E.coli中的Y家族DNA聚合酶—PolⅣ和PolV

（2023版）

曲竞超
摘 要：PolⅣ和PolV作为E.coli中的Y家族DNA聚合酶，分别由dinB和umuDC基因编码。由于其特殊结构，PolⅣ和PolV可对带有非编码损伤的DNA进行移损合成。移损合成作为一种损伤耐受机制，可在DNA损伤暂时未被修复的情况下保持DNA复制的连续性和基因组的完整性，但保真度相较同作为损伤耐受机制的依赖于同源重组的后复制缺口修复和复制叉回退明显偏低。除移损合成外，PolⅣ和PolV还在其它多种不同的生化过程中发挥作用，并具有多重生理功能。本文将结合现有的有关实验和研究成果，对E.coli中的Y家族DNA聚合酶（PolⅣ和PolV）进行比较全面和系统的介绍。
概述。1999年，J·瓦格纳等人（1）和M·F·古德曼等人（2）先后通过有关实验，在E.coli中鉴定了属于Y家族（3）的DNA聚合酶Ⅳ（PolⅣ）和DNA聚合酶V（PolV）。PolⅣ和PolV分别由dinB基因和umuDC基因编码（1）（2）（4），（在静止期和对数期细胞中）其表达均受SOS反应正调控。PolⅣ可直接合成并具有活性，在E.coli细胞中的本底水平为250拷贝（5）（注：PolⅢ的水平仅为10-20拷贝（6）），仅次于PolⅠ（400拷贝）；在SOS反应早期，dinB基因激活表达，PolⅣ的细胞水平可提升至2500拷贝（5）（7）。在静止期细胞中，PolⅣ的表达除可受SOS反应调控外，还受到RpoS反应的正调控；RpoS反应对PolⅣ的正调控发生于静止期晚期，且完全不能归结于（或者说，完全不通过）SOS反应（4）。除表达外，在静止期细胞中，PolⅣ还在蛋白稳定性和活性方面分别受到GroE（8）和Rep(9)蛋白的正调控，而RpoS（4）和Ppk（10）蛋白也可能对PolⅣ的活性具有正调控作用。在对数期细胞中，RpoS虽不影响PolⅣ的表达，但可间接（通过SbcCD和RecB等蛋白）影响（上调）PolⅣ的活性（包括致变性[仅当PolⅣ过量表达时]和移损合成活性）（11）（12）。PolV的合成过程十分复杂：由umuDC操纵子编码的UmuD蛋白须在被Lon蛋白降解前经RecA*催化自裂解，形成（在SOS反应中具有致变活性的）UmuD'蛋白，继而2个UmuD'蛋白和1个UmuC蛋白必须在被ClpXP和Lon蛋白降解前结合，以形成稳定的UmuD'2UmuC复合物（UmuD'2C）——PolV（2）（13）（14）。PolV的表达受SOS反应的正调控（15）。在没有SOS反应开启的情况下，UmuC和UmuD的细胞含量分别为15和180拷贝，PolV则（由于UmuD'的缺乏）处于无法通过Western印记杂交分析被检测到的水平；在SOS反应开启后且在SOS反应晚期（SOS反应开启约30分钟后[该时间可能由于实验条件的不同而有所差别]），umuDC基因激活表达，UmuC和UmuD的细胞含量分别提升至200和2400拷贝，PolV的细胞含量则提升至15-60拷贝（15-19）。在经紫外照射的细胞中，除SOS反应外，PolV的细胞含量还受到GroE的正调控（GroE可与UmuC直接相互作用，从而保护其不受Lon的降解。）（20），而Ppk也可能对PolV的细胞含量或活性具有正调控作用（10）。PolV自身仅具有非常微弱的DNA合成活性，其DNA复制功能的有效发挥需要其它因子的辅助（见下文“PolV的TLS”和“PolV参与的后复制缺口修复和RecA振动模型”）。
注：①根据结构域结构之间的相似性，DNA聚合酶被归于不同的家族。PolI、PolⅡ和PolⅢ被分别归于A、B、C家族。PolⅣ和PolV被归于Y家族，它们彼此相似，但与其它已知家族的DNA聚合酶均无相似性。（15）
②UmuD的自裂解（即去除N末端的24个氨基酸残基）需由RecA*催化；RecA*催化UmuD自裂解的机制与其催化LexA（与UmuD具有同源性）自裂解的机制相似，但效率要低很多，从而使得UmuD'在SOS反应开启约45分钟后才开始积累。（19）
③Lon可快速降解UmuC和UmuD，但难以降解UmuD'；在体内，UmuD和UmuD'最初都以同二聚体的形式存在——UmuD2和UmuD'2，但同时存在的UmuD2和UmuD'2会快速的彼此交换亚基从而形成异二聚体——UmuDUmuD'，在其中，由UmuD介导，UmuD'会特异性的被ClpXP降解。（13）（14）
④现有实验结果显示：在E.coli菌株FC40进入静止期约10小时后，PolⅣ的细胞水平在RpoS的正调控下提高约3倍（在此之前，PolⅣ在静止期FC40中的水平与其在对数期FC40中的水平基本相同。），且（在RpoS的细胞水平和活性基本保持稳定的情况下，）这种高水平会维持至少3天(4)(21)。如果RpoS缺失（RpoS-），PolⅣ会快速减少，从而使得：在进入静止期48小时后，PolⅣ在RpoS-菌株中的数量比在野生型FC40中低30-50倍(4)(21)。PolⅣ并不稳定，但RpoS对PolⅣ的稳定性没有影响，因而在静止期，PolⅣ要保持高水平需要dinB基因在RpoS调控下的持续转录(21)。
PolⅣ和PolV的结构特性。与E.coli的其它三种DNA聚合酶”（PolI、PolⅡ和PolⅢ）相同，PolⅣ和PolV亦包含手指、拇指和手掌结构域（均隶属于N末端的聚合酶催化核心结构域），但不同的是：由于其手指和拇指结构域明显较小，PolⅣ和PolV拥有开放和广阔的DNA结合域，可使带有巨大结构性损伤的DNA进入其催化活性中心。此外，PolⅣ和PolV在其C末端还有独特的第四个结构域——小指结构域（或称聚合酶辅助结构域）。该结构域可以固定DNA底物并使之朝向拇指结构域，也可与其它辅因子（如β滑动夹蛋白）相互作用共同调节DNA的合成。（22）-（24）

