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RESUME

Les téloméres sont des structures nucléoprotéiques situées a
lextrémité des chromosomes eucaryotes, ils sont composés de répétitions
d’ADN en tandem associées avec plusieurs protéines et sont importants pour
le maintien de l'intégrité du génome. La taille des télomeéres est influencée
par une balance entre des processus de raccourcissement (ex. : réplication
incompléte, dégradation nucléolytique) et des processus d’allongement par la
télomérase. La télomérase est une ribonucléoprotéine composée d’une sous-
unité transcriptase inverse Est2p, d'une sous-unité ARN Tlc1 et d’autres
protéines régulatrices comme Estip et Est3p. La télomérase possede la
capacité d'allonger I'extrémité des chromosomes en utilisant sa sous-unité
ARN comme matrice pour I'addition de répétitions télomériques grace a son
activité transcriptase inverse. Plusieurs observations suggerent qu’une
variation de [l'expression des différentes composantes de la télomérase
influencerait les fonctions de cette derniére. Par exemple, la surexpression
de Tic1 cause un raccourcissement des télomeres tandis que la
surexpression de Est1 peut causer une Iégére augmentation de la taille des
télomeéres dans certains cas. Par contre, peu de choses sont connues en ce
qui concerne la régulation de I'expression de chacune des sous-unités de la

télomérase.



Durant mes études, je me suis intéressée aux meécanismes de
régulation de la télomérase chez la levure Saccharomyces cerevisiae, plus
précisément, 8 mieux comprendre la régulation de I'expression des sous-
unités de la télomérase. Mes études ont déemontré que la RNase Il de levure
Rnt1p, une endoribonucléase spécifique a IARN double brin, régule
'expression des sous-unités de la télomérase et est requise pour le maintien
des télomeres. La délétion de Rnt1p augmente I'expression des ARNm Est1,
Est2, Est3 et de 'ARN Tlc1, augmente 'activité de la télomérase ainsi que la
taille des télomeres. De plus, Rnt1p aurait un réle a jouer au niveau de la
dégradation spécifique de Est1 dans le cycle cellulaire. Mes études ont
également été orientées sur la régulation de I'expression de Tlc1 et sur sa
biogénese en général. Une analyse détaillée de la région promotrice de Tlc1
a permis d'identifier la présence d'éléments conservés ayant la propriété
d’activer ou de réprimer I'expression de Tlc1. De plus, une nouvelle voie de
maturation de cet ARN a été caractérisée suite a une analyse détaillée de la
région 3' de Tlc1. Globalement, mes résultats ont permis d’identifier de
nouveaux mécanismes contrélant I'expression des sous-unités de Ila

télomérase et influengant le maintien des télomeéres.
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INTRODUCTION

1. Les télomeéres

L’extrémité des chromosomes eucaryotes est protégée par une
structure nucléoprotéique faite d’ADN répété en tandem et de protéines
appelée télomeéres. Ces structures protégent entre autres les chromosomes
contre des fusions bout & bout, contre la dégradation nucléolytique et contre
les recombinaisons aberrantes (Ferreira et al. 2004). La premiére description
fonctionnelle des téloméres remonte a la fin des années 1930 lorsque les
chercheurs Hermann Muller et Barbara McClintock, travaillant de facon
indépendante, sont arrivés a la méme conclusion: [I'extrémité des
chromosomes linéaires eucaryotes est différente d’un site de cassure double
brin I’ADN a lintérieur d’'un chromosome (Muller 1938; McClintock 1939;
McClintock 1941). Par contre, la biologie des téloméres a commencé a étre
étudiée seulement une cinquantaine d’années plus tard avec la détermination
des séquences télomériques et du mécanisme de synthése des téloméres
chez le cilié Tetrahymena (Blackburn et Gall 1978; Greider et Blackburn 1985;
Greider et Blackburn 1987). Depuis ce temps, ce champ détude s’est
développé considérablement compte tenu des liens entre les téloméres, le

cancer et le vieillissement (Collado et al. 2007).



1.1 L’ADN télomérique et sous-télomérique. L’ADN télomérique est
constitué de courtes séquences répétées en tandem, caractérisées par la
présence de plusieurs résidus guanine (G) sur le brin d’ADN saillant a
Fextrémité 3' du chromosome (Henderson 1995). Ces séquences peuvent
étre de nature régulicres comme chez les vertébrés ou chez le cilié
Tetrahymena (T2AGjs et ToG4 respectivement) (Blackburn et Gall 1978; Moyzis
et al. 1988; Kipling et Cooke 1990), ou peuvent étre dégénérées comme dans
le cas de la levure S. cerevisiae ((TG)1.6TGz3) communément abrégées TGi.3
/C1.3A (Shampay et al. 1984). Le Tableau 1 présente une liste abrégée de
quelques organismes et de leurs séquences télomériques. La longueur des
répétitions télomériques est trés variable d’'une espéce a lautre. Ces
répétitions peuvent atteindre des milliers de paires de bases (pb) chez les
vertébrés tandis que chez S. cerevisiae elles ne sont que d’environ 300 pb
(Shampay et Blackburn 1988). L’ADN télomérique se retrouve
majoritairement sous forme de duplex, par contre, une extension simple brin
G-riche est observée a l'extrémité 3' des télomeéres chez la plupart des
organismes. Chez les ciliés, cette extension G-riche serait de 12-16
nucléotides (nt) (Klobutcher et al. 1981) contrairement & une centaine de
bases chez H. sapiens (Wright et al. 1997). Chez S. cerevisiae, les
chromosomes acquiérent une extension G-riche > 25 nt a la fin de la phase S
du cycle cellulaire tandis qu'en dehors de la phase S, ces extensions seraient
de 12-14 nt (Wellinger et al. 1993; Larrivee et al. 2004). La Figure 1

représente la structure d’un télomeére chez S. cerevisiae.



Organismes

Séquence du brin G-riche

Références

Ciliés
Tetrahymena thermophila
Oxytricha nova
Levures
Saccharomyces cerevisiae
Schizosaccharomyces pombe
Plante
Arabidopsis thaliana
Vertébrés
Homo sapiens

Mus musculus

T2G4
T4Gs

(TG)16T G223
T12ACA0.1Co-1G1.6

T3AGs

T2AG3

ToAGs

(Blackburn et Gall 1978)

(Klobutcher et al. 1981)

(Shampay et al. 1984)

(Sugawara et Szostak 1986)

(Richards et Ausubel 1988)

(Moyzis et al. 1988)

(Kipling et Cooke 1990)

Tableau 1. Comparaison des répétitions télomériques chez différents organismes.

La séquence du brin allant de 5' vers I'extrémité 3' du chromosome est représentée.

Plusieurs organismes possédent aussi des régions sous-télomériques

formées de séquences d’ADN plus ou moins répétées appelées TAS

(Telomere Associated Sequences) (Henderson 1995). Chez S. cerevisiae, on

retrouve deux catégories de TAS appelés éléments X et Y' (Chan et Tye

1983). L’élément Y' peut étre de deux tailles différentes: soit le Y' long (6,7

kb) et le Y' court (5,2 kb). De plus, il se retrouve en 1 ou 4 copies sur environ

les deux tiers des chromosomes. Quant a I'élément X, il a une taille allant de

0,3 a 3,7 kb et se retrouve en 1 copie sur tous les téloméres. Les éléments X

et Y' contiennent chacun des ARS (Autonomous Replicating Sequences) et



vers le
centromére Xhol «——— TRF: ~1,3kb ———»

o // s . ARS, - V ARS
T

3

X C1.3A/TG 3 Y'(0-4) C1.3ATGy 3 TGy3
0.3-3.7 kb 50-130 pb 520u 6,7 kb 300£75pb  12-14 nt
(>25 nt phase S)
Région sous-télomérique Duplex  Extension
télomérique

Figure 1. Représentation schématique d’un télomére chez S.cerevisiae. Les deux
extrémités d'un chromosome comportent 300 + 75 pb de répétitions C, ;A/TG, 5. Les

télomeéres contiennent aussi des régions sous-télomériques appelées X et Y’ contenant
chacune des séquences de réplication autonome ARS. La région Y’ contient un site de restric-
tion pour I'endonucléase Xhol permettant d'évaluer la longueur des téloméres. Le fragment de
restriction terminal (TRF) ainsi libéré est d’environ 1,3 kb pour des cellules de type sauvage.

Voir le texte pour une description plus détaillée. La figure n'est pas a I'échelle.



peuvent ainsi servir d’origine de réplication (Louis et al. 1994; Pryde et al.
1997). Le role fonctionnel et structural de ces éléments demeure encore
méconnu mais leur présence indigue un mécanisme de maintien des
téloméres par recombinaison, plus précisemment par la voie de
recombinaison homologue impliquant la protéine Rad52p (Louis et Haber
1990; Lundblad et Blackburn 1993; Louis et al. 1994; Le et al. 1999; Teng et
Zakian 1999). Les régions sous-télomériques sont liées par plusieurs
protéines comme Abfip, Tbfip, Sirip et les protéines du complexe ORC
(Origin Replication Complex) (Fourel et al. 1999; Pryde et Louis 1999).
Derniérement, l'implication des protéines Tbfip et Reb1p comme régulateurs

négatifs de la taille des télomeres a été démontrée (Berthiau et al. 2006).

Jusqu’a tout récemment, de par leur nature hétérochromatique et leur
habileté a réprimer la transcription de génes placés a proximité (voir
explications prochaine section), les télomeres avaient toujours été considérés
transcriptionnellement inactifs. = Deux récentes études ont maintenant
démontré que les téloméres humains sont transcrits en molécule d’ARN
contenant des séquences télomériques répétées (TERRA) (Azzalin et al.
2007; Schoeftner et Blasco 2008). Ces ARN, trés hétérogenes en longueur,
sont transcrits a partir de régions télomériques/sous-télomériques par la
polymérase |l et des hybridations in situ par fluorescence (FISH) démontrent
qu’ils sont localisés aux téloméres (Azzalin et al. 2007; Schoeftner et Blasco

2008). De plus, 'abondance de ces ARNs serait réguiée par différents



mécanismes incluant la taille des télomeéres, le stade de développement, les
stress cellulaires, le stade tumoral et la structure de la chromatine (Azzalin et
al. 2007; Schoeftner et Blasco 2008). Pour l'instant toutefois, le réle joué par

ces molécules d’ARN reste indéterminé.

1.2 Les protéines télomériques. Pour accomplir adéquatement leur
fonction de protection, les téloméres sont liés par plusieurs protéines, soit de
fagcon transitoire ou de fagon constitutive. Ce complexe nucléoprotéique
possede une structure particuliere de la chromatine qui est non-nucléosomale
appelée télosome (Wright et al. 1992). Voir Figure 2. Chez S. cerevisiae, les
répétitions télomériques ne sont pas liées par des histones mais par la
protéine Rapip (RAP : Repressor Activator Protein) (Conrad et al. 1990;
Wright et Zakian 1995; Strahl-Bolsinger et al. 1997). RAP7T est un gene
essentiel qui a été identifié a la fois comme répresseur et activateur de la
transcription de différents loci comme par exemple les loci de type sexuel
HML et HMR (Shore et Nasmyth 1987; Buchman et al. 1988). La protéine
Rap1p lie les répétitions télomériques avec grande affinité et régule de facon
négative la taille des télomeres (Conrad et al. 1990; Lustig et al. 1990). De
plus, Raplp interagit avec les protéines Rifip et Rif2p (RIF: Rapip
Interacting Factor) (Hardy et al. 1992; Wotton et Shore 1997) ainsi qu’avec les
protéines Sir3p et Sirdp (SIR: Silent Information Regulator) (Moretti et al.
1994; Strahl-Bolsinger et al. 1997). Toutes ces protéines contribueraient a

maintenir 'homéostasie des téloméres. Différents mutants de délétion de



Humain

Légende

T-loop

nucléosomes

re——— 5
vers le ¥ == 7
centromére - ,

shelterin

S. cerevisiae

Légende
0 Rap1 Stn1p
’ Rifp1/2 [ Ten1p extension

simple brin

0 Yku70/80

vers le
centromeére

nucléosomes

duplex télomérique

Figure 2. Modéles de configurations adoptées par les téloméres humains et de levures.
Les téloméres humains se terminent par une structure en boucle nommée T-loop/D-loop ou le
simple brin télomérique envahit le duplexe télomérique pour déplacer le brin G-riche. Les
télomeéres de levures se replient sur eux-mémes pour former une région hétérochromatique
répressive. Plusieurs protéines faisant parties du télosome sont indiquées sur le schéma

toutefois certaines protéines décrites dans le texte ne sont pas représentées.



Rapip (rap7) ainsi que la délétion des protéines Rifip et Rif2p provoquent
une augmentation de la taille des téloméres (Kyrion et al. 1992; Wotton et
Shore 1997). Plusieurs protéines impliquées dans les voies de signalisation
(points de contrdle) et de réparation des dommages a 'ADN se retrouvent
aussi aux télomeres. C’est le cas notamment de 'hétérodimere Ku70p/Ku80p
qui lie directement FADN télomérique de fagon constitutive durant tout le cycle
cellulaire (Gravel et al. 1998; Fisher et al. 2004; Schramke et al. 2004). Ku
aurait un réle important a jouer au niveau de la protection des téloméres
contre des mécanismes de dégradation nucléolytique et de recombinaison;
réle qu’il joue également au site de cassure double brin d’ADN (Polotnianka et
al. 1998; Fisher et Zakian 2005). En son absence, les télomeres sont treés
courts et une longue extension G-riche est observée durant tout le cycle
cellulaire (Boulton et Jackson 1996; Porter et al. 1996; Gravel et al. 1998). Ku
aurait aussi un réle a jouer dans le recrutement de la télomérase (voir
explications section 2.2). Le complexe MRX (Mre11p, Rad50p, Xrs2p) et la
protéine Tellp seraient aussi présents aux téloméres (Takata et al. 2004;
Takata et al. 2005). L'absence de Telip ou d'une des composantes du
complexe MRX cause un raccourcissement des téloméres (Lustig et Petes
1986; Kironmai et Muniyappa 1997; Boulton et Jackson 1998). Il a
récemment été démontré que Tellp était enrichie aux téloméres courts et
était requis pour des niveaux normaux des protéines Estip et Est2p aux
téloméres (Goudsouzian et al. 2006; Bianchi et Shore 2007; Sabourin et al.

2007). De plus, Tellp serait important pour l'activation de la télomérase



spécifiquement aux télomeres courts (Arneric et Lingner 2007; Chang et al.
2007; Hector et al. 2007). Quant au complexe MRX, il serait important pour
I'établissement de la structure télomérique terminale et pour réguler
lassemblage de protéines impliquées au niveau de la réplication des
télomeéres (Larrivee et al. 2004; Takata et al. 2005). Des protéines liant 'TADN
télomérique double brin ont aussi été identifiées chez d'autres organismes.
Chez la lewure S. pombe la protéine Tazlp s’associe aux répétitions
télomériques (Cooper et al. 1997) tandis que chez les mammiféres les
répétitions sont liées par les protéines TRF1 et TRF2 (Zhong et al. 1992;
Bilaud et al. 1996; Bilaud et al. 1997). Plusieurs facteurs se lient aussi aux
protéines TRF1 et TRF2. TRF1 interagit entre autres avec les protéines
TANK1/2, PINX1, TIN2 et KU70/80 (Hsu et al. 2000; Smith et de Lange 2000;
Kaminker et al. 2001; Zhou et Lu 2001; Kim et al. 2004; Ye et al. 2004a). De
son c6té, TRF2 interagit avec les protéines WRN, hRAP1, TIN2, ERCC1/XPF
et MRN (Li et al. 2000; Zhu et al. 2000; Zhu et al. 2003; Opresko et al. 2004).
TRF1 est considéré comme un régulateur négatif de la taille des télomeéres
tandis que TRF2 est important pour les fonctions de capuchon télomérique et
pourrait avoir un role a jouer dans les mécanismes de réparation de
dommages a 'ADN (Smogorzewska et de Lange 2004; Bradshaw et al.

2005).

Tout comme le duplexe télomérique, I'extrémité 3' simple brin est

également liée par des protéines spécifiques. Chez S. cerevisiae, il a été



démontré que la protéine essentielle Cdc13p posséde une trés grande affinité
pour I'extension simple brin télomérique (Lin et Zakian 1996; Nugent et al.
1996). Cdc13p interagit avec les protéines Stni1p et Ten1p pour former un
capuchon télomérique qui protége I'extrémité chromosomique (Grandin et al.
1997; Grandin et al. 2001). La perte de fonction de la protéine Cdc13p
(cdec13-1) ou de la protéine Stn1p (sftn1-13) cause une dégradation du brin C-
riche dans la phase G2/M résultant en une augmentation de l'extension
simple brin télomérique (Garvik et al. 1995; Grandin et al. 1997; Vodenicharov
et Wellinger 2006). Chez les mammiferes, la protéine POT1 (Protection Of
Telomeres) s’associe aux téloméres via une interaction avec la protéine TPP1
(alias PTOP/PIP1/TINT1) (Liu et al. 2004) et via une interaction avec
'extension simple brin (Ye et al. 2004b). Ces protéines liant le simple brin

télomérique sont trés importantes pour protéger I'extrémité chromosomique.

Récemment chez les mammiferes, le concept de « shelterin» a
émergé comme étant un complexe qui donne forme aux télomeéres et ainsi qui
les protége (de Lange 2005). Ce complexe est formé des protéines TRF1,
TRF2, POT1, soit trois protéines qui lient les répétitions télomériques,
interconnectées par les protéines TIN2, TPP1 et RAP1. Il a été démontré par
une analyse de microscopie électronique que les télomeres humains ne se
terminent pas de facon linéaire mais plutét par une structure en boucle
nommée T-loop/D-loop (Griffith et al. 1999). Il a été proposé que I'extrémité

simple brin envahisse le duplex télomérique pour aller interagir avec le brin C-
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riche et par le fait méme déplacer le brin G-riche. Voir Figure 2. In vitro,
TRF1 et TRF2 possédent chacune la capacité de plier ’ADN ce qui pourrait
peut-étre stimuler le repliement des télomeres in vivo (Bianchi et al. 1997,
Griffith et al. 1999). La protéine TRF2 serait quant a elle tres importante pour
maintenir une structure télomérique normale et protéger les chromosomes
contre des fusions bout a bout (van Steensel et al. 1998). Chez la levure, il a
été suggéré qu'un repliement structural des téloméres pourrait se former par
l'association des séquences télomériques et sous-télomériques (Strahl-
Bolsinger et al. 1997; Pryde et Louis 1999; de Bruin et al. 2000; de Bruin et al.
2001). In vitro, il a été démontré que la protéine Rapip peut stimuler le
repliement d’ADN télomérique (Vignais et Sentenac 1989; Muller et al. 1994).
De plus, le repliement structural des télomeres serait requis pour maintenir
une répression transcriptionnelle prés des télomeéres appelée TPE (Telomere
Position Effect) (Gottschling et al. 1990; de Bruin et al. 2000). Curieusement,
la formation d’une structure télomérique en boucle (T-loop) a récémment été
observée par microscopie électronique chez une levure K. lactis mutante

possédant des télomeres anormalement longs (Cesare et al. 2008).

1.3 Le probléme réplicatif terminal. En plus de leur role de
protection, les téloméres permettent aussi la réplication compléte des
chromosomes. Le « end replication problem » a été soulevé pour la premiére
fois au début des années 1970 (Watson 1972; Olovnikov 1973). En effet,

suite a la réplication conventionnelle, une bréche est générée a I'extrémité 5'
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du nouveau brin synthétisé d( a I'enlévement de la derniere amorce d’ARN.
Voir Figure 3. Sans aucun mécanisme compensatoire, les chromosomes se
raccourciraient a chaque division cellulaire subséquente, causant ainsi une
instabilité génomique menant éventuellement a la mort cellulaire. Pour pallier
a ce probleme, la plupart des eucaryotes utilisent 'enzyme télomérase
(Greider et Blackburn 1985; Greider et Blackburn 1987). La télomérase est
une ribonucléoprotéine composée d’'une sous-unité catalytique transcriptase
inverse, d’'une matrice ARN et de protéines accessoires. La composante
ARN contient une courte séquence complémentaire aux répétitions
télomériques qui est utilisée comme matrice pour allonger le brin G-riche a
l'aide de la sous-unité transcriptase inverse (Yu et al. 1990; Singer et
Gottschling 1994; Lingner et al. 1997b). Voir Figure 4. Chez 'humain et les
ciliés, la télomérase est capable d'ajouter plusieurs nucléotides a un substrat
télomérique sur plusieurs rondes d’élongation in vitro, une activitt nommée
processive (Morin 1989; Greider 1991). Par contre chez S. cerevisiae,
l'activité de la télomérase in vitro est non processive, c'est-a-dire que la
télomérase reste liée a son substrat aprés une ronde d'élongation (Cohn et
Blackburn 1995; Prescoit et Blackburn 1997a). /In vivo, l'activité de la
télomérase chez S. cerevisiae serait majoritairement non processive sauf au
niveau des télomeéres trés courts (Chang et al. 2007). La télomérase sera

introduite plus en détails dans la prochaine section.
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Figure 3. Le probléme réplicatif terminal. Lorsque la réplication de 'ADN débute a une
origine de réplication, deux fourches de réplication se forment et se dirigent dans des directions
opposées. Puisque I'’ADN est synthétisé seulement dans la direction 5'-3’, chaque fourche va
contenir un brin avancé et un brin retardé générant ainsi deux extrémités chromosomiques
différentes. La synthése discontinue du brin retardé va générer une extension 3' causée par
I'enlévement de la derniére amorce ARN (fragment d'Okasaki). Sans mécanismes
compensatoires, le chromosome va raccourcir & chaque rondes de réplications. D’un autre
c6té la synthése continue du brin avancé va générer une extrémité franche qui pourrait étre
transformée a son tour en extension 3', par I'action d’'une nucléase 5'-3' hypothétique.
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Figure 4. Cycle d’élongation par la télomérase. La télomérase utilise sa matrice ARN pour
allonger le brin G-riche des téloméres. Aprés une premiére élongation (nucléotides jaunes), la
télomérase peut soit se dissocier ou se transloquer pour une seconde ronde d’élongation.
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Les téloméres peuvent aussi étre maintenus par d’autres mécanismes
alternatifs. Par exemple chez D. melanogaster, la télomérase n'est pas
présente et les téloméres sont maintenus par rétrotransposition (Pardue et
DeBaryshe 2003). Chez S. cerevisiae, en absence d'activité télomérase, les
télomeéres peuvent étre maintenus par recombinaison homologue (Lundblad
et Blackburn 1993; Lendvay et al. 1996). Les téloméres de certaines lignées
cellulaires humaines peuvent également étre maintenus par des mécanismes
alternatifs appelés ALT (Alternative Lengthening of Telomeres) (Bryan et al.

1995; Bryan et al. 1997; Dunham et al. 2000).

1.4 L’homéostasie télomérique. Chez S. cerevisiae, la taille
des téloméres est maintenue par un équilibre entre le raccourcissement
réplicatif et l'allongement par la télomérase (Shampay et al. 1984). Un
important mécanisme de régulation en cis de la taille des téloméeres a été
démontré avec le « décompte protéique » des protéines Rap1p, Riftp, Rif2p
(Marcand et al. 1997; Ray et Runge 1999; Levy et Blackburn 2004). |l a été
démontré que le fait de lier de fagon artificielle un plus grand nombre de
protéines Rap1p aux télomeéres provoque un raccourcissement de ces
derniers proportionnel au nombre de molécules Rapip présentes aux
téloméres (Marcand et al. 1997). Le méme effet a été observé avec les
protéines Rif1p et Rif2p, et ce, méme dans la situation ou Rap1 ne peut lier
les protéines Rifip/Rif2p (Levy et Blackburn 2004). Le mécanisme de

décompte protéique se ferait donc via le décompte des protéines Rif1p/Rif2p.
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Il a été proposé gqu’un repliement structural transitoire des téloméres pourrait
étre formé en présence d’un grand nombre de protéines Rap1p/Rif1p/Rif2p
déployées aux téloméres (Ray et Runge 1999; Levy et Blackburn 2004).
Cette liaison en cis de facteurs protéiques a I'extrémité des chromosomes
aurait une importance cruciale pour la régulation de l'activité télomérase. |l a
récemment été démontré qu’en fait, les téloméres se retrouvent sous deux
conformations, soit extensible ou non extensible par la télomérase (Teixeira et
al. 2004). Le laboratoire du Dr. J. Lingner a développé un essai permettant
une analyse de 'élongation d’un seul télomeére a la fois. Cet essai a permis
de démontrer que la télomérase n'agit pas sur tous les téloméres a chaque
cycle cellulaire mais agit préférentiellement sur les téloméres qui sont courts.
L’homéostasie de la taille des téloméres serait donc régulée par un état
extensible ou non extensible par la télomérase: un télomere long recrute
plusieurs complexes Rap1/Rif1p/Rif2 et se retrouve dans un état non
extensible tandis qu'un télomére court recrute moins de complexes
Rap1/Rif1p/Rif2 et se retrouve dans un état extensible (Loayza et de Lange
2004). Une régulation semblable est aussi observée chez les cellules
humaines avec le complexe « shelterin » (Ancelin et al. 2002; Smogorzewska

et de Lange 2004, Cristofari et al. 2007b).
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2. La télomérase

Les premiéeres évidences biochimiques de l'activité télomérase ont été
démontrées dans le laboratoire du Dr. E.H. Blackburn par le Dr. C.W. Greider
en 1985 (Greider et Blackburn 1985). En ajoutant un oligonucléotide
(TTGGGG)s a un extrait cellulaire de Tetrahymena contenant du dGTP
radiomarqué, le Dr. Greider a pu mettre en évidence une activité qui générait
une échelle de répétitions ayant une périodicité de 6 nucléotides par analyse
sur gel de polyacrylamide. Cette activité « terminale transférase » spécifique
aux séquences télomériques, fut nommée par la suite télomérase (Greider et
Blackburn 1987). Peu de temps apres, la dépendance d’'une matrice ARN
pour cette activité fut démontrée (Greider et Blackburn 1989; Yu et al. 1990).
Des études génétiques chez S. cerevisiae étaient aussi menées en paralléle.
Un criblage génétique ayant pour but de trouver des mutants affectés dans le
maintien de leurs téloméres a été effectué dans le laboratoire de Dr. J.W.
Szostack par le Dr. V. Lundblad. Ce criblage a permis d'identifier un géne
nommé alors EST1 (Ever Shorter Telomeres) puisque les télomeres de ce
mutant raccourcissaient de plus en plus au fil des générations (Lundblad et
Szostak 1989). Plusieurs études génétiques et biochimiques ont par la suite
mis en évidence les composantes protéiques et ARN de la télomérase chez
différents organismes (Cohn et Blackburn 1995; Lendvay et al. 1996; Counter
et al. 1997; Lingner et al. 1997a; Lingner et al. 1997b; Prescott et Blackburn

1997b; Nugent et Lundblad 1998).
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2.1 Les composantes. /n vitro I'activité télomérase requiert seulement
la composanie ARN et la sous-unité catalytique transcriptase inverse de la
télomérase (Lingner et al. 1997a). Par contre, plusieurs protéines sont
essentielles a lactivité télomérase in vivo. Chez S. cerevisiae, le noyau
catalytique de la télomérase est composé de Est2p (sous-unité transcriptase
inverse) et de Tle1 (sous-unité ARN) mais cette ribonucléoprotéine contient
aussi plusieurs protéines régulatrices (Estip, Est3p, yKu70/80p, Sm). La
délétion des genes EST1, EST2, EST3 et TLC1 cause un raccourcissement
progressif des télomeéres d’environ 3-5 pb par division cellulaire et méne a une
sénescence cellulaire aprés environ 60-80 générations (Lundblad et Szostak
1989; Singer et Gottschling 1994; Lendvay et al. 1996). La surexpression de
certaines composantes de la télomérase peut aussi causer des phénotypes
télomériques. Par exemple, une surexpression de la protéine Estip peut
causer une légere augmentation de la taille des téloméres dans certaines
souches de levures (Virta-Peariman et al. 1996). D’un autre cété, la
surexpression de 'ARN Tlc1 peut causer un raccourcissement des téloméres
en séquestrant I'hétérodimére yKu70/80 (Singer et Gottschling 1994;

Peterson et al. 2001).

L'’ARN de la télomérase n’a pas seulement une fonction de matrice, il
est aussi important pour la liaison de plusieurs protéines et pour 'assemblage
de la télomérase en soi. La taile des ARNs de la télomérase varie

énormément d’'une espéce a l'autre. |l peut étre tres court comme chez les
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ciliés ~ 150 nt (Greider et Blackburn 1989) ou les vertébrés ~ 450 nt (Chen et
al. 2000) mais il peut aussi étre trés long comme chez les levures ~ 1300 nt
(Singer et Gottschling 1994; Dandjinou et al. 2004; Zappulla et Cech 2004;
Hsu et al. 2007; Leonardi et al. 2008; Webb et Zakian 2008). La structure
secondaire de 'ARN de la télomérase chez les ciliés et les vertébrés est trés
similaire incluant entre autres la formation d'une structure pseudo-noeud
(structure d’ARN tertiaire adoptant une conformation s'apparentant a un
nosud) autour de la région matrice. Voir Figure 5. Récemment, une structure
secondaire de 'ARN de la télomérase chez la levure S. cerevisiae (Tlc1) a été
déterminée par analyse phylogénétique et par prédiction informatique
(Dandjinou et al. 2004; Zappulla et Cech 2004). Cette structure inclue entre
autres certaines régions hélicales connues comme étant des sites de liaisons
des protéines Est1p et yKu70/80 (Peterson et al. 2001; Seto et al. 2002) ainsi
qu’une région centrale connue pour interagir avec la sous-unité catalytique
Est2p (Chappell et Lundblad 2004; Lin et al. 2004). Tout comme chez les
ciliés et les veriébrés, des observations suggérent que la région centrale
pourrait former une structure pseudo-noeud entre les hélices V et VI (Chappell
et Lundblad 2004; Lin et al. 2004). Chez I'humain, le pseudo-nceud d'une
molécule d’ARN hTR pourrait former une interaction en frans avec le pseudo-
noeud d’'une seconde molécule d’ARN hTR (Ly et al. 2003). Une interaction
semblable reste a étre démontrée chez la levure mais il a tout de méme éte
suggéré que Tlc1 aurait la capacité de dimériser (Prescott et Blackburn

1997a; Gipson et al. 2007). La structure de 'ARN Tlc1 semble trés flexible.
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Figure 5. Structure secondaire de I’ARN de la télomérase chez différentes espéces. La
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En effet, il est possible de changer la position de la tige-boucle liant Est1p a
un autre endroit dans Tic1 sans affecter les fonctions de la télomérase
(Zappulia et Cech 2004). De plus, il est possible de réduire la taille de Tlc1 en
rapprochant les régions essentielles a la liaison des constituants protéiques
de la télomérase tout en conservant une certaine activité in vivo (Zappulla et
al. 2005). Ce « mini-Tic1 » ne peut toutefois pas complémenter parfaitement
la délétion de 'ARN Tlc1 puisque ces souches possedent des téloméres plus
courts mais stables. Par ailleurs, il a récemment été démontré que le nombre
de molécule d’ARN Tic1 est inférieur au nombre de téloméres dans une
levure haploide (Mozdy et Cech 2006). Cette étude a également démontré
qu’'une levure diploide hétérozygote TLC1/4lc14 a des télomeres plus courts
qu’une levure diploide de type sauvage, démontrant ainsi I'haplo-insuffisance

de la télomérase (Mozdy et Cech 2006).

