblock » de condensine. Un 

« roadblock » implique la notion d’une barrière stoppant l’action en cours. Condensine a besoin 

de prendre un point d’accroche stable sur l’ADN (la « safety belt » à l’interface Brn1-Ycg1) 

(Kschonsak et al., 2017) puis de plusieurs points d’accroche dynamiques permettant la 

réitération du processus de loop extrusion. Les données précédentes de ChIP-seq ainsi que nos 

données de ChEC-seq  reflètent au moins en partie le recrutement de condensine (D’Ambrosio 

et al., 2008; Leonard et al., 2015a). Par exemple, elles mettent en avant l’enrichissement de 

condensine au voisinage des centromères (dépendant de Shugoshin) ou aux répétitions d’ADNr 

(dépendant de Fob1 et de la monopoline). Nos données montrent qu’il serait aussi possible de 

visualiser par ChIP un enrichissement de condensine comme conséquence de son activité. Cet 

enrichissement faible et spécifique reflèterait la dynamique du processus. La sensibilité à 

l’espacement des sites et le caractère très local de l’enrichissement suggèrent aussi que le signal 

détecté par ChIP est la conséquence d’un blocage de l’avancé de condensine par Rap1. Utiliser 

Rap1 comme « roadblock » permettrait d’enrichir cet événement et de capturer condensine 

lorsqu’elle se fige au niveau de l’obstacle. Il serait intéressant de tester si l’intensité de ce 

« roadblock » augmente si on se met dans une région où il y a un recrutement plus important 

de condensine (par exemple, à proximité de l'enhancer de recombinaison sur le bras gauche du 

chromosome 3).  



 
 

 

 

II. Décompaction de la chromatine induite par des tandems de 

Rap1 

Nous avons montré que des sites Rap1 en tandem modifient la conformation 3D de la 

chromatine. L’insertion des sites mène à une décondensation en anaphase/télophase. Cette 

décondensation est assez importante car indistingable de l’état décondensé de la phase G1. 

Cette décompaction peut être la conséquence d’une dissociation de condensine ou d’un 

désassemblage de la boucle. Le désassemblage de la boucle pourrait se faire par l’arrêt des 

interactions transitoires de condensine. Dans ce cas de figure, le complexe resterait accroché à 

l’ADN via son point d’accroche stable (la « safety belt »).  

On notera que dans l’approche de microscopie que nous avons utilisée, nous n’excluons pas un 

effet des protéines TetR et LacI fixées aux tandems tetO et LacO sur la structure du 

chromosome. Ces deux points fluorescents pourraient créer un contexte spécifique amplifiant 

l’effet du « roadblock » de Rap1. Un élément de réponse pourrait être apporté en réduisant 

l’affinité du LacI et du TetR pour leurs sites par ajout d’une concentration d’IPTG et 

de doxycycline (tout en veillant à conserver une affinité suffisante pour visualiser les deux 

points ; une alternative est l’emploi d’allèle LacI* dont l’affinité réduite est suffisante pour la 

détection d’un tandem de LacO et diminue fortement l’intensité du point chaud de cassure dans 

un chromosome dicentrique (Guérin et al., 2019)).  

Bien que l’effet de décompaction ne soit pas observé en phase G1, il est possible que l’insertion 

de sites Rap1 en tandem ait un effet additionnel indépendant de condensine sur la conformation 

de la chromatine. Observé par AFM, Rap1 fixé en tandem serré induit une rigidification de 

l’ADN (longueur de ~100 nm pour 16 sites Rap1) (Le Bihan et al., 2013). Cette rigidification 

pourrait contribuer en partie à la distance entre les deux spots.  



 
 

 

 

Par la suite il sera important de vérifier la part de la compaction observée en anaphase-télophase 

qui dépend de condensine en inactivant condensine à l’aide d’un allèle dégron. De plus, il serait 

également intéressant de tester l’effet de Rap1 sur d’autre SMC telles que cohésine en phase 

G2/M où elle est présente sur l’ensemble des chromosomes et contribue à leur repliement 

(Dauban et al., 2020). 