PolⅣ和PolV进行移损合成的方式及场景。凭借其独特结构，PolⅣ和PolV可对带有非编码损伤的DNA进行移损合成（translesion synthesis，TLS），具体方式为：“通过延伸在DNA损伤处形成的链滑移中间体跳过模板链上的DNA损伤”（PolⅣ倾向于此种方式）或“在模板链的DNA损伤处向合成链插入核苷酸（不依赖于碱基配对但仍具有模板依赖性），并对新形成的引物末端进行延伸（PolV倾向于此种方式）”。PolⅣ和PolV因此可被称为E.coli中的TLS聚合酶。根据现有的有关试验结果，在正常的复制过程中，当遇到存在于先导链或后随链模板上的DNA损伤时,复制叉至少会有两种可能涉及TLS的表现:一种是越过DNA损伤继续前行（需要依赖于DnaG的复制重启）,从而在身后留下一段包含DNA损伤的子链缺口（平均长度为800nt[约为E.coli中冈崎片段平均长度的一半]，亦被称为“后复制缺口”[post-replicative gaps]）;另一种（发生于DNA损伤存在于先导链模板时）是陷于停滞（先导链DNA聚合酶[PolⅢ]会停止于DNA损伤前1nt处，或在DNA损伤上游空转，对新生链3'端反复进行[少量DNA的]降解与合成，DNA解旋酶DnaB和后随链复制则会超过DNA损伤位点继续向前进行一段距离，从而在DNA损伤下游形成一段DNA单链区。）。在前一种情况中，PolⅣ或PolV可凭借其TLS功能修复子链缺口——后复制TLS（E.coli亦可通过由RecA介导的切除修复[需要UvrABC]或同源重组[需要Holliday连接体的形成和拆分]修复子链缺口。这两种路径可统称为同源依赖性缺口修复[homology dependent gap repair--HDGR]。在通过同源重组修复子链缺口的过程中，DNA损伤可能不会被修复，而需要在后续的修复过程中得到解决。）；在后一种情况中，PolⅣ或PolV可凭借其TLS功能帮助复制叉通过DNA损伤继续前行——复制中TLS（E.coli亦可通过复制叉回退[fork regression--FR，需要RecA]重启复制过程。其间，DNA损伤可能不会被修复，而需要在后续的修复过程中得到解决。）。在这两种情况中，通过TLS，基因组的完整性和DNA复制的连贯性分别得以保持，但DNA损伤依然存在，需要在后续的修复过程中得到解决，因而TLS（以及HDGR和FR）被认为是一种“损伤耐受机制（路径）”，简称DT机制（路径）-Damage Tolerance Mechanism（Pathway）。（15）（17）（18）（25-36）
注：①“非编码损伤”（noncoding or replication-blocking lesions）是指对DNA复制构成明显阻碍的DNA损伤。那些对DNA复制没有明显阻碍但可导致点突变率显著提升的DNA损伤被称为“错码损伤”（miscoding lesions）。（15）本文在讨论TLS时，只涉及“非编码损伤”。

②当遇到后随链模板上的DNA损伤时，复制叉会几乎没有停顿的越过DNA损伤继续前行，并在身后的后随链上留下一段包含DNA损伤的子链缺口。当遇到先导链模板上的DNA损伤时，复制叉会陷于停滞，其重启可通过三条路径实现：（一）复制体直接越过DNA损伤在下游重启DNA复制；若复制体解体，则可通过PriC路径在下游实现复制体的重新组装和DNA复制的重启（无论如何，DnaG都是必需的；在重启的复制叉身后，会在先导链上形成一段包含DNA损伤的子链缺口。）。（二）凭TLS聚合酶直接通过DNA损伤。（三）复制叉回退。

③现有实验结果显示：在后复制缺口修复过程中，HDGR和TLS是具有竞争关系的两条路径,它们之间的竞争进而对它们的调控发生于HDGR的联会前阶段（抑制子链缺口的扩展或RecA蛋白丝在子链缺口处的组装可同时导致HDGR的减少和TLS的增加）。（118）此外，这两条路径的配比还受DNA损伤的性质和SOS反应等因素的影响。（118）（119）
④R·P·福克斯等人认为：PolⅣ和PolV对后复制缺口的修复需要与PolⅠ、PolⅡ或PolⅢ共同完成。主要原因有三：（一）后复制缺口的平均长度为800nt，远超PolⅣ和PolV在进行TLS和正常DNA复制时的延伸能力（见下文“PolⅣ和PolV的DNA合成速度和延伸能力”）；（二）PolsⅠ-V与后复制缺口中的空置模板/引物接头的结合是随机的，且遵循经典的质量作用定律；（三）PolⅣ和PolV自身对模板/引物接头的亲和力很低，从而与模板/引物接头的结合极不稳定，其DNA复制需要β滑动夹的辅助。因此，PolⅣ和PolV对后复制缺口的修复主要包括两个阶段：由PolⅣ或PolV催化的“TLS阶段”和有PolⅠ、PolⅡ或PolⅢ参与的“后TLS阶段”。（见下文“PolⅣ参与的后复制缺口修复”和“PolV参与的后复制缺口修复和RecA振动模型”）
PolⅣ的TLS。根据“工具带模型”（toolbelt model）和现有的有关实验结果（37-43），在复制叉处，PolⅣ的TLS需要β滑动夹的辅助和调控：PolⅣ可通过小指结构域与β滑动夹的边缘位点（邻近β滑动夹的二聚体界面和疏水裂隙）接触，并与PolⅢ的ε亚基竞争β滑动夹的疏水裂隙；通过（以非活化构象）先后占据β滑动夹的边缘位点和ε疏水裂隙，PolⅣ可在复制过程中遇到PolⅢ不能通过的DNA损伤时迅速取代PolⅢ进行TLS（该过程受到PolⅢ的ε亚基与β滑动夹的疏水裂隙间的动态相互作用的限制[见下文]，且除需要PolⅣ与β滑动夹的边缘位点和疏水裂隙的接触外，还[至少在SOS反应条件下]需要PolⅣ和PolⅢ之间的相互作用（37）（39）（40）（43）。此外，至少在体外，对PolⅣ的复制而言，在占据β滑动夹的疏水裂隙后，它与β滑动夹的边缘位点的接触便不再必要（40）。）。在完成TLS后，由于PolⅣ的延伸能力较低，PolⅢ会快速取代PolⅣ继续进行复制，而在此之前，PolⅢ可能以非活化构象结合于β滑动夹的ɑ疏水裂隙，也可能脱离β滑动夹但（由于PolⅢα-DnaXτ-DnaB相互作用）仍存在于复制体中。
注：①首先，β滑动夹是一包含两个原聚体的同源二聚体，其每个原聚体都有一个疏水裂隙（即滑动夹结合蛋白的结合位点）；PolⅢ拥有ɑεθ三个亚基，并在其（具有DNA复制活性的）ɑ亚基和（具有校对核酸外切酶活性的）ε亚基内分别具有一强一弱两个滑动夹结合基序（CBM）。在进行性复制过程中，PolⅢ的两个CBM会同时结合于β滑动夹的两个（完全相同的）疏水裂隙（38）（与PolⅢ的ɑ和ε亚基结合的疏水裂隙可被相应的记为ɑ疏水裂隙和ε疏水裂隙）。其次，与PolⅢ的ɑ亚基相比，PolⅢ的ε亚基对β滑动夹疏水裂隙的亲和力要弱约250倍，因而会在进行性复制过程中频繁脱离疏水裂隙（39），这为PolⅣ与ε疏水裂隙的结合提供了机会，而与β滑动夹的边缘位点的接触则使PolⅣ能够更好的抓住这种机会。再次，对PolⅢ的复制而言，只有其ɑ亚基与β滑动夹的疏水裂隙的结合是必要的（40）（41）。最后，PolⅢ的ε亚基同时与ɑ亚基和β滑动夹结合，从而可促进ɑ亚基与β滑动夹结合的稳定性，进而有助于提高ɑ亚基的延伸能力和DNA合成速度（37）（38）。
②PolⅣ的C末端小指结构域包含243-351氨基酸残基。在该结构域与β滑动夹的复合物共晶结构中，该结构域的346QLVLGL351残基作为C末端CBM与β滑动夹的一个原聚体的疏水裂隙结合，而其303VWP305残基则越过β滑动夹的二聚体界面与相邻滑动夹原聚体的边缘位点（E93、L98）接触。（44）与对β滑动夹的疏水裂隙的亲和力相比，PolⅣ对β滑动夹的边缘位点的亲和力要弱约100倍。