La maturation de 'ARN Tlc1 ressemble beaucoup a la maturation des
snARNs. Voir Figure 6. Tout comme la majorité des snARNs, Tlc1 est
transcrit par FARN polymérase I, il possede une coiffe TMG a son extrémité
5' ainsi qu'un site Sm a son extrémité 3' essentiel a la liaison des protéines
Sm (Chapon et al. 1997; Seto et al. 1999). Chez la levure, Tlc1 se retrouve
sous deux formes : soit une forme polyadénylée (poly A+) qui compte pour
environ 5-10% de Tlc1 au total, ainsi qu'une forme non polyadénylée (poly A-)
qui compte pour la majorité de Tlc1 (Chapon et al. 1997). Il a d’ailleurs été

proposé que la forme poly A+ serait un précurseur de la forme poly A-. De
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Figure 6. Modéle de maturation de I’ARN de la télomérase chez I’humain et chez la
levure. La maturation de I'ARN hTR chez la télomérase humaine s’apparente beaucoup a la
maturation des snoARNSs tandis que la maturation de 'ARN Tlc1 chez la télomérase de levure
s'apparente beaucoup a la maturation des snARNs. Voir le texte pour une description plus
détaillée.
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plus, Tlc1 poly A- serait la forme majeure associée au complexe télomérase
(Bosoy et al. 2003). Récemment, 'ARN de la télomérase chez la levure S.
pombe a été identifié (Ter1) et tout comme 'ARN de S. cerevisiae Tlc1, il
possede une coiffe TMG, un site Sm et une certaine fraction est polyadénylée
(Leonardi et al. 2008; Webb et Zakian 2008). Concernant la localisation de
Tlct, il a été suggéré que cet ARN pourrait transiter dans le cytoplasme et
dans le nucléole (Teixeira et al. 2002). De plus, I'importine Mtr10p pourrait
aussi avoir un role a jouer au niveau de la localisation nucléaire de Tlc1
puisqu’en son absence, Tlc1 se retrouve partout a l'intérieur de la cellule
(Ferrezuelo et al. 2002). Toutefois, ces expériences ont toutes été réalisées
en condition de surexpression ce qui ne refleéte pas toujours la réalité. Chez
les vertébrés, les snARNs subissent plusieurs étapes de maturation dans le
cytoplasme ol ils acquiérent une coiffe TMG et s’associent aux protéines Sm
avant d’étre importés de nouveau dans le noyau (Matera et Shpargel 2006).
Chez la levure, la présence des snARNs dans le cytoplasme est toujours
incertaine mais des observations suggérent que les snARNs pourraient

acquérir leur coiffe TMG au nucléole (Mouaikel et al. 2002).

Contrairement a la levure, la maturation de 'ARN de la télomérase hTR
chez 'humain ressemble beaucoup plus a la maturation des petits ARNs
nucléolaires (snoARNs). Voir Figure 6. hTR est transcrit par I'ARN
polymérase ll, il posséde une coiffe TMG a son extrémité 5' et un motif H/ACA

a son extrémité 3' essentiel pour la liaison des protéines H/ACA (Feng et al.

23



1995; Mitchell et al. 1999; Dragon et al. 2000; Pogacic et al. 2000; Fu et
Collins 2006). Plus récemment, il a été démontré que hTR posséde aussi un
motif CAB a son extrémité 3' qui contribue a la liaison de certaines protéines
Sm a hTR (Fu et Collins 2006). Le motif CAB est également essentiel a la
localisation de hTR dans les corps Cajal (Jady et al. 2004; Zhu et al. 2004).
La signification biologique de cette localisation a récemment été démontrée.
L’accumulation de hTR dans les corps Cajal serait importante pour faciliter le
recrutement de la télomérase aux télomeres et pour faciliter I'élongation des
téloméres mais ne serait pas nécessaire a la biogénése de la télomérase
contrairement a ce qui avait été proposé précédemment (Pederson 2004;
Cristofari et al. 2007a; Theimer et al. 2007). Tout comme chez la levure et
'humain, la biogénése de la télomérase chez les ciliés semble s'effectuer par

différentes étapes d’assemblage protéique.

Contrairement a la sous-unité ARN, la sous-unité catalytique (TERT)
de la télomérase est conservée chez les eucaryotes. La protéine p123 de E.
aediculatus a été la premiére sous-unité catalytique purifiée (Lingner et Cech
1996). Des analyses de séquences ont permis de révéler des motifs
caractéristiques de transcriptase inverse dans la séquence de p123 (Lingner
et al. 1997b). Par la suite, la recherche de motifs transcriptase inverse chez
d’autres eucaryotes a permis d’identifier plusieurs homologues notamment
chez 'humain (hTERT) et chez la levure (Est2p) (Counter et al. 1997; Kilian et

al. 1997; Lingner et al. 1997b; Meyerson et al. 1997; Nakamura et al. 1997).
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Chez S. cerevisiae, la sous-unité catalytique Est2p a tout d’abord été
identifiée par un criblage génétique comme étant une protéine essentielle au
maintien des téloméres (Lendvay et al. 1996). Par la suite, des comparaisons
de séquences ont permis de révéler qu'Est2p posséde un motif transcriptase
inverse essentiel a I'activité de la protéine; I'introduction d’'une simple mutation
a lintérieur de ce motif méne a un raccourcissement des téloméres et
éventuellement a la sénescence (Counter et al. 1997; Lingner et al. 1997b).
En plus de son domaine transcriptase inverse, Est2p posséde aussi d’autres
domaines fonctionnels permettant l'interaction avec les autres composantes
de la télomérase. Par exemple, les portions N-terminale et centrale d’Est2p
contiennent différents motifs requis pour la liaison avec la protéine Est3p et
pour l'interaction avec 'ARN Tlc1 respectivement (Friedman et Cech 1999;
Barbour et al. 2000; Livengood et al. 2002; Friedman et al. 2003). Plus
spécifiguement, des motifs structuraux dans FARN Tic1 sont importants pour
cette interaction Est2p-Tic1 (Chappell et Lundblad 2004; Lin et al. 2004). De
plus, une interaction entre la protéine nucléolaire PinX1p et Est2p a été
démontrée (Lin et Blackburn 2004). Il a été suggéré que PinX1p pourrait agir
comme protéine chaperonne et séquestrer Est2p au nucléole en formant un
complexe inactif (Lin et Blackburn 2004). Une autre étude a aussi démontré
qu’Est2p pouvait transiter dans le nucléole, par contre, comme expliqué
précédemment, cette étude a été effectuée en conditions de surexpression

(Teixeira et al. 2002).
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En plus de ces deux composantes du noyau catalytique de Ia
télomérase, d’autres protéines font aussi parties de cette ribonucléoprotéine.
Chez S. cerevisiae, un criblage génétique ayant pour but d’identifier des
facteurs ayant des problémes au niveau du maintien de leurs télomeéres a
permis d'identifier la protéine Estip (Lundblad et Szostak 1989). Cette
protéine aurait un role important a jouer au niveau du recrutement et de
l'activation de la télomérase et ce, de fagon spécifique au cours du cycle
cellulaire (Taggart et al. 2002). Récemment des homologues d’Est1p ont
aussi été identifiés chez 'humain et chez les levures S. pombe et C. albicans,
ces homologues seraient aussi impliqués dans le maintien des téloméres
(Beernink et al. 2003; Reichenbach et al. 2003; Singh et Lue 2003; Snow et
al. 2003). Tout comme Est2p, il a été démontré qu’Est1p interagit directement
avec 'ARN Tlc1 (Zhou et al. 2000a; Livengood et al. 2002; Seto et al. 2002).
Une autre protéine, Est3p, interagit aussi avec 'ARN Tic1 mais cette
interaction est dépendante de la protéine Est2p (Hughes et al. 2000;
Friedman et al. 2003). Est3p a été identifié dans un criblage génétique et sa
délétion confere elle aussi un phénotype de sénescence (Lendvay et al.
1996). Pour l'instant le role d’Est3p au niveau du maintien des télomeéres
demeure toujours mal compris. Une autre protéine se retrouve aussi
associée au complexe télomérase, soit I'hétérodimére Ku. Ku lie directement
une structure tige-boucle dans 'ARN Tlc1 (Peterson et al. 2001). Cette
interaction serait importante pour une association normale d’Est1p et d’Est2p

aux télomeéres. Tout comme Est1p, Ku aurait un r6le important a jouer dans
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la régulation de la télomérase au travers du cycle cellulaire (Fisher et al.

2004). Ces rbles seront introduits dans la prochaine section.

2.2 Les mécanismes de recrutement et de régulation. Chez
Saccharomyces cerevisiae, l'activité télomérase est régulée d'une fagon
dépendante du cycle cellulaire. Il a été démontré que l'allongement des
télomeéres survient en fin de phase S jusqu'au début de la phase G2/M et
qgu'aucune élongation n'est observée en phase G1 (Diede et Gottschling
1999; Marcand et al. 2000). Malgré cette absence d’activité en phase G1, il
semblerait que le noyau catalytique de la télomérase serait présent aux
téloméres de fagon constitutive. Des expériences d'immunoprécipitation de la
chromatine (ChIP) ont démontré que la sous-unité catalytique Est2p était
présente aux téloméres tout au long du cycle cellulaire et que cette interaction
était dépendante de 'ARN Tic1 (Taggart et al. 2002). De plus, il a été
démontré que la liaison de I'ARN Tlc1 avec '’hétérodimére Ku était essentielle
a la présence d’Est2p aux téloméres en phase G1 (Fisher et al. 2004).
Toutefois, le recrutement de la télomérase par I'hétérodimére Ku n’est pas
requis durant toutes les phases du cycle cellulaire. En absence de Ku, les
protéines Est1p et Est2p se retrouvent quand méme aux téloméres en fin de
phase S mais en faible quantité (Fisher et al. 2004). De plus, la délétion de
Ku cause un important raccourcissement des télomeres mais ces derniers
sont maintenus a cette longueur critique de facon stable, contrairement a la

sénescence engendrée par la délétion des sous-unités de la télomérase
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(Boulton et Jackson 1996). Ces résultats suggerent que Ku serait important,
mais non essentiel, pour recruter la télomérase aux télomeéres en phase G1 et

pourrait promouvoir son activité en fin de phase S.

Un autre mécanisme de recrutement et d’activation de la télomérase
trés important et indépendant de Ku se ferait via la liaison des protéines
Cdc13p et Est1p. Plusieurs évidences biochimiques et génétiques suggerent
que Cdc13p et Estip interagissent ensemble et que cette interaction est
essentielle pour P'activité de la télomérase (Evans et Lundblad 1999; Qi et
Zakian 2000; Pennock et al. 2001). Des expériences d'immunoprécipitation
de la chromatine (ChiP) ont démontrées que la protéine Cdci3p était
présente aux télomeéres tout au long du cycle cellulaire, avec une forte
augmentation en fin de phase S, soit au moment ou les télomeres sont
allongés par la télomérase (Taggart et al. 2002). Cette méme étude a aussi
démontrée que la présence de la protéine Est1p aux télomeres était régulée
dans le cycle cellulaire. En effet, Est1p n’est pas détectée aux téloméres en
phase G1 par contre une forte association d’Est1p est observée en fin de
phase S. Des expériences de co-immunoprécipitation ont aussi démontrées
qu’Est2p et Est1p interagissent ensemble seulement en fin de phase S et non
en phase G1 (Osterhage et al. 2006). Ce méme groupe a également mis en
évidence que la dégradation d’Est1p en phase G1 par la voie du protéasome
serait aussi importante pour réguler 'assemblage de la télomérase dans le

cycle cellulaire. Plus récemment un autre mécanisme de recrutement a été
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proposé impliquant les protéines Tellp et Mre11p. En absence de ces
derniéres, la liaison des protéines Estip et Est2p aux télomeres en fin de

phase S/début G2 serait diminuée (Goudsouzian et al. 2006).

La télomérase humaine semble également étre régulée de fagon
dépendante du cycle cellulaire. Il a récemment été démontré que hTR et
hTERT se localisaient a différents endroits dans la cellule selon les phases du
cycle cellulaire (Jady et al. 2006; Tomlinson et al. 2006). Par des expériences
d’hybridation in situ et dimmunofluorescence ces deux groupes ont
démontrés qu’en phase G1, hTR est présent dans les corps Cajal tandis que
hTERT se retrouve dans des foci nucléoplasmiques. Par la suite, en début de
phase S, hTERT se retrouve dans le nucléole tandis que les corps Cajal, qui
contiennent toujours hTR, se rapprochent en périphérie du nucléole. Durant
le reste de la phase S, hTERT et hTR se retrouvent en périphérie des corps
Cajal et parfois aux télomeres. Ces résultats suggérent que I'assemblage de
la télomérase humaine ainsi que son association aux téloméres seraient

régulés durant le cycle cellulaire.

L'activité de la télomérase peut aussi étre controlée de fagon négative.
I a récemment été démontré que I'hélicase Pif1p limite l'action de la
télomérase aux télomeres. La délétion de Pif1p cause une augmentation de
la taille des téloméres tandis que sa surexpression cause un

raccourcissement de ces derniers (Schulz et Zakian 1994; Zhou et al. 2000b).
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In vitro, Pif1p diminue la processivité de la télomérase au niveau de I'addition
de nucléotides et contribue a dissocier cette derniere des amorces
télomériques tandis qu’in vivo, la délétion de Pifip augmente la présence
d’Est1p aux téloméres (Boule et al. 2005). Ces résultats suggerent que Pif1p
serait importante pour réguler la présence de la télomérase aux télomeres.
De plus, 'abondance de Piflp serait régulée durant le cycle cellulaire
puisqu'une augmentation de la protéine est observée a la fin de la phase
S/début G2, soit lorsque la télomérase est active aux télomeres (Vega et al.

2007).

3. L’endoribonucléase Rnt1p

La premiere description d’'une endonucléase spécifique a ’ARN double
brin remonte a la fin des années 1960 (Robertson et al. 1968). Depuis ce
temps, des membres de la famille des RNase Il ont été identifiés chez toutes
les espéces a I'exception des archaebactéries ou les fonctions RNase Il sont
soutenues par une nucléase de type boucle-hélice-boucle (Lykke-Andersen et
al. 1997). Les membres de cette famille possedent tous des caractéristiques
communes soit: un domaine de liaison @ 'ARN double brin (dsRBD)
contenant un motif spécifique « afppa » ainsi qu’'un domaine nucléase
contenant un motif signature « RLEFLGD » (Kharrat et al. 1995; Blaszczyk et
al. 2001). Les RNase lll sont impliquées au niveau de plusieurs mécanismes

cellulaires comme la maturation d’ARN précurseurs (ARNr, snARN, snoARN,
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miARN, siARN) ainsi que la régulation de I'expression de certains ARNm
(Lamontagne et al. 2001; MacRae et Doudna 2007). L'implication des RNase
Il au niveau du mécanisme d'interférence par 'ARN a grandement contribué

a l'intérét porté envers cette famille d'enzymes.

3.1 La famille des RNase Ill. En se basant sur des motifs
structuraux, la famille des RNase Il peut étre divisée en quatre grandes sous
classes (Lamontagne et al. 2001). Voir Figure 7. La premiére classe est
représentée par les enzymes bactériennes qui possédent un domaine de
liaison a 'ARN ainsi qu'un domaine nucléase (Nicholson 1999). Les enzymes
de la classe Il sont caractérisées par la présence d’une extension N-terminale
et se retrouvent chez certains fongus comme Saccharomyces cerevisiae
(Rnt1p) et Schizosaccharomyces pombe (Pac1) (Abou Elela et al. 1996;
Rotondo et Frendewey 1996). Ce domaine N-terminal additionnel est
important pour la conformation de I'enzyme ainsi que pour son efficacité de
clivage (Lamontagne et al. 2000). Les enzymes de la classe Il sont
caractérisées par la présence d'un deuxieme domaine nucléase et sont
représentées, entre autres, par la protéine Drosha qui est impliquée dans la
maturation des pré-miARN (Wu et al. 2000; Lee et al. 2003b). La protéine
Drosha posséde aussi un domaine riche en résidus proline et un domaine
riche en résidus sérine-arginine qui pourraient étre importants pour
I'interaction avec d’autres protéines et ainsi conférer la spécificité de 'enzyme

(Wu et al. 2000; Han et al. 2006). Finalement les enzymes de la classe IV se
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Figure 7. Représentation schématique de la famille des RNAses lll. La famille des RNase
Il peut se diviser en 4 grandes classes. Les boites bleues représentent les domaines de liaison
a I'’ARN double brin (dsRBD), les boites rouges représentent les domaines nucléases (NUCD),
les boites jaunes représentent une région riche en résidus proline et une région riche en
résidus sérine-arginine, la boite verte représente le domaine PAZ (PAZ), la boite orange
représente le domaine hélicase (DExD/H-box), la boite violet représente le domaine DUF 286
et les lignes noires représentent des régions de fonctions inconnues a I'intérieur du domaine N-
terminal.
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distinguent par leur domaine hélicase (DExD/H-box), par le domaine de
fonction inconnue DUF283 (Domain of Unknown Function 283) et par leur
domaine PAZ (Piwi-Argonaute-Zwille) impliqué dans la liaison a I'ARN
(Jacobsen et al. 1999; Ma et al. 2004). La classe IV est représentée par les
enzymes Dicer qui sont requises pour générer de petits fragments d’ARN
d’'environ 22 nt impliqués dans des mécanismes d’interférence par 'ARN

(Bernstein et al. 2001).

3.2 Les mécanismes d’action de Rnt1p. Depuis la découverte de
I'implication des RNase Ill au niveau des mécanismes d'interférence par
'ARN, beaucoup d’efforts ont été entrepris dans le but de mieux comprendre
la fagon dont les RNase Il sélectionnent et clivent leurs substrats d’ARN db.
Une des RNase Il bien caractérisée de la classe Il est la protéine Rnt1p
retrouvée chez S. cerevisiae (Abou Elela et al. 1996). Rnt1p est une protéine
d’environ 54,5 kDa représentée par trois domaines fonctionnels majeurs. A
I'extrémité C-terminale de la protéine, on retrouve le domaine de liaison a
'ARN db (dsRBD) essentiel pour la liaison de Rnt1p a ses substrats d’ARN db
(Lamontagne et al. 2000). Le dsRBD est aussi important pour la localisation
nucléaire/nucléolaire de Rnt1p (Catala et al. 2004). Contrairement a la
RNase |l bactérienne ou a Pac1 son homologue chez la levure a fission,
Rnt1p posséde en plus une courte extension d’acides aminés basiques a la
toute fin du dsRBD importante pour la liaison de protéines et pour la

localisation nucléaire de Rnt1p (Tremblay et al. 2002; Catala et al. 2004,
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Catala et al. 2008). Le domaine central de la protéine a été caractérisé
comme étant le domaine nucléase de Rnt1p. La délétion de ce domaine ou la
mutation d’'un simple résidu du motif signature abolit I'activité de clivage de
Rnt1p (Lamontagne et al. 2000; Catala et al. 2004; Lamontagne et Elela
2004). D’un autre cété, il a été démontré que le domaine N-terminal de Rnt1p
était important pour l'efficacité de clivage de I'enzyme. La délétion de ce
dernier cause une diminution de I'efficacité de clivage de ses substrats d’ARN
db (Lamontagne et al. 2000). De plus, des études biochimiques et génétiques
ont permis de mettre en évidence des interactions inter et intra moléculaires
du domaine N-terminal avec lui-méme ainsi qu'entre le domaine N-terminal et
le dsRBD suggérant que Rntip fonctionne sous forme d’homodimére
(Lamontagne et al. 2000). Plusieurs évidences biochimiques et structurales
provenant d’analyses avec d’autres RNase |l suggérent que cet homodimere

serait antiparalléle (Gan et al. 2006; Macrae et al. 2006).

La grande majoritt des substrats de Rntip possedent des
caractéristiques communes soient: une longue tige d’ARN db plus ou moins
entrecoupée de boucles et coiffée d'une tétraboucle de séquence NGNN
(Chanfreau et al. 2000). Toutefois, une exception de tétraboucle AAGU a
aussi été démontrée (Ghazal et Elela 2006). Des études biochimiques et
structurales ont démontré que ces deux tétraboucles adopteraient des
structures différentes et que Rnt1p pourrait reconnaitre ces structures a

travers différentes interactions protéines-ARN (Gaudin et al. 2006; Ghazal et
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Elela 2006). Récemment, une étude structurale de résonnance magnétique
nucléaire (RMN) du dsRBD de Rntip avec un substrat ARN a permis de
démontrer que le dsRBD contactait le sillon mineur et le sillon majeur de
'ARN a proximité de la tétraboucle (Wu et al. 2004). La liaison du dsRBD a
FARN permettrait ensuite de positionner le domaine nucléase de I'enzyme au
site de clivage soit de 14 a 16 nt a partir de la tétraboucle. Il a été démontré
que le clivage de Rnt1p s’effectue toujours a cet endroit précis (Chanfreau et
al. 2000). La présence essentielle d’ions Mg®* permettrait ensuite un clivage
efficace du substrat ARN (Lamontagne et al. 2000). La Figure 8 décrit le

mécanisme de clivage par Rnt1p.

3.3 Les fonctions de Rnt1p. Rnt1p n’est pas une enzyme essentielle
toutefois, sa délétion cause un important ralentissement de croissance et une
sensibilit¢ a des températures élevées (Abou Elela et Ares 1998).
Comparativement a une levure de type sauvage qui se divise en 2-3 heures et
pousse a une température optimale de 30 °C, les cellules dépourvues de
Rnt1p vont prendre environ dix heures pour se diviser et ce, a une
température maximale de 26 °C (Rose et al. 1990; Guthrie et Fink 1991; Abou
Elela et Ares 1998). |l a aussi été démontré que la délétion de Rnt1p affecte
la progression du cycle cellulaire et la division nucléaire et que cet effet est
indépendant de l'activité de clivage de Rnt1p (Catala et al. 2004). Rntip se
localise a différents endroits dans la cellule selon les phases du cycle

cellulaire: en phase G1 jusqu'a la fin de la phase S, Rntlp est
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Rnt1p N-terminal
Rnt1p NUCD
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Figure 8. Modéle du mécanisme de clivage par Rnt1p. Rnt1p fonctionne sous forme
d’homodimére établit a travers des interactions intra et inter moléculaires entre ses domaines
N-terminal et C-terminal. En présence d'un substrat, soit une longue tige d’ARN double brin
coiffée d'une tétraboucle de séquence NGNN de préférence, ces interactions sont modifiées
permettant une interaction entre le substrat et le domaine dsRBD de Rnt1p. Une fois le
domaine C-terminal positionné, Rnt1p adopte une conformation stable en présence de deux
ions Mg2+ et la réaction de clivage a lieu, & 14 et 16 nucléotides de chaque c6té de la
tétraboucle.
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majoritairement retrouvé au nucléole tandis que de la phase G2 jusqu'a la fin
de la mitose, Rnt1p est majoritairement dans le nucléoplasme (Catala et al.
2004). De plus, Rnt1p n'est jamais observé dans le cytoplasme, méme en
condition de surexpression. Rnt1p est aussi important pour la colocalisation
nucléolaire de plusieurs protéines impliquées dans la maturation de 'ARNTr. I
a été démontré précédemment que Rnt1p interagit avec la protéine Gar1p et
que cette interaction est requise pour la localisation nucléolaire des protéines
Garip, Nhp2 et CbfS5p qui sont toutes des constituants protéiques des

snoARN de la famille H/ACA (Tremblay et al. 2002; Meier 2005).

L'implication de Rnt1p au niveau de la maturation du pré-ARNr a été
Fune des premiéres fonctions attribuées a cette enzyme. |l a été démontré
que Rni1p effectuait la premiére étape de clivage a I'extrémité 3' du pré-ARNr
(Abou Elela et al. 1996; Kufel et al. 1999). Récemment, une étude a
démontrée que Rnt1p ne serait pas seulement important pour la maturation
du pré-ARNr mais aussi pour la transcription de ’ARNr. Une interaction entre
Rnt1p et deux sous-unités de 'ARN pol | a été révélée et il a été démontré
que la délétion de Rntip inhibe la synthése de I'ARNr et altére la
conformation de la chromatine du locus d’ARNr (Catala et al. 2008).
L’implication des RNase Il au niveau de la maturation de 'ARNr semble
assez répandue puisque la RNase Ill bactérienne, Pac1 chez S. pombe ainsi
que la RNase Il humaine sont aussi importantes pour cette fonction (Court

1993; Zhou et al. 1999; Wu et al. 2000).
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L'implication de Rnt1p au niveau de la maturation de pré-snARN et pré-
snoARN est aussi bien connue. En effet, Rntip est impliqué dans la
maturation de tous les snARN transcrits par la polymérase |l soit les snARN
U1, U2, U4 et U5 (Chanfreau et al. 1997; Abou Elela et Ares 1998; Alimang et
al. 1999a; Seipelt et al. 1999). Rnt1p est aussi impliqué dans la maturation de
plusieurs snoARN monocistroniques et polycistroniques (Chanfreau et al.
1998a; Chanfreau et al. 1998b; Qu et al. 1999; Kufel et al. 2000; Ghazal et al.
2005; Hiley et al. 2005). En fait, la maturation d’ARN précurseur par Rnt1p
est trés similaire d’'un substrat a l'autre. La Figure 9 démontre un modele
général de la maturation des snARN impliquant Rnt1p et d’autres facteurs.
Tout d’abord, il a été démontré que la terminaison de la transcription des
transcrits d’ARN de la pol Il non polyadénylés (incluant certains shARN et
snoARN) requiert entre autres les protéines Nrd1p, Nab3p et Senip, de
concert avec la pol Il (Steinmetz et al. 2001). Les protéines Nrd1p et Nab3p
interagissent ensemble et lient des séquences spécifiques a I'extrémité 3' du
pré-ARN ce qui empéche la continuité de la transcription au-dela de la
terminaison prévue « read-through » (Conrad et al. 2000; Steinmetz et al.
2001). L’hélicase Sen1p semble aussi jouer un rdle important pour la
terminaison de la transcription puisqu’en son absence, on peut observer une
continuité de la transcription (Steinmetz et al. 2001). |l a aussi été démontré
que l'activité de clivage du complexe CF [, un complexe impliqué dans la
formation 3' des ARNm, est importante pour la formation 3' de plusieurs

snoARN et snARN (Fatica et al. 2000; Morlando et al. 2002). Effectivement,
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Figure 9. Modéle de maturation des petits ARN nucléaires (snARN) impliquant diverses
protéines. La majortité des snARN sont transcrits a partir de la polymérase |l sous forme d’un
long précurseur qui subira différentes étapes de maturation a son extrémité 3'. Toutefois la mat-
uration des snARN ne s'effectue pas de fagon standard, elle peut dévier du modeéle général
proposé dans la figure ci-dessus. Voir le texte pour une description plus détaillée.
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linactivation des sous-unités Rnal4p et Rnal5p affecte la formation de
'extrémité 3' des petits ARN et cause une transcription continue. Suite a la
terminaison de la transcription, I'extrémité 3' ainsi générée va subir d’autres
étapes de maturation pour éventuellement mener a une extrémité mature et
fonctionnelle. La premiére étape de cette maturation est généralement
effectuée par Rnt1p. Rntip reconnait une structure typique (longue tige
d'’ARN db coiffée par une tétraboucle NGNN) dans I'extension 3' et clive cette
derniere. L’hélicase Senip serait aussi importante pour les étapes
subséquentes de maturation des petits ARN (Rasmussen et Culbertson 1998;
Ursic et al. 2004). Une interaction entre Rnt1p et I'hélicase Sen1p a d’ailleurs
été établie génétiguement et biochimiquement (Ursic et al. 2004).
L’'implication d'une autre hélicase, Mtrdp, a aussi été démontrée au niveau de
la maturation de certains snARN (Allmang et al. 1999a). Le clivage de Rnt1p
servirait ensuite de point d'entrée pour [I'exosome, un complexe
d’'exonucléases 3' — 5' impliqué dans la maturation des précurseurs des
snARN et snoARN (Allmang et al. 1999a; Houseley et al. 2006). !l a été
suggéré que des protéines chaperonnes lieraient I'extrémité 3' pour empécher
une dégradation compléte de 'ARN par 'exosome (Kufel et al. 2000). C'est
le cas notamment de la protéine Lhp1p qui lie les précurseurs de plusieurs
snARN (Pannone et al. 1998; Xue et al. 2000). Cette protéine pourrait ensuite
étre déplacée par des protéines interagissant avec 'ARN et faisant partie du
complexe final ribonucléoprotéique, comme par exemple les protéines Sm

dans le cas des snARN (Xue et al. 2000). Il a également été suggéré que la
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composante Rrp6p de I'exosome serait responsable de la maturation finale de
lextrémité 3' (Allmang et al. 1999a; van Hoof et al. 2000). En ce qui concerne
l'extrémité 5' des snARN, aucun processus de maturation n'a été démontré
toutefois, I'extrémité 5' mature est modifiée par 'ajout d’une coiffe triméthylée

(Will et Luhrmann 2001).