III. Augmenter l’espacement entre les sites Rap1 permettrait la 

levée du roadblock 

Augmenter l’espacement entre les sites Rap1 amène à une perte de la cassure d’un chromosome 

dicentrique préférentiellement aux sites Rap1. Nous avons testé plusieurs espacements allant 

de 6 à 35 pb avec une résolution de 5 pb et avons clairement observé un seuil pour la cassure 

aux sites Rap1. Cette dernière diminue fortement entre 15 et 20 pb et s’efface complètement 

entre 25 et 30 pb. 

Deux hypothèses non-exclusives pourraient expliquer ce résultat. La première est qu’il est 

possible que l’espacement des sites Rap1 permette de libérer un espace sur l’ADN permettant 

à condensine de prendre ses points d’accroche dynamiques nécessaires au processus d’extrusion 

de boucle et donc d’extruder les sites Rap1. Ces points d’accroche dynamiques pourraient se 

situer à la charnière Smc2-Smc4 (Koide et al., 2021; Soh et al., 2015) ou à l’interface Brn1-

Ycs4 (Shaltiel et al., 2022). On soulignera que l’espace nécessaire n’est pas exactement 

déterminé car Rap1 occupe principalement le grand sillon de l’ADN laissant en partie le petit 

sillon accessible à d’autres interactions. Des analyses structurales pourraient permettre de 

quantifier la surface d’ADN minimale nécessaire. 

La deuxième hypothèse est que la rigidification de l’ADN induite par la liaison de Rap1 sur des 

tandems (Le Bihan et al., 2013) empêche l’entrée de l’ADN dans la chambre S de condensine.  



 
 

 

 

Au-delà d’une contribution au mécanisme d’action de condensine, il est intéressant de relever 

que l’espacement de 15-20 pb est proche de l’espacement moyen entre nucléosomes chez S. 

cerevisiae (Mavrich et al., 2008). De plus il est possible d’imaginer que condensine exerçant 

une tension sur la chromatine pourrait débobiner un peu l’ADN autour des nucléosomes afin de 

prendre les points d’accroche nécessaires à l’extrusion de boucle. Ce processus pourrait 

expliquer la courte pause observée in vitro avant l’extrusion d’un nucléosome (Pradhan et al., 

2022). Cela peut être un élément clef à étudier afin de comprendre comment condensine 

compacte la fibre nucléosomale. 

IV. Positionnement de la cassure des chromosomes dicentriques  

Dans nos précédents travaux (Guérin et al., 2019), nous avions montré que pour la cassure 

préférentielle d’un chromosome dicentrique aux fusions télomère-télomère chez S. cerevisiae, 

Rap1 et condensine sont deux acteurs essentiels.  

Dans cette nouvelle étude, nous proposons un mécanisme d’action de Rap1 sur condensine. 

Rap1 en tandem agirait comme un « roadblock » pour condensine la bloquant dans un premier 

temps aux bords du tandem liant les répétitions serrés de Rap1 puis menant à une dissociation 

de condensine de l’ADN ou un désassemblage de la boucle en cours d’extrusion. Ce mécanisme 

pourrait donc créer un contexte local chromatinien détendu de part et d’autre du tandem Rap1 

et donc rendre plus probable la capture de la chromatine à cet endroit lors de la fermeture du 

septum (abscission).  

V.  « Roadblock » et obstacles stériques 

Nous proposons un modèle pour un « roadblock » de l’activité de condensine. En présence d’un 

obstacle, condensine buterait sur ce dernier menant à un enrichissement transitoire. Puis après 

une pause, condensine pourrait passer l’obstacle ou non. Dans ce dernier cas, la condensine 



 
 

 

 

serait soit dissociée soit la boucle en cours d’extrusion serait désassemblée. Le mécanisme 

d’extrusion de boucle étant plausiblement conservé chez les différents complexes SMC 

(Davidson et al., 2019; Ganji et al., 2018; Kyung et al., 2021; Pradhan et al., 2022; Taschner & 

Gruber, 2022), nous pouvons penser que ce modèle est un modèle général pouvant être pertinent 

pour tous les complexes SMC des eucaryotes, archées et procaryotes. 