③与细胞含量处于较低的正常水平时相比，当细胞含量因SOS反应显著提升时，PolⅣ可更加频繁的接触邻近ɑ疏水裂隙的β滑动夹的低亲和力边缘位点，并有效的与PolⅢ竞争β滑动夹的ɑ疏水裂隙，从而促进PolⅢ与β滑动夹分离并以更高的频率取代PolⅢ与β滑动夹和模板/引物接头结合，进而导致PolⅢ延伸能力的下降（注：该过程发生于进行性DNA复制过程中，且无需DNA损伤的存在，但需要PolⅣ与β滑动夹的疏水裂隙和PolⅢ的相互作用，并受PolⅣ与β滑动夹的边缘位点的相互作用的促进，但受到PolⅢ的ε亚基与β滑动夹的疏水裂隙间的动态相互作用的限制；在细胞含量处于较低的正常水平时，PolⅣ难以取代行进中的PolⅢ并导致PolⅢ延伸能力的下降。（37）（39）（40）（43））。由于PolⅢα-DnaXτ-DnaB相互作用，在行进过程中被PolⅣ取代并与β滑动夹分离的PolⅢ可能持存于复制体中，直至PolⅣ因有限的延伸能力脱离模板/引物接头，从而允许PolⅢ恢复对复制叉的控制（43）。

现有的有关实验结果（37）（39）（40）（43）综合倾向于表明：PolⅣ与受阻于DNA损伤的PolⅢ的转换（switch）和对行进中的PolⅢ的取代（displacement）是两个不同的过程（前一个过程关乎复制中TLS，后一个过程则可能关乎在DNA损伤反应中对DNA复制的抑制（108）。），β滑动夹的ε疏水裂隙（及邻近边缘位点）和ɑ疏水裂隙（及邻近边缘位点）分别在这两个过程中发挥着重要作用。“在SOS反应条件下（PolⅣ的细胞含量较高），前一个过程需要PolⅣ和PolⅢ的相互作用（43）”，由此可以推测“在正常条件下（PolⅣ的细胞含量较低），该过程亦需要PolⅣ和PolⅢ的相互作用（与该假设一致，在正常条件下，PolⅣ并非被动的等待受阻于DNA损伤的PolⅢ从模板-引物接头上脱离，而是积极主动的获取对模板-引物接头的控制（40）。）”，而如果该推测成立，那么“在正常条件下，PolⅣ只能与受阻于DNA损伤的PolⅢ发生切换（40）（42）（49）”这一实验结果则表明：PolⅢ的ɑ亚基在DNA损伤处可能会发生构象上的变化，而这种变化可能揭露出ɑ亚基与PolⅣ的作用位点，从而使PolⅣ能够在结合于β滑动夹的ε疏水裂隙后进一步与PolⅢ的ɑ亚基相互作用，以获取对模板引物接头的控制。

④即使在行进复制叉中没能通过与β滑动夹的边缘位点的接触结合至β滑动夹的ε疏水裂隙，PolⅣ也仍可在受阻于DNA损伤的复制叉处实现这一目标，并进而取代受阻的PolⅢ进行TLS，而该过程依然受到PolⅢ的ε亚基与β滑动夹的疏水裂隙间的动态相互作用的限制（见下文）。

⑤M·H·拉莫斯等人2017年通过体外实验（116）显示：与“工具带模型”做出的“在进行性复制过程中，β滑动夹可凭借其两个疏水裂隙同时结合PolⅢ和另一TLS聚合酶”的假设不符，PolⅢ和PolⅣ无法同时与β滑动夹稳定结合，而只能交替结合至β滑动夹，因而PolⅣ与β滑动夹的稳定结合要求PolⅢ从β滑动夹上脱离。这些实验结果与S·C·科瓦尔奇科夫斯基等人2021年取得的体外实验结果（PolⅣ可以一种浓度和CBM依赖性的方式结合至复制体，并与复制体一起在无损DNA模板上行进很长一段距离。（95））不符，并与张承宇等人2019年取得的体内实验结果（E.coli对NFZ和MMS的敏感性只受PolⅢ的ε亚基和β滑动夹疏水裂隙间的动态相互作用的影响，PolⅢ的ɑ亚基对β滑动夹疏水裂隙亲和力的大幅提升不能增强E.coli对NFZ和MMS的敏感性（39））不相协调。

⑥现有实验结果显示：PolⅣ不仅可通过小指结构域与β滑动夹（的疏水裂隙和边缘位点）相互作用，还可与PolⅢ的ɑ和ε亚基以及SSB相互作用。（117）
C·B·加巴伊等人虽认为“PolⅣ可在复制叉处与受阻于DNA损伤的PolⅢ发生转换”，但根据有关实验结果指出：至少在体外，这种转换无需PolⅣ与β滑动夹的边缘位点的接触（虽可受到这种接触的促进），而是可通过PolⅣ与PolⅢ对β滑动夹的疏水裂隙的直接竞争而实现（45）。