Plus récemment, I'implication de Rnt1p au niveau de la régulation des
ARNm a été démonirée. Dans certains cas, Rnt1p serait important pour la
dégradation de pré-ARNm non épissés et des introns épissés de ces ARNm
(Danin-Kreiselman et al. 2003). Des structures tige-tétraboucle typiques des
substrats de Rnt1p ont été retrouvées dans plusieurs introns de différents
ARNm épissés, Rnt1p cliverait ces structures et les ARN seraient ensuite
dégradés par des exonucléases (Danin-Kreiselman et al. 2003). Dans
d’'autres cas, Rnt1p serait important pour réguler 'expression de certains
génes en clivant directement a l'intérieur de la séquence codante (Ge et al.
2005; Lee et al. 2005; Zer et Chanfreau 2005). Des analyses de puces a
ADN ont révélé que 'expression de plusieurs ARNm était affectée en absence
de Rnt1p suggérant que Rnt1p a probablement d’autres substrats ARNm (Ge
et al. 2005; Lee et al. 2005). Chez E. coli, la RNase Ill est également
impliquée dans les processus de dégradation des ARN (Court 1993). De
plus, elle posséde aussi la capacité de contréler sa propre expression (Court
1993). Chez les eucaryotes supérieurs, les orthologues de la RNase Il

participent aussi a la régulation de l'expression des génes en initiant la
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dégradation ou la répression transcriptionnelle a partir de miARN et siARN
générés par ces derniéres (Carmell et Hannon 2004). Etonnamment, Rnt1p
pourrait aussi utiliser un mécanisme semblable a I'interférence par TARN pour
la régulation de genes. Il a récemment été démontré que Rntip avait la
capacité de lier de courts transcrits d’ARN et de les utiliser comme guides
pour effectuer un clivage spécifique et ainsi, diminuer I'expression de géne in

vivo (Lamontagne et Abou Elela 2007).
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Préambule

Ce manuscrit rapporte l'implication de la RNase Ill Rntlp, une
endoribonucléase spécifique a 'ARN double brin, au niveau de la régulation
de la télomérase chez la levure S. cerevisiae. Nous démontrons que Rnt1p
régule I'expression des ARNs codant pour les sous-unités de la télomérase et
est requis pour le maintien des téloméres. La délétion de Rnt1p cause une
augmentation des niveaux d’ARNs de Est2p (sous-unité catalytique), Tict
(sous-unité ARN) ainsi que de Est1p et Est3p (sous-unités régulatrices). Une
augmentation de l'activité télomérase in vitro ainsi qu’un rallongement des
téloméres sont aussi observés en absence de Rniip. Une analyse
bioinformatique approfondie des différents ARNs de la télomérase a permis
de démontrer la présence d’un signal de clivage de Rnt1p, soit une structure
de type tige-tétraboucle, a l'intérieur de la séquence codante de TARNm Est1.
Cette structure est clivée in vitro et des mutations abolissant sa formation

affectent la dégradation de Est1 in vivo durant le cycle cellulaire.
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SUMMARY

In baker’s yeast, in vivo telomerase activity requires a ribonucleoprotein
(RNP) complex with at least four associated proteins (Est2p, Estip, Est3p,
and Cdc13p) and one RNA species (Tlc1). The function of telomerase in
maintaining chromosome ends, called telomeres, is tightly regulated and
linked to the cell cycle. However, the mechanisms that regulate the
expression of individual components of telomerase are poorly understood.
Here we report that yeast RNase Ill (Rntip), a dsRNA specific
endoribonuclease, regulates the expression of telomerase subunits and is
required for maintaining normal telomere length. Deletion or inactivation of
RNT1 induced the expression of Est1, Est2, Est3 and Tlc1 RNAs and
increased telomerase activity, leading to elongation of telomeric repeat tracts.
In silico analysis of the different RNAs coding for the telomerase subunits
revealed a canonical Rnt1p cleavage site near the 3' end of Est1 mRNA. This
predicted structure was cleaved by Rntip and its disruption abolished
cleavage in vitro. Mutation of the Rntip cleavage signal in vivo impaired the
cell cycle dependent degradation of Est1 mRNA without affecting its steady-
state level. These results reveal a new mechanism that influences telomeres

length by controlling the expression of the telomerase subunits.
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INTRODUCTION

The ends of eukaryotic chromosomes are capped with special
structures made of tandem DNA repeats and associated proteins, called
telomeres. These structures protect chromosomes from end-to-end fusion,
recombination and nucleolytic degradation (LeBel et Wellinger 2005; Hug et
Lingner 2006). However, since the conventional DNA replication machinery
cannot fully duplicate the ends of linear chromosomes, telomeric DNA will
shorten with each round of replication, leading to a replicative senescence
(Lundblad et Szostak 1989). To solve this end replication problem, most
eukaryotes use the activity of an enzyme called telomerase to ensure the
maintenance of telomeric DNA (Greider et Blackburn 1985). Telomerase is a
ribonucleoprotein reverse transcriptase that can extend the 3' end of
chromosomes using its RNA subunit as a template for the addition of
telomeric repeats.

In vitro, telomerase activity requires a reverse transcriptase (Tert, Est2p
in yeast) and an RNA template (Terc, Tlc1 in yeast) (Cohn et Blackburn 1995;
Lingner et al. 1997a). In vivo, yeast telomerase requires additional factors for
function, including Est1p, Est3p and Cdc13p (Lundblad et Szostak 1989;
Lendvay et al. 1996). Deleting any one of the EST1, EST2, EST3 or TLC1
genes or a particular allele of the CDC13 gene (cdc13-2) causes progressive
telomere shortening leading to cellular senescence. Increased expression of

individual telomerase genes may also lead to telomeric phenotypes. For
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example, overexpression of Tlc1 causes telomere shortening by sequestering
the Tlc1-binding factor Ku (Singer et Gottschling 1994; Peterson et al. 2001).
Similarly, overexpression of Est1p may cause a slight telomere lengthening in
some strains (Virta-Pearlman et al. 1996). On the other hand, induction of
Est1, Est2 and Est3 mRNA expression in cells with defective non-sense
mediated mMRNA decay decreases telomere length (Dahlseid et al. 2003).
These observations suggest that a variation in the expression levels of the
different components of telomerase holoenzyme influences telomerase
function. However, the cellular mechanisms that regulate and balance the
expression of the different components of the telomerase ribonucleoprotein
remain unknown.

Telomere elongation occurs in late S or early G2/M phases of the cell
cycle (Diede et Gottschling 1999; Marcand et al. 2000). There is evidence that
the catalytic core of telomerase (Est2p and Tlc1) is present at yeast telomeres
throughout the cell cycle but requires an association of Estip, which
accumulates in the S phase of the cell cycle (Taggart et al. 2002; Taggart et
Zakian 2003). Telomerase activity on the telomeres is negatively regulated by
Pif1p, a helicase that is thought to remove telomerase from the chromosome
ends (Boule et al. 2005). In addition, the Rif-proteins also exert a negative role
on telomere length maintenance (Wotton et Shore 1997), and several other
proteins involved in the DNA damage checkpoint and repair pathways were
shown to influence steady-state telomere length in vivo (d'Adda di Fagagna et

al. 2004). At least some of the factors regulating telomere length influence the
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activity of the telomerase subunits, yet very little is known about the
mechanisms regulating the expression of the telomerase subunits.

Here we show that the expression level of several telomerase subunits
is regulated post-transcriptionally by yeast RNase Il (Rntip). Rnt1p is a
dsRNA specific endoribonuclease involved in the maturation of many RNAs,
including snRNAs, snoRNAs and pre-rRNAs, (Abou Elela et al. 1996;
Chanfreau et al. 1997; Abou Elela et Ares 1998). Recently it was shown that
Rnt1p regulates the expression of glucose-dependent genes, degrades
unspliced mRNAs and cleaves mRNAs with abnormal 3' ends (Danin-
Kreiselman et al. 2003; Ge et al. 2005; Lee et al. 2005; Zer et Chanfreau
2005). The majority of Rnt1p substrates include a short RNA stem capped
with an AGNN tetraloop structure (Lebars et al. 2001). These particular
structures are cleaved at a fixed distance from the tetraloop (Chanfreau et al.
2000; Nagel et Ares 2000; Lamontagne et al. 2003). Deletion of RNT1
induced the expression of many components of telomerase, leading to an
increase in telomerase activity and elongation of the telomeres. A point
mutation that impairs Rnt1p’s catalytic activity without affecting its expression
or interaction with RNA fails to restore normal expression of telomerase
subunits or reduce telomere lengths. In silico analysis revealed a canonical
Rnt1p cleavage site within the coding sequence of the Est1 mRNA. In vitro
analyses showed that this predicted structure was directly cleaved by Rnt1p in
the absence of other factors. Disruption of this Rnt1p cleavage site by silent

mutations impaired the cell cycle dependent regulation of Estl mRNA,
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suggesting that Rnti1p triggers RNA cleavage in a cell cycle dependent
manner. These resuits demonstrate that the expression level of the
telomerase subunits influences their function and reveal a new regulatory

mechanism that controls the accumulation of telomerase related RNAs.
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EXPERIMENTAL PROCEDURES

Strains and Plasmids - All yeast strains were grown and manipulated using
standard procedures (Rose et al. 1990; Guthrie et Fink 1991). Strains W303-
1A, mt1iA, mi1-ts and mt1-D247/R were described earlier (Thomas et
Rothstein 1989; Chanfreau et al. 1998a; Catala et al. 2004; Ge et al. 2005).
RNT1 (NLYH15) and mt14 (NLYH12) cells harbouring protein-A tagged EST2
were created by crossing strains YKF103 (MATa; ura3-52; ade 2-101; lys2-
801; leu241; trp1A1; his3-4200/CF+ (TRP1 SUP11)) (Friedman et Cech 1999)
and DUY746 (MATa; leu2-3,112; his3; trp1; pep4; prc1; HIS3:pet56:rnt1)
(D.Ursic personal communication). Strain SLY150 (EST7-4) was constructed
by inserting 4 silent mutations (T2061/C; G2064/A; C2067/T; C2070/T) within
the EST1 coding sequence in JPY112 (MATa/o; lys240/lys240,
ura3A0/ura340; his34200/his34 200; leu240/leu2A0; RNT1/mt14:KMX4), a
derivative of BY4705. The DNA fragment used for the replacement of 4
nucleotides was created by cloning two PCR fragments in the pVZ1 vector
(Henikoff et Eghtedarzadeh 1987). The first PCR fragment was amplified
using primers 5'-CCAGACGAAGCAATTGA-
TGCTGACGAAGATATTACCGTCCAAGTGCC-3' and 5'-
GCTGGGTACCGGGCCCCCCCTCG AGGTCG-3'. The amplified sequence
corresponds to the 3' end of EST7 and contains 4 mutations disrupting the
Rnt1p cleavage site. The second PCR fragment was amplified using primers

5'-CAGATTGTACTGAGAGTGCACC-3' and 5'-
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GTATTGACAGCATATATATTTGC
TGTCTTGAATTTATTATGCTAATAAATAATTATGTTTTTCAAGCGCACTGTG
CGGTATTTCACACC. The amplified fragment contains the URA3 gene and a
short sequence of EST1. The integration of the DNA fragment in the yeast
genome was selected by growth in the absence of uracil and the marker was
removed by counter selection on 5-FOA (5-Fluoro-orotic acid). SLY178
(EST1-4; bar14::URA3) was generated by deleting the BAR7 gene from
SLY150 as previously described (Brachmann et al. 1998). MLY30 strain
(bar1A4::HIS3) was constructed by deleting the BART gene in BY4705a strain
(MATa; ade2A4::hisG; met15A40; trp1463; lys2A40; ura340; his34200; leu2A0;
bar14::HIS3) (Larrivee et al. 2004).

In Vitro RNA Cleavage - In vitro cleavage reactions were performed as
described previously (Lamontagne et al. 2003). Cleavage of model RNA
substrates was performed using T7 synthesized transcripts and recombinant
Rntip (0.2 pmol) (Lamontagne et Abou Elela 2001) in a 20 pl reaction buffer
containing 150 mM KCI and incubated 20 minutes at 30°C. Cleavage of total
RNA extracted from yeast was performed as described previously (Ge et al.
2005). Briefly, 50 ug of total RNA was incubated with 4 pmol of recombinant
Rnt1p for 10 minutes at 30°C as described for the cleavage of model
substrates.

Analysis of mRNA Stability - The stability of the different mRNAs was
determined after inhibiting transcription using 10 pg/ml of thiolutin as

previously described (Ge et al. 2005). Cells were grown at 26°C to mid-log
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phase and RNA was extracted at different time points after the addition of the
drug. The levels of mMRNA were quantified by real-time PCR using RPR1 (pol
Il transcript) as an internal control. Half-lives were estimated using the single
exponential decay formula y = 100 e-"*. Thiolutin was kindly provided by
Pfizer (Groton, CT).

Primer Extension and Northern Blot Analysis - Primer extension was
performed using a primer specific for EST1 (5'-
GGGTTGACGACGACAGGCGTGG-3') as described previously (Abou Elela et
Ares 1998). Extended products were separated on a 6% denaturing
polyacrylamide gel and visualized by autoradiography. Northern blots were
performed as described previously (Abou Elela et Ares 1998) using 15 ug of
total RNA and a 1% denaturing agarose gel or a 4% polyacrylamide gel. The
RNA was visualized by autoradiography using randomly labelled probes
corresponding to specific genes. The RNA was quantified using Instantimager
(Packard, Meriden, CT).

Real-time PCR Analysis - Synthesis of cDNA was performed using 2 ug of
total RNA and SuperScript 1l Reverse Transcriptase (Invitrogen, Burlington,
ON). Gene-specific primer protocol using a “Flap sequence” common to all
primers was used to avoid DNA amplification during subsequent PCR
amplification. The ¢cDNA was purified with Wizard SV Gel and PCR Clean-Up
System (Promega, Nepean, ON). Q-PCR was performed on an ABl PRISM
7700 (Applied Biosystems) as previously described (Giulietti et al. 2001). PCR

reactions were done in triplicate using a 25 ul reaction volume. TagMan
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probes (5' 6-FAM, 3' TAMRA) and specific primers (Integrated DNA
Technologies, Coralville, IA) were used at a concentration of 250 nM and 900
nM, respectively, in a reaction buffer containing 50 mM KCl, 5.5 mM MgCl,, 10
mM Tris pH 8.0, with 0.625 U home made Taq (Engelke et al. 1990), 0.25 U
UDG (New England Biolabs, Pickering, ON), 50 nM ROX Reference Dye
(Invitrogen), 200 pM dATP/dGTP/dCTP, 400 uM dUTP (Amersham
Biosciences, Baie d'Urfé, QC). Data were analyzed by the comparative
threshold method. All primers and probes used for real-time PCR are listed in
Table 1.

Telomere Length Analysis - Telomere length was analysed as described
earlier (Wellinger et al. 1993). Genomic DNA was extracted from cells grown
to mid-log phase. 5 g of genomic DNA was digested with Xhol, separated on
a 1% agarose gel, and transferred to a nylon membrane (Hybond N+,
Amersham Biosciences, Baie d'Urfé, QC). DNA was visualized by
autoradiography with a randomly labelled telomeric probe.

Cell Cycle Synchronisation and FACS Analysis - Cells were synchronized in
G1 by the addition of a-factor (Bioshop, Burlington, ON) at a final
concentration of 0.5 pug/ml for 3 hours. Cells were harvested and resuspended
in fresh media containing 200 ug/ml pronase (Roche Diagnostics, Laval, QC)
to release the cells from their arrest. Samples were taken at different time
points to either extract RNA or monitor the release into the cell cycle by FACS

analysis as described previously (Catala et al. 2004). The RNAs
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corresponding to the different genes was quantified by real-time PCR using
Rpr1 as an internal control.

Western blot and Telomerase Activity - Telomerase assays were performed
as previously described (Friedman et Cech 1999). The EST2 gene was
modified to incorporate an N-terminal Protein A tag as described (Friedman et
Cech 1999). Immunoprecipitation was performed using IgG-sepharose beads
(Amersham Biosciences, Baie d'Urfé, QC) and 2 mg of total protein extracted
from either RNT1 (NLYH15) or mt14 (NLYH12) cells. Extension of a telomeric
primer (6' - TAGGGTAGTAGTAGGG - 3') was monitored to determine
telomerase activity. Quantifications were performed using a Storm Phosphor
Imager (Storm 860, Amersham Biosciences, Baie d’'Urfé, QC). Total protein
(80ug) or immunoprecipitated proteins were run on an 8% SDS-PAGE and
transferred onto Hybond-C membrane (Amersham Biosciences, Baie d’'Urfé,
QC). Western blots were performed using 1:7500 diluted (total protein) or
1:5000 diluted (immunoprecipitated protein) of polyclonal rabbit anti-protein A
antibodies (Sigma, Oakville, ON). Donkey anti-rabbit 1gG conjugated with
horseradish peroxidase (HRP) was used as a secondary antibody to allow
detection with ECL Plus reagents (Amersham Biosciences, Baie d'Urfé, QC).
After membrane stripping, blots were incubated with mouse anti-PGK Ig
diluted 1:500 (Molecular Probes, Invitrogen, Burlington, ON) as primary and
sheep anti-mouse IgG conjugated with HRP diluted 1:5000 (Amersham

Biosciences, Baie d'Urfé, QC) as secondary antibody. Detection and
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quantification were done using a Storm Fluorescence Imager (Storm 860,
Amersham Biosciences, Baie d’Urfé, QC).

Non-linear regression analysis and graph generation - The graphs shown in
Figure 5C were generated using GraphPad Prism Version 4.03 for Windows
(GraphPad Software, Inc., San Diego, CA). The data from three independent
experiments for EST1-4; bar1A cells and two independent experiments for
EST1; bar1A were used for the analysis. To choose the best equation to
model the data, we compared the different classical equations and all
polynomial order equations available in GraphPad. To select the best
equation type, we used an F test with P < 0.05. Two-by-two comparisons
were performed to identify the simplest model that best fit the data. The
equation used is a polynomial of the fourth order (Y=A + B*X + C*X"2 +
D*X"3 + E*X"4). The obtained values are shown in supplemental Table 1. The
use of non-linear regression was required because the mRNA level is affected
by many variables: mRNA decay, Rnt1p cleavage, constitutive expression and
cell cycle dependant expression. The use of a non-linear regression also
allows for the two main sources of variation in the measurement (normal
experimental variation and variation in the cell synchronisation) to be

accounted for.
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RESULTS

We previously performed a microarray analysis of RNA extracted from
cells lacking RNT1 and compared it to RNA from wild type cells (Ge et al.
2005). After detailed inspection of the data, we noticed that many telomerase
related mRNAs were induced upon the deletion of RNT1 (Fig. 1A). This
induced expression of RNAs coding for telomerase subunits was similar to
that of known Rnt1p substrates like Rps22B (Danin-Kreiselman et al. 2003)
and Mig2 (Ge et al. 2005) mRNAs. The impact of RNT1 deletion on the
expression of telomerase related RNAs was verified by Northern blot analysis.
Consistent with the microarray data, the mRNAs coding for the main
components of the telomerase RNP complex (Est1, Est2, Est3) and the
telomerase RNA Tic1 accumulated in the absence of Rntip (Fig. 1B). No
major increase in the RNA amounts coding for other telomere related proteins
like Cdc13, Ten1 and Tell were detected by Northern blot (data not shown).
We conclude that Rnt1p is required for normal expression of most core
telomerase subunits.

If Rnt1p influences the stability of Est1, Est2, Est3 and Tic1 RNAs, we
expected the deletion of RNT7 to slow the turnover and increase the half-life
of these RNAs. In order to examine this possibility, the half-life of each
affected RNA was determined in wild type and mt1A cells after inhibiting new
transcription using thiolutin. Quantitative PCR analysis was used to estimate

the mRNA amounts at different time points after transcription inhibition and
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the half-life was calculated for each RNA species (Table 2). We used two
unrelated RNAs (Spt15 and Act1) with different half-lives and which are
thought not to be directly affected by Rnt1p as controls (supplemental Fig. 1).
Indeed, the half-lives of these control RNAs were only slightly longer in mt1A
cells when compared to that in wild type cells due to a general slow
metabolism of mit14 cells (Table 2 and data not shown). In contrast, these
experiments showed a significant increase in the half-lives of Est1, Est2 and
Est3 mRNAs (Table 2). As previously described, the Tic1 RNA was already
very stable in wild type cells (Chapon et al. 1997), and no decay was
observed in both wild type and mit1A cells even after 1 hour of transcription
inhibition (Table 2). When normalized to Spt15, the relative half-lives of Est1
and Est2 were about 2 times longer in rnt1A than in wild type cells, while that
of Est3 was only slightly longer in mt1A cells (Fig. 1C). If the increase in the
half-life of the Est2 mRNA of about two fold was significant, it should lead to a
corresponding increase in the amount of Est2p. Indeed, deleting RNT17 in cells
expressing a protein A tagged version of the telomerase catalytic subunit
Est2p increased the expression of both mRNA and protein expression by 2 to
3 times as compared to that detected in wild type cells (supplemental Fig. 2
and Fig. 1D). We conclude that deletion of RNT1 slows the decay rate of
several telomerase related mMRNAs leading to an increase in the expression of
these telomerase subunits.

To evaluate the impact of Rnt1p on telomerase function, we examined

telomere length in wild type and mit7A cells by Southern blotting. DNA was
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extracted from relevant strains and digested with the restriction enzyme Xhol.
Due to a conserved Xhol site in the telomere-proximal Y'-elements, many
terminal restriction fragments (TRFs) appear as somewhat smeary bands of
about 1.2 kb size on such blots (LeBel et al. 20086). In the absence of Rnt1p,
the size of the TRFs increased as compared to that of wild type cells,
indicating that the deletion of RNT7 increases telomere length (Fig. 2A). This
increase in telomere length is directly linked to the expression of Rnt1p, since
transformation of mt1A cells with a plasmid harbouring RNT1 restores normal
telomere length (Fig. 2A).

We next examined whether this increase in telomere length is
associated with an increase in telomerase activity. Relative telomerase activity
was assessed in extracts derived from wild type and mt1A cells expressing a
protein A tagged version of Est2p. In this procedure, telomerase was partially
purified using IgG-sepharose beads and used for a direct extension of a
telomeric primer (LeBel et al. 2006). As shown in Figure 2B, deletion of RNT1
resulted in an increase in relative telomerase activity (RTA) as compared with
the internal control (Fig. 2B). The observed activity is telomerase specific,
since it is RNA dependent and was not observed in precipitates from
untagged cells. The observed increase in the telomerase activity is Rnt1p-
dependent but strain background-independent and was also observed after
the inactivation of a temperature sensitive allele of RNT7 (data not shown).

Thus, the accumulation of the RNAs of telomerase core subunits upon the
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deletion of Rnt1p leads to an increase in both its in vitro activity and telomere
length.

Deletion of Rntip affects many cellular pathways and slows cell
metabolism (Catala et al. 2004). To ensure that the increased levels of RNA of
telomerase subunits is not a secondary effect generated by long term
changes in cell metabolism, we monitored the kinetics of telomerase induction
upon inactivating a temperature sensitive allele of Rnt1p (mnt1-ts) (Ge et al.
2005). If the RNAs coding for the telomerase subunits are targets of Rnt1p-
mediated RNA metabolism, their steady-state levels should change with the
same kinetics at that of known Rnt1p substrates (e.g. snoRNAs). Total RNA
was extracted from mt1-ts cells at different intervals after shift to the restrictive
temperature (37°C). The extracted RNA was analyzed using Northern blots or
real-time PCR. As expected, Northern blots probed with a snR43 specific
probe, a known substrate of Rnt1p, documented a processing defect as early
as two hours after shift to 37°C (Fig. 3A). Real-time PCR analysis of the same
RNA samples indicated that similar to snR43, the levels for RNAs coding for
the telomerase subunits increased 2 hours after shift to the restrictive
temperature (Fig. 3B). Est2 mRNA level increased very rapidly after the
inactivation of Rnt1p, while the Tlc1 RNA accumulated somewhat more
slowly. The steady-state amount of Act1 mRNA increases about two fold upon
the deletion of Rnt1p, but this increase is thought to be due to indirect effects
on overall cell metabolism and a reduction in the amount of mature rRNA in

such cells. Strikingly, the kinetics of mMRNA accumulation for Act1- upon Rnt1p
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inactivation was very different than that observed for the telomerase
associated RNAs. Even 8 hours after the shift to the restrictive temperature,
there was no detectable increase in Acti mRNA (Ge et al. 2005). Given the
similarities in the kinetics of the increases of telomerase subunit RNAs with
those of the accumulation of non-processed bona fide Rnt1p substrates, the
data suggest that Est1, Est2, Est3, and Tic1 RNAs are targets of Rnt1p-
controlled RNA metabolism.

Rnt1p is an endoribonuclease that could influence the RNA levels of
telomerase subunits by directly cleaving the respective RNAs thereby
accelerating their degradation. To test this possibility, we monitored the
impact on the expression of the telomerase subunits of a point mutation in
RNT1 (D247/R), which leads to an impaired Rnt1p RNA-cleavage activity
without affecting other functions (Tremblay et al. 2002; Lamontagne et al.
2004). Total RNA was extracted from wild type, mt14 or mt1-D247/R cells and
analyzed using Northern blots. As shown in Figure 3C, RNAs extracted from
mt1iA and mt1-D247/R cells exhibit similar increases in the mRNAs of
telomerase subunits when compared to wild type cells. We conclude that the
RNA cleavage activity of Rnt1p is required for the regulation of normal
expression levels of telomerase subunits.

Most Rnt1p substrates include a short RNA stem capped with a
terminal AGNN tetraloop (Chanfreau et al. 2000; Nagel et Ares 2000;
Lamontagne et al. 2003). We exploited this feature to search for potential

Rntip substrates within the RNAs coding for telomerase subunits. This in
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silico search was performed using a previously established strategy that
scores potential substrates based on similarity to known cleavage signals and
other overall structural features (Ghazal et al. 2005). One stem-loop structure
with high similarity to known substrates was predicted within the coding
sequence of Est1 mRNA near its 3' end (Fig. 4A). A model RNA representing
the predicted cleavage signal was synthesized in vitro and tested for cleavage
using purified recombinant Rntip. As shown in Figure 4B, the Estl RNA
structure is cleaved by Rntip in vitro at the predicted distance from the
tetraloop and mutations that disrupt the formation of the stem-loop structure
(Est1-4) abolished the cleavage. We also tested the capacity of Rntip to
cleave the predicted structure in the context of mRNA isolated from cells.
Total RNA was extracted from wild type cells or cells expressing a version of
Esti1 mRNA (EST7-4) carrying silent mutations that disrupt the Rntip
cleavage signal (Fig. 4A). The RNA was incubated with purified recombinant
enzyme and the cleavage was detected by either Northern blot or primer
extension. As shown in Figure 4C, Est1 mRNA is cleaved by Rnt1p, releasing
a product of approximately 2000 nucleotides, consistent with the cleavage of
the predicted structure, while the mRNA for Est1-4 was not cleaved. Primer
extension analysis mapped the cleavage sites of Rnt1p at 14 and 16 bp from
the stem-loop as predicted (data not shown). Examination of EST7 sequence
from other species revealed the presence of a potential Rnt1p cleavage site in
all Saccharomyces species where the enzyme specifidity is conserved (data

not shown). To ensure that our in silico search did not miss any potential
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cleavage sites, we performed a similar in vitro cleavage assay on the RNAs
coding for the other components of telomerase. This analysis did not reveal
any Rnt1p-specific cleavage in vitro (data not shown). These results suggest
that Est2, Est3 and Tlc1 RNAs do not contain canonical Rnt1p cleavage sites,
but they do not exclude the possibility that these RNAs are cleaved by Rnt1p
using an alternative mechanism in vivo. We conclude that the mRNA coding
for Estip is a direct substrate of Rnt1p.

Most known mRNA substrates of Rnt1p are cleaved by this enzyme in
response to variation in growth conditions or cellular signals (Ge et al. 2005;
Lee et al. 2005). Therefore, we presumed that the cleavage of the Est1 RNA
in vivo might also be triggered by a specific signal. The function of Estip is
cell cycle regulated and there is evidence that the protein is associated with
active telomerase at the telomeres in late-S phase (Taggart et al. 2002). A
small reduction of Esti mRNA expression has also been observed in G1-
arrested cells (Osterhage et al. 2006). We therefore hypothesized that Est1
mRNA stability could be regulated in a cell cycle and Rnt1p dependent
manner. To test this hypothesis, we monitored the expression level of the Est1
mRNA during the cell cycle using synchronized cell cultures of wild type cells
(EST1; bar14) and cells expressing the version of Est1 mRNA that is not
cleaved by Rnt1p (EST1-4; bar14). EST1; bar14 and EST1-4; bar1A cells
were synchronized in G1 phase of the cell cycle with a-factor and after
release, cell cycle progression was monitored by FACS analysis (Fig. 5A). As

documented by the FACS profiles, a proportion of the cells were delayed in
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re-entering the cell cycle after release. To ensure that this incomplete release
does not interfere with the detection of possible cell cycle effects on mRNA
expression, we monitored the expression levels of the well established cell
cycle regulated gene CLN2 (Spellman et al. 1998). Total RNA was extracted
at each time point from the synchronized cultures and analyzed by Northern
blot (Fig. 5B). The relative mRNA levels were determined using real-time PCR
(Fig. 5C). As expected, the mRNA of the cell cycle regulated gene CLN2
displayed similar expression patterns in both EST7; bar1A and EST1-4; bar14
cells and its expression in both cases was tightly linked to cell cycle
progression (Fig. 5A, 5B and 5C). Also consistent with previous results, we
found that the expression of Est1 mRNA in EST1; bar1A4 celis follows the cell
cycle dependent expression pattern of CIn2 mRNA (Spellman et al. 1998).
Est1 mRNA was least expressed in G1 phase as expected (Osterhage et al.
2006) and most expressed in S phase. This result is consistent with the model
suggesting that Est1p function is required for telomerase activity at the end of
S-phase (Taggart et al. 2002). The cell cycle dependent induction of Est1-4
mRNA, which carries mutations disrupting Rnt1p cleavage site, was similar to
that of the Est1 mRNA. However, at the end of the S phase, more Est1-4
MRNA than Est1 mRNA was detected. As observed in Figure 5D, the highest
detected Est1 RNA value was similar in EST7;bariA and EST1-4;bar1A
strains while the lowest Est1 RNA value was significantly higher in EST1-
4,bar1A strain compared to the EST1;bar14 strain. As expected, no difference

was observed for Cin2 mRNA between the two strains. We conclude that the
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identified Rnt1p cleavage of the Est1 mRNA contributes to efficient cell cycle

dependent repression of Est1 mRNA.
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DISCUSSION

In this study, we show that yeast RNase Ill negatively regulates the
expression of yeast telomerase subunits and contributes to the cell cycle
regulation of Est1 mRNA level. Decreased decay rates and increased steady-
state levels of the RNAs lead to an increase in telomerase activity and to
telomere elongation (Fig. 1, 2). The catalytic endoribonucleolytic activity of
Rnt1p was required for controlling the expression of the telomerase RNP
complex, suggesting that Rnt1p targets one or more telomerase related RNAs
for direct cleavage (Fig. 3). Indeed, recombinant Rnt1p cleaved Est1 mRNA in
vitro and mutations that disrupt Rntip cleavage impaired the cell cycle
repression of Estt mRNA without affecting the decay of other cell cycle
regulated RNAs (Fig. 4 and 5). These results reveal a new layer of regulation
that controls telomere length by adjusting the expression of telomerase
subunits and identify new targets for eukaryotic RNase lll.