Une autre étude in vivo montre un enrichissement de condensine au bord d’un obstacle chez S. 

pombe (Rivosecchi et al., 2021). Ici c’est un retour de l’ARN polymérase lors de la transcription 

de gènes actifs qui induit un enrichissement de condensine. 

In vitro, plusieurs autres obstacles potentiels ont été testés. L’extrusion d’un nucléosome a été 

testée par différentes manières en molécule unique et avec des pinces magnétiques optiques 

avec des résultats contradictoires. En molécule unique (Single Molecule Assay), condensine 

extrude plusieurs nucléosomes dans 80% des cas sans incidence sur la vélocité, la processivité 

et la position du nucléosome (Kong et al., 2020) . Par pinces magnétiques optiques, l’extrusion 

d’un nucléosome par condensine échoue dans 80% des cas mais cette barrière est levée en 

présence d’un remodeleur de la chromatine (FACT) (Sudhakar et al., 2021). Une troisième 

étude ayant testé différents obstacles dont un nucléosome en molécule unique montre que dans 

la plupart des cas, après un temps de pause variable, condensine extrude ces obstacles (Pradhan 

et al., 2021). Cela inclut des obstacles de taille plus importante que la chambre S des 

condensines, ce qui soulève le fait que soit la technique comporte certains biais soit qu’il existe 

un mode alternatif de la capture de l’ADN par condensine. Ces études montrent globalement 

qu’aucun obstacle étudié jusqu’à présent est efficace pour bloquer efficacement l’extrusion de 

boucle par condensine. Cependant, Rap1 en tandem n’a pas les mêmes caractéristiques que les 

obstacles testés. Ce dernier combine plusieurs critères importants tel que : (i) son temps long 

de résidence sur l’ADN (>30 min.) et (ii) une très forte affinité (in vitro KD ~3 nM) 



 
 

 

 

indépendante du nombre de site Rap1 et leur espacement (absence de coopérativité entre les 

sites) (Matot et al., 2012b; Williams et al., 2010).Une collaboration en cours avec le laboratoire 

de Cees Dekker (Delphes, Pays-Bas) permettra de tester la capacité de Rap1 en tandem à 

bloquer l’action de condensine in vitro en molécule unique.  

VI. « Roadblock » de condensine par Rap1 aux télomères natifs 

Les extrémités des chromosomes posent un problème unique pour l’extrusion de boucle de 

condensine. Quel est le devenir de condensine lorsqu’elle atteint l’extrémité ? 

Nos données montrent que Rap1 est un obstacle à l’extrusion de boucle. Qu’en est-il concernant 

Rap1 aux télomères natifs ? Nos données de ChIP montre un enrichissement assez important 

de condensine au telomère TEL06R, tandis que nos données de ChEC-seq ne semblent pas 

montrer d’enrichissement (des analyses statistiques doivent être menées afin de confirmer le 

resultat). Ces résultats nous amènent à penser qu’aux télomères, une décondensation locale est 

possible suite à un décrochage récurrent de condensine. Un télomère serait l’équivalent d’un 

nœud à la fin d’une corde afin d’empêcher les condensines d’extruder l’extrémité. Cette 

solution peut être favorable dans la mesure où elle maintient la dynamique du processus. Le 

décrochage de condensine en réponse à l’arrêt au télomère pourrait faciliter l’extrusion jusqu’au 

télomère d’une nouvelle boucle par une autre condensine chargée en amont et donc de conserver 

un certain niveau de condensation à l’extrémité. Ce modèle reste à explorer. 

On peut penser qu’une décondensation trop prononcée de l’extrémité des chromosomes puisse 

être néfaste pour la cellule. Cela pourrait mener à un défaut de ségrégation des télomères en 

anaphase et donc un risque de clivage lors de l’abscission.  

En supposant que condensine prenne un point d’ancrage distribué de façon régulière tout le 

long du chromosome, quelle serait la conséquence d’une absence de blocage aux télomères ? 