除在受阻于DNA损伤的复制叉处取代PolⅢ并进行TLS外，PolⅣ还可于后复制缺口处行使TLS功能（参与后复制缺口修复）。在该过程中，PolⅣ很可能不必与PolⅢ相互作用。在复制叉越过DNA损伤继续前进（从而形成后复制缺口）时，复制体会将β滑动夹留在身后，该滑动夹不会停留于（后复制缺口中）DNA损伤处的模板/引物接头，而是会在DNA损伤上游的dsDNA上自由滑动（46），并可在与PolⅣ随机结合后辅助其进行后复制TLS（见下文“PolⅣ参与的后复制缺口修复”）。S·S·亨利克斯等人利用单分子时差显微镜对荧光标记的PolⅣ在分别经环丙沙星、甲基磺酸甲酯（MMS）处理和经紫外照射的E.coli中的活动进行了观察，结果显示：PolⅣ主要（约90%）在复制叉以外的区域行使功能，且即使在SOS反应组成型开启从而细胞含量大幅提升时，PolⅣ与DNA的结合也依赖于DNA损伤的存在（这与传统的由浓度驱动的聚合酶竞争假设不符）（47）。与亨利克斯等人取得的实验结果有所不同，E·S·思罗尔等人构建了承载功能性内源PolⅣ和光激活荧光蛋白融合物的E.coli菌株，并使用粒子跟踪光活化定位显微镜对该菌株进行了成像研究，结果显示，“PolⅣ的聚集位置和募集机制会依DNA损伤类型的不同而有所差别；在经MMS处理的细胞中，PolⅣ富集于复制叉（这与M·K·斯科特兰等人取得的有关实验结果[即：若PolⅣ因突变特异性的丧失与PolⅢ相互作用的能力，其在体内处理由MMS造成的DNA损伤的能力将显著下降。（43）]相一致），且PolⅣ的募集需要β滑动夹（48）。张承宇等人在有关实验结果（39）（50）（51）的基础上指出：“在E.coli中，复制中TLS和后复制TLS是两条具有竞争关系的TLS路径（加巴伊等人亦在有关实验结果的基础上得出过类似结论（45）），对这两条路径的选择受PolⅢ的ε亚基和β滑动夹疏水裂隙间的动态相互作用的调控，这种动态相互作用（独立于ε亚基的校对核酸外切酶活性）构成了对PolⅣ与β滑动夹的疏水裂隙进而与模板/引物接头的结合具有阻碍作用的动力学屏障；PolⅣ克服这种屏障的能力与其细胞水平正相关；与细胞水平较高时（如在SOS反应条件下）相比，在细胞水平较低（如本底水平）时，PolⅣ更难克服这种屏障（或者说，更难捕获PolⅢ的ε亚基脱离β滑动夹的疏水裂隙时形成的开放状态，或更难促进这种开放状态的形成。），从而会更多的进行后复制TLS”；SSB可通过与PolⅣ的相互作用（非特异性的）促进PolⅣ在受阻于DNA损伤的复制叉（而非在行进复制叉）处的富集，从而有助于PolⅣ克服这种屏障，更多的进行复制中TLS。
注：PolⅢ的ε亚基和β滑动夹疏水裂隙间的动态相互作用不影响复制体越过DNA损伤并在下游重启DNA复制的内在倾向和能力。在遇到先导链模板上的DNA损伤时，复制体越过DNA损伤并在下游重启DNA复制的速度可能不受DNA损伤的化学性质的影响；该过程在体外耗时约为4分钟，在体内耗时估计约为10秒钟，因而在体内可能有尚未发现的因子促进该过程的进行。（39）

亨利克斯等人之所以观察到“PolⅣ主要（约90%）在复制叉以外的区域行使功能，且即使在SOS反应组成型开启时PolⅣ与DNA的结合也依赖于DNA损伤的存在”可能在一定程度上是因为：在其实验中，受试菌株的PolⅣ水平普遍较低。的确，经亨利克斯等人测定，PolⅣ在其所用受试菌株（MG1655）中的本底水平仅为20拷贝（远低于S·R·吉姆等人在E.coli菌株YG2247[P90C的衍生菌株]中测定的250拷贝（5））；在经环丙沙星处理后，PolⅣ的细胞水平虽有显著提升，但仍仅为250拷贝（远低于吉姆等人在经MMS处理的YG2247中测定的2500拷贝（5））（47）。
PolV的TLS。根据不同模型，PolV的TLS所需的辅助蛋白虽基本相同，但PolV在激活和进行TLS的具体方式上却有很大不同。根据福克斯等人提出的“顺式激活模型”，PolV的TLS需要RecA*和β滑动夹的辅助：在进行性复制过程中，当复制体遇到模板链上的DNA损伤时，PolⅢ受阻于DNA损伤处，继而从模板/引物接头上脱离，在DNA损伤下游则会形成一段（会首先被SSB覆盖的）DNA单链区。RecA*在RecFOR的催化下形成于该单链区，并促进SOS反应的开启和PolV（UmuD'2C）的合成。TLS聚合酶（PolsⅡ[见下文]、Ⅳ、V）随机的与空置的模板/引物接头结合（遵循经典的质量作用定律，各TLS聚合酶与空置模板/引物接头随机结合的概率取决于其相对细胞含量。）。PolV一旦结合至模板/引物接头，并与RecA*的3'末端和β滑动夹结合，具有完整的TLS功能的RecA*-PolV-β滑动夹复合物便会形成。RecA*可通过对单链模板的拉伸（在模板链上存在难以复制的DNA序列[如二级结构]时）促进PolV对新生链的延伸，并可通过其3'末端与PolV的相互作用激活作为TLS聚合酶的PolV，从而确保PolV相对于DNA底物的正确定位；随对新生链的延伸，PolV不断从3'末端按3'→5'方向置换RecA*，同时RecA*从5'末端按5'→3'方向发生解离。在整个TLS过程中，β滑动夹促进了PolV与DNA底物结合的稳定性（根据P·法姆等人的假设，这有助于PolV在延伸过程中与RecA*的3'末端保持接触。）。在每次结合至模板/引物接头后，PolV须在被高保真度DNA聚合酶替换前，于RecA*和β滑动夹的辅助下合成足够长的有效TLS补丁（TLS patch），否则过短的TLS补丁会因DNA损伤导致的DNA结构变形而被具有3'→5'校对活性的高保真度DNA聚合酶降解，从而使既发的TLS归于无效（PolⅣ的TLS也有同样的要求）。（15）（17）（28）（52-55）
注：①福克斯等人取得的有关实验结果显示：5nt的TLS补丁（包括在损伤位点处插入的1nt和随后[在损伤位点下游]插入的正确的4nt）即可得到PolⅢ和PolⅡ的有效延伸。（17）（54）
②每次结合至模板/引物接头后，PolV合成的TLS补丁的平均长度可受（所要通过的）DNA损伤的化学性质和序列环境等因素的影响。比如，体外实验显示：每次结合至位于G-AAF加合物处的模板/引物接头后，PolV在RecA*和β滑动夹的辅助下合成TLS补丁的平均长度约为18nt，合成有效TLS补丁的概率约为75%；相比之下，每次结合至位于TT（6-4）或TT-CPD损伤处的模板/引物接头后，PolV在RecA*和β滑动夹的辅助下合成TLS补丁的平均长度和合成有效TLS补丁的概率均略有下降。（52-54）
根据古德曼等人提出的“反式激活模型”，PolV的TLS需要RecA、ATP和β滑动夹的辅助：与DNA损伤反式排列的RecA*可通过其3'末端向PolV传输一个结合有ATP的RecA单体，从而形成具有DNA合成（包括TLS）活性的PolV-ATP-RecA复合物（PolV Mut），继而该复合物会沿DNA链搜索需要进行TLS的部位，并会在完成TLS后，很快通过ATP水解脱离模板/引物接头（注：PolV Mut与模板/引物接头的结合需要ATP，或者说，PolV-RecA复合物只有在与ATP结合形成PolV Mut后，才能与模板/引物接头结合；PolV Mut具有DNA依赖性ATP酶活性，但其形成和TLS均无需ATP水解。），这在很大程度上限制了PolV复制未受损DNA的范围。如果ssDNA和RecA*依然存在，脱离模板/引物接头的PolV可通过与先前相同的方式被重新激活，并再次进行DNA合成（包括TLS）。在PolV Mut的TLS过程中，β滑动夹可以促进PolV与DNA底物结合的稳定性，并可抑制PolV Mut的ATP酶活性，从而延长其在模板/引物接头上停留的时间（这可显著提升PolV Mut合成有效TLS补丁的效率）。（18）（55-64）