Efforts to understand how telomere length is regulated revealed a cell
cycle controlled machinery that encompasses competing telomere elongation
and shortening factors (Evans et Lundblad 2000; Smogorzewska et de Lange
2004). However, very little is known about how the expression of telomerase
itself is regulated and what impact variations in its expression levels may have
on the telomere length. Earlier studies indicated that the expression levels of
individual components of the telomerase RNA complex are not interdependent

since an overexpression of any single factor appeared not to alter the
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expression of the others (Peterson et al. 2001; Teo et Jackson 2001; Snow et
al. 2003). It was proposed that an increase in the telomerase activity requires
increased expression of at least the majority of the components of the
telomerase RNP complex (Teo et Jackson 2001). However, conditions that
change these expression levels accordingly and factors that regulate them
were not identified thus far. The present study identifies Rnt1p as such a
factor. The increase in telomerase activity upon the deletion of RNT7 is not a
generic response to general perturbation in RNA metabolism (Fig. 3). In
addition, previous studies have shown that mutations inhibiting nonsense-
mediated mRNA decay (NMD) induces the expression of Est1, Est2 and Est3
mRNAs but, unlike deletion of RNT1, lead to short telomeres (Dahlseid et al.
2003). The simultaneous induction of the different telomerase subunit RNAs in
the absence of RNT1 indicates that either Rnt1p controls the expression of
each RNA independently or it induces the expression of a single RNA that in
turn induces the others. We prefer the first possibility because expressing the
subunit RNAs individually from a heterologous and repressible promoter did
not affect the expression of the other subunits (Larose et al., unpublished
observation). Consistently, a mutation that only disrupts Rnt1p cleavage of
Est1 mRNA does not increase the expression of the other components of the
telomerase holoenzyme (data not shown).

The results thus raise the question of how Rnt1p exerts this negative
regulation on the expression levels of the mRNAs coding for telomerase

subunits. One possibility is that Rnt1p simultaneously cleaves Est1, Est2, Est3
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and Tlc1 RNAs in the nucleus, before they are exported to the cytoplasm (Das
et al. 2003). This is supported by the fact that the catalytic activity of Rntip is
required for the normal expression of all four RNAs and that the response of
these RNAs to the inactivation of Rnt1p follows the same kinetics as that of
known substrates. Moreover, our data do show that Est1 mRNA can directly
be cleaved by Rnt1p in vitro (Fig. 4). Our failure to detect such direct cleavage
of Est2, Est3, and Tic1 RNAs could be explained if those RNAs require
additional cellular factors for cleavage. Previous studies have shown that
chaperones may mediate the cleavage of non-canonical Rnt1p substrates
(Giorgi et al. 2001). For example, processing of the snoRNA U18 is Rnt1p-
dependent in vivo, but recombinant Rnt1p alone does not cleave pre-U18
snoRNA in vitro (Giorgi et al. 2001). Such an in vitro cleavage of pre-U18
requires the presence of Nop1p, a nucleolar protein that associates with U18.
It is therefore possible that yet to be identified proteins mediate the cleavage
of Est2, Est3, and Tlc1 by Rnt1p in a U18-like fashion. Another possibility is
that Rnt1p cleaves another RNA that will affect telomerase mRNA levels.
Since the catalytic activity of Rnt1p is required for normal telomerase mRNA
levels, that possibility could be envisaged but no such example has been
observed yet.

The discovery that Rnt1p directly cleaves Esti mRNA adds to a
growing list of Rnt1p substrates that include mRNAs coding for glucose and
iron related proteins (Ge et al. 2005; Lee et al. 2005). To date, yeast is the

only eukaryote in which direct cleavage of mMRNAs by RNase |ll enzymes has
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been documented. In vertebrates, conditional mRNA degradation is normally
carried out in the cytoplasm by the machinery of RNA interference (Yang et al.
2000; Zamore et al. 2000). The fact that Rnt1p is localized in the nucleus
suggests that it cleaves its target mRNAs in the nucleoplasm, which raises
guestions about the function of this cleavage and its contribution to the overall
regulation of gene expression (Catala et al. 2004). Nascent mRNAs are
exported rapidly to the cytoplasm and at any given time, the bulk of cellular
mRNAs are found in the cytoplasm (Das et al. 2003). This explains why
deletion of RNT71 or disruption of Rntlp cleavage activity does not
dramatically increase the half-life of its target RNAs. Similarly, a disruption of
its cleavage site in the targeted RNA, like in the case of the Est1-4, does not
lead to a major increase of the RNA steady state level. This observation is
consistent with those made in previous studies using other Rntip mRNA
targets (Ge et al. 2005; Lee et al. 2005). It is therefore unlikely that the
function of Rntip cleavage is to fully silence the expression of ESTT or
similarly regulated genes. Instead, Rnt1p-dependent cleavage may provide a
fail-safe mechanism for programmed transcription inhibition or act as a fine
tuner for gene expression. Indeed, expressing the mRNAs coding for
telomerase subunits from heterologous promoters dramatically increases their
expression in an Rntip-dependent manner (Larose et al., unpublished
observation).

It is known that the abundance of Est1p is cell cycle regulated (Taggart

et al. 2002). Consistent with recent results (Osterhage et al. 2006) and with
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previous genome-wide transcriptional profiling (Spellman et al. 1998), we
show here that this is accompanied by a cell cycle dependent regulation of the
mRNA coding for Est1p. A significant increase of Est1 mRNA was observed
during the transition from G1 to S phase of the cell cycle. This increase
correlates with an increase of the protein level observed in S phase (Taggart
et al. 2002). After S-phase and when cells enter G2, the level of Est1 mRNA
rapidly decreased (Fig. 5). It is noteworthy that the normally strictly nucleolar
localization of Rnt1p is relaxed exactly at this point in the cell cycle such that
the enzyme is found throughout the nucleus in G2/M (Catala et al. 2004). This
cell cycle regulated control of Rnt1p localization could thus be responsible for
the cell cycle dependent degradation of the Est1 mRNA. A comparable
situation was previously reported for the endoribonuclease MRP: the exit of
this enzyme from the nucleolus allows the cleavage of the cell cycle regulated
Clb2 mRNA (Gill et al. 2004). The G1/S phase dependent increase in Est1
mRNA therefore occurs when Rnt1p is sequestered in the nucleolus and
consequently is unchanged, even if Rntip cleavage site is disrupted in the
Est1-4 mRNA. This implies that transcription of EST7 itself is induced in a cell
cycle dependent manner and corroborates the inclusion of this gene in the list
of G1/S induced genes that encompasses several DNA-replication genes
(Speliman et al. 1998). The G2-dependent decrease of Est1 mRNA level was
not blocked by the deletion of RNT7, suggesting that normal decay of the

mRNA combined with reduced transcription contribute to Est1 repression.
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Therefore, our results indicate that telomerase activity in yeast is regulated by

a combination of transcriptional and posttranscriptional events.
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FIGURE LEGENDS

FIGURE 1. Deletion of RNT1 causes an increase in the steady-state level
of RNAs of telomerase subunits. (A) lllustration of the expression profiles of
telomerase related mRNAs upon the deletion of RNT71. The data were
extracted from a previously performed microarray analysis using RNA
extracted from wild type or mt14 celis (Ge et al. 2005). Mig2 and Rps22B
mRNAs are shown as positive controls, while Act1 mRNA is shown as a
negative control. (B) Northern blot analysis of RNAs coding for the telomerase
RNP complex. Total RNA was extracted from wild type or mt714 cells and
visualized using gene specific randomly labelled probes. The RNA expression
level was quantified using Instant Imager and the relative mRNA amount
(RMA) was calculated using Act1 mRNA as reference. The RMA indicated
below each gel is an average of three experiments with a standard deviation
of = 0.2 or less. (C) Graphical representation of the relative increases in the
half-lives of the telomerase mRNAs upon the deletion of RNT1. The relative
increase in the half-lives of the telomerase mMRNAs was normalized to the
half-life of Spt15 mRNA, which serves as a control for possible indirect effects
caused by the slow metabolism of rmt714 cells. The different half-live values
used to calculate the relative increase are indicated in Table 2. The data were
obtained from three independent transcription inhibition experiments. (D)
Western blot analysis of Est2p expression. Total proteins were extracted from

wild type or mt1A cells expressing proA-EST2. Immunoprecipitation was
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performed using 1gG-sepharose beads. Proteins from total extract (upper
panel) or from immunoprecipitation (lower panel) were separated using SDS-
PAGE and Est2p was visualized using antibodies against the protein A. The
expression level of Est2p was normalized to the IgG heavy chains or to
Pgk1p. The relative protein amount (RPA) is an average of three experiments

with a standard deviation of + 0.6.

FIGURE 2. Rnt1p is required for normal telomerase activity. (A) Southern
blot analysis of telomere length. Genomic DNA was extracted from wild type
or mti4 cells and digested with Xhol restriction enzyme to release the
terminal restriction fragment (TRF). The DNA was separated on a 1% agarose
gel, transferred to a nylon membrane and visualized with a randomly labelled
telomeric probe. Note that this experiment was repeated several times using
different clones and strain backgrounds and the increase in the telomere
length was reproducible for each clone and not due to clonal variation. (B) /n
vitro assay of the telomerase activity. Telomerase was partially purified by
immunoprecipitating proA-EST2 using 1gG affinity chromatography. RNA
dependent extension of a telomeric primer was monitored using denaturing
PAGE. The increase in the relative telomerase activity (RTA) was calculated
using the activity of the wild type telomerase as a reference. The data were
obtained from three independent experiments using three independent cell

extracts with a standard deviation of + 0.8.
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FIGURE 3. Rnt1p catalytic activity is required for the normal expression
of the telomerase subunits. (A) Northern blot analysis of H/ACA snoRNA in
cells expressing Rnt1p temperature sensitive allele (mt1-1338/T). RNA was
extracted from mt1-1338/T cells at different intervals after shift to 37°C. A
radiolabeled probe against snR43 was used to detect both mature and
extended species as indicated on the right. (B) Graphical representation of the
relative increase in mRNA levels of different telomerase components in cells
expressing Rntip TS allele (mt7-1338/T). RNA was extracted as described in
A and quantified using real-time PCR. The levels of the different mRNAs are
presented relative to that of Act1. The indicated values represent an average
of three independent experiments. The graph curves were obtained using
Microsoft Excel. (C) Comparison between the expression levels of the
telomerase related RNAs in wild type cells, mt14 cells, and cells expressing a
catalytically impaired version of Rnt1p (mt7-D247/R). The RNA was analyzed
by Northern blot gene specific probes. Expression levels were quantified using
Instant Imager and normalized to Actl mRNA as a loading control. The
indicated values represent an average of three independent experiments with

a standard deviation of + 0.4 or less.

FIGURE 4. Rnt1lp directly cleaves Estl mRNA using a conserved
cleavage signal. (A) Schematic representation of Rnt1p’s cleavage signal at
the 3' end of EST7 mRNA. The RNA structure was predicted in silico using

Mfold (Zuker 2003). The predicted cleavage sites of Rnt1p are indicated by
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arrows. P1 and P2 indicate the cleavage products observed in vitro. The
boxed letters indicate the mutations that disrupt Rnt1p cleavage signals. The
underlined letters Indicate the position of the third nucleotide in the codon of
Est1 open reading frame near the tetraloop recognized by Rnt1p. Bold italic
nucleotides represent the 5' and 3' ends of the synthetic substrate used for in
vitro cleavage assay in Figure 4 (B). The nucleotide highlighted in grey was
introduced to stabilize the synthetic substrate. (B) /n vitro cleavage of a model
Est1 substrate. Model RNA substrate representing the predicted Rntip
cleavage site within the coding sequence of the Est1 mRNA (EST1) or a
version carrying mutations disrupting Rnt1p recognition site (EST1-4) were T7
transcribed and incubated in vitro with (+) or without (-) recombinant Rntip
enzyme in the presence of 150 mM KCl and Mg®* at 30°C. The position of the
substrate (S) and the products (P1, P2) are indicated on the right. The
position of the 10 bp ladder (M) is indicated on the left. (C) Cleavage of total
RNA extracted from wild type cells (RNT1; EST1) or cells expressing a
version of Est1 mRNA carrying the 4 silent mutations (indicated in A) that
disrupt the tetraloop structure (RNT1; EST1-4). RNA was incubated with (+) or
without (-) recombinant Rnt1p enzyme as described in B. The position of the
full length mRNA and the 5' end cleavage product (P) are indicated on the
right. The position of the predicted cleavage site was confirmed by primer

extension (data not shown) and indicated in panel A.
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FIGURE 5. Deletion of Rnt1p impairs the cell cycle dependent
degradation of Est1 mRNA. (A) Flow cytometry analysis of cell-cycle
synchronized EST1; bar1A and EST1-4; bar14 celis. Cells were synchronized
in G1 by the addition of a-factor and released into a synchronous S-phase
and monitored by FACS analysis. Unreplicated (1N) and replicated (2N) DNA
are indicated on the top. (B) Northern blot analysis of CIn2, Est1 and Act1
mRNAs in cell-cycle synchronized EST1; bar14 and EST1-4; bar1A cells.
Total RNA was extracted at the indicated time points after release and
visualized using gene specific randomly labelled probes. (C) Analysis of CIn2
and Est1 mRNA expression profile after release of ESTT1; bar1Ad (*) and
EST1-4; bar14A (W) cells. RNA was extracted from cells synchronized and
released shown in A. Quantifications of mMRNA levels were performed using
real-time PCR as explained in Materials and Methods. The data are an
average of two experiments for EST1; bar14 and three experiments for EST1-
4; bariA cells. The graph curves were obtained by a non-linear regression
analysis, using the simplest statistically valid model to determine the best
curve fit as explained in Materials and Methods. (D) Comparison between the
highest and lowest RNA values of Est1 and CIn2 mRNAs in ESTT; bar14 and
EST1-4; bar14 cells. The highest and lowest RNA values of Est1 and Cin2

mRNAs were determined directly from the curves shown in C.
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TABLES

Table 1. Primers and Probes used for Real-Time PCR

Name

Sequence

Primer EST1 For RTP
Primer EST1 Rev RTP
Probe EST1 RTP
Primer EST2 For RTP
Primer EST2 Rev RTP
Probe EST2 RTP
Primer EST3 For RTP
Primer EST3 Rev RTP
Probe EST3 RTP
Primer SPT15 For RTP
Primer SPT15 Rev RTP
Probe SPT15 RTP
Primer RPR1 For RTP
Primer RPR1 Rev RTP
Probe RPR1 RTP
Primer ACT1 For RTP
Primer ACT1 Rev RTP
Probe ACT1 RTP
Primer CLN2 For RTP
Primer CLN2 Rev RTP
Probe CLN2 RTP

Primer FLAP

CTGCATTAAAGTATCATTCAGGTAA
GATAAATAATGTGCCGGATCCCGAGTTGTAAACATAAGATCGAAA
TCCCATTGTGGCAGCCAAGTT

AACAGACCAACAGCAAGTGA
GATAAATAATGTGCCGGATCCTCTCTATTGGCTTTCGCATTA
TCCGCCCATGGCAAGCTTT

GCTTGACCAAGCAGGACTTA
GATAAATAATGTGCCGGATCCTCTTATCGATGCGTATACCTTGTA
ACCGCATATGAGCCCGACAATT
AAACATTGTGGCAACTGTGA
GATAAATAATGTGCCGGATCCAATACGCATGATGACAGCAG
TGCGCTACATGCCCGTAATGC

TTGTTCCGTTTGACTTGTCG
GATAAATAATGTGCCGGATCCTGGAACAGCAGCAGTAATCG
AGACCTTGACGCTCACGCCGT

TCCGGTGATGGTGTTACTCA
GATAAATAATGTGCCGGATCCATTCTCAAAATGGCGTGAGG
CGTCGTTCCAATTTACGCTGGTTT
TAACAGCAATAACGCAACCA
GATAAATAATGTGCCGGATCCGGAACATTCCATGGTTAATGA
CCGCAACGGCGCATTACCT

GATAAATAATGTGCCGGATCGC
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Table 2. Half-lives of Different Telomerase mRNA Components®

Strain RNT1 mt1A

Gene Name Aver. 1/2 Life (min.) Aver. 1/2 Life (min.)
EST1 10.8 £ 0.6 31.2x5.5
EST2 7.2+12 22.1+6.2
EST3 179+ 3.6 345+5.7
TLC1 > 60.0 > 60.0
SPT15 12.4+2.3 18.7+ 3.8

% mRNA half-lives were determined by real-time PCR quantification of RNA
extracted from thiolutin-treated cells as described in Experimental Procedures.
The values represent an average of three independent experiments. Spt15

mRNA is used as a negative control.
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SUPPLEMENTAL MATERIAL

FIGURE LEGENDS

SUPPLEMENTAL FIGURE 1. Northern blot analysis of control mRNAs.

Total RNA was extracted from wild type or mt14 cells and visualized using
gene specific randomly labelled probes. The RNA expression level was
quantified using Instant Imager and the relative mRNA amount (RMA) was

calculated using Act1 mRNA as reference.

SUPPLEMENTAL FIGURE 2. Northern blot analysis of proA-Est2 mRNA.

Total RNA was extracted from wild type or mi14 cells which both contain a
tagged allele of EST2 (proA-EST2) and visualized using gene specific
randomly labelled probes. The RNA expression level was quantified using
Instant Imager and the relative mRNA amount (RMA) was calculated using

Act1 mRNA as reference.
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Supplemental Table 1. Fit parameters and errors for Figure 5C

Strain EST1; bariA EST1-4; bar1A

Gene CLN?2 EST1 CLN2 EST1
A 89.3 + 149.6 98.3 +14.6 108 = 71 99.4 + 20.2
B 50.8 + 27.6 105+ 2.7 114 +13 155+ 3.7
c -0.806 = 1.318 -0.182+0.13 -4.02 + 0.63 -0.500 + 0.178
D -5.20 + 20.79 x 10° -7.35 £ 202.8x10° 4.36 +0.99 x 10 537 +2.80x 10°
E 7.47 +10.33 x 10° 8.83 + 10.08 x 10°® -1.38+0.49x10 -1.83 +1.39x 10°
R? 0.847 0.934 .947 0.738

The numbers represent the coefficient used in the equation (polynominal of the fourth order Y=A + B*X + C*X"2 +

D*X"3 + E*X"4) to analyse the data.

88



RMA 1 1

SUPPLEMENTAL FIGURE 1. Northern blot analysis of control mRNAs. Total RNA was
extracted from wild type or rtl cells and visualized using gene specific randomly labelled
probes. The RNA expression level was quantified using Instant Imager and the relative
mRNA amount (RMA) was calculated using Actl] mRNA as reference.

Larose et al, 2006
Supplemental Figure 1
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SUPPLEMENTAL FIGURE 2. Northern blot analysis of proA-Est2 mRNA. Total RNA was
extracted from wild type or mtl cells which both contain a tagged allele of EST2 (proA-EST2)
and visualized using gene specific randomly labelled probes. The RNA expression level was
quantified using Instant Imager and the relative mRNA amount (RMA) was calculated using
Actl mRNA as reference.

Larose et al., 2006
Supplemental Figure 2
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CHAPITRE II

Détermination de I'extrémité 5' de 'ARN de la télomérase Tlc1.

Préambule

Afin de pouvoir étudier la biogénése de I'ARN de la télomérase Tic1,
nous avons déterminé de fagon précise I'extrémité 5' de Tic1. Une analyse
par extension d’amorce nous a permis de démontrer que la majorité de 'ARN
Tlc1 débute précisément avec une guanosine, toutefois une faible proportion

de Tlc1 posséde des extensions a son extrémité 5'.
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MATERIEL ET METHODES

Souche et conditions de croissance

La souche de levure utilisée dans cette étude est W303-1A (Thomas et
Rothstein 1989). La croissance des levures s'est effectuée selon des
conditions standards dans un milieu riche YEPD contenant 2 % de glucose, a

une température de 30 °C (Rose et al. 1990; Guthrie et Fink 1991).

Extraction d’ARN

L'extraction d’ARN a été effectuée selon des conditions standards
(Rose et al. 1990). Briévement, des cultures de 50 ml ont été incubées a 30
°C jusqu’a I'obtention d’'une densité optique de 0,8 a 660 nm. Les cellules ont
ensuite été culotées par centrifugation a 4000 r.p.m. et 'ARN total a été

extrait a 'aide de billes de verres suivi de phénol/chloroforme.

Analyse d’extension d’amorce

L'analyse d'extension d’amorce a été effectuée selon les conditions
décrites précédemment (Larose et al. 2007). Briévement, 15 ug d’ARN total
est inversement  transcrit  en utilisant l'amorce  Tlc1-33-49
(CAGCCATTGACATTTTC) ou I'amorce Tlc1-52-68 (TACGATTAAGCAAACGC). Les
produits pourvus d’extensions sont ensuite migrés sur gel dénaturant de

polyacrylamide 8 % et analysés par autoradiographie.
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RESULTATS

Identification de I'extrémité 5' de ’ARN de la télomérase Tic1.
Chez la levure S. cerevisiae, la composante ARN de la télomérase (Tlc1) a
été identifiée par criblage génétique en utilisant une banque d’ADNc
surexprimé pouvant supprimer I'état de répression transcriptionnelle d'un
géne placé en proximité d’un télomére (Singer et Gottschling 1994). A partir
de cet ADNc, la taille approximative de Tlc1 a été déterminée sans toutefois
préciser ses extrémités 5' et 3', rendant difficile I'étude de la biogénése de
Tle1. Ce projet consistait a déterminer de fagon précise I'extrémité 5' de Tic1
pour permettre subségquemment un alignement de séquence utilisant ce point
d’ancrage. Cet alignement de séquence a ensuite été utilisé pour déterminer
la structure secondaire de Tlc1 ainsi que pour étudier la région promotrice de

Tlc1 (Dandjinou et al. 2004; Larose et al. soumis).

En effectuant une technique d’extension d’amorce et en utilisant un
oligo pouvant se lier environ 50 nucléotides en aval de I'extrémité 5' prédite,
nous avons pu démontrer que Tlc1 se termine de fagon majoritaire avec une
guanosine (Figure 10 A). Cette bande majeure ne se retrouve pas dans les
différents controles: une réaction sans ARN (pour exclure les diméres
d’amorce), une réaction effectuée avec un transcrit in vitro sens (pour exclure
les arréts pouvant étre causés par des structures) et une réaction effectuée

sur de 'ARN provenant d’'une souche flc1A (pour exclure les bandes non
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spécifiques provenant d’une hybridation avec d’autres ARN). De plus, méme
en utilisant une amorce différente, cette bande majeure est toujours détectée
(Figure 10 B). Nous avons donc nommé cette guanosine comme le +1 de
Tlc1. Curieusement, une faible proportion de Tic1 semble posséder des
extensions a son extrémité 5'. En effet quelques bandes minoritaires sont
détectées en amont de l'extrémité majeure. Ces extensions pourraient
correspondre a des intermédiaires de maturation ou encore a des sites
d’initiation de la transcription. Puisque Tlc1 possede une coiffe TMG, il serait
intéressant de déterminer si I'extrémité majeure +1 ainsi que les extensions

observées sont coiffées TMG.
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Figure 10. Analyse de I’extrémité 5' de I’ARN de la télomérase chez S.cerevisiae. L'ARN
total de différentes souches a été analysé par une technique d’extension d’amorce en utilisant
'amorce Tlc1-33-49 (A) ou I'amorce Tlc1-52-68 (B). La piste 1 sert de contrble négatif et
contient seulement I'amorce utilisée dans la réaction de réverse transcription sans présence
d’ARN. La piste 2 contient un transcrit in vitro correspondant a Tic1 et sert de controle d'arrét
de la polymérase. La piste 3 contient de 'ARN d’une souche délétée pour TLC1 tandis que la
piste 4 contient de 'ARN de type sauvage. Une réaction de séquencage faite avec la méme
amorce utilisée pour la transcription inverse est indiquée sur la gauche comme référence. Les
premiers nucléotides de la réaction de séquencage sont indiqués et le nucléotide encerclé cor-
respond a I'extrémité majeure de Tic1. La fleche noire représente aussi I'extrémité 5' de Tlc1
tandis que les fleches blanches représentent des extensions de Tlc1.
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CHAPITRE lll

Larose, S., Dandjinou, A.T., Abou Elela, S. et Wellinger, R.J., 2008. Identification
of Sequence Elements Required for the Transcription and Polyadenylation of

Yeast Telomeras RNA. Soumis.

Préambule

Ce manuscrit rapporte I'analyse de la région promotrice de Tlc1 ainsi que
lanalyse de la biogénése de I'extrémité 3' de Tlc1. En effectuant un alignement
de séquence de génes TLC1? provenant des levures s’apparentant au groupe
Saccharomyces de philogénie rapprochée sensu stricto, plusieurs régions de
forte homologie ont été identifiées. Une analyse de délétion a permis de révéler
des séquences qui possédent la propriété d'activer ou de réprimer I'expression
de Tlc1. Cette régulation du promoteur de TLC7 s’est d'ailleurs avérée
importante pour la fonction de la télomérase et le maintien des téloméres. De
plus, cette étude rapporte aussi que la biogénése de Tlc1 peut s'effectuer sans la
formation d’'un précurseur polyadénylé. Différentes modifications ont été
apportées a I'extrémité 3' de Tlc1 dans le but de modifier ou d’empécher la
formation d’'un ARN Tlc1 polyadénylé. Les résultats obtenus ont permis de
démontrer que Fextrémité 3' mature de Tlc1 peut étre produite indépendamment
des séquences en aval du site Sm de Tlc1 et que la polyadénylation n'est pas un

prérequis a la biogénése.
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SUMMARY

The RNA component of the budding yeast telomerase (Tic1) is found in
two forms, an abundant non-polyadenylated (poly (A-)) form found in the
functional telomerase complex and a rare polyadenylated (poly (A+)) version with
unknown function. It was suggested that the mature Tlc1 RNA is processed from
the polyadenylated precursor, but the mechanism regulating its expression and
the functional relevance of the stable polyadenylated form remained unclear.
Here we examined the impact of sequences near TLC7 5’ and 3’-ends on RNA
synthesis and telomere maintenance. Deletions of conserved sequences near
the 5-end identified a core promoter regulated by defined transcription
repressors and enhancers. Interestingly, mutations that disrupted TLC1
polyadenylation signal impaired polyadenylation without affecting the expression
of the mature form. Strikingly, removal of all cryptic polyadenylation signals near
the TLC1 3'-end blocked the accumulation of detectable polyadenylated RNA
without affecting the mature non-polyadenylated form or telomere length. These
results indicate that generation of the mature form of the telomerase RNA subunit
and its function in telomere maintenance is not dependent on the presence of a

polyadenylated precursor.
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INTRODUCTION

Telomeres are nucleoprotein structures made of repetitive DNA
sequences bound to specialized proteins in order to protect the ends of linear
chromosomes and maintain genome integrity (1,2). In most eukaryotes, the
maintenance of telomeric DNA is accomplished by a ribonucleoprotein complex
called telomerase (3). Telomerase maintains telomeres length by acting as a
reverse transcriptase that adds DNA repeats to the chromosome ends using its
RNA moiety as a template (3,4). In the yeast Saccharomyces cerevisiae, the core
telomerase required for activity in vitro is composed of the reverse transcriptase
catalytic subunit Est2p and the template RNA Tlc1 (5,6). Other factors including
the Est1p, Est3p, yKu70/80 and Sm proteins interact with the telomerase RNA
and influence the enzyme activity in vivo (3).

Telomere length is maintained in part by various factors that regulate
access of telomerase to its substrate, the telomeres, and influence its activity
(7,8). However, little is known about how the expression of the telomerase
subunits is regulated. The expression of certain components of telomerase such
as Estlp was shown to be regulated both at the transcriptional and
posttranscriptional level by defined signals embedded in the gene sequence (9-
12). In contrast, very little information is available about the mechanism
controlling the expression of the RNA moiety of the telomerase. Recently, it was
shown that fewer molecules of Tic1 RNA than telomeres are present in yeast

cells during late S-phase of the cell cycle (13). This suggests that the amount of
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Tlc1 RNA in the cell is rate limiting for telomerase activity. Indeed, TLC1/lc14
heterozygote diploid cells, exhibit shorter telomeres than wild type diploid cells
consistent with TLC7 haploinsufficiency (13). This implies that maintaining
optimal telomere length requires a tight regulation of Tlc1 expression. Indeed,
recently it was shown that a significant number of genes affecting the regulation
of steady state telomere length do so by affecting TLC7 transcription (14).
Clearly, the abundant RNA pol |l associated PAF1C complex plays an important
role in this, but specific cis- and trans-acting determinants for TLC7 expression
remained elusive.

Tic1 BRNA displays many features shared by small nuclear RNAs (SnRNA)
such as a 5’ 2,2,7-trimethylguanosine (TMG) cap and a Sm-protein binding site at
the 3’-end (15). This suggests that Tlc1 follows a maturation pathway related to
that described for snRNAs (15). Indeed, it was recently shown that like snRNAs,
Tlc1 shuttles between the nucleus and the cytoplasm and requires factors that
also affect snRNA synthesis and stability (9,15,16). However, unlike all known
snRNAs, Tlc1 is found in two forms, a major non polyadenylated species (poly(A-
)) and a minor polyadenylated (poly(A+)) version that accounts for 5-10% of total
Tle1 RNA (17). Expression of Tlc1 from mRNA promoters like Gal4 increases the
expression level of the polyadenylated version to 60% of the total without
affecting the expression of non-polyadenylated form (17). Conditional repression
of the Tlc1 expression and defects in the polyadenylation machinery block the
expression of the polyadenylated form and reduces the amount of the non-

polyadenylated version (17). This led to the suggestion that at least part of Tlc1 is
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first transcribed as a polyadenylated RNA precursor that is subsequently
processed into mature non-polyadenylated form. However, the functional
relevance of this peculiar maturation pathway and its contribution to telomerase
function remains unclear.

Here we analyzed the sequences near the 5-end and 3’-end of the
telomerase RNA gene with the goal of identifying the promoter and terminator
elements influencing its expression. Deletions upstream of the TLC7 5'-end
revealed repressor and enhancer elements that regulate the overall gene
expression without altering the ratio of polyadenylated to non-polyadenylated
forms. In contrast, mutations near the 3’-end blocked the synthesis of all
detectable polyadenylated Tic1 without affecting the overall amount of mature
RNA. These results indicate that the synthesis and function of mature Tlc1 are

not strictly dependent on RNA polyadenylation.
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EXPERIMENTAL PROCEDURES

Strains and Media - All yeast strains were grown and manipulated using standard
procedures (18,19). Strain W303-1A was described earlier (20,21). Strain
CSHY76 (MATa/a; ade2/ade2; ura3/ura3; leu2/leu2; his3/his3; trp1im1;
tic1::LEU2/TLC1; rad52::TRP1/RAD52) was kindly provided by C. Greider (22).
Strains from the “sensu stricto” group, i.e. S288C (S. cerevisiae), SK1 (S.
cerevisiae), CBS 432 (S. paradoxus), UFRJ 50791 (S. cariocanus), IFO 1815 (S.
mikatae), [FO 1802 (S. kudriavzevii), CBS 7001 (S. bayanus) and DBVPG 6560
(S. pastorianus) were all described earlier (23).