 
 

 

 

Pour étudier ce point, une première possibilité serait d’espacer les sites Rap1 d’un télomère (en 

remplaçant la séquence native par un tandem espacé) et d’en étudier l’impact sur la ségrégation 

par des approches de génétique (perte du télomère) ou de microscopie (retard de ségrégation). 

Cependant créer un télomère avec des sites Rap1 espacés amène un certain nombre de 

complications. Il est difficile de prédire si cette structure sera suffisamment stable pour être 

étudiée. Une solution serait alors de l’induire et d’en observer l’effet sur un nombre restreint de 

divisions. Une deuxième possibilité serait de tester la présence de condensine, toujours aux 

télomère TEL06R par ChIP, en jouant sur la longueur du télomère en utilisant des mutants tel1∆ 

ou yku70∆ et des mutants rif1∆ ou rif2∆ qui, respectivement, diminuent ou augmentent la taille 

des télomères donc le nombre de molécules Rap1 en tandem. Dans ces conditions, on s’attend 

donc, respectivement, à une perte d’enrichissement ou un gain d’enrichissement si 

l’enrichissement observé par ChIP à TEL06R est bien la conséquence d'un « roadblock ». 

Un dernier point reste à aborder dans ce paragraphe : des régulateurs de condensine peuvent-ils 

être impliquée dans la dissociation de condensine en réponse au blocage de l’extrusion de 

boucle afin de favoriser la dynamique de condensine ? Il sera intéressant d'explorer l'implication 

de la ségrégase Cdc48 précédemment impliqué dans le décrochage de condensine de la 

chromatine (Thattikota et al., 2018b). 

VII. Généralisation du modèle de roadblock par Rap1 

Il serait intéressant de savoir si Rap1 en tandem agit sur d’autres complexe SMC. Le fait que le 

mécanisme d’extrusion de boucle soit conservé parmi les complexes SMC laisse supposer que 

cela pourrait être le cas. 

Dans le cadre d’un autre projet mené au laboratoire, j’ai pu participer à l’étude de l’inhibition 

par Rap1 et indépendante de Rif2 du complexe MRX, un complexe très proche des SMC.  



 
 

 

 

Nos résultats (non publiés) montrent que Rap1 bloque l’interaction de MRX avec l’extrémité 

d’ADN et que ce blocage est aussi sensible aux mêmes paramètres : nombre de sites, affinité, 

espacement entre les sites. Le mécanisme d’inhibition de MRX par Rap1 pourrait donc assez 

similaire à l’inhibition de condensine : couverture et rigidification de l’ADN sur une certaine 

distance le rendant inaccessible au complexe. Ces derniers résultats laissent penser que Rap1 

pourrait effectivement agir sur d’autres SMC.  

Pour conclure, nos travaux nous ont amené à proposer le modèle suivant: lorsque la condensine, 

en cours de l'extrusion de boucle, rencontre des télomères ou Rap1 fixé en tandem, elle se 

bloque. Ce blocage est suivi d’une décompaction locale de l’ADN qui peut s’expliquer par la 

dissociation de condensine ou le désassemblage de la boucle en cours d’extrusion. Le modèle 

d’extrusion de boucle étant conservé (Davidson et al., 2019; Ganji et al., 2018; Kyung et al., 

2021; Pradhan et al., 2022; Taschner & Gruber, 2022) ainsi que le recouvrement de l’ADN 

télomérique par des protéines, cela nous laisse penser que ce modèle pourrait s’appliquer de 

façon général à d’autres SMC chez différentes espèces. Ce modèle pourra aussi permettre 

d’étudier comment les complexes SMC gèrent les obstacles présents sur l’ADN et servir d’outil 

afin d’étudier le mécanisme de fonctionnement des protéines SMC. 

 

 

 

 

 
 

 



 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

ANNEXE 
  



 
 

 

 

Dans cette annexe, vous trouverez l’article auquel j’ai participé et qui porte sur le repliement 

des chromosomes dicentriques, médié par la condensine, ainsi que sur l'impact de Rap1 sur 

leur cassure par la cytodiérèse. 
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