注：①与“顺式激活模型”截然相反，根据“反式激活模型”，在PolV的TLS过程中，RecA*并不存在于DNA损伤下游的单链区，其对PolV的激活相对于DNA损伤（或者说，需要进行TLS的部位）是反式的；在激活PolV后，RecA*遂不在PolV的TLS过程中发挥作用（19）（60）。导致这种不同的主要原因是：首先，古德曼等人进行的体外实验显示，“位于一个模板/引物DNA分子上的PolV可被形成于另一引物/模板DNA分子中之模板链的RecA*激活”（62）；其次，古德曼等人在有关实验结果（55）（56）的基础上认为，“PolV难以置换模板链上的RecA*，因而如果RecA*存在于DNA损伤下游的单链区，PolV的TLS会受到极大阻碍（19）”。
有趣的是，古德曼等人2012年发表的实验数据（62）显示：于体外，在β滑动夹存在的情况下，RecA*既可順式催化，也可反式催化PolV的TLS；被激活的PolV在没有RecA*存在的模板链上的延伸能力明显高于其在有RecA*存在的模板链上的延伸能力。据此，可以设想：在体内，PolV既可被RecA*順式激活，也可被RecA*反式激活，但通常激活以順式方式进行（因为PolV在SOS反应晚期出现并发挥作用。此时，RecA的细胞含量大幅提升，所有的ssDNA很可能都被RecA蛋白丝覆盖。），并且（由于PolV自身具有一定的置换RecA*的能力，或由于某种[些]蛋白因子[如SSB、UvrD、PcrA]的作用）存在于DNA损伤下游的RecA*不会阻碍PolV有效进行TLS，但会限制其复制未受损DNA的范围。
②至于PolV的TLS是否需要β滑动夹，古德曼等人的观点并非始终一致（15）。他们曾在2002年后的一段相当长的时间里认为：虽然可在某些条件下促进PolV的TLS，但β滑动夹并不为PolV的TLS所需要。直至2012-2021年，他们的观点才（在有关生化实验[以含有TT-CPD或无碱基位点的环状ssDNA模板为反应底物，从而更接近体内条件]（62）（64）的基础上）逐渐发生改变，认为PolV的TLS需要β滑动夹，从而与福克斯等人（通过有关遗传实验（15）得出）的观点取得一致。
③与PolⅣ一样，PolV亦可与β滑动夹的疏水裂隙以外的区域相互作用（65）；PolV亦可由β滑动夹介导与PolⅢ发生转换进而催化TLS，且这种转换亦受到PolⅢ的ε亚基和β滑动夹疏水裂隙间的动态相互作用的限制（39）（根据古德曼等人的观点，在这种转换发生前，PolV可能就已被RecA*激活为PolV Mut（19）。）。
无论“顺式激活模型”还是“反式激活模型”，PolV的TLS都需要RecA和β滑动夹。此外，A·罗宾逊等人通过有关实验显示：PolV主要在后复制TLS过程中发挥作用（59）。在“反式激活模型”描述的情境中，于DNA损伤上游的dsDNA上自由滑动的β滑动夹可与在DNA上游走的PolV Mut结合，并辅助其进行后复制TLS。
dNTP池的大小对PolⅣ和PolV的TLS的影响。dNTP池的大小与PolⅢ的DNA合成活性正相关，而与PolⅢ的3'→5'校对活性负相关。dNTP池的扩大可抑制PolⅢ的3'→5'校对活性，从而显著提升E.coli细胞通过TLS处理多种DNA损伤（如G-AAF、TT-CPD、TT（6-4））的能力，且同时不降低TLS过程对TLS聚合酶的依赖。在受到基因毒性压力（如紫外照射）时，E.coli细胞会通过SOS反应上调TLS聚合酶的水平，同时通过不依赖于SOS反应的路径上调nrdAB基因的表达，使dNTP池扩大（3-4倍）；dNTP池的扩大和TLS聚合酶水平的上调协同作用促进TLS。（15）
PolⅣ和PolV的TLS能力。PolⅣ和PolV通过DNA损伤的效率可受DNA损伤的性质和序列环境的影响。从“可通过DNA损伤的类型”这个方面讲，PolV可通过多种类型的DNA损伤（如6-4胸腺嘧啶光产物、cis-syn型胸腺嘧啶二聚物、无碱基位点、腺嘌呤加合物），因而对受损DNA的复制能力较强，而与之相比，（有遗传证据支持的）PolⅣ所能通过的DNA损伤的类型则比较有限（只有少数位于DNA小沟的[由诸如BaP、NFZ、4-NQO等导致的]N2-鸟嘌呤加合物和烷基化加合物[如3meA，可由MMS导致]），因而对受损DNA的复制能力较弱。目前，有研究人员在相关实验和研究成果的基础上认为：PolⅣ被进化来专门处理轻微的小沟损伤，而PolV则可处理包括大沟损伤在内的较为严重的DNA损伤。（1）（5）（15）（17）（29-33）（66）（也见参考文献（94））

注：①现有的以E.coli为材料进行的有关实验表明：TLS是PolV的一项重要生理功能；在多种致变条件下，TLS均主要由PolV催化进行。（33）（67）-（69）

②PolⅣ和PolV在TLS能力和存在时间上的差异可对TLS的发生路径产生影响。由于包含大沟损伤在内的严重DNA损伤难以被PolⅣ通过，而多可被PolV通过，所以在正常生长的E.coli细胞中（无PolV），复制叉在遇到先导链模板上的此类损伤时往往只能选择两种方式加以应对：一是复制叉回退；二是越过损伤继续前进，从而在身后留下一段子链缺口（后复制缺口），继而通过同源重组或待到SOS反应晚期由PolV（和其它DNA聚合酶）进行修复（见下文“PolⅤ参与的后复制缺口修复和‘RecA震动模型’”）。因此，在正常生长的E.coli细胞中，由发生于先导链模板的严重DNA损伤引发的TLS主要为后复制TLS。

③福克斯等人认为：在E.coli中，不存在可根据DNA损伤的性质（如DNA损伤的化学性质和其在DNA双螺旋结构上的位置）特异性的募集适恰的TLS聚合酶的分子机制（或者说，DNA损伤不能“指导”TLS聚合酶与受阻模板/引物接头的结合）。就TLS而言，TLS聚合酶与β滑动夹和模板/引物接头的结合是随机的，且遵循经典的质量作用定律（主要参数为：TLS聚合酶的细胞含量及其对β滑动夹和模板/引物接头的亲和力）（15）（17）。在此基础上，TLS过程可被近似的看做一种试错过程：如果随机结合至β滑动夹和模板/引物接头的TLS聚合酶可通过DNA损伤并合成足够长的（或者说，有效的）TLS补丁，TLS便获得成功；反之，如果随机结合至β滑动夹和模板/引物接头的TLS聚合酶不能通过DNA损伤或不能合成足够长的TLS补丁，TLS便以失败告终，新一轮的尝试（起始于新一轮的TLS聚合酶与β滑动夹和模板/引物接头的随机结合）便会开始（15）（17）。此外，C·印第安尼等人通过有关实验显示“在行进复制叉中，达到SOS反应诱导水平的RecA可显著促进PolsⅡ、Ⅳ、V取代PolⅢ进行DNA复制，并导致DNA复制速度的下降（SSB则反而会促进PolⅢ的DNA复制，并抑制TLS聚合酶的DNA复制。）”，从而表明“在行进复制叉处，TLS聚合酶和PolⅢ之间的切换很可能受到比单纯的‘质量作用驱动’更加复杂的机制的调控”（70）。