Plasmid Construction - The pADCEN36 plasmid containing wild type TLC1 was
described earlier (23). The segments upstream of TLC7 described in Figure 1A
were deleted using the SOE (splicing by overlapping) technique (24). The final
PCR products were digested with Spel and EcoRI restriction enzymes and
cloned into pADCEN26 (a pRS316 plasmid containing a 327 base pairs (bps)
ADH1 transcription terminator (25) inserted into Sacl and Spel upstream of the
fragments’ cloning sites). This resulted in the generation of the plasmids
pADCEN27 (AG), pADCEN28 (AH), pADCEN29 (Al), pADCENS3O0 (AJ),
pADCEN31 (AK), pADCEN32 (AAF), pADCENS33 (AG to K) and pADCEN34 (AA
to K). Primers used for PCR amplifications are listed in Table 1 of Supplemental
Material. All the different constructs were sequenced for confirmation and were
transformed into the CSHY76 diploid strain. The TLC1 promoter - lacZ fusions

described in Figure 2A were produced by cloning PCR fragments corresponding
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to the different promoter segments into the Smal site upstream of the coding
sequence of /acZ in SLP092. This resulted in the generation of the following
plasmids: SLP152 (A to K), SLP153 (AF), SLP154 (G to K), SLP155 (H to K),
SLP156 (I to K), SLP157 (J to K) and SLP158 (l) respectively. The SLP092
vector was generated by cloning the ADH1 transcription terminator described
above into the EcoRI site of YEp353 (26). The TLC71-CYC1 promoter constructs
described in Figure 2C were generated by cloning different TLC7 promoter
fragments into SLP162. The SLP162 plasmid was generated by cloning CYC1
promoter in SLP092 (27). CYC1 UASA or SLP163 (Figure 2C) was created by
digesting SLP162 with Smal and Xhol to remove the upstream activation
sequence of CYC1. CYCT1 UASt.cy or SLP164 was created by cloning a PCR
fragment into the Smal and Xhol of SLP162. Similarly the plasmids SLP172
(URSacr1), SLP167 (URSricrH), and SLP165 (URScars) were created by
inserting the fragments corresponding to ACT7 coding sequence (nts 771 to
843), TLC1 region H, and the known repressor of CAR7 (28) in the Xhol of
SLP162. All the different constructs were sequenced for confirmation and were
transformed into the W303-1A strain. The ADH1 construct described in Figure 3A
(SLP151) was created by inserting a PCR fragment corresponding to the ADH1
terminator into a SnaBI site engineered 10 nucleotides downstream of the TLC1
poly (A-) termination site. Point mutations in the polyadenylation signals found in
the TLC1 3'-end were obtained by PCR (plasmid SLP149). The 500 bps ACT1
coding sequence cassette was generated by PCR and cloned blunt into the

SnaBl site (plasmid SPL169) near TLC1 3’-end. All 3’-end modifications were

103



amplified by PCR and cloned in pRS316 Smal site to generate plasmids SLP160,
SLP161, SLP177 respectively. These plasmids were later used to produce the
probes required for the ribonuclease protection assay described in Figure 4. All
the different constructs were sequenced for confirmation and were transformed
into the CSHY76 diploid strain. Primers used for PCR amplifications are listed in
Table 1 of Supplemental Material.

Sequence Alignment - Homologous sequences between the PDX3 and CSG2
genes from the “sensu stricto” strains were amplified and sequenced as
described earlier (23). The intergenic sequence between PDX3 ATG and TLC1
5’-end were aligned using the computer program ClustalW followed by manual
optimization (29). The established 5’-end nucleotide of the mature Tlc1 RNA and
the first nucleotide of the PDX3 coding region were used as anchors for
alignment (23).

Complementation analysis and telomere length analysis - The ability of the
different TLC7 constructs to complement the deletion of TLC7 was tested using a
double mutant spore (tlc14, rad524) derived from the diploid strain CSHY76.
Telomere homeostasis was tested using senescence and telomere length assays
as described previously (23).

Isolation of total and poly (A+) RNA -Total RNA was prepared as previously
described (9). Oligo (dT) based fractionation of poly (A+) RNA was performed as
described by Perbal (30) using oligo (dT) type 7 matrix (GE Healthcare, Baie

d’'Urfe, Québec).
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Primer extension and Northern blot analysis - Primer extensions were performed
as previously described (31) using a primer specific for TLC7 (TLC1-33-49).
Extended products were separated on an 8% denaturing polyacrylamide gel and
visualized by autoradiography. Northern blots were performed as previously
described (9). Total RNA (15 or 20 ug) was run on a 4% polyacrylamide gel or on
a 1% agarose gel, transferred to a nylon membrane (Hybond N+, GE Healthcare,
Baie d’Urfé, Québec) and visualized by autoradiography using randomly labelled
probes or labelled primer corresponding to specific genes. The RNA was
quantified using an Instant Imager (Packard, Meriden, CT). Primers are listed in
Table 1 of Supplemental Material.

RNase protection assay - Total RNA (20 ug) was incubated with 0.5 fmol of
riboprobe and incubated at 42°C in 80% formamide buffer for more than 8 hrs
(82). The hybridization reaction was then digested with RNase T1 for 1 hour at
37°C. The protected fragments were analyzed on polyacrylamide gels. All
riboprobes complementary to Tlc1 3-end were generated by T7 or T3
transcription from plasmids containing either the whole TLC7 sequence or
bearing only the different 3'-end modifications as described above. In the case of
the wild type sequence, the plasmid was digested with Hinfl restriction enzyme
inside TLC1 sequence while in the case of the plasmids containing the different

3'-end cassettes, they were digested in the plasmid backbone with Pvull enzyme.
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RESULTS

Since its discovery some 14 years ago (6) the yeast telomerase RNA was
extensively studied, yet the promoter controlling its expression remained poorly
defined. In order to identify the regulatory elements controlling the transcription of
TLC1 we scanned the region between its 5'-end and the upstream PDX3 gene
(Figure 1A) for sequence conservation. TLC7 sequences from Saccharomyces
“sensu stricto” species were obtained and aligned using the sequence of the
mature TLCT1 and PDX3 as guides (supplemental Figure 1). Sequence
conservation ranging from 14% to 53% was observed in 5 regions labelled A to
K, starting in position +1 and ending in position -644 relative to TLC1
transcription start site (Figure 1A and supplemental Figure 1). The highest
sequence conservation was found relatively far from TLC1 transcription start site
in regions G (-242 to -299) and A-F (-299 to -644) (Figure 1A). Sequence
homology in region G corresponded to a highly conserved snoRNA (33,34)
transcribed in the opposite direction of TLC7. On the other hand, region A-F was
found opposite to the PDX3 promoter region (35), which may explain sequence
conservation in this region. We have searched the first 200 bps from the 5'-end of
Tic1 for the binding site of the basal transcription factor TATA binding protein
(TBP) (36), which is normally found 40 to 120 base pairs (bps) from the
transcription initiation site in yeast (37,38). Surprisingly, we did not find near the
TLC1 5-end any highly conserved canonical TATA box or initiation site

consensus like those normally found near non-coding RNA promoters in yeast
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(88)(supplemental Figure 1). Instead, we found several weakly conserved
TATAGA elements and more conserved TATATCTAAA and TATATCA
sequences at -75, -171 and -221 bps from the transcription start respectively.
The lack of a strong consensus element suggests the presence of multiple
degenerate transcription initiation sites.

Since no defined promoter structure was identified through sequence
homology, we deleted all conserved sequence elements individually or in
combination and tested their impact on TLC7? transcription (Figure 1). All
deletions were introduced in plasmids containing the entire TLC17 locus found
between the PDX3 to CSG2 genes (23). The capacity of the different deletion
mutations to support TLC1 expression and restore telomerase activity was tested
in strains that lack both TLC7 and RAD52 genes (23). As expected, the plasmid
carrying the entire TLC7 locus (WT) supported normal growth (Table 1), RNA
expression (Figure 1B) and telomere length (Figure 1D), while the empty vector
(Vector) did not. Primer extension analysis of RNA extracted from cells
harbouring the WT plasmid using a primer corresponding to the mature Tlc1 RNA
sequence revealed one major (+1) and seven minor transcription start sites
(Figure 1C). The plasmid driven transcription start sites and the ratio of the
polyadenylated to non-polyadenylated Tic1 RNA were similar to those expressed
from the chromosomal copy of TLC7 (data not shown and (23)). Deletion of the
entire region upstream of TLC71 (AA-K) blocked the expression of both
polyadenylated and non-polyadenylated RNA and inhibited cell growth after 40-

50 generations as observed with the empty vector (Figure 1 and Table 1).
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Deletion of the most upstream region (AA-F) close to the promoter of the non-
essential gene PDX3 (35) did not affect growth or reduce telomere length. This
suggests that the A-F region is not required for the normal function of the TLC1
promoter. Surprisingly, deleting the entire region located between the unessential
snoRNA (snRNA161) and the TLC1 transcription start site (AG-K) did not lead to
growth arrest (Table 1) and resulted in the expression of two new and extended
RNA species (Figure 1B). Oligo (dT) column fractionation indicated that the larger
of these two RNA species is polyadenylated while the other is not (data not
shown). Primer extension analysis using RNA extracted from cells carrying the
AG-K construct did not detect any of the established Tlc1 5’-end (Figure 1C).
Instead, a new transcription start site was detected within the A-F region -131
nucleotides (nts) from the mature Tic1 5’-end (position -430 in the normal WT
sequence). This suggests that the difference in the RNA size detected by
Northern blot (Figure 1B) corresponds to a difference in the position of the
transcription start. Consistently, RNase protection assays revealed no difference
between the 3’-end of the wild type RNA and that expressed from the AG-K
construct (data not shown). The relatively low amount of RNA produced by the
AG-K construct resulted in shorter but stable telomere length (Figure 1D).
Together these results suggest that the A-F region contains a cryptic promoter
that can be active when it is moved closer to the mature Tlc1 RNA sequence.
However, the transcriptional activity of this promoter does not generate RNA that

is sufficient for telomere maintenance at normal length.
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Individual deletion of the regions G and H did not inhibit transcription or
growth (Figure 1 and Table 1). Curiously, deletions of either region H or A-F
increased the level of Tlc1 in the cell (Figure 1B) suggesting that these regions
negatively regulate TLC1 expression. In contrast, deletion of region I, which is the
most conserved region found between TLC7 and snR161, completely abolished
transcription (Figure 1B and C), reduced telomere length (Figure 1D) and lead to
growth arrest (Table 1). Deletion of region J that contains a TATA box-like
sequence proximal to the main TLC17 transcription start site severely inhibited
transcription and reduced telomere size, however the cells did not exhibit growth
arrest (Table1). Deleting the region immediately upstream of the mature Tlc1
sequence (K) reduced transcription and moderately decreased telomere length.
All deletions in the promoter region affected the expression of both the
polyadenylated and non-adenylated forms of Tlc1 similarly. This suggests that
the promoter elements control all forms of Tic1, regardless of the nature of their
3’-end. We conclude that TLC17 transcription is driven by a 140 bps long promoter
sequence that is regulated by independent upstream elements.

It was previously shown that heterologous mRNA Pol || promoters can
support the expression of Tlc1 (17). However, formally it is not clear if the
promoter of TLCT could drive mRNAs expression. In order to define the core
TLC1 promoter sufficient for transcription and examine its capacity to produce
mRNA, we cloned various fragments of the TLC7 promoter upstream of a lacZ
reporter gene (Figure 2A) and monitored RNA expression by Northern blot. As

shown in Figure 2B, no RNA expression was detected from the empty lacZ
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vector. In contrast, the introduction of the entire TLC7 upstream region (A-K)
resulted in the expression of a single band corresponding to the predicted size of
LacZ. This confirms the TLC17 promoter capacity to transcribe protein coding
mRNA. Expression from the A-F region containing the newly identified cryptic
TLC1 promoter was slightly above background (Figure 2B). All fragments
containing the | region (G-K, H-K and |-K) supported expression, while those
without it (J-K) did not (Figure 2B). Interestingly, the removal of the presumed
repressor of TLC1 transcription (H) dramatically increased /acZ transcription. On
the other hand, the insertion of the | region by itself did not support transcription,
suggesting that | is not sufficient for transcription but rather works as a
transcription enhancer. These results confirm that the first 242 bps upstream of
TLC1 are both necessary and sufficient for transcription. We conclude that TLC1
promoter resides in the region between the first nucleotide of the mature RNA
and position -242 upstream.

The promoter deletion study and the LacZ reporter analysis suggest that
TLC1 is regulated by a transcription repressor in region H and a transcription
enhancer in region I. In order to directly test this possibility we used an
established system for repressors and enhancers (Fig. 2C). It is based on a
CYC1 core promoter that can be activated or repressed by heterologous
elements (Fig. 2C). The positions of the CYCT core promoter and its natural
upstream activator sequence (UAS) were precisely determined and easily
separated (27,39). Transcription from the intact CYC17 promoter or the different

TLC1-CYC1 fusions was monitored by Northern blot using probes
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complementary to the sequence of the reporter LacZ mRNA. As shown in Figure
2D, no expression was detected from the empty /acZ vector, while strong
expression was detected from the intact CYC7 promoter (CYC1 pro-lacZ).
Deletion of the CYC1 natural activator (CYC71 UASA pro-lacZ) blocked the
reporter expression. Interestingly, replacement of the CYC7 UAS with TLCT |
region (CYC1 UASr.cy pro-lacZ) dramatically increased RNA expression even
above the level observed with CYC7 UAS pro-lacZ indicating the TLCT |
fragment is more active as an enhancer than the CYC1 UAS. As expected,
insertion of a fragment corresponding to a part of the coding region of ACT1
between the CYC7 UAS and the reporter gene (CYC1 URSacrs pro-facZ) did not
inhibit the expression. On the other hand, introduction of a known repressor
(CYC1 URScars pro-lacZ) (28) or the TLC7 H region (CYC1 URSt.c1H pro-lacZ)
in the presence of CYC7 UAS completely repressed transcription. We conclude
that TLC1 promoter activity is regulated by defined enhancer and suppressor
located at -85 to -144 and -144 to -242 bps respectively from the transcription
start site. Therefore, this region constitutes the core promoter of TLC1.

The above mutational analysis of the TLC7 promoter suggests that, like
other yeast RNAs, the nature of the RNA 3’-end is determined by a promoter
independent mechanism (40-43). Indeed, it was suggested that the nascent 3'-
end of Tlc1 is determined by polyadenylation signals 1240 bps downstream from
the mature 5-end ((17) and Figure 3A). In order to identify the sequences
required for Tlc1 3’-end formation, we disrupted all possible polyadenylation

signals and monitored the impact on the expression and function of the RNA. All
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mutations or DNA cassette insertions were performed in or after position +1180
upstream of the previously proposed polyadenylation signals (17). All mutations
were designed to leave 22 bps downstream of the mature 3’-end (Figure 3A) in
order to avoid disturbing the stability of the mature sequence and its
incorporation into functional telomerase. The impact of the different mutations on
RNA expression was monitored by Northern blot (Figure 3) and the position of
the 3’-end was mapped using RNase protection assays (Figure 4). As shown in
Figure 3B, Northern blot analysis of RNA extracted from wild type cells revealed
the presence of both polyadenylated and non-polyadenylated forms of Tlc1 (Tlc1-
WT). In contrast, mutations in positions +1172 to +1234 that correspond to the
predicted polyadenylation signals (Tlc1-3'MUT) or the insertion of an ADH1
transcription terminator in position +1180 (Tlc1-3'ADH1) inhibited the expression
of the predicted polyadenylated RNA transcript. Instead, these mutations induced
the expression of new and somewhat larger transcripts without affecting the
expression of mature Tic1 (Figure 3B). Inserting part of the ACT7 coding
sequence (Tlc1-3'’ACT1), which is known not to cause transcription termination or
polyadenylation, produced a single RNA species migrating at the same position
as the non-polyadenylated form (Figure 3B). Fractionation of the RNA on an oligo
(dT) cellulose column indicated that the aberrant species observed with Tlc1-
3'MUT and TIc1-3’ADH1 are polyadenylated (Figure 3C). Strikingly, no
polyadenylated species could be detected with Tlc1-3’ACT71 (Figure 3C). This
suggests that the accumulation of polyadenylated RNA is not required for the

synthesis of mature non-polyadenylated Tlc1. In order to confirm this unexpected
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result, we attempted to amplify any possible poly (A+) Tlc1 RNAs present below
the detection level of Northern blots or RNase protection assays using RT-PCR
primed by oligo (dT). While this very sensitive method readily produced a signal
for the reduced amounts of the poly (A+) RNA generated from the Tlc1-3'MUT,
we could not detect any polyadenylated RNA in cells expressing the Tic1-3’ACT1
(data not shown). We conclude that the expression of polyadenylated Tlc1 is not
required for the synthesis and maturation of the RNA moiety of telomerase.

In order to directly assess the impact of disrupting the polyadenylation
signals on Tlc1 3’-end formation, we examined the RNA termini produced by the
different mutations using RNase protection assays. As expected, the 3’-ends of
the wild type Tlc1 RNA were mapped to two different regions: the first is 17 nts
(T1) and the other is 90-100 nts from the Sm binding-site (T2) (Figure 4A).
Separation of the RNAs on oligo (dT) column indicated that T1 corresponds to
the 3’-end of non-polyadenylated Tic1 while T2 identifies the position of the
polyadenylated 3’-end (Figure 4A). Consistently, mutations that alter the
polyadenylation signal either changed the position of T2 (Figure 4B and C) or
completely abolished its formation (Figure 4D). Interestingly, none of the
mutations that disrupt the polyadenylation signals changed the position of T1
(Figure 4B, C and D). These data indicate that disruption of Tlc1 polyadenylation
does not affect the quality of the non-polyadenylated 3'-end. None of the
mutations disrupting the expression of the polyadenylated RNA affected telomere
length (supplemental Figure 2) or cell viability (data not shown) further

corroborating that polyadenylation is not required for telomerase function.
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DISCUSSION

The data presented here indicate that the expression level of Tlc1 is not
simply the product of a constitutively weak promoter, but instead is achieved by
balancing the competing effects of a dynamic set of repressor and enhancer
elements. Altering the balance between these elements impaired telomerase
function in vivo suggesting that transcription regulation of Tlc1 contributes to
telomere homeostasis (Figure 1 and Table 1). On the other hand, mutating the
promoter sequence did not affect 3’-end formation (Figure 1), indicating that the
balance between the polyadenylated and non-polyadenylated species of Tlc1 is
not controlled by the promoter. Mutations downstream of Tlc1 3’-end indicated
that the accumulation of polyadenylated Tlc1 is not required for the biogenesis or
function of the telomerase subunit (Figure 3). In addition, we found that the
dimerization signals downstream of the mature 3'-end, which was previously
assigned a role in RNA biogenesis and function (44), is not required for
telomerase function. Together, these results suggest the presence of redundant
pathways for the synthesis of mature Tic1; the first directly produces non-
polyadenylated RNA, while the other resuits in polyadenylated RNA that later can
be converted, at least in part, into a non-polyadenylated form.

Transcription is a critical control point for the regulation of gene
expression. Part of the information that dictates the expression of a gene is
embedded in its promoter region. In yeast, the overall promoter structure of Pol |l

transcribed non-coding RNA is very similar to that of mRNAs (45). However, non-
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coding RNA gene promoters usually exhibit highly defined structures like a TATA
box and an optimal transcription initiation site, consistent with the high expression
levels of this subclass of RNA (38). Inspection of the TLC7 promoter
(supplemental Figure 1 and Figure 5) readily reveals a structure that is quite
different from that of other non-coding RNAs like snRNAs and snoRNAs. No
strong TATA box consensus sequence could be found. Instead three apparently
redundant TATA-like sequences are found at -75, -171 and -221 bps from the
transcription start site (supplemental Figure 1). None of these sites are essential
for transcription individually and either site could produce multiple transcription
starts in at least 6 regions spanning 70 nucleotides (Figure 1). Multiple
transcription initiation sites are normally found for protein coding mRNA but not
for snRNA genes (46). We also inspected all conserved sequences near the
mature the 5’-end and we did not find obvious protein binding site that could
explain how the promoter is regulated. Based on the results obtained in this
study, the region upstream of the Tlc1 5’-end could be divided into three parts; a
transcription initiation region (+1 to -85) that includes a weak TATA box, a
transcriptional enhancer (-85 to -144), and a transcriptional repressor (-144 to -
242) (Figures 1 and 5). This promoter architecture suggests that Tlc1 is not
constitutively transcribed but instead dynamically regulated by competing
promoter elements. Indeed, balancing the expression of the different telomerase
components requires coordination between several proteins and RNA subunits
(9) and any perturbation in this balance alters telomere homeostasis (7). For

example, increasing the level of Tlc1 shortens telomere length due to the
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sequestration of the yeast Ku complex, while reducing Tlc1 expression shortens
telomere length presumably by decreasing the number of potentially active
telomerase enzymes (6,47,48). Consistent with these ideas, we show here that
deleting either of the newly identified TLCT repressor or enhancer elements
reduced the length of the telomeres (Figure 1).

The 3’-ends of the majority of the non-coding RNAs in yeast and in most
metazoan cells are non-polyadenylated and are produced through a termination
pathway distinct from that used by mRNA (42,49,50). Recently, it was suggested
that both termination pathways depend on a similar transcription elongation
complex that becomes specialized when it reaches an RNA class specific
termination sequence (51). According to this model, all forms of Tici1 are
produced by a single transcription complex that either terminates at a snoRNA
like termination signal (e. g. an Nrd1p/Nab3p/Sen1p dependent site) forming non-
polyadenylated RNA or at an mRNA like termination site (e.g. an Rnai4p/15p
dependent site) followed by the addition of a poly(A) tail. Since polyadenylation
signals are highly degenerate in yeast (52), a transcription complex that
bypasses a non-coding RNA termination signal usually terminates by default in
the nearest stretch of A/U rich sequence (31,53). Indeed, many snoRNAs and
snRNAs become polyadenylated upon the deletion of ribonucleases that normally
degrade aberrant RNAs (31). Accordingly, we propose that the polyadenylated
form of Tlc1 results from a leaky or poor non-coding RNA termination signal.
Inspection of the sequences near the Tlc1 3’-end reveals several weak and

poorly conserved binding sites of the snRNA/snoRNA terminators Nab3p/Nrd1p
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(supplemental Figure 3). It is not clear if these potential Nab3p/Nrd1p binding
sites are functional, but in all cases termination at these sites is expected to be
inefficient in a long RNA like Tlc1. The Nab3p/Nrd1p/Sen1p termination complex
usually functions when positioned at a short distance (~ 500 bps) from the
promoter (54). Indeed, the only known non-polyadenylated RNA of the
approximate size of Tlc1 in yeast (U2 snRNA) uses endoribonucleolytic cleavage
by the dsRNA specific ribonuclease Rnt1p (31) to suppress polyadenylation. A
poor Nab3p/Nrd1p/Sen1p dependent termination of long transcripts may explain
at least in part why a portion of the Tilc1 RNA is polyadenylated. Consistently,
separating the potential Nab3p binding site and the polyadenylation signals
downstream severely reduced or abolished Tic1 polyadenylation without affecting
the production of the non-polyadenylated form (Figures 3 and 4). However, we
cannot exclude at this stage that the 3’-end of the mature species is formed
through polyadenylation independent endonucleolytic cleavage near the 3'-end.

It was previously suggested that Tic1 is first transcribed as a
polyadenylated species that is processed into a mature non-polyadenylated
species (17). This suggestion was founded mainly on the fact that the
polyadenylated and non-polyadenylated forms of Tlc1 are reduced upon the
depletion of the polyadenylation termination factors Pcf1p and Rna14p/15p (17).
On the other hand, the direct formation of non-polyadenylated Tlc1 is supported
by the fact that a subset of Tlc1 poly (A-) RNA continues to accumulate hours
after the disruption of RNA polyadenylation ((17) and data not shown). In

addition, polyadenylated RNA produced by fusing the Tlc1 polyadenylation
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signals to another non-coding RNA (snoRNA) failed to generate mature non-
polyadenylated RNA (55). This suggests that additional sequences near the
mature 3'-end of Tlc1 are required for the generation of the mature RNA.
Consistently, removal of the polyadenylation signal from the region near Tlc1 3'-
end failed to block the formation of the non-polyadenylated mature 3’-end
(Figures 3 and 4). These seemingly contradicting observations could be
explained by a model in which the Tle1 3'-end is generated either directly or via
the processing of the polyadenylated form (Figure 5). In this model, the
transcription complex would either terminate within the first 22 bps downstream
of the mature 3'-end to generate a non-polyadenylated transcript or read-through
to the nearest polyadenylation signal, generating a polyadenylated version. Both
transcripts contain the Sm protein binding-site required for RNA biogenesis and
thus should be transported to the cytoplasm generating the mature RNA.
According to this model, due to the redundancy of the maturation pathways, the
disruption of either termination pathway individually will not prevent Tic1 RNA
maturation. This explains why a substantial amount of Tlc1 is produced even
when polyadenylation is disrupted and why inactivation of factors like Nrd1p did
not inhibit the formation of the mature RNA (data not shown).

Although both the poly (A+) and poly (A-) species of Tic1 coexist in normal
cells, the functional importance of the poly (A+) remained unclear. Both forms of
Tlc1 are conserved in different “sensu stricto” Saccharomyces (data not shown)
and even in distant yeast relatives like K. lactis (17) and S. pombe (56,57).

However, polyadenylated Tlc1 was not found in the active telomerase complex
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purified from S. cerevisiae, suggesting that it does not directly contribute to
telomerase function (68). Here we demonstrate that polyadenylation is not a
required feature to generate functional telomerase (Figures 3 and 4). We propose
that the persistence of Tlc1 polyadenylation in closely related yeast species
simply reflects the limitation of the termination mechanisms generating non-

polyadenylated RNA.
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FIGURE LEGENDS

FIGURE 1. ldentification of promoter elements required for TLC1
expression and function. (A) Schematic representation of the TLC1
chromosomal locus and the flanking upstream genes. The start codon of
PDX3 as well as the 5’-ends of the mature snR167 and TLC1 RNAs are
represented by arrows indicating the transcription direction. The identity of the
conserved sequence motifs studied is indicated by letters. Some regions
between the PDX3 and TLC17 genes are magnified at bottom. The position of
the different 5’-ends of Tic1 detected by primer extension performed in C is
indicated by arrows and the name of the performed deletion is indicated on
the left. Stars (*) represent 5-ends detected for specific deletions and the
numbers indicated are relative to each deletion respectively and not to Tlc1
WT 5-end. (B) Northern blot analysis of Tic1 RNA isolated from cells
harbouring different deletions in TLC7 promoter. The relative RNA amounts
(RRA) were determined using an Instant Imager and presented as an average
of three experiments with a standard deviation of + 0.40 or less. N.D. indicates
that the RNA was not detected. (C) Primer extension analysis of Tlc1 RNA
derived from strains carrying different promoter deletions. RNA was prepared
as in B and the 5-end was mapped using primer specific to Tlc1 sequence.
DNA sequencing of a cloned TLC1 gene was performed with the same primer
and included on the left as a marker. Black arrowhead (+1) represents the

major Tlc1 5'-end while white arrowheads represent minor 5-ends. (D)
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Southern blot analysis of telomere length of the different strains examined in B
and C. The DNA was extracted from individual yeast clones grown for 30 or
110 generations, digested with Xhol and separated on an agarose gel. The
different fragments were visualized using a randomly labelled probe

complementary to the telomere sequence.

FIGURE 2. Defining TLC1 transcription enhancers and repressors using
transcription reporter. (A) Schematic representation of the different TLC71
promoter regions cloned upstream of the /lacZ reporter gene. Gray boxes
indicate the sequence near the Tic1 5-end while black boxes indicate the
region encompassing snR161 and the region upstream. (B) Northern blot
analysis of the LacZ RNA expressed from different TLC7 promoter regions.
Total RNA was extracted from cells carrying the different TLC7 promoter —
lacZ fusions, separated on agarose gel and visualized using an end labelled
oligonucleotide probe complementary to the /lacZ sequence. The relative RNA
amounts (RRM) were determined as in Figure 1. The average of three
experiments with a standard deviation is + 0.39 or less is indicated at bottom.
(C) Schematic representation of different CYC7-TLC1 promoter regions
cloned upstream of the /acZ reporter. The CYC17 promoter was used as a test
promoter to verify repressing and enhancing activity of the different TLC1
promoter elements. The CYC7 promoter is represented by two empty boxes:
one refers to the core element (TATAcycs) and the other to the upstream

activating sequence of CYCT (UAScycs). Constructs containing the TLCT
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promoter regions | and H are indicated by UAStcy and URSrcm
respectively. URSacrs indicate a construct carrying a fragment of the internal
coding sequence of ACT7 gene as a negative control. The known repressor
sequence upstream of the CAR7T gene was used as a positive control
(URScar1). (D) Northern blot analysis of LacZ RNA expressed from the
different CYC1-TLC1 constructs. The RNA was prepared and detected as in
B. The relative RNA amount (RRA) is an average of three experiments with a

standard deviation of + 0.88 or less. N.D. stands for non-detected RNA.

FIGURE 3. Disruption of the polyadenylation signals does not block the
synthesis of mature telomerase RNA. (A) Schematic representation of
TLC1 and the site of the 3-end mutations and cassette insertions. The
position of the mutations (MUT) or insertion site for the different fragments
(ACT1 and ADH1) is indicated (+1180). The major transcription start site, Sm
Binding-site, the poly (A-) termination site and the poly (A+) 3’-end are shown
on top. MUT replaces all probable/cryptic polyadenylation signals near the
Tle1 3'-end. ACT1 signifies the insertion of a part of the actin (ACT1) coding
sequence, while ADH1 indicates the insertion of the transcription terminator of
the alcohol dehydrogenase gene (ADH7). (B) Northern blot analysis of the
RNA produced from TLC1 carrying different mutations near the 3’-end. The
RNA was extracted and visualized as in Figure 1. Stars (*) represent
polyadenylated Tlc1 species. The relative RNA amount (RRA) is an average

of three experiments with a standard deviation of + 0.30 or less. (C) Northern
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blot analysis of poly (A-) and poly (A+) RNA from Tlc1 RNA harbouring
different 3’ ends. Total RNA was extracted as in Figure 1 and fractionated on
an oligo (dT) cellulose column. The RNA was visualized by probes specific to

the Tlc1 RNA sequence.