PolⅣ和PolV对受损DNA的复制保真度和导致定标突变（targeted mutagenesis）的能力。PolⅣ和PolV对受损DNA的复制保真度可受DNA损伤的化学性质和序列环境的影响。总体而言，受各自对受损DNA的复制保真度和TLS能力等因素的影响，与PolⅣ相比，PolV导致定标突变的能力更强。（5）（29）（32）（33）
注：现有的以E.coli为材料进行的有关实验表明，“在多种致变条件下，绝大部分定标突变都源自PolV的TLS”。（33）（67）-（69）
PolⅣ和PolV对未受损DNA的复制保真度。由于不具有3'–5'核酸外切酶活性从而缺乏校对功能（该功能的缺失可使DNA聚合酶的复制保真度下降102-103倍），且不具有独特的α螺旋（相当于PolI中的O螺旋，可提高DNA聚合酶的复制保真度），PolⅣ和PolV对未受损DNA的复制保真度远低于已知的E.coli的其它3种DNA聚合酶（PolI、PolⅡ、PolⅢ）（1）（2）（24）（71），而与PolⅣ相比，PolV对未受损DNA的复制保真度（10-3-10-4）还要低5-10倍（29）。因此，PolⅣ和PolV在对未受损DNA进行复制时，均会以很高的频率导致非定标突变（untargeted mutagenesis）的发生。在对未受损DNA进行复制时，PolⅣ的复制进而致变能力的理想发挥依赖于β、γ复合物和SSB（β、γ复合物和SSB可显著提升PolⅣ的延伸能力；β、γ复合物可使PolⅣ的延伸能力、DNA合成效率和对dNTP的亲合力分别提高300-400倍、约3000倍和约10倍。）（29）（72-74）；PolV的复制进而致变能力的理想发挥依赖于RecA、ATP、SSB和β、γ复合物（RecA*、SSB和β，γ复合物可显著提升PolV的延伸能力和DNA合成效率[RecA可在SSB、β,γ复合物和ATP存在的情况下，使PolV的DNA合成效率提高15000倍]。）（15）（17）（29）（53）（55）（57）（60-62）（75）。
注：①由于对未受损DNA的复制保真度极低，PolV在E.coli细胞中受到极其严格的调控。除在上文中已提及的转录水平调控（涉及UmuC、UmuD的表达）和转录后调控（涉及UmuC、UmuD、UmuD'的稳定性和PolV的DNA复制活性）外，现有的有关实验结果显示，PolV还在时间和空间上受到一种特殊机制的调控：在经紫外照射约45分钟后（不同实验条件下，该时间可能有所差异），UmuC开始合成，但不会被立即激活，其绝大部分先是被吸附于细胞内膜，直至UmuD'（在RecA*催化下）出现（经紫外照射约90分钟后[不同实验条件下，该时间可能有所差异]）并与UmuD'结合后，才会被释放至细胞质中。（59）
②在E.coli细胞中，PolⅡ亦可在β滑动夹的辅助下对含有某些损伤（如ɛC加合物、处于特定序列环境中的G-AAF加合物）的DNA进行TLS，并导致定标突变（如C →T碱基转换、-2移码 ）的高频发生（76）（77）（注：取决于DNA损伤的化学性质和序列环境，PolⅡ可单独或与PolV一起进行TLS（31）（78）；与PolsⅣ、V一样，PolⅡ亦可与β滑动夹的疏水裂隙以外的区域相互作用（79），并亦可由β滑动夹介导与PolⅢ发生转换进而催化TLS，且这种转换亦受到PolⅢ的ε亚基和β滑动夹的疏水裂隙间的动态相互作用的限制（39）。），但由于具有3'–5'校对活性，其对未受损DNA的复制保真度较高。与PolⅣ和PolV一样，PolⅡ亦可受SOS反应正调控（在SOS反应中，PolⅡ的细胞水平可从本底水平的≤50拷贝提升至≤350拷贝。）；除SOS反应外，PolⅡ在经丝裂霉素C（MMC）处理的对数期细胞中的充分表达还需要RpoS反应的调控（80）。至于PolⅡ的生理功能，现有实验结果显示：除进行TLS外，PolⅡ还可在复制（特别是后随链复制）过程中纠正PolⅢ导致的复制错误（81）（82）；在经紫外照射的细胞中参与催化高保真度的复制重启（83）；参与对链间交联（84）以及由紫外照射（85）和氧化（80）（86）造成的DNA损伤的修复；在细胞因养分胁迫而处于静止期时，增强和提高细胞的长期生存能力和进化适合度（87）；在对数期细胞中促进遗传多样性（88）。

③TLS虽然不总是致变，但本质上容易出错，因而被称为误性（error-prone）DT机制，而HDGR和FR则因其高保真度被称为无误（error-free）DT机制。
PolⅣ和PolV导致的定标突变的类型。虽然由PolⅣ和PolV导致的定标突变谱可受DNA损伤的化学性质和序列环境的影响，但总体而言，由于在进行TLS的方式上的倾向性（见上文“PolⅣ和PolV进行TLS的方式及场景”），PolⅣ倾向于导致移码，而PolV倾向于导致碱基置换。（5）（18）（32）（33）
PolⅣ和PolV导致的非定标突变的类型。在对未受损DNA进行复制时，PolⅣ主要导致由单碱基缺失造成的移码，而与PolⅢ相比，PolⅣ导致碱基置换的频率也明显较高；PolV主要导致发生于嘌呤与嘧啶之间的碱基颠换，而与PolⅢ相比，PolV导致其它类型突变（如移码以及发生于嘌呤与嘌呤之间或嘧啶与嘧啶之间的碱基转换）的频率也明显较高。值得注意的是：作为最重要的复制后DNA修复系统，MMR可非常有效的防止移码和碱基转换的发生，但防止碱基颠换的效率相对较低。因此，相较于PolⅤ，PolⅣ的致变性在更大程度上受到MMR的抑制。（1）（5）（18）（29）（89-93）
注：由PolⅢ导致的复制错误如不被修复，则有75%会导致移码和碱基转换。（91）
PolⅣ和PolV的DNA合成速度和延伸能力。体外实验显示：（一）在β滑动夹存在的情况下，PolⅣ在无损DNA模板上的平均合成速度为3-5nt/秒，平均延伸能力为300-400nt（在无β滑动夹存在的情况下，PolⅣ在无损DNA模板上的延伸能力仅为≤1nt。），每次驻留于模板/引物接头的平均时间约为97秒；当DNA损伤（[-ta]-BaP-dG）存在时，PolⅣ的平均延伸能力（相对于其在无损DNA模板上的平均延伸能力）大幅下降至约5nt，从而表明其驻留于模板/引物接头的时间大部分用于通过DNA损伤。（二）在β滑动夹和RecA存在的情况下，PolⅤ在无损DNA模板上的平均合成速度约为0.3nt/秒，平均延伸能力约为25nt（最大延伸能力约为100nt；在无β滑动夹存在的情况下，PolⅤ在无损DNA模板上的延伸能力仅为1nt。），每次驻留于模板/引物接头的平均时间约为86秒；当DNA损伤（G-AAF加合物、TT（6-4）或TT-CPD）存在时，PolⅤ通过DNA损伤的时间约为24-34秒，PolⅤ的平均延伸能力小幅下降至约15-18nt。（15）（17）（53）（54）（72）
注：在E.coli中，PolⅤ是合成速度最慢的DNA聚合酶；PolⅢ的DNA合成速度最快，为>650nt/秒；PolⅠ和PolⅡ在无损DNA模板上的DNA合成速度则分别为13-15nt/秒和20-30nt/秒。此外，在无损DNA模板上，PolⅠ、PolⅡ和PolⅢ的延伸能力分别为≤700nt、≥1600nt和≥50000nt，且其延伸能力强烈依赖于β滑动夹；若β滑动夹不存在，其延伸能力将分别大幅下降至15-20nt、5nt和10-15nt（平均约12nt）。（15）（17）