FIGURE 4. Disruption of the polyadenylation signals does not alter the
nucleotide position of the mature Tlc1 3’-end. Mapping of the 3’-ends
produced by the different mutations described in Figure 3 was achieved by T1
RNase protection assay. The RNA was prepared as in Figure 3 and
hybridized to antisense RNA probes specific for the different mutations
including Tlc1-WT (A), Tle1-3’ MUT (B), Tic1-3' ADH1 (C), or Tic1-3' ACT1 (D)
and digested by the ribonuclease T1. The labelled undigested RNA probe
(probe) and the probe digested in the presence of tRNA (tRNA) were included
as controls. The results of digesting the different probes after hybridization to
RNA extracted from cells carrying a complete deletion of the TLCT gene
(tle1A) was also included to ascertain the specificity of the different protected
bands. Poly (A-) and poly (A+) indicate the digestion of probes hybridized to
RNA found in the flow-through and eluted fractions of oligo (dT) column
respectively. The position of the probe and the different protected 3’-ends
(poly (A-) represented as T1 and poly (A+) as T2) are indicated on the right.
The sizes are indicated according to Hinf | enzyme cutting site. The position of
the size marker is indicated on the left. The sequence showed on the right of

panel (A) represents the sequence adjacent the Tilc1 3’-end. The empty box
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indicates the Sm Binding-site (Sm BS). The open circles indicate the
previously mapped 3’-ends (58) and the closed circle indicate the position of
the observed G specific T1 cleavage. NS stands for non specific RNA

hybridization.

FIGURE 5. Hypothetical model illustrating redundant maturation
pathways for Tlc1 RNA. The chromosomal locus of TLC7 and its neighbours
snR161 and CSG2 are shown on top. The repressor (Fragment H) and
activator (Fragment |) sequences are also indicated. The transcription
elongation complex of TLC1 will either terminate near the mature poly (A-) 3’-
end or continue to the nearby polyadenylation signals. Termination near the
mature end will result in a TMG-capped and non-polyadenylated RNA that is
trimmed by 3’ to 5’-end exonucleases up to the mature 3’-end defined by the
position of the Sm binding proteins. Termination near a polyadenylation signal
will produce a polyadenylated RNA that will normally be deadenylated and
degraded by exonucleases, unless stabilised by the binding of Sm proteins in
the cytoplasm that also facilitates Tic1 import to the nucleus. According to this
model, individual mutations in either pathway should not dramatically affect

the steady state level of mature Tic1 RNA.
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TABLE

Table 1. Complementation of TLC1 functions by different promoter deletions

Growth with TLC1 Loss of Growth without TLC1
Plasmid (generations) Plasmid plasmid (generations)
TLC1 40 60 80 100 120 140 160 180 200
Promoter
Constructs
WT ++ o+ ++ ++ ++ ++ +/- +/- -
Vector +- -
AA-K - - -
AG-K ++ 44+ -
AAF ++ ++ ++ +/- -
AK ++ ++ +/- +/- -
AJ R = R S ++ +/- +/- -
Al + o+~ -
AH ++ ++ ++ 1+ ++ ++ +/- -
AG e o A = = ++ ++ ++ +/- -

The ability of the different TLC7 promoter constructs to complement senescence
of a double mutant spore (tlc14, rad524) derived from CSHY76 was assessed

by growth on YC-TRP-LEU-URA medium over

100 generations. Two

independent clones were selected for each TLC7 promoter deletion. Plasmid
dependence for survival was established by subsequent growth on 5’-FOA and
YC-TRP-LEU medium. Wild type plasmid is used as a positive control and
empty plasmid is used as a negative control. Abbreviations: Number and colony
sizes similar to wild type (++); few small size colonies (+); very heterogenous
colony sizes with few normal sized colonies (+/-); absence of growth (-).

134



SUPPLEMENTAL MATERIAL

FIGURE LEGENDS

SUPPLEMENTAL FIGURE 1. Alignment of the TLC71 promoter region

obtained from different Saccharomyces “sensu stricto” species. The
sequence from S. cerevisiae S288C (Scec), S. cerevisiae SK1 (Scek), S.
paradoxus (Spar), S. cariocanus (Scar), S. mikatae (Smik), S. kudriavzevii
(Skud), S. bayanus (Sbay) and S. pastorianus (Spas) were aligned according
to the major 5'-end of Scec as indicated by +1. The numbering is indicated by
vertical lines each 10 nucleotides according to Scec and dashes (-) denote
gaps introduced to improve the alignment. Underlined nucleotides represent
the coding sequence of TLC7 (from +1 and downstream), snR167 (-252 to -
412) and PDX3 (from -642 and upstream). The consensus sequence (Cons)
is shown at bottom with the uppercase, lower case and dots representing
universally conserved, conserved (~ 75%) or variable nucleotides
respectively. The conserved regions examined in this study are indicated by
letters (AF, G, H, I, J and K). The positions of the different TATA box-like

sequence are indicated in bold.
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SUPPLEMENTAL FIGURE 2. Southern blot analysis of the telomere
length in strains harbouring constructs with different Tic1 3’-ends.
Genomic DNA of the respective cells presented in Figure 3 was prepared as

described in Figure 1.

SUPPLEMENTAL FIGURE 3. Sequence alignment of the TLC71 3’-end
obtained from different Saccharomyces ‘“sensu stricto” species. The
sequence was obtained and aligned essentially as described in supplemental
Figure 1 with the exception that the Sm Binding-site of Tic1 RNA was used to
guide the alignment. The position of the poly (A+) and poly (A-) ends mapped
in this study and the position of potential Nab3p and Nrd1p like binding site

are indicated on top.

136



LET

| @inbi4 [eluswaelddng
800Z “'|e }° @soleT]

Scec
Scek
Spar
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Sbay
Spas
Cons

DEL

Scec
Scek
Spar
Scar
Smik
Skud
Sbay
Spas
Cons

DEL

Scec
Scek
Spar
Scar
Smik
Skud
Sbay
Spas
Cons

DEL

Scec
Scek
Spar
Scar
Smik
Skud
Sbay
Spas
Cons

DEL

~640 -630 -620 -610 -500 -590 -580 -570 -560 -550 ~540 -530 -520 -510 -500 ~490 -480 -470 -460
| | | | | | | | | | | | | | | ! |

AGTCATTTTCAGTGCAGATCCGTG--AAGTGTACTACTGGTCTAGGTAGAGTATCT TTAAAATATC TAATCATGCARAT TAGTCAT T--~TCTTC TTTC TTATARGTTGCGGCCCCTTC- TAGTATT TACAAT T TACCCGGCGC TEG-TTC TGGTGGCATC TATARGAGC TC TATC TGGC TGC TAAGCAGACTTGCTGTT
AGTCATTTTCAGTGCAGATCCGTG-—AAGTGTGC TACTGGTCTAGG TAGAGTATC TT TARAATATCTAATCATGCAART TAGTCATT---~CTTCTTTCTTATAAGT TGCGGCCCC TTC-TAGTAT T TACAATT TACCCGG TG TGG-TTC TGGTGGCATC TATAAGAGC TC TAPC TGTC TGC TARGCAGACTTGCTGTT
AGICATTGTCGGTGCAGATCTGTG--AAGTGTGC TACTAGTTTATGTACAGTATC TTTCAAAGCC TTARTCATGCAGATTAGTCAT T-- - TCTTC T T TC T TCCAAGT TGLGGCCCCC TC- TAGTACTTACAATT TACCCGGGCC TAGC TTCCGGTGGCATC TATAAGAGCAC TATTGGG T TGG TGAGTAGACCCGC TCAT
AGTCATTGTCGGTGCAGATCTGTG~-AAGTATCCTACTAGTTTACGTTCAGTATCC T TCAAAGC TT TAATCATGCAGAT TAG TCAT T-—~ TC TTC TTTC TTCCAAGT TGCGACCCGTTC-TAGTAC T TACAAT TTACCCGGGCC TTGC T TCCGGTGGCATC TACAAGAGCACTT TTGAGC TGETGAGTAGACCCGCTCAT
AGTCATTGTAGGTGCAGATGC TAC--GAGTGTGCTCTTAGTATGG T TGCTGTATTC TC TAATGCGT TAACTATG TAGATTAGTCATT-—- TC TTC TT TG TT- CATGT TGCGGCCCCTRCACAGTACT TACAAAT TACCCGGT TCC TG TCCC TCGCGGART TTATTAGAGCACTT TFGAARTG T TAAGCAGACTTAGTCAT
AGTCATTGTCGGTACAGATATGTG--AACTGTGCTTCTGGT TTGG-TAC-GT TTCT TGCARAACTATAATCATATACAT TAGTCATT---TCTTCTTTCT T- TAAGT TGCGGGCSCKGC--AGCCCTTATGGT T TACCCGGCACCCAC TTTCAG TGGCAGC TATAAGAGCATCAT TGAGC TGTTGAGCARATCCAGCAGT
AGTCATTGTCCGTGAATATATGT---~AGTGTGC TATTCGTT TGACCAG-TTTTCT TATAGAGCAT TAGTCATACAGAT TAGTCT TTGC T TC T TC TTTC T T-CAAGT TACGACCTCC T TC TGACCC TGC TAATT TACCCGGC - CCCACTCCAR T TGGCAGUCACARGAGGGC CACTGGGTTGTTGCGCACG-CTTARGAT
AGTCATTGTCCGTGGATATATGTGTAGAGTGTGGTAGT TGTT TGGC TAC-GTTTCTTGCAGAGAT TTAATCATACAGATTAGTCATTTC TTC TTCTTTC T T-CAAGT TGCGAGCCCC T TCARACCGTGC TGGTT TACCCGGT-ACTGGCGCARA TGGCAGCCATAAGAGAGTCAT TGGG TTGATGTGCAGGGCCCARGGT
AGTCATTgTG.GTgeRgAT. .gt. . . .AgTgTgsTa. T.GT. T. . . ta. . gT. TctT. . Asa. . . . TAAtcAT. sAGATTAGTCATT. . . . CTTCTTTGTT, . AGTTCG. 5Coc. tC. - ag. « . Tta. aat TTACCCGG. + C. . § . £. 5. . GEGGSA, CEALAAGAGS . £ AtEG.g. TG T. . GEAGAL e v e v v v s T

[«

AF:
(45,2)

-450 -440 -430 -420 -410 -400 =330 -380 =370 -360 -35¢ =340 -330 -320 -310 =300 -290 -280 -270
| | | | | | | | | ! | | ! | |
ACTTGTATGTGCTGTTTATCARGAT T-GGGGCAT-—---TACGCATGTGTATGTGTGARC TACAGTAGTGT TATGARATACAGCC TGAA-AGAC-GAAAACT TCACAACGGAACTTARGCGGTTCARTAAA-CATCTATCTGCCAGC TTAGAGAGAC TACCCGTGGTAGRGARAGACACGGGCAGCCARARRTACTGGGTG
ACTTGTATGTGCTGTTTATCARGATT-GGGGCAT- TGCGCATGTGTATGTGTGAACTACAGTAGTGTTATGAAATACAGCC TGAA-AGAC-GAAAACTTCACAACGGAACTTAAGCGGT TCAATARA-CATCTATCTACCAGCTT. TACCCGTGGT AAGACACGGGCAGCCAAAAATACTGGGTG
ATTTGCATATACTGCTTACCAAGATT-AGGTGTG- - -~ TACGCGTGTGTATGTGTGAAC TACAGTAGTGT TATGRAATACAGCC TGAA-AGACGARRARCT TCACAACGGAAC TTARGTGGT TCAT TAAA-CATCTATC TGCCAGC TTAGAGAGAC TACCCGTGGG TGAGRAATACGC GGGCAGCCAARAATACTGGGTG
ATTTGCATATACTGCTTACCAAGATT-AGATGTG-—---TACGTATGTGTATGTGTGAAC TACAGTAGTGT TATGAAATACA-CC TGAA-AGGC TAAAAACT TCACAACGGAACT TAAGTGGT TCAT TAAA-CATCTATCCGCCAGC TTAGAGAGAC TAACCGTAGG TGAGAAATACGCGGGCAGCCARARATAC TGGGTG
ATTGGCGTGTATTGTTTACTARGATCCGAGTATT -~~~ TACGTATCTATATGTGTGAAC TACAGTAGTGTCATGARATACAGCC TAAAGAGACGAGAAAC T TCACAACGGAAC T TARGTGG T TCAT TAAAATATCTATC TACCAGC TTAGAGAGAC TACCCATGAGTGGGAGATACGCGAGCAGCCARAAATACTGGGTG
CCTGGTGCATGCTGCCTATCAAGATTGGTGTACGATGGTGTGTGCGTGTGTGTGCGAAC TACAGTAGTGTCATGARATACAGTC TTTAAAGAC TAACAR CTTCACAACGGAAC TTAAGTGGTTCATTGA-ACGTC TATC TGCCAGC TTAGAGAGGC CACCAACGGGTGAGTGATACGCGGGTGGCCGAARATACTGGATG

GCCAGTGTGTGGTTCTTGTCAAGGNC- TGTGTGTGCGGETGTGTGARC TACAGTAGTG TCATGAAATACAGCC T--GAAGGG-ARAAAC T TCACAACGGARC T TARGTGGTTCATCGAGACGTC TATC TGCCAGC TTAGAGTGACCATCCGCGAGTGAT TGTTGCGCGGGCAGTCAATGATACTGG- -G
ACCAGAGTATGGTTCTTGTCAAGGTT: TAC----- --TGTGTGTGAACTACAGTAGTGTCATGAAATACAACC T~ -ARATGGCAARAACT TCACAACGGAGC TTARGTGGT TCATCGAGTCGT T TATCTGCCAGC TTAGAGTAACCATCCGCGGG TGAGTGATGC GCGGGCAGTCAATAATACTGG--G
2.t.G..t.T..Tg.tTa.chRAGatt. . ovvvrvvenn TeCovvnnn- t. TGTGLGAACTACAGTAGTGT . ATGAARATACA. cCT. . a.Ag. C.2aaRACTTCACAACGGAACTTAAGEGGTTCAL L . A, . ©. TCTATCtgCCAGCTT. gaC.A.Ccy.ggg . «ataCyCl aAaaATACTGG. -G
>] [<
(52, 8)
-260 -250 -240 -230 -220 -210 -200 -190 -180 -170 -160 ~150 -140 -130 -120 -110 -100 -80
| [ | | | | | | | | | |

~TTGTATATTTACTTG-~~-TGT~TAGTTTATAAATAA--ATTT ACT-~ATATGTGTGGTGAA-AAGGAAGAGCAATCC TGCTARAGCTT T CGCCAAARAAATAARAAARARA--~-GGARAT AAR~GITTTCAGCGCGCGAAC-TCGCGAAAAAACTTCCTCTTTAGCAATGGTG~
~TTGTATATTTACTTG-—--TGT-TAGTTTATAAATAA--ATTTTATATCACT-~ATATGTGTGGTGAA~AAGGAAGAGCAATCC TGC TAAAGC T TTT-ATATC TAAACGCCAAAAAAA TARAAAARPAAAAAA GGRAA TAGGAGARAA - GTT TTCAGCGCGCGAAC-TCGCGAARAARCTTCCTCTT TAGCAATGG TG
—TTGTATTTTTACTTG-~~~GGT~TAGT. AAAGG-ATTTTATATATAAC--AAAATATATGGTGAAGAAAGAAGAGCART TCTGCCAAAGCTTTTTATATCTAARTGCCAARAAARATTAAAAR -~ GGAAAT AAR-GTTTTCAGCGCGCGAAG-TC-SGAARAAC-GTCTACTTCAGTAATGGCG-
=TTGTATTTTTACTT 'T-TAGT. AAAGARCAT-TATATATAAC--ARAAGT TATGGGGAAGAARGAGGAGCAAT TCTGCCARAGC TTTTTATATC TAAATGCCAGAARAAATAAAAAAR ~ -GAAAATAGAGAAAA-GT TTTCAACGCGCGAAC-TCGCGAARARRAGTCTACTTCAGTARTGACG
=TTGTAT-TTTACTTGCTTTTATAT TGCARGCARGCAAGATGTATC TATATATGACAATGCATGAT TAA-GARAAAGAGCAGGCC TGC-ARAGATGTC TATAT TTAAATAGCARARRAAAGA TAT AAR~GTTTTCGGCGCGCCAAT-TCGCGAAARACCGTTCTCTTTTCCAACAGCAT
TTTGTAT-TTTACTTGATTTTATGTGTCAAGAGAACACAG- ~TATA-CAAARCAATAGTGGTARAGARTGAGRACAAGACT TGC-ATTGTTCCCTGTATTTAAATGCCA AGAAAA-GTTTTCAGCGCGTAARAATCGCGAAAAACTGCCAATTTCGGCARATG-A~
GTTATAC-TTTACTTGGTTTTATATTCGAAGGARACAGAG— ~TATA-CTAAAGAACAATGGCGAGAAA-GAGCTCCGATTTTGA-AATGCTTCTTATATC TAAATGGAAAARAAAT AAT AARAAGTTTTTCCAGCGCGCGAAT-TCGCARARAAGTACCTATTTCAATACCGGTG-
GTT-TAC-TTTACTTGGTTTTAT-TTGARAGGAAGCAAAG— -TATA-CARGAGAGTATTGGTGGAARA-GAGCACCGAATTTGA-AATGT TTCCTATATC PAARTGAAAAARAAAARAPANAAAAR -~~~ ~CGACARAGAARAARATATTT TCAGCGCGCGAAT~TCGCGAARAACTGCCTATTTCATCATCGATA~
«TT.TAt.TTTACTTG....t.T.T.g.a.g.aRa.a.... .TATa.c..... A....TGgtgaa.aRh.gA..a.caa...TGc.Aa.G.Tt...aTATcTAAACG. .A g.A.AAAA. . TTTtCagCGCGEgAA. . TC.cGAARAA. .. .C. .. TT.A. .An.gg. .

11« H >] [< 1 >] (<=

(21,4) (42,4

-80 =70 -60 -50 -40 -30 -20 -10 +1 TIC1

| | | | | | | |
AC-RTA-TAGATCTCAAGGTTC-~-~TCAA-~ ~TTAAAAGACCTTC~—-TTTGTAGCTTTTAGTGTGATTTTTCTGGTTTGA~~~~-GAATA-~
AC-ATA~TAGATCTCAAGGTTC~: TTAARAGACCTTC--TTTGTAGCTTTTAGTGTGATTTTTCTGGTTTGA:

GC-ATA-CAGATCTCGAGCTTC- TTTAAAGGCTTTC~-TTTATAGCTTTCAATACGACTTATCCGGTTCGA
GC-GTA-CAGATCTCGAGCTTC- ~TTTARAGGCTTTC--TTTATAGCTTTCAGTGCGACT TATCCGGT T TGA-—~---CAATA----CA----CTA--TAGAGGAA
ACTACAACAGCTCTCGAGCATA- ~TTAARAGGCTTCT--TTTATGGTTTCCAGCTGAAGTCCTCARTAGTAGT TCTCCAATAGGGGCATGCGC TA--ATGAGGAA
-C-ATA-CAGATCTCGAACATC-: -TTCAGATGTATTC--TTCGTANNTTTCARAACAGACCATCC-———— GATCG---AR-—----GCATGCGCTT--ATGAGGAR
-C-ATA-TCGATCTCGAGCATTARAATCACGCT TGCTGCAGCAAATGCAGATACCTTCCGTTGGCAGTTTTCAATACGGATCATCCG-ATTG-TC~~ —=— ===~ GCATGTGCTCATGAGAGGAA
=C-ACA-TAGATCTCGAGCATCAAAATCACGCTTGC TGCAACACATTCGGATACCTTT TGTTGCCAGTCTTCAATACAGATCATCCG-ATCG-T~ ~—-GGCATGTGCTTATGAGAGGAA
«C.otA..aGaTCTCOAgC.TC. ... TCa v ea v e renvnannan Tt.aaA..c.Ttc..TT..tag.tTtcA. t.. ..t TC, -g.
>] [« k >]
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Scec
Scek
Spar
Scar
Smik
Skud
Sbay
Spas
Cuns

Poly (A Cassaite Poly (A+)
3tend F-ends

Insartions
?e0ere

—TATATCGCTTTATAAGLGCTT---TTARTTGATTGTTCATGACGAGGATAGGLG

Sm BS * “Nab3*

ATTTTTGGAAAC--=ATTTTTTTTCTT-GATGT--ATATTTTT--~

ATTTTTGGARAAC---ATTTTITTTCTT-GATGT--ATATTTTT- TATATCGCTTTATAAGCGCTT---TTAAT TGATTGTTCATGACGAGAATAGGCG
ATTTTTGGAAAC---ATTTTTT-TCTC-GATAT--ATATITTTA: TACCTAGTTTTATAAGCGTTT-T-~TTAGICGATTGTACGTGG---~CCTAGGTG
ATTTTTGGRAAC---ATTTTTT-TCTT-GATAG--ATATTTTTA-- CACATAGTTTTATAAGCTTTTTT-TTAGTCCATTGTACGTGG—

ATTTTTGGA-AC---ATTTTTTTTTTTAGGTGTGCACACTTGT:

~TTTGTGGCATTACATGCCTT-AT-TTAGTTGATTGTACA--~

ATTTTTGGAACA---ATTTTTTA--TTATGTGT--ATATTTTC-————-~~~—-~ TGTACTGTGCGTTARATT-CATATATGGTA-~~GACCATGCATTTGGTACATGGGACCCTCA-CTTT--= -~ TACTTGATTGARTGTGCT

ATTTTTGGAACTTCARTTTTTTT--TTTTTTTC--TTCTTTTTTCATAGCGCAGTTATACTAAG-—----AAAT-CATATATCG-A-—-TTACATACAT----~-. ATATGGGTTCACAAACCAT TTCTGCACTTGGTTATACAGACGGC TAGTAACTG
ATTTTTGGAACCTC-ATTTTTTA--TTTTTTTT--TTTTTTTTAGCTAT-TCATTTATACTGTG~~~-~AAGT-CATATATTG-A TACCTCTAT TTCCGTACTTGGTTATATACACAGTTAGAAACTG
ATTITTGGARa.c...ATTTTTT...Tt...T....at8tTTtt. .. iinnnnnnnns tA.Tgt..... aaa...ca..TA...tB........ TQeaernsas a..t.g..t.a.aa.c..tt....tA.TTgaTTgtac.......... ta...g

Larose et al.,, 2008
Supplemental Figure 3
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SUPPLEMENTAL TABLE

Table 1. Primers used in this study

Name Sequence (5> 3)

SPE-931TLC1FWD* GGGTACACTAGTAGCCTTTCTAGAGGTTCC (Spel)
SPE-298TLC1FWD* GGGTACACTAGTGGTAGAGAAAGACACGG (Spel)
SPE+1TLC1FWD* GGGTACACTAGTAGAGAGGAAGATAGGTACC (Spel)
-6TLC1FWD* GAGAGGAAGATAGGTACC

-35TLC1FWD® GTGATTTTTCTGGTTTGAG

-91TLC1FWD?* GGTGACATATAGATCTCAAGG

-150TLC1FWD? GGAAATGGGAGAAAAGTTTTC

-248TLC1FWD® GTTTATAAATAAATTTTATATCAC

-305-224TLC1REV® GTGATATAAAATTTATTTATAAACACGGGTAGTCTCTCTAAG
-298+20TLC1REV? GGGTACCTATCTTCCTCTCTACGGGTAGTCTCTCTAAG
-241-122TLC1REV® AACTTTTCTCCCATTTCCTAACACAAGTAAATATACAACACCC
-150-70TLC1REV* CCTTGAGATCTATATGTCACCTTTTITTTITATTITITITGGCG
-87-7TLC1REV® TTCTCAAACCAGAAAAATCACATTGCTAAAGAGGAAGTTTTTTCGCG
-28+20TLC1REV*® GGGTACCTATCTTCCTCTCTACTAAAAGCTACAAAGAAGGTC
+1502TLC1ECOREV® AACAGAATTCGGGAAGGTAAATACCACC (EcoR!)

ADH1 TERM FWD®
ADH1 TERM REV®
TLC1-A-FOR®
TLC1-F-REV®
TLC1-G-FOR®
TLC1-K-REV®
TLC1-H-FOR®
TLC1-I-FOR®
TLC1-J-FOR®
TLC1-IFA™®
TLC1-IRA>®
ADH1-FORWP®®
ADH1-REV"®
TLC1-NsilFOR®

TLC1-NsilREV®
TLC1-NsilSnaBI®

TLC1-NdelREV®
ACT1-cassette FOR®
ACT1-cassette REV®
TLC1RPA-5°¢

pRS reverse®
TLC1-33-49°
LACZ2®

CYC1-FOR®
CYC1-REV®
CAR1-FA®
CAR1-RA°

ACT1 coding For®
ACT1 coding Rev’
TLC1-HFA®

TLC1-HRA®

CCGGAATTCGAGCTCAAGCTTTGGACTTCTTCGCC
ATCCGCGGACTAGTGGCCGGTAGAGGTGTGG

CATTTTCAGTGCAGATCCGTGA

CATACGGGTAGTCTCTCTAAGCTGG

GGTAGAGAAAGACACGGGCAGC

CATTAGTTTTATTCTCAAACCAGAA

GTTTATAAATAAATTTTATATC

GGAAATGGGAGAAAAGTTTTCA

GGTGACATATAGATCTCAAGGT
GGAAATGGGAGAAAAGTTTTCAGCGCGCGAACTCGCGAAAAAACTTCCTCTTTAGCAATATG
CATATTGCTAAAGAGGAAGTTTTTTCGCGAGTTCGCGCGCTGAAAACTTTTCTCCCATTTCC
ACACAGAATTCAGAAGCTTTGGACTTCTTC

ATGACGAATTCGGGCATGCCGGTAGAG

GCCTTCGATGCATTTAGATAATTTTTGGAAACATTITTTTICTTGATGTCTATTITIT
GTATTGTAGAGATCGCGC
CCTCGTCATGAACAATCAATCAAAAGCGCTTGGAAAGCGATGCACAAGTACAGTACGCG
CGATCTCTACAATACAA

GCCTTCGATGCATTTAGATAATTTTTGGAAACATTTITTTTCTTGATGTATA
TTTTACGTATTGTAG

GTAACAAGCATATGCAATTATTTGGTTTCCC

TTTGGATTCCGGTGATGGTG

CGGTGATTTCCTTTTGCATTC

GTCGCATTATTTTCCAAGCGG

GCTGGGTACCGGGCCCCCCCTCGAGGTCG

CAGCCATTGACATTTTC

GCAAGGCGATTAAGTTGGG

CCTACCTGAATCTAAAATTCCC

CATTATTAATTTAGTGTGTGTATTTGTG
TTAGCGGTAGCCGCCGAGGGGTCTAAAGAGTA
TACTCTTTAGACCCCTCGGCGGCTACCGCTAA

TCCGGTGATGGTGTTACTCA

ATTCTCAAAATGGCGTGAGG
GTTTATAAATAAATTTTATATCACTATATGTGTGGTGAAAAGGAAGAGCAATCCTGCTAA
AGCTTTTATATCTAAACGCCAAAAAAATAAAAAAAAAA
TITTTTTTITTATTTTTITTGGCGTTTAGATATAAAAGCTTTAGCAGGATTGCTCTTCCTTT
TCACCACACATATAGTGATATAAAATTTATTTATAAAC

“Oligonucleotides used for PCR deletion strategy. Underlined sequences are restriction sites added for subsequent
cloning (corresponding restriction enzyme is in parenthesis), bold nucleotides include sequences located on both sides of

the deleted region

*Oligonucieotides used for PCR amplification of TLC7 promoter region, bold nuclectides in the reverse primers are added
sequences corresponding to the "start codon ATG”

°Oligonucleotides used for PCR amplification of TLC1 3’ end

“Oligonucleotides used for primer extension and Northern blot analysis

°Oligonucleotides used for PCR amplification of CYC1 promoter regulated by different TLC1 promoter regions
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CHAPITRE IV

Implication de I'endoribonucléase Rnt1p au niveau de la régulation du

promoteur de 'ARN de la télomérase Tlc1.

Préambule

Cette étude a pour but de vérifier si 'endoribonucléase Rnt1p peut
jouer un role au niveau de la régulation du promoteur de Tlc1. Nous avions
précédemment démontré que la délétion de Rnt1p causait une augmentation
de I'expression des ARNm des sous-unités de la télomérase (Larose et al.
2007). Curieusement, malgreé le fait que Tlc1 ne semblait pas étre un substrat
direct de Rnt1p, son expression était la plus affectée par la délétion de Rnt1p.
Nous avons donc voulu vérifier si Rnt1p pouvait affecter Tlc1 a travers la
régulation de son promoteur. Pour se faire, nous avons analysé I'expression
du géne rapporteur /acZ sous le contr6le du promoteur TLC17 en présence ou
en absence de Rntip. Cette analyse nous a permis de démontrer que
'absence de Rnt1p cause une augmentation de F'expression de 'ARNm LacZ

lorsqu’il est exprimé a partir du promoteur de TLC1.
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MATERIEL ET METHODES

Souches et conditions de croissance

Les souches de levure utilisées dans cette étude sont W303-1A et
mt14 (Thomas et Rothstein 1989; Chanfreau et al. 1998a). La croissance des
levures s’est effectuée selon des conditions standards dans un milieu riche
YEPD contenant 2 % de glucose, a une température de 30 °C (Rose et al.

1990; Guthrie et Fink 1991).

Plasmides

Les plasmides utilisés dans cette étude ont été décrits précédemment
(Larose et al. soumis). |l s'agit des plasmides SLP092 (no pro - lacZ),
SLP152 (TLC1 A-K pro - lacZ), SLP153 (TLC1 A-F pro - lacZ) et SLP154
(TLC1 G-K pro - lacZ). Le plasmide SLP123 (ACT1 pro - lacZ), utilisé lors de
cette étude, a été généré de la méme fagon a partir du plasmide SLP092 et

de 'amplification de la région promotrice du géne ACT? (Munholland et al.

1990).
Extraction d’ARN

L'extraction dARN a été effectuée selon des conditions standards
(Rose et al. 1990). Briévement, des cultures de 50 ml ont été incubées a

30 °C jusqu’a I'obtention d’une densité optique de 0,8 4 660 nm. Les cellules
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ont ensuite été culotées par centrifugation a 4000 r.p.m. et 'ARN total a été

extrait a 'aide de billes de verre suivi de phénol/chloroforme.

Buvardage Northern

L'analyse par buvardage de type Northern a été effectuée selon les
conditions décrites précédemment (Larose et al. 2007). Briévement, 15 ug
d’ARN total a été migré sur un gel d'agarose 1 % et transféré sur une
membrane de nylon Hybon N+ (GE Healthcare). La membrane a ensuite été
hybridée avec une sonde spécifique pour chagque géne et a été révélée par
autoradiographie. Les quantifications ont été faites & I'aide d’un appareil

Instant Imager (Perkin Elmer).
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RESULTATS

L’absence de Rnt1p cause une augmentation de I’expression de
’ARNm LacZ lorsqu’il est exprimé a partir du promoteur de TLC1. Nous
avions précédemment analysé la région promotrice de TLC7 ce qui nous avait
permis de délimiter une région importante pour I'expression de Tlc1 (Larose et
al. soumis). Dans le but de vérifier si 'endoribonucléase Rnt1p peut jouer un
role au niveau de la régulation du promoteur de Tic1, nous avons analysé
expression du géne rapporteur lacZ sous le contréle de différentes régions
promotrices de Tlc1. Pour se faire, nous avons utilisé certaines constructions
TLC1 pro - lacZ décrites précédemment. De plus, une nouvelle construction
ACT1 pro - lacZ servant de contr6le négatif a été utilisée pour cette étude
(Figure 11A). Ces différentes constructions ont été transformées dans une
souche de levure de type sauvage (wt) ou possédant une délétion de Rnt1p
(mt14). Par analyse de buvardage Northern, nous avons pu démontrer que la
délétion de Rnt1p n’affecte pas I'expression du géne rapporteur /acZ lorsque
ce dernier est sous le contréle du promoteur du géne ACTT (Figure 11B). Ce
résultat était attendu puisque nous avions démontré que I'expression de
FARNm Act1 n'est pas affectée par la délétion de Rnt1p (Larose et al. 2007).
En ce qui concerne l'expression de 'ARNm LacZ sous le conirble du
promoteur TLC1, une analyse de buvardage Northern nous a permis de
démontrer que la délétion de Rnt1p affecte la régulation du promoteur TLC1

(Figure 11C). En effet une augmentation significative de TARNm LacZ est
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observée en absence de Rnt1p, soit sous le controle de la région promotrice
compléete (A-K) de TLC1 ou sous le controle de la région promotrice proximale
(G-K) de TLC1. Aucune différence n'a été observée lorsque /acZ était sous le
contrble de la région distale (A-F) de TLC1, ce qui n'est pas surprenant
puisque cette région a de la difficulté a soutenir un niveau de transcription de
LacZ détectable par rapport au contrdle sans promoteur (Larose et al.
soumis). De plus, nous avons démontré que la région minimale contenant les
éléments importants pour la régulation de TLC1 se situe a lintérieur de la
région proximale (G-K) et c'est cette région qui cause une augmentation de
LacZ en absence de Rnt1p (Larose et al. soumis). Les résultats obtenus ici

suggérent donc que Rnt1p affecte la régulation du promoteur de TLC1.
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Figure 11. Analyse de I’expression du géne rapporteur /acZ sous le contréle du
promoteur de TLC7 en absence de Rnt1p. (A) Représentation schématique de différents
promoteurs clonés en amont du géne rapporteur /acZ. Le promoteur de TLC17 est représenté
par des boites rayées tandis que le gene rapporteur est représenté par des lignes droites. Le
promoteur du gene ACT1, représenté par une boite grise, a été utilisé comme contrdle positif.
(B)(C) Analyse de I'expression de 'ARNm LacZ par buvardage Northern. L'ARN total a été
extrait a partir d’'une souche wt ou mt14 transformée avec les différents plasmides expliqués ci-
haut. LARN a été hybridé avec des sondes spécifiques pour les genes indiqués sur la droite.
L'augmentation relative de LacZ entre une souche wt et rt14 a été calculée en utilisant TARNm
Act1 comme référence. Les valeurs indiquées au bas de chaque figures représentent une
moyenne de trois expériences avec un écart type de 0,82 ou moins.

146



CHAPITRE V

Etude de la biogénése de 'ARN de la télomérase Tic1, en absence de

facteurs impliqués dans des processus de maturation.

Préambule

Chez S. cerevisiae, ARN de la télomérase Tlc1 posséde plusieurs
caractéristiques des petits ARN nucléaires (snARN). Comme la majorité des
snARN, Tlc1 est transcrit par ’ARN polymérase |l, il posséde un site Sm a
son extrémité 3' requis pour la liaison des protéines Sm et il posséde une
coiffe 2,2,7-triméthylguanosine a son extrémité 5' (Chapon et al. 1997; Seto et
al. 1999). Généralement les snARN sont transcrits sous forme de
précurseurs qui vont par la suite subir des étapes de maturation impliquant
diverses protéines comme des endoribonucléases, des exonucléases, des
hélicases et des protéines chaperonnes (Will et Luhrmann 2001). Puisque
Tlc1 posséde plusieurs caractéristiques des snARN, nous avons voulu savoir
si certains des facteurs normalement impliqués dans la maturation des
snARN pouvaient aussi étre impliqués dans la maturation de Tlc1. Les
résultats obtenus ont permis de démontrer que certains facteurs sont requis

pour un niveau d’expression normal de Tlc1.
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MATERIEL ET METHODES

Souches et conditions de croissance

Les souches de levure utilisées dans cette étude sont W303-1A
(Thomas et Rothstein 1989), mi14 (Chanfreau et al. 1998a), AJY856 (xm14;
rat1-1) (Johnson 1997), YRP840 (wt) (Hatfield et al. 1996), YRP1418 (mt14;
mp64) (van Hoof et al. 2000), rma74-1 et rna15-2 (Minvielle-Sebastia et al.
1991), EJS202 (mt14; NRD1) et EJS203 (rnt14; nrd1-5) (Steinmetz et Brow
1996). Les souches DUY747 (wt), DUY746 (mt14), DUY748 (sen1-1) et
DUY749 (mt14; sen1-1) n'ont pas été publiées et sont une gracieuseté de Dr.
Doris Ursic. La croissance des levures s’est effectuée selon des conditions
standards dans un milieu riche YEPD contenant 2 % de glucose, a une
température de 26 °C ou 37 °C pendant 6 h (Rose et al. 1990; Guthrie et Fink

1991).

Extraction d’ARN

L'extraction d’ARN a été effectuée selon des conditions standards
(Rose et al. 1990). Brievement, des cultures de 50 ml ont été incubées a 30
°C jusqu’a I'obtention d’une densité optique de 0,8 a 660 nm. Les cellules ont
ensuite été culotées par centrifugation a 4000 r.p.m. et 'ARN total a été

extrait a I'aide de billes de verre suivi de phénol/chloroforme.
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Buvardage Northern

L’'analyse par buvardage de type Northern a été effectuée selon les
conditions décrites précédemment (Larose et al. 2007). Brievement, 15 ug
d’ARN total a été migré sur un gel dénaturant de polyacrylamide 4 % et
transféré sur une membrane de nylon Hybon N+ (GE Healthcare). La
membrane a ensuite été hybridée avec une sonde spécifique pour chaque
géne et a été révélée par autoradiographie. Les quantifications ont été faites a

I'aide d’'un appareil Instant Imager (Perkin Elmer).

Analyse d’extension d’amorce

L’analyse d’'extension d’amorce a été effectuée selon les conditions
décrites précédemment (Larose et al. 2007). Briévement, 15 pug d’ARN total
est inversement transcrit en  utilisant lamorce  Tlc1-33-49
(CAGCCATTGACATTTTC). Les produits pourvus d’extensions sont ensuite
migrés sur gel dénaturant de polyacrylamide 8 % et analysés par

autoradiographie.

Protection a la RNase

L’'analyse par protection a la RNase a été effectuée selon les
conditions décrites précédemment (Larose et al. soumis). Brievement, 20 ug
d’ARN total a été hybridé avec une sonde ARN antisens spécifique a Tic1.

L’hybride est ensuite digéré avec la RNase T1 pendant 1 heure et les produits
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sont analysés sur gel de polyacrylamide dénaturant 4 %. La sonde hybridée a

ARNt ou a 'ARN extrait d’'une souche tlc714 sert de contrdle.
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RESULTATS

L’absence des exonucléases 5' — 3' Rat1p et Xrn1p n’a pas d’effet
sur la biogénése de Tlc1. L'exonucléase Rat1p est une enzyme essentielle
et se localise au noyau comparativement a 'exonucléase Xrnip qui n’est pas
essentielle et qui se localise au cytoplasme (Amberg et al. 1992; Johnson
1997). Il a été démontré que ces exonucléases sont impliquées dans la
formation de I'extrémité 5' des snoARN ainsi que dans la terminaison de la
transcription des ARNm dans le cas de Rat1p (Petfalski et al. 1998; Luo et al.
2006). Nous avons voulu vérifier si ces enzymes étaient impliquées dans la
maturation de 'extrémité 5' de Tlc1. Pour se faire, nous avons tout d’abord
effectué une analyse par buvardage Northern pour vérifier les niveaux
d’expression de Tlc1 en absence de ces deux exonucléases. Comme le
démontre la Figure 12A, aucune différence n'a été observée lorsque les
cellules étaient poussées a la température restrictive. De plus, I'analyse de
I'extrémité 5' de Tlc1 par technique d'extension d’amorce n'a démontré
aucune différence tout comme [lanalyse de l'extrémité 3' de Tlc1 par
protection a la RNase (Figure 12B et 12C respectivement). Ces résultats
suggeérent que les exonucléases Rat1p et Xrn1p ne sont pas impliquées dans

la biogénése de Tlc1.

L’absence des facteurs de clivage/polyadénylation Rna14p et

Rna15p diminue la quantité des formes poly A+ et poly A- de Tlc1. Les
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protéines Rnail4p et Rnai15p sont toutes deux des protéines essentielles
impliquées dans la formation de I'extrémité 3' de divers transcrits de la pol Il
polyadénylés et non polyadénylés comme les ARNm, snARN et snoARN
(Minvielle-Sebastia et al. 1994; Fatica et al. 2000; Morlando et al. 2002).
Nous avons voulu vérifier si I'absence de ces deux protéines pouvait affecter
la biogénése de Tlc1. Par analyse de type Northern, nous avons pu observer
que l'inactivation des protéines Rna14p et Rna15p cause une diminution de
la quantité des formes poly A+ et poly A- de Tlc1 (Figure 13A). La quantité de
la forme poly A+ semble diminuer en plus grande proportion comparativement
a la forme poly A-. De plus, on peut remarquer que la quantité de TARNm
contrble Actl diminue. Ces résultats étaient attendus puisque comme
mentionné ci-haut, les protéines Rna14p et Rna15p sont importantes pour la
formation 3' des ARNm. Aucune différence n'a été observée au niveau des
extrémités 5' et 3' de Tlc1 comme le démontre les analyses d’'extension
d’amorce et de protection a la RNase (Figure 13B et 13C respectivement).
Les résultats obtenus suggérent donc que les protéines Rna14p et Rna15p

sont importantes pour I'expression normale de Tic1.

L’absence de I'exonucléase Rrp6p et de I'endonucléase Rnt1p
augmente I'’expression de Tlc1. L'exonucléase Rrp6p est une exonucléase
3' > 5' qui fait partie du complexe exosome (Allmang et al. 1999b). Ce
complexe d’'exonucléases 3' —» 5 est impliqué tant au niveau de la

maturation que de la dégradation de divers ARN (Houseley et al. 2006). Pour
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la maturation de plusieurs snARN, il a été démontré que I'exosome entre en
action suite a un clivage de I'endoribonuclease Rnt1p (Allmang et al. 1999a;
van Hoof et al. 2000). Nous avons voulu vérifier si Rrp6p, de concert avec
Rnt1p, pouvait étre impliquée dans la maturation de I'extrémité 3' de Tlci.
Nous avions préalablement démontré que la délétion de Rnt1p augmente
Fexpression de Tlc1 (Larose et al. 2007). Par analyse de buvardage
Northern, nous avons reproduit ce résultat et nous avons vérifié si la double
delétion de Rnt1p et Rrp6p affecte la biogénése de Tlc1. Comme le démontre
la Figure 14A, la double délétion de ces protéines cause une augmentation de
Tic1 légerement supérieure a la simple délétion de Rntip.  Plus
spécifiquement, seulement la forme poly A- semble étre affectée. Toutefois,
malgré le fait que I'expression de Tlc1 soit augmentée, aucune différence n'a
été observée au niveau des extrémités 5' et 3' de Tlc1 comme lindique les
Figures 14B et 14C. A premiére vue l'analyse par extension d’amorce a
semblé mettre en évidence de nouvelles extensions 5' mais une surexposition
de la piste contenant de 'ARN wt a révélé les mémes extensions (résultats
non montrés) (Figure 14B). Ces résultats suggeérent que Rntip et Rrp6p
affectent seulement l'expression de Tic1 mais pas la formation de ses

extrémités.

L’absence du facteur de terminaison Nrd1p augmente I’expression

de Tlc1 de concert avec la délétion de I’endoribonucléase Rntip. Nrdip

est une protéine essentielle liant directement 'ARN et impliquée dans la

153



formation de l'extrémité 3' des transcrits non polyadénylés de la pol i
(Steinmetz et al. 2001). En absence de Nrd1p, une élongation en 3' des
transcrits ARN « read-through » est observée. Nous avons voulu vérifier si
Nrd1p, avec ou sans la présence de Rnt1p, pouvait étre impliquée dans la
maturation de I'extrémité 3' de Tlc1. Les résultats obtenus sont identiques a
ceux précédemment obtenus avec la double délétion de Rntip et Rrp6p.
Comme le démontre les analyses de buvardage Northern, d’extension
d’amorce et de protection a la RNase, seulement une légére augmentation de
la quantité de Tic1 est observée en absence de Rnt1p et Nrd1p mais aucune
différence au niveau des extrémités 5' et 3' de Tlc1 n'est détectée (Figure
15A, 15B, 15C respectivement). La protéine Nrd1p ne semble donc pas étre

impliquée dans la formation de I'extrémité 3' de Tlc1.

L’absence de I’hélicase Sen1p n’affecte pas la biogénese de Tlc1.
Sen1p est une hélicase essentielle qui de concert avec Nrd1p, est impliquée
dans la formation de I'extrémité 3' des transcrits non polyadénylés de la pol Il
(Steinmetz et Brow 1996; Steinmetz et al. 2001). Tout comme Nrdip,
labsence de Sen1p cause une élongation en 3' des transcrits ARN « read-
through ». Nous avons voulu vérifier si Sen1p, avec ou sans la présence de
Rnt1p, pouvait étre impliquée dans la maturation de I'extrémité 3' de Tlct.
Comme le démontre les analyses de buvardage Northern, d'extension
d’amorce et de protection a la RNase, aucune différence d'expression ou de

formation des extrémités 5' et 3' de Tlc1 n'est détectée (Figure 16A, 16B, 16C
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respectivement). L’hélicase Sen1p ne semble donc pas étre impliquée dans

la biogénese de Tic1.
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Figure 12. Analyse de ’expression de Tlc1 en absence des exonucléases Ratip et Xrn1p.
(A) Analyse de I'expression de Tlc1 par buvardage Northern. LARN total a été extrait a partir
d’'une souche wt ou d’une souche xm14, rat1-1 poussée a la température permissive (26 °C) ou
non permissive (37 °C). LARN a été hybridé avec des sondes spécifiques pour les genes
indiqués sur la droite. (B) Analyse de I'expression de Tlc1 (exirait des mémes souches décrites
ci-haut) par la technique d’extension d’amorce utilisant un oligo spécifique a Tlc1. Un transcrit
d’ARN in vitro a été utilisé comme contréle d’arrét de la polymérase. Une reaction de
séquencage effectuée avec le méme oligo sert de référence. A la droite du schéma, I'extrémité
majeure de Tlc1 est indiquée par une fléche noire tandis que les extensions 5' sont indiquées
par des fléeches blanches. (C) Analyse de I'expression de Tlc1 (exirait des mémes souches
décrites ci-haut) par la technique de protection a la RNase. Les positions de la sonde, de
Fextrémité poly A+ et de I'extrémité poly A- sont indiquées sur la droite du schéma. Les tailles
indiquées sont calculées a partir du site de coupure de 'enzyme de restriction Hinfl.
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Figure 13. Analyse de I’expression de Tlc1 en absence des facteurs de
clivage/polyadénylation Rna14p et Rna15p. (A) Analyse de I'expression de Tlc1 par
buvardage Northern. LARN total a été extrait a partir d’'une souche wi, d’'une souche rna14-1 ou
rna15-2 poussées a la température permissive (26 °C) ou non permissive (37 °C). LARN a été
hybridé avec des sondes spécifiques pour les génes indiqués sur la droite. (B) Analyse de
I'expression de Tlc1 (extrait des mémes souches décrites ci-haut) par la technique d’extension
d’amorce utilisant un oligo spécifique a Tlc1. Un transcrit d’ARN in vitro a été utilisé comme
contrble d’arrét de la polymérase. Une réaction de séquencage effectuée avec le méme oligo
sert de référence. A la droite du schéma, I'extrémité majeure de Tlc1 est indiquée par une
fleche noire tandis que les extensions 5' sont indiquées par des fleches blanches. (C) Analyse
de I'expression de Tlc1 (extrait des mémes souches décrites ci-haut) par la technique de pro-
tection a la RNase. Les positions de la sonde, de I'extrémité poly A+ et de I'extrémité poly A-
sont indiquées sur la droite du schéma. Les tailles indiquées sont calculées a partir du site de
coupure de I'enzyme de restriction Hinfl.
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Figure 14. Analyse de I’expression de Tic1 en absence de I’exonucléase Rrpép. (A)
Analyse de I'expression de Tlc1 par buvardage Northern. LARN total a été extrait a partir d'une
souche wt, d’'une souche rnt14 ou d'une souche rnt14; mp6A. UARN a été hybridé avec des
sondes spécifiques pour les génes indiqués sur la droite. (B) Analyse de I'expression de Tlc1
(extrait des mémes souches décrites ci-haut) par la technique d’extension d’amorce utilisant un
oligo spécifique a Tlc1. Un transcrit d’ARN in vitro a été utilisé comme contréle d'arrét de la
polymérase. Une réaction de séquencage effectuée avec le méme oligo sert de référence. A la
droite du schéma, I'extrémité majeure de Tlc1 est indiquée par une fleche noire tandis que les
extensions 5' sont indiquées par des fleches blanches. (C) Analyse de I'expression de Tict
(extrait des mémes souches décrites ci-haut) par la technique de protection a la RNase. Les
positions de la sonde, de I'extrémité poly A+ et de I'extrémité poly A- sont indiquées sur la droite
du schéma. Les tailles indiquées sont calculées a partir du site de coupure de I'enzyme de
restriction Hinfl.
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Figure 15. Analyse de I’expression de Tlc1 en absence du facteur de terminaison Nrd1p.
(A) Analyse de I'expression de Tlc1 par buvardage Northern. LARN total a été extrait a partir
d'une souche mt14; NRD1 + pRNT1, rnt14; NRD1, mt14; nrd1-5 + pRNT1, rnt14; nrd1-5
poussées a la température permissive (26 °C) ou non permissive (37 °C). LARN a été hybridé
avec des sondes spécifiques pour les géenes indiqués sur la droite. (B) Analyse de I'expression
de Tlc1 (extrait des mémes souches décrites ci-haut) par la technique d’extension d’amorce
utilisant un oligo spécifique a Tlc1. Un transcrit d’/ARN in vitro a été utilisé comme contréle
d’'arrét de la polymérase. Une réaction de séquencage effectuée avec le méme oligo sert de
référence. A la droite du schéma, I'extrémité majeure de Tlc1 est indiquée par une fléche noire
tandis que les extensions 5' sont indiquées par des fleches blanches. (C) Analyse de
I'expression de Tlc1 (extrait des mémes souches décrites ci-haut) par la technique de protec-
tion a la RNase. Les positions de la sonde, de I'extrémité poly A+ et de I'extrémité poly A- sont
indiquées sur la droite du schéma. Les tailles indiquées sont calculées a partir du site de
coupure de I'enzyme de restriction Hinfl.
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Figure 16. Analyse de ’expression de Tic1 en absence de I’hélicase Sen1p. (A) Analyse de
I'expression de Tlc1 par buvardage Northern. LARN total a été extrait a partir d’'une souche wt,
mt14, sen1-1 ou rt14; sen1-1 poussées a la température permissive (26 °C) ou non permis-
sive (37 °C). LARN a été hybridé avec des sondes spécifiques pour les génes indiqués sur la
droite. (B) Analyse de I'expression de Tlc1 (extrait des mémes souches décrites ci-haut) par la
technique d’extension d’amorce utilisant un oligo spécifique a Tlc1. Un transcrit d’ARN in vitro a
été utilisé comme contréle d'arrét de la polymérase. Une réaction de séquengage effectuée
avec le méme oligo sert de référence. A la droite du schéma, I'extrémité majeure de Tlc1 est
indiquée par une fleche noire tandis que les extensions 5' sont indiquées par des fléeches
blanches. (C) Analyse de I'expression de Tlc1 (extrait des mémes souches décrites ci-haut) par
la technique de protection a la RNase. Les positions de la sonde, de I'extrémité poly A+ et de
I'extrémité poly A- sont indiquées sur la droite du schéma. Les tailles indiquées sont calculées a
partir du site de coupure de I'enzyme de restriction Hinfl.
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DISCUSSION

Régulation négative de la télomérase par la RNase lIl.

Une analyse de puce a ADN réalisée dans notre laboratoire a permis
de démontrer qu’environ 450 génes sur les 6000 genes répertoriés chez
Saccharomyces cerevisiae avaient une expression augmentée d’au moins
deux fois en absence de I'endoribonucléase Rnt1p (Ge et al. 2005). Suite a
une analyse in silico détaillée des résultats de cette étude, nous avons noté
que I'expression de génes codant pour des sous-unités de la télomérase
(EST1, EST2, EST3, TLC1) était augmentée en absence de Rnt1p. De plus,
'absence de Rnt1p cause une augmentation de lactivité télomérase ainsi
qu'une augmentation de la taille des télomeéres (Larose et al. 2007). Nos
résultats corrélent bien avec ce qui avait été suggéré précédemment c'est-a-
dire : qu’'une augmentation de I'activité télomérase requiert une augmentation
de I'expression de la majorité des composantes de la télomérase (Teo et

Jackson 2001).

Les résultats obtenus ont inévitablement soulevé la question suivante:
comment Rnt1p influence-t-il négativement I'expression des ARNm codant
pour les sous-unités de la télomérase? Une possibilité serait que Rntip clive
directement les ARNm Est1, Est2, Est3 et TARN Tlc1 avant qu'ils soient

exportés au cytoplasme. Cette possibilité est supportée par le fait que
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l'activité catalytique de Rnt1p est importante pour I'expression normale des
composantes de la télomérase (Larose et al. 2007). De plus, nos résultats
démontrent un clivage direct de TARNm Est1 par Rnt1p in vitro (Larose et al.
2007). Méme si aucun clivage direct n'a été détecté pour les autres ARN des
composantes de la télomérase, la possibilité d’'un clivage assisté par des
protéines chaperonnes ne peut étre écarté. Effectivement, il a été démontré
que Rnt1p pouvait cliver le snoARN U18 a l'aide de protéine chaperonne
Nopip, une protéine nucléolaire (Giorgi et al. 2001). Une deuxiéme
possibilité serait que Rnt1p influence indirectement les ARN des composantes
de la télomérase en clivant un autre ARN qui lui, affecterait I'expression de
tous les ARN des sous-unités de la ribonucléoprotéine. Toutefois aucun
exemple d’'un tel mécanisme n’a été démontré jusqu’'a maintenant. D’ailleurs,
I'abolition du site de clivage par Rnt1p dans TARNm Est1 (est1-4) n’'affecte
pas les autres sous-unités de la télomérase (données non publiées, Larose

S.).

La découverte que Rntip clive directement Est1 ajoute un nouvel
ARNm a la liste grandissante des substrats de Rnt1p. |l a été démontré que
Rnt1p clive également des ARNm codant pour des protéines impliquées dans
les voies métaboliques du glucose et du fer (Ge et al. 2005; Lee et al. 2005).
Ces résultats soulévent évidemment la question a propos de I'importance de
ces clivages ainsi qu'a la contribution générale de Rnt1p au niveau de la

régulation de I'expression des génes. Puisque Rnt1p n’est jamais retrouvé au
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cytoplasme méme lorsque surexprimé, ceci suggére que ses substrats
seraient clivés a l'intérieur du noyau (Catala et al. 2004). Normalement, suite
a la transcription, les ARNm sont rapidement exportés au cytoplasme pour y
étre traduits (Hieronymus et Silver 2004). Ceci pourrait expliquer pourquoi la
délétion de Rnt1p n'affecte pas dramatiquement la demi-vie de ses substrats
(Ge et al. 2005; Lee et al. 2005; Larose et al. 2007). D’ailleurs, l'introduction
de mutations au niveau du site de clivage de Rnt1p dans TARNm Est1 (esti-
4) (mutations empéchant le clivage par Rnt1p), ne provoque pas de facon
significative une augmentation du niveau dARNm Est1 (Larose et al. 2007).
Tous ces résultats suggérent que le clivage ’ARNm par Rnt1p n’aurait pas
pour but d’abolir complétement I'expression des ARNm, mais plutdt, pourrait
servir de mécanisme de surveillance. Habituellement, les ARNm sont
dégradés dans le cytoplasme suite a une déadénylation et a I'enlévement de
la coiffe, majoritairement dans la direction 5' — 3' et minoritairement 3' — 5'
(Mitchell et Tollervey 2000). Toutefois, un mécanisme de dégradation
nucléaire controlant 'abondance des ARNm a aussi été démontré (Das et al.
2003; Kuai et al. 2005). En plus des mécanismes normaux de dégradation, il
existe aussi des mécanismes de surveillance spécialisés tels que le NMD, le
NSD et le NGD, impliqués dans la dégradation dARNm possédant des
codons de terminaison prémature, ne possédant pas de codons de
terminaison ou possédant une structure stable bloguant la progression de la
traduction respectivement (Doma et Parker 2007). Tous ces mécanismes de

surveillance agissent au cytoplasme mais des mécanismes de surveillance
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nucléaires sont aussi en action comme par exemple la dégradation
dépendante de la polyadénylation des ARN par le complexe TRAMP (LaCava
et al. 2005; Vanacova et al. 2005; Wyers et al. 2005). Rnt1p pourrait ainsi
faire partie des mécanismes de surveillance spécialisés des ARNmM.
Concernant Est1, Rnt1p pourrait avoir un réle a jouer au niveau de sa
dégradation durant le cycle cellulaire. En accord avec une récente étude et
avec des analyses de profil transcriptionnel par puce a ADN, nos résultats ont
démontré que I'expression de Est1 est régulée au cours du cycle cellulaire
(Spellman et al. 1998; Osterhage et al. 2006; Larose et al. 2007).
L'expression de Est1 serait augmentée durant la transition de la phase G1 a
la phase S, ce qui corréle avec une augmentation subséquente de la protéine
Est1p en phase S (Taggart et al. 2002; Larose et al. 2007). Suite a la phase
S, lorsque les cellules entrent en phase G2, le niveau d’expression de Est1
diminue rapidement. Remarquablement, cette diminution survient au méme
moment ou Rntlp sort du nucléole et se retrouve a [intérieur du
nucléoplasme (Catala et al. 2004). Voir Figure 17. La localisation de Rnt1p
contr6lée en fonction du cycle cellulaire pourrait étre responsable de la
dégradation de Est1p durant le cycle cellulaire. Une situation semblable a été
observée avec la RNase MRP : sa sortie du nucléole permet le clivage de
FARNm CIb2 (Gill et al. 2004). Quant a 'augmentation de I'expression de
Est1 durant la transition G1/S, elle est probablement indépendante de Rntip
puisque les mutations empéchant le clivage de Est1 par Rntip (est7-4) ne

bloguent pas l'augmentation des niveaux de Est1 et de plus, Rntip se
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Figure 17. Modéle de régulation de ’TARNm Est1 par Rnt1p durant le cycle cellulaire.
Lors de la transition de la phase G1 a la phase S, une augmentation de I'expression de Est1
est observée, suivi d’'une augmentation de la protéine Est2p. Durant ces deux phases, la
protéine Rnt1p est majoritairement localisée au nucléole. Lors de la transition de la phase S
vers la phase G2, on observe une diminution de I'expression de Est1. A cette méme étape,
Rnt1p sort du nucléole pour se retrouver dans tout le nucléoplasme. Voir le texte pour une
description plus détaillée. Le nucléoplasme est coloré en bleu & I'aide du colorant DAPI, le
nucléole en vert a I'aide du marqueur protéique nucléolaire Nop1p et Rnt1p en rouge. Les pho-
tos sont une gracieuseté de M. Catala.
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retrouve au nucléole a ce moment contrairement & 'ARNm Estl. La
régulation de 'ARNm Est1 par Rnt1p durant le cycle cellulaire serait un
mécanisme de régulation additionnel a celui de la protéine Estip par le
protéasome durant le cycle cellulaire (Osterhage et al. 2006). Toutefois, la
localisation de Rnt1p n’est s(irement pas le seul moyen de contréle pour cliver
FARNm Est1 sinon tout 'ARN serait clive. Par exemple, des protéines
chaperonnes pourraient assister le clivage par Rnt1p, le clivage pourrait étre
co-transcriptionnel ou encore, un export rapide de 'ARNm Est1 vers le
cytoplasme pourrait empécher que tout 'ARN soit dégradé. Tous ces
résultats suggérent donc que lactivité de la télomérase serait régulée de
fagon transcriptionnelle et post-transcriptionnelle.  Plusieurs niveaux de
régulation pourraient étre requis pour une régulation précise des
composantes de la télomérase, un prérequis essentiel au maintien des
télomeres et a la survie des cellules. Plusieurs études ont effectivement
démontré qu'un débalancement de I'expression de certaines sous-unités peut
causer une augmentation ou un raccourcissement des télomeres (Singer et
Gottschling 1994; Virta-Pearlman et al. 1996; Peterson et al. 2001; Dahlseid

et al. 2003).