在无损DNA模板上，PolⅣ和PolⅤ的平均延伸能力和合成速度虽有显著差异（300-400nt vs 25nt；3-5nt/秒 vs 0.3nt/秒），但其每次驻留于模板/引物接头的平均时间却相差不大（97秒 vs 86秒），这表明其对模板/引物接头的亲和力比较接近，而这种亲和力可能主要来源于其与β滑动夹的相互作用。（17）
PolⅣ参与的后复制缺口修复（Post-replicative Gap Repair）。2020年，福克斯等人在有关实验结果的基础上明确指出，“PolⅣ和PolⅤ是在后复制缺口而非复制叉处行使TLS功能（该观点值得商榷）；PolⅣ和PolⅤ的TLS是后复制缺口修复的有机组成部分”，并对PolⅣ和PolⅤ参与的后复制缺口修复进行了研究和描述。（17）在PolⅣ参与的后复制缺口修复过程中，根据福克斯等人的假设：（一）β滑动夹发挥着不可或缺的辅助作用；PolⅣ可随机结合至DNA损伤处的模板/引物接头，但这种结合很不稳定，因而PolⅣ很难进一步与在DNA损伤上游的dsDNA上自由滑动的β滑动夹结合。PolⅣ与β滑动夹的结合因此成为整个后复制缺口修复反应的限速步骤。（二）由于PolⅣ的细胞含量较高（本底水平250拷贝，SOS反应诱导下可达2500拷贝），所以当后复制缺口包含高保真度DNA聚合酶无法通过的小沟损伤时，PolⅣ可通过反复结合至模板/引物接头，最终实现与β滑动夹的结合，进而有效进行TLS。（三）在进行TLS时，PolⅣ的延伸能力非常有限（见上文），因而在其完成TLS并脱离模板/引物接头后，仍会有大段的后复制缺口需要填补。在正常（或者说无损）的模板/引物接头上，PolⅣ无法与高保真度DNA聚合酶竞争（即使在SOS反应条件下亦是如此），因而在PolⅤ未激活表达时，后TLS时期的后复制缺口修复基本上完全由高保真度DNA聚合酶催化完成。这使得：当PolⅤ未激活表达时，在PolⅣ参与的包含小沟损伤的后复制缺口修复过程中，非定标突变仅高发于TLS补丁。（17）
注:①PolⅤ可能在大多数情况下都在后复制缺口（而非复制叉）处行使TLS功能，因为PolⅤ仅在SOS反应晚期才开始出现（此时，需由PolⅤ进行TLS处理的DNA损伤可能大都已存在于后复制缺口中。），且即使在SOS反应的正调控下，PolⅤ也只能达到15-60拷贝的细胞水平，从而可能较难克服由PolⅢ的ε亚基和β滑动夹疏水裂隙间的动态相互作用构成的动力学屏障，进而更倾向于进行后复制TLS。PolⅣ的情况则有所不同：PolⅣ具有较高的本底水平（250拷贝），而在SOS反应早期，PolⅣ更可达到2500拷贝的细胞水平，从而可更大程度的克服由PolⅢ的ε亚基和β滑动夹疏水裂隙间的动态相互作用构成的动力学屏障，进而更多的进行复制中TLS。现有的一系列体外实验表明：PolⅣ可有效的在复制叉处对含某些损伤的DNA进行TLS（39）（45）（66）；现有的一系列体内实验也倾向于表明：至少在某些条件下，PolⅣ会在相当程度上于复制叉处行使TLS功能（39）（43）（48）（50）（94）。有研究人员甚至认为：PolⅣ可能是（或至少在某些条件[如DNA损伤反应]下是）复制体的一个组成部分，它有助于复制体克服模板链上的障碍，顺畅前行（45）（66）（95）。
②福克斯等人假设：在后复制缺口修复过程中，在Y家族DNA聚合酶完成DNA复制并脱离模板/引物接头后，留下的β滑动夹不会停留于该接头，而是会在其上游的dsDNA上自由滑动。（17）
PolⅤ参与的后复制缺口修复和“RecA震动模型”。福克斯等人2018年通过有关实验显示：在对含TT（6-4）损伤的后复制缺口进行的修复过程中，非定标突变不仅高发于TLS补丁，还频发于TLS补丁的下游区域（长达数百nt），甚至可在DNA损伤的上游区域（以一定程度上低于DNA损伤下游区域的频率）被观察到；非定标突变率虽自DNA损伤位点向下整体的逐渐下行，但下行幅度并不均匀，而是（在长达数百nt的后复制缺口内）呈现出具有周期性的震荡模式（表现为：几十nt的低突变区与约50nt的高突变区交替存在。从图像上看，与TLS补丁相比，TLS补丁下游的高突变区[亦被称为“后TLS补丁”--“post-TLS patch”]由于受相邻低突变区的影响，尺寸较为宽大，边界也较为模糊。），且TLS补丁下游的高突变区的形成由PolⅤ介导，而与PolⅣ无关；在DNA损伤的上游区域观察到的非定标突变亦由PolⅤ导致（DNA损伤上游的高突变区亦被称为“前TLS补丁”--“pre-TLS patch”。）；由PolⅤ导致的非定标突变并未受到MMR的有效抑制。（17）（96）对于这些实验结果，福克斯等人给出的解释主要包括：（一）在后复制缺口修复过程中，PolsⅠ-V随机的与空置模板/引物接头结合，各聚合酶与空置模板/引物接头随机结合的概率取决于其相对细胞含量。（二）TLS补丁下游的高突变区的形成由PolⅤ介导而与PolⅣ无关是因为：PolⅣ与模板/引物接头的结合极不稳定，以至于即使在SOS反应条件下（PolⅣ的细胞含量可大幅提升至2500拷贝），PolⅣ在结合至模板/引物接头后进一步与在该接头上游的dsDNA上自由滑动的β滑动夹结合的效率依然很低，而若无β滑动夹辅助，PolⅣ在正常DNA模板上的延伸能力仅为≤1nt。虽然PolⅤ与模板/引物接头的结合同样极不稳定，但与PolⅣ不同，存在于后复制缺口的RecA*可通过其3'末端与PolⅤ的相互作用为PolⅤ与模板/引物接头的结合提供额外的稳定性，从而显著提高了PolⅤ进一步与β滑动夹结合的效率，进而使得PolⅤ在完成TLS后且在细胞含量较低的情况下依然能够在后复制缺口修复过程中反复导致高突变区的形成。（三）在有损和无损DNA模板上，每次结合至模板/引物接头后，在β滑动夹和RecA的辅助下，PolⅤ的平均延伸能力分别仅为15-18nt和25nt（在无损DNA模板上的最大延伸能力也仅为约100nt）。“PolⅤ-RecA复合物”（即：PolⅤ脱离复合物--PolⅤ dissociation complex[PolV-dc]）离开模板/引物接头后，在模板/引物接头和RecA*的3'末端之间会留下一段空隙。这段空隙使得PolⅤ无法同时与模板/引物接头和RecA*的3'末端结合（或者说，无法功能性的结合至模板/引物接头），而高保真度DNA聚合酶此时可（功能性的）结合至模板/引物接头，并（通常）在没有β滑动夹辅助的情况下进行DNA复制，随高保真度DNA聚合酶对模板/引物接头的延伸，RecA*按3'→5'方向发生回退（由RecA单体从RecA*3'末端的解离导致）。由于没有β滑动夹的辅助，高保真度DNA聚合酶的延伸能力非常有限，平均仅为约12nt。当高保真度DNA聚合酶脱离模板/引物接头时，在模板/引物接头和RecA*的3'末端之间会形成0-3nt（即0nt、1nt、2nt或3nt）的空隙，且其中只有一种尺寸的空隙可供PolⅤ同时与模板/引物接头和RecA*的3'末端结合。继而，高保真度DNA聚合酶会以较大概率结合至模板/引物接头，并继续形成一段低突变区；PolⅤ则会以较小概率功能性的结合至模板/引物接头，并进一步与β滑动夹结合，进而再次形成一段高突变区。这种PolⅤ和高保真度DNA聚合酶交替功能性的结合至模板/引物接头并对其进行延伸的过程可反复进行，从而可以解释“非定标突变率在后复制缺口内呈现出的具有周期性的震荡模式”。（四）虽然概率较小，但结合至模板/引物接头的高保真度DNA聚合酶仍可能与（在模板/引物接头上游的dsDNA上自由滑动的）β滑动夹结合，从而有助于导致“非定标突变率在后复制缺口内自DNA损伤位点向下整体的逐渐下行”。（五）由PolⅤ导致的非定标突变可在DNA损伤的上游区域（以在一定程度上低于DNA损伤下游区域的频率）被观察到是因为：在DNA损伤或（过短的）无效TLS补丁处的新生链3'端可被高保真度DNA聚合酶降解，从而使后复制缺口扩大至（RecA*也随即延伸至）DNA损伤的上游区域。在PolⅤ出现前，由此产生的DNA损伤上游的单链区由高保真度DNA聚合酶填补；在PolⅤ出现后，PolⅤ会随机参与对该单链区的填补，并导致非定标突变的发生。（六）由PolⅤ导致的非定标突变并未受到MMR的有效抑制是因为：在后复制缺口修复过程中，由于没有复制叉的存在，MMR的效能受到抑制。（17）（96）