Une troisiéme possibilité envisageable pour la régulation négative de la
télomérase par Rnt1p serait par le biais d'une régulation au niveau du
promoteur des génes des sous-unités, soit de fagon directe ou indirecte. Des

études de double hybride effectuées dans le laboratoire ont permis d’identifier

166



plusieurs protéines interagissant avec Rnt1p. Parmi ces protéines, plusieurs
facteurs de transcription ont été retrouvés (Tremblay 2002). De plus, des
expériences préliminaires effectuées dans le laboratoire suggérent que Rnt1p
serait présent au promoteur de certains génes d’une fagon dépendante de la
transcription (données non publiées, Ghazal G.). Que cette interaction soit
directe ou non, la présence de Rntip au promoteur de génes ouvre une
nouvelle avenue d'étude. Nous avions précédemment démontré que
I'expression de Tlc1 était la plus affectée par la délétion de Rnt1p, malgré le
fait que Tlc1 ne semblait pas étre un substrat direct de Rnt1p (Larose et al.
2007). Dans le but de vérifier si Rnt1p pouvait avoir un rble a jouer au niveau
de la régulation du promoteur de Tlc1, nous avons analysé I'expression du
géne rapporteur /acZ sous le contréle du promoteur TLC7 en présence ou en
absence de Rnt1p. Une analyse préliminaire a révélé que I'absence de Rnt1p
cause une augmentation de I'expression de TARNm LacZ lorsqu’il est exprimé
a partir du promoteur de TLC7 (Figure 11). Curieusement, la délétion de
Rnt1p semble affecter de fagon plus significative 'expression de LacZ lorsque
ce dernier est sous le contrdle de la région promotrice proximale de Tlecd,
comparativement a la région complete (expérience effectuée en triplicata). La
région proximale contiendrait les éléments requis pour une expression
normale de Tlc1, tandis que la région distale contiendrait le snoARN snR161
(Olivas et al. 1997; Torchet et al. 2005; Larose et al. soumis). Dans ce
contexte particulier, c'est-a-dire lorsque LacZ est sous le contréle de la région

promotrice intergénique compléte de Tlc1, la région distale pourrait avoir un
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effet antagoniste sur la région proximale en absence de Rnt1p. Il est quand
méme remarquable de noter que la région proximale, soit la région promotrice
de Tlc1, réagisse a 'absence de Rnt1p. Ces résuitats suggérent que Rntip
pourrait avoir un role a jouer au niveau de la régulation du promoteur de Tlc1.
Pour confirmer ce résultat, il serait intéressant de remplacer le promoteur
endogeéne de Tlc1 par le promoteur d’'un autre géne non affecté par Rntip et
d'incorporer ces constructions dans une levure wt ou mt14 pour vérifier si
dans ce contexte il y a perte de I'effet. Précédemment, nous avions montré
que Tlc1 n’était pas directement clivé par Rnt1p toutefois, l'activité catalytique
de 'enzyme était importante pour une expression élevée de Tlc1 (Larose et
al. 2007). Rnt1p pourrait ainsi réguler Tlc1 a travers son promoteur en plus
de cliver son ARN (ou de cliver un autre ARN qui aurait un effet sur Tlct
suggérant une double régulation de Rnt1p sur Tic1. Afin de vérifier si Rnt1p
peut cliver Tlc1 a l'aide de protéines chaperonnes, il serait intéressant
d’effectuer des essais de clivage a partir d’extraits cellulaires. Dans le but de
mieux comprendre comment Rnt1p affecte négativement les sous-unités de la
télomérase, les mémes expériences suggérées ci-haut pourraient aussi étre

effectuées avec les ARNm des autres composantes de la télomérase.
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Régulation de I’expression de Tlc1 a travers sa région promotrice.

L’abondance de chacune des sous-unités de la télomérase est trés
importante pour le maintien de 'homéostasie des téloméres (Smogorzewska
et de Lange 2004). Par exemple, la délétion de la sous-unité ARN Tlc1 cause
un raccourcissement progressif des téloméres menant éventuellement a une
mort cellulaire, tandis que sa surexpression cause un raccourcissement des
téloméres maintenus de fagon stable dans cet état (Singer et Gottschling
1994; Peterson et al. 2001). Récemment, il a été démontré que le nombre de
molécules Tlc1 est inférieur au nombre de téloméres présents chez la levure,
suggérant une régulation précise du niveau d'expression de Tlc1 pour le
maintien des téloméres (Mozdy et Cech 2006). Dans le but de mieux
comprendre la régulation de I'expression de TLC17, nous avons entamé I'étude
de sa région promotrice. En utilisant une approche phylogénétique, nous
avons comparé la région intergénique en amont de I'extrémité 5' de Tlct
jusqu'au géne PDX3 des ARN de la télomérase faisant partie du groupe
des sensu stricto (Figure supplémentaire 1)(Larose et al. soumis). Cet
alignement de séquence a permis de révéler la présence de plusieurs
éléments conservés. La région intergénique en amont de TLC7 contient le
snoARN snR161 et tel gu’attendu, puisque les snARN sont habituellement
trés bien conservés, cette région s’est avérée la plus conservée (Olivas et al.
1997; Torchet et al. 2005; Larose et al. soumis). L'extrémité 5' et I'élément

caractéristique des snoARN, soit la boite ACA retrouvée trois nucléotides
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avant la fin 3', étaient d'ailleurs parfaitement conservés entre toutes les
espéces (Figure supplémentaire 1)(Larose et al. soumis). Compte tenu du
contexte de la région intergénique de TLC1, le promoteur de TLCT devrait se
retrouver entre son extrémité 5' et I'extrémité 5' de snR161. En effectuant des
délétions ciblées dans la région intergénique de TLC1 et en utilisant un géne
rapporteur /acZ, nous avons pu déterminer que tous les éléments importants
requis pour réguler la transcription de TLC1 se retrouvaient effectivement
dans cette région, soit a l'intérieur des 242 pb en amont de I'extrémité 5' de
Tlct (Larose et al. soumis). Curieusement, la région contenant une partie de
snR161 jusqu'a PDX3 (région distale AF) avait également la capacité de
soutenir la transcription de TLC7 mais a des niveaux beaucoup plus faibles.
Cette région contient probablement des séquences promotrices cryptiques
pouvant étre utilisées dans ce contexte précis mais nous n’avons pas

investigué de fagon plus approfondie cette avenue.

Puisque TLCT est transcrit par 'ARN polymérase I, nous avons
cherché si des éléments du promoteur pol Il se retrouvaient dans cette région
(Chapon et al. 1997). Un élément majeur du promoteur pol Il est la boite
TATA, c'est-a-dire une séquence TATAAA retrouvée habituellement entre 40
et 120 nt en amont du site d’initiation de la transcription (Hampsey 1998). La
boite TATA est liée par la protéine TBP (TATA-box binding protein), un
facteur de transcription de base essentiel a linitiation de la transcription

(Smale et Kadonaga 2003). Méme si cette séquence est généralement
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conservée et se retrouve dans la majorité des promoteurs pol II, il a été
démontré que TBP peut aussi lier des séquences riches en A/T (Hahn et al.
1989; Singer et al. 1990). En analysant attentivement la région promotrice de
TLC1, nous n'avons pas réussi a identifier une boite TATA canonique
conservée parmi les différentes espéces de levures sensu stricto. Toutefois,
une région conservée riche en A/T a été observée environ de -50 pb a -60 pb
ainsi qu’'une séquence TATA non conservée a environ -75 pb (Larose et al.
soumis). Ces séquences pourraient ainsi servir de site de liaison a la protéine
TBP. Néanmoins, lorsque la région contenant ces deux boites TATA
potentielles est délétée (AJ -29 a -85), 'ARN Tlc1 est quand méme transcrit,
suggérant ainsi que d’autres séquences pourraient aussi servir de site de

liaison a TBP (Larose et al. soumis).

Malgré le fait qu’aucun élément caractéristique du promoteur pol Il n’ait
été clairement identifi€, nous avons déterminé que la région promotrice de
TLC1 contient une région activatrice (UAS) et une région inhibitrice (URS) qui
affectent la transcription de TLC7. En utilisant le systeme promoteur
CYC1/rapporteur lacZ, nous avons pu déterminer que la région H (-144 a -
242) du promoteur TLC1 a la capacité d’inhiber la transcription du géne lacZ
sous le contréle du promoteur CYC1 tandis que la région | (-85 a -144) du
promoteur de TLCT a la capacité d'activer la transcription dans ce méme
contexte (Figure 3)(Larose et al. soumis). Ces données pourraient expliquer

pourquoi la délétion de la région | dans un contexte normal affecte la survie
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de la cellule. Tout d’abord, en utilisant le gene rapporteur /acZ sous le
contréle du promoteur TLC17, nous avions déterminé que la région HK soutient
la transcription de LacZ, que la région IK soutient aussi la transcription de
LacZ mais a un niveau plus élevé que le wt (confirmant les propriétés
inhibitrices de la région H) tandis que la région JK n'est pas capable de
soutenir la transcription de LacZ (Figure 3)(Larose et al. soumis).
Globalement ces résultats suggérent que lorsque la région activatrice | est
délétée, la région inhibitrice H se retrouve a proximité de la région JK
réprimant la transcription et causant probablement le phénotype de

sénescence observé.

Ayant déterminé certaines séquences pouvant inhiber ou activer la
transcription de Tlc1, nous avons tenté d’identifier des facteurs pouvant lier
ces séquences. Récemment, des criblages génétiques a grande échelle ont
permis de démontrer que la délétion de nombreuses protéines, incluant entre
autres plusieurs facteurs de transcription, affectait la taille des télomeéres
(Askree et al. 2004; Gatbonton et al. 2006). Pour savoir si ces facteurs de
transcription pouvaient potentiellement affecter I'expression de Tlc1, nous
avons tout d’abord vérifié I'effet de la délétion de ces facteurs sur les niveaux
d’'expression de Tlc1. Curieusement, plusieurs facteurs de transcription
affectant la taille des télomeres identifiés dans ces deux études font partie du
complexe SRB médiateur, un complexe impliqué tant au niveau de la

répression que de I'activation de la transcription par la pol Il (Hampsey 1998;
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Askree et al. 2004; Gatbonton et al. 2006). Nous avons Vvérifié si Tlc1 était
affecté par 'absence des protéines Srb8p, Srb9p et Srb11p faisant partie du
complexe SRB médiateur, mais aucune différence n’'a été observée (données
non publiées, Larose S.). En analysant attentivement la région promotrice de
Tlc1, une séquence CGCGAAA conservée parmi la majorité des espéces et
similaire au site de liaison consensus des protéines Swi4p et Swiép a pu étre
identifiée dans la région I, environ a -110 de I'extrémité 5' de Tilc1. Les
protéines Swidp/Swibp et Mbp1p/Swiép forment des complexes tous deux
impliqués dans l'activation de la transcription durant la transition G1/S
(Breeden 2003). Malgré le fait que Tlc1 ne semble pas étre un ARN régulé
durant le cycle cellulaire, une légére diminution de I'expression de Tic1 est
observée lorsque les cellules sont arrétées en phase G1 du cycle cellulaire,
suivie d’'une légére augmentation lorsque les cellules entrent a nouveau dans
le cycle cellulaire (données non publiées, Larose S.)(Chapon et al. 1997).
Toutefois, en vérifiant I'expression de Tlc1 en absence des protéines Swidp
ou Swibp, aucune différence n’'a été observée pour une population cellulaire
non synchronisée (données non publiées, Larose S.). Puisque les complexes
Swi4p/Swiép et Mbp1p/Swi6p peuvent étre redondant au niveau de leur
fonction, la délétion de chacune des protéines individuellement pourrait ne
pas avoir d’effet (Breeden 2003). Des études plus approfondies, comme par
exemple I'utilisation de doubles mutants ou de cellules synchronisées,
seraient nécessaires pour déterminer si ces facteurs affectent I'expression de

Tic1.
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Etude de la biogénése de ’ARN de la télomérase Tic1.

L'ARN de la télomérase chez S. cerevisiae possede plusieurs
caractéristiques des petits ARN nucléaires. Comme la majorité des snARN,
Tlc1 est transcrit par la pol 11, son extrémité 5' possede une coiffe TMG et les
protéines Sm s’associent a son extrémité 3' via le site Sm (Chapon et al.
1997; Seto et al. 1999). Une étude précédente a suggéré que Tlc1 serait
transcrit sous forme d'un précurseur polyadénylé qui subirait ensuite des
étapes de maturation pour donner un ARN majeur non polyadénylé (Chapon
et al. 1997). Cette maturation ressemblerait en partie a la maturation des
snARN. Ces derniers sont habituellement transcrits sous forme de longs
précurseurs qui subissent par la suite des étapes de clivage et de maturation
(Will et Luhrmann 2001). Toutefois, contrairement a Tlc1, ces précurseurs
sont normalement non polyadénylés (Will et Luhrmann 2001). Curieusement,
méme s'il a été proposé que le poly A+ serait un précurseur au poly A-, la
forme polyadénylée de Tlc1 coexiste avec la forme non polyadénylée chez la
levure (Chapon et al. 1997). De plus, la forme la plus abondante de Tlc1, soit
la forme poly A-, serait la molécule mature présente dans le complexe
télomérase actif (Bosoy et al. 2003). Dans le but de mieux comprendre la
biogénése de Tic1, nous avons entamé l'étude de la formation de son

extrémité 3' par des analyses en cis et en frans.
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Contrairement aux mammiféres, la formation de l'extrémité 3' des
snARN chez la levure ne dépend pas de la région promotrice (Kiss 2004). En
accord avec ces données, la formation de I'extrémité 3' de Tic1 n'est pas
affectée par la substitution de son promoteur avec un promoteur hétérologue
ou par différentes mutations dans sa région promotrice (données non publiées
Larose S.)(Larose et al. soumis). Une situation semblable est observée avec
FARN de la télomérase humaine puisque cet ARN peut étre transcrit a partir
de différents promoteurs sans affecter la formation de son extrémité 3' (Fu et
Collins 2003). L'extrémité 3' de Tlc1 avait précédemment été déterminée a
deux endroits différents, soit 7-8 nt en aval du site Sm ou environ 90 nt en
aval toujours du site Sm (Chapon et al. 1997; Bosoy et al. 2003). En utilisant
une technique de protection a la RNase sur de 'ARN fractionné sur colonne
oligo(dT) nous permettant de séparer le poly A- et le poly A+, nous avons pu
confirmer 'existence des ces deux extrémités polyadénylées ou non. Plus
précisément, nous avons déterminé que la forme poly A- se termine a 7-8 nt
en aval du site Sm tandis que la forme poly A+ se termine environ a 90 nt en
aval du site Sm (Larose et al. soumis). Pour mieux comprendre la relation
existant entre la forme poly A+ et la forme poly A- de Tlc1, différentes
cassettes ont été introduites entre ces deux extrémités dans le but de modifier
ou d’empécher la production de la forme poly A+. Suite a l'insertion d’une
cassette contenant une portion de la séquence codante du gene ACT1 et ne
contenant pas de signaux de polyadénylation, aucune forme d’ARN Tic1

polyadénylé n'a été détectée (Larose et al. soumis). Remarquablement,
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lextrémité 3' de la forme poly A- n’a pas été affectée par cette insertion. De
plus, linsertion d'un terminateur ADH7 ou de mutations dans les signaux de
polyadénylation proximaux n’ont pas affecté I'extrémité 3' de la forme mature
(Larose et al. soumis). Toutefois, ces deux modifications ont provoqué
F'utilisation de signaux de polyadénylation différents du contexte normal
(Larose et al. soumis). Globalement, ces résultats suggeérent que la forme
mature Tlc1 poly A- peut étre produite indépendamment des séquences en
aval du site Sm et plus particuliérement, sans la nécessité d’'un précurseur
polyadénylé. D’aprés nos résultats et selon des données précédentes, Tlc1
poly A- pourrait étre produit & partir de deux voies de maturation différentes
(Chapon et al. 1997; Larose et al. soumis). Voir Figure 18. Tlc1 pourrait étre
transcrit par la pol Il sous forme de deux précurseurs différents, un se
terminant a proximité du site Sm dans les séquences en amont des signaux
de polyadénylation (pré-Tic1 court) et une continuité de la transcription
pourrait engendrer un autre précurseur se terminant en aval des signaux de
polyadénylation (pré-Tic1 long). Une situation semblable est observée avec
le snARN U5. Dans un état stable, deux formes de U5 coexistent (U5S et
USL) et différent par une extension observée a l'extrémité 3' (Patterson et
Guthrie 1987). Dans ce cas-ci, la présence de ces deux formes couries et
longues serait due a une maturation alternative engendrée par différents
clivages de 'endoribonucléase Rnt1p (Chanfreau et al. 1997). Concernant la
maturation de Tlc1, le pré-Tic1 court pourrait ensuite étre lié par les protéines

Sm et une maturation finale pourrait avoir lieu 4 son extrémité 3' impliquant
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Figure 18. Modéle de maturation des formes poly A- et poly A+ de I’ARN Tic1. Tlc1
pourrait étre transcrit par la polymérase Il sous forme de deux précurseurs différents, un se
terminant dans les séquences en aval du site Sm mais en amont des signaux de
polyadénylation (pré-Tlc1 court) et un autre précurseur se terminant en aval des signaux de
polyadénylation (pré-Tlc1 long). Le pré-Tlc1 court serait ensuite lié par les protéines Sm et une
maturation finale pourrait avoir lieu a son extrémité 3' impliquant divers facteurs, suivi de I'ajout
d'une coiffe en 5'. Le pré-Tlc1 long pourrait de son c6té étre polyadénylé et pourrait & son tour
subir diverses étapes de maturation en 3'. Une maturation alternative pourrait aussi avoir lieu
de la forme poly A+ vers la forme poly A-. Voir texte pour une description plus détaillée.
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divers facteurs, suivi de l'ajout d’'une coiffe en 5. Cette maturation
ressemblerait beaucoup a la maturation de la forme courte de U5 (U5S)
puisque I'extrémité 3' de U5S se termine trés prés du site Sm et il a été
suggéré que la liaison des protéines Sm empécherait la dégradation de cet
ARN par les exonucléases (Chanfreau et al. 1997). Il a d'ailleurs été
démontré que I'exosome était requis pour la maturation de U5 suite au clivage
de Rntilp (Allmang et al. 1999a). De plus, le site Sm serait seulement
important pour I'accumulation de la forme poly A- de Tlc1 puisqu’une étude a
démontré que la délétion du site Sm de Tlc1 abolit la formation de la forme
poly A- mais non la forme poly A+ qui serait toujours présente (Seto et al.
1999). Cette étude a aussi démontré que la forme mature poly A- était
préférentiellement enrichie suite a une immunoprécipitation avec des
anticorps anti-TMG. De son cbété, le pré-Tlc1 long pourrait subir diverses
étapes de maturation en 3' (indépendantes du site Sm) menant
éventuellement a la polyadénylation de son extrémité 3' d( a la présence des
signaux de polyadénylation. Une maturation alternative de la forme poly A+
vers la forme poly A- pourrait aussi avoir lieu comme il a été suggéré
précédemment (Chapon et al. 1997). Lorsque Tlc1 est sous le controle d’'un
promoteur inductible au galactose, I'induction de la transcription de ce gene
produit un ARN majoritairement polyadénylé. Par contre, 1 heure apres
I'induction, on observe autant d’ARN poly A- que d’ARN poly A+, suggérant
ainsi une relation précurseur-produit entre les deux formes de Tlc1 (Chapon

et al. 1997). Deux voies de maturation pourraient donc étre responsables de
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la formation de 'ARN mature poly A- de Tic1. La signification biologique de
ces deux voies demeure toutefois nébuleuse. Malgré le fait que la forme poly
A+ de Tic1 coexiste avec la forme mature poly A-, nos résultats suggérent
que la forme poly A+ n'est pas essentielle puisque la levure est capable de
maintenir ses téloméres de fagon stable (Larose et al. soumis).
Remarquablement, deux récentes études rapportant lidentification et la
caractérisation de 'ARN de la télomérase Ter1 chez S. pombe viennent
appuyer le modele décrit ci-haut (Leonardi et al. 2008; Webb et Zakian 2008).
Tout comme Tlc1, deux formes de Ter1 ont aussi été identifiées : une forme
plus courte, abondante, non polyadénylée et une forme plus longue, moins
abondante, polyadénylée (Leonardi et al. 2008; Webb et Zakian 2008).
L'extrémité 3' de la forme majeure se termine a proximité du site Sm et serait
la forme retrouvée dans la fraction active de la télomérase (Leonardi et al.
2008; Webb et Zakian 2008). De plus, comparativement a la forme mineure
poly A+, la forme majeure poly A- de Ter1 possede une coiffe TMG et le site
Sm est essentiel a sa présence (Leonardi et al. 2008; Webb et Zakian 2008).
Ces résultats suggerent que la biogénese de 'ARN de la télomérase serait
conservée chez la levure. Par ailleurs, deux formes d’ARN ont également été
détectées chez la levure de phylogénie plus distante K. lactis et chez les
levures s’apparentant au groupe des sensu stricto, toutefois dans ce cas il n'a
pas été démontré si ces formes étaient polyadénylées ou non (Chapon et al.
1997; Dandjinou et al. 2004). La forme poly A+ de 'ARN de la télomérase

semble étre conservée chez plusieurs levures par contre limportance
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fonctionnelle de cet polyadénylation n’est pas trés claire. Par exemple, la
forme poly A+ pourrait étre utilisée comme voie alternative de production de la
forme mature poly A-. Curieusement, la présence d’un signal de dimérisation
a récemment été démontré chez la levure entre 'extrémité 3' de la forme poly
A- et la forme poly A+ de Tlc1 (Gipson et al. 2007). Contrairement aux
résultats suggérés par notre étude, des mutations dans le signal de
dimérisation affectent la taille des télomeéres (Gipson et al. 2007). Dans ce
cas-ci, ces mutations pourraient peut-étre interférer avec la maturation de la
forme mature poly A- de 'ARN; il aurait été intéressant pour les auteurs de
cette étude de vérifier la présence de I'ARN Tlc1 de fagon a pouvoir distinguer

le poly A- et le poly A+.

Puisque nos résultats suggerent que la forme mature poly A- de Tlct
peut étre produite indépendamment de la forme polyadénylée, nous avons
voulu déterminer si des facteurs de maturation habituellement impliqués dans
la formation 3' des snARN pouvaient affecter différemment les deux formes de
Tle1. La majorité des facteurs étudiés se retrouvent dans le schéma de la
Figure 9, c'est-a-dire le modele de maturation des snARN. Tel qu’attendu, la
délétion/inactivation des exonucléases 5' — 3' Xrn1p et Ratlp n'a pas
affectée la formation de lextrémité 5' de Tlc1. Il a été démontré que ces
exonucléases sont impliquées dans la maturation de I'extrémité 5' de certains
snoARN et que suite a leur maturation, les snoARN perdent leur coiffe TMG

(Chanfreau et al. 1998b; Lee et al. 2003a). De plus, il n'a jamais été
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démontré que les snARN subissaient des étapes de maturation a leur
extrémité 5' mais plut6t, que I'extrémité 5' serait directement le site d'initiation
de la transcription (Ares 1986). Puisque la forme mature de Tlc1 posséde
une coiffe TMG, il aurait été étonnant que les exonucléases Xrnip et Ratip
soient impliquées dans la formation de son extrémité 5'. Curieusement, une
analyse d’extension d’amorce de I'extrémités 5' de Tlc1 a permis de révéler
quelques extensions mineures en 5' (Figure 10). De plus, I'extrémité &' de
'ARN de la télomérase Ter1 chez S. pombe semble aussi étre hétérogene
(Leonardi et al. 2008; Webb et Zakian 2008). Ces extrémités pourraient étre
différents sites d'initiation de la transcription et il serait intéressant de vérifier
si les extensions se terminant avec un G possedent une coiffe TMG.
Concernant l'extrémité 3' de Tic1, nos résultats suggerent que certains
facteurs de maturation pourraient affecter différemment les formes poly A+ et
poly A- de Tic1. Tel quattendu (puisque ces facteurs sont impliqués tant au
niveau de la formation de Pextrémité 3' des ARNm que des sn/snoARN),
I'inactivation des facteurs de clivage/polyadénylation Rnai4p et Rnai5p a
causé une importante diminution de la forme poly A + de Tlc1 ainsi qu’une
légere diminution de la forme poly A-. Par contre, aucune extension 3' de
Tlc1 n’a été détectée suite a l'inactivation de ces facteurs comme observé
avec d’autres sno/snARN (Figure 13) (Fatica et al. 2000; Morlando et al.
2002). Drailleurs, les mémes observations ont été faites suite a la délétion ou
I'inactivation de certains facteurs impliqués dans la terminaison de la

transcription ou dans la maturation de I'extrémité 3' (Figures 14, 15, 16).
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Contrairement a ce que I'on aurait pu s'attendre, en absence des protéines
Rnt1p, Nrdip, Senip ou Rrp6p, aucune extension 3' n'a été détectée
(Chanfreau et al. 1997; Abou Elela et Ares 1998; Allmang et al. 1999a;
Steinmetz et al. 2001; Ursic et al. 2004). Par contre, la quantité d’ARN Tlc1
poly A- était augmentée en absence de Rntip comme démontré
précédemment et encore plus en absence de Rnt1p-Nrd1p ou Rnt1p-Rrp6p
(Larose et al. 2007). D’un autre c6té, la simple inactivation des protéines
Nrd1p ou Rrp6p n’a pas affecté la quantité de Tlc1. Curieusement, méme si
une augmentation de la quantité de Tlc1 est observée en absence de Rntip,
aucune structure double brin coiffée par une tétraboucle NGNN n’a été
observée a l'extrémité 3' de Tic1 (Chanfreau et al. 2000). Comme il a été
discuté précédemment, Rntlp pourrait affecter Tlc1 en régulant son
promoteur ou encore, via un clivage effectué a laide de protéines
chaperonnes. De plus, une structure secondaire de type tige-tétraboucle
(substrat de Rnt1p) pourrait étre formée par des interactions entre certaines

séquences éloignées a I'extrémité 3'.

Globalement, la forme poly A- de Tlc1 semble étre affectée par la
délétion/inactivation des protéines Rnt1p, Rna14p/Rnai5p ainsi que par la
double délétion/inactivation de Rntip-Nrd1p et Rnt1p-Rrp6p, tandis que la
forme poly A+ semble étre affectée par l'inactivation de Rnail4p/Rnai5p
seulement. Nos résultats suggérent donc qu’il pourrait y avoir une maturation

alternative des formes poly A- et poly A+, ce qui est en accord avec les
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résultats précédents démontrant que la forme poly A- peut étre produite
indépendamment de la forme poly A+ (Larose et al. soumis). Voir Figure 18.
Une question soulevée par ces résultats est : pourquoi aucune extension n’est
détectée en absence des facteurs de maturation Rntip, Nrdip et Rrp6p?
Une hypothese pour expliquer ces résultats serait I'existence de plusieurs
processus de maturation redondants. Par exemple, puisque le complexe
exosome est formé par de multiples exonucléases 3' — 5', la délétion de
Rrp6p serait masquée par d'autres exonucléases pouvant étre responsables
de la maturation de Tict1 (Allmang et al. 1999b). De plus, puisque Tic1 poly A-
peut aussi étre formé a partir du poly A+, cette voie de maturation alternative
pourrait impliquer d’autres facteurs et mener quand méme a la formation
d'une extrémité mature. Pour vérifier cette hypothése, il serait intéressant
d’analyser les effets de la délétion des facteurs de maturation mentionnés
précédemment sur la maturation d’'un ARN Tlc1 exclusivement poly A- (via
I'utilisation du clone ayant la cassette ACT1 insérée en 3'). Nous pourrions
peut-étre observer des extensions dans ces conditions. De plus, il serait
intéressant de vérifier si la délétion des facteurs Nab3p ou Lhp1p affecte la
formation de I'extrémité 3' de Tlc1. Il a été démontré que la protéine Nab3p
interagit avec la protéine Nrd1p et que ces deux protéines lient des
séquences spécifigues a I'extrémité 3' des pré-snARN pour empécher la
continuité de la transcription (Conrad et al. 2000; Steinmetz et al. 2001).
Curieusement, des sites de liaison pour ces deux protéines se retrouvent en

aval de l'extrémité 3' mature de Tlc1 soit: UCUU (Nab3p) et GUA(A/G)
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(Nrd1p) (Carroll et al. 2004; Carroll et al. 2007). Il serait donc intéressant de
vérifier si des mutations dans ces signaux de liaison affectent la formation de
lextrémité 3' de Tic1. L'analyse des séquences en aval de I'extrémité 3'
mature de Tlc1 a aussi révélé la présence de plusieurs résidus uracile, soit
une caractéristique du site de liaison de la protéine La, '’homologue de Lhp1p
chez 'humain (Stefano 1984). D’ailleurs, il a été suggéré que Lhp1p pourrait
agir comme protéine chaperonne permettant de stabiliser I'extrémité 3' des
pré-snARN pour ensuite faciliter la liaison des protéines Sm (Xue et al. 2000).
Les protéines Nab3p et Lhp1p seraient donc deux candidats intéressants a
tester au niveau de leur implication potentielle dans la formation de I'extrémité
3' de Tlc1. Nos résultats suggerent donc que la maturation de I'extrémité 3'
de Tic1 est un processus complexe pouvant étre effectué a partir de
différentes voies de maturation plus ou moins redondantes et impliquant
divers facteurs. D’autres analyses seront toutefois requises pour déterminer

précisément la biogénése de Tlct.
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CONCLUSION

Mes travaux ont permis de révéler de nouveaux mécanismes controlant
expression des sous-unités de la télomérase et influengant le maintien des
télomeres. Les résultats de cette étude suggérent que lactivité de la
télomérase serait régulée par une combinaison d’événements
transcriptionnels et post-transcriptionnels. I a été démontré que
I'endoribonucléase Rnt1p régule négativement I'expression des sous-unités
de la télomérase et est requise pour le maintien des téloméres. En absence
de Rnt1p ou en présence d’'un mutant catalytique de Rnt1p, I'expression des
sous-unités de la télomérase est augmentée. De plus, Rntip contribue a la
dégradation de 'ARNm Est1 durant le cycle cellulaire (régulation post-
transcriptionnelle) et pourrait aussi contribuer a la régulation de Tlc1 via son
promoteur (régulation transcriptionnelle). Il serait intéressant de déterminer si
les ARNm des autres composantes de la télomérase sont régulés de facon
transcriptionnelle ou post-transcriptionnelle par Rnt1p. Les résultats de cette
étude ont également démontré une régulation importante de la transcription
de 'ARN Tic1. Suite a une analyse détaillée de la région promotrice de Tlct,
des éléments ayant la capacité d'activer ou de réprimer I'expression de Tlc1
ont été identifiés. Suite a I'identification de ces éléments, il serait maintenant
intéressant de déterminer les facteurs pouvant lier ces régions et influencant
I'expression de Tlc1. De plus, une analyse détaillée de la région 3' de Tic1 a
permis de caractériser une nouvelle voie de maturation de cet ARN, voie

indépendante a la présence d'un précurseur polyadénylé comme
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précédemment suggéré. Toutefois, plusieurs points restent encore a clarifier
guant a la biogénése de 'ARN de la télomérase comme par exemple : les
facteurs impliqués dans la maturation de I'extrémité 3' ainsi que la signification
biologique de la forme polyadénylé de Tic1. Globalement, cette étude a
permis de révéler différents niveaux de régulation transcriptionnelle et post-
transcriptionnelle de la télomérase importants pour sa fonction et pour le
maintien des téloméres. Compte tenu des liens entre le cancer et une
mauvaise régulation de la télomérase, une meilleure compréhension des
mécanismes de régulation de la télomérase pourront éventuellement aider a

établir de meilleurs diagnostiques et thérapies.
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