注：①福克斯等人认为：在PolⅤ对含TT（6-4）损伤的后复制缺口进行修复时，细胞处于SOS反应中，RecA的细胞含量大幅提升，因而所有ssDNA都会被RecA蛋白丝覆盖。（17）
②生理条件下，在RecA*中，一个RecA单体会结合3个核苷酸，因而形成于DNA损伤下游的RecA*的3'末端与模板/引物接头之间可能会存在0-2nt的空隙，而其中只有一种尺寸的空隙可供PolⅤ同时与模板/引物接头和RecA*的3'末端结合。其余尺寸的不适恰空隙则可依凭RecA*固有的动态特性（源于由ATP水解驱动的RecA*的内部重组）或由高保真度DNA聚合酶对新生链3'端反复进行的降解与合成（类似于在由DNA损伤导致的停滞复制叉中受阻PolⅢ的一种表现——见上文“PolⅣ和PolV进行TLS的方式及场景”）而被调整至适恰状态。（17）
③福克斯等人假设：在后复制缺口修复过程中，大多数高保真度DNA聚合酶在结合至模板/引物接头后便开始对其进行延伸，并会在与（于模板/引物接头上游的dsDNA上自由滑动的）β滑动夹结合前（因有限的延伸能力）脱离模板/引物接头。（17）
④福克斯等人指出：在两种情况下，PolV会和PolⅣ一起参与到包含小沟损伤的后复制缺口修复过程中，并导致非定标突变的频繁发生。（1）后复制缺口包含的小沟损伤需由PolⅣ和PolV协同催化通过（17），比如：对含[+ta]-BaP-dG的DNA的TLS需由PolⅣ和PolV协作催化完成（具体方式可能是：一者在DNA损伤处向合成链插入核苷酸，另一者负责对由此形成的新的引物3'端进行延伸。（97））。（2）小沟损伤的数量过多，耗竭了由PolⅣ介导的快速通过（DNA损伤的）能力，细胞进入SOS反应晚期，PolV出现并参与到包含小沟损伤的后复制缺口修复过程中（17）。
鉴于在后复制缺口修复过程中，PolV可反复结合至模板/引物接头并导致TLS补丁和前、后TLS补丁的形成，福克斯等人于2020年在“顺式激活模型”及有关实验和研究成果的基础上提出“RecA震动模型”，以描述结合于模板/引物接头的PolV在覆盖有RecA*的ssDNA上的延伸过程。根据该模型，PolV随机结合至后复制缺口中的模板/引物接头，并与（由RecFOR催化形成于模板/引物接头下游的）RecA*的3'末端结合。RecA*的3'末端和PolV的相互作用为PolV与模板/引物接头的结合提供了额外的稳定性，从而显著提升了PolV进一步与在模板/引物接头上游的dsDNA上自由滑动的β滑动夹结合的效率。RecA单体会以一定的速度从RecA*的3'末端脱离。如果一个RecA单体在PolV与β滑动夹结合后从RecA*的3'末端脱离（伴有ATP水解[ATP→ADP]），那么它仍会结合于PolV（RecA*3'末端的RecA单体对PolV的亲和力高于其对RecA*中相邻单体的亲和力），并导致“模板/引物接头-β滑动夹-PolV-RecA-ADP复合物”（即:PolV功能性复合物-PolV functional complex[PolV-fc]）的形成（该过程被称为“RecA俘获”）。由于RecA-ADP复合物对ssDNA的亲和力很低，所以在PolV-fc中，RecA-ADP会处于与ssDNA快速结合与分离的循环状态，即所谓的“RecA震动”。这种震动一方面可使PolV感知它与RecA*的3'末端之间的距离（或者说“空隙”）；另一方面，可在复制过程中确保结合至β滑动夹的PolV在DNA底物上的正确定位（这有助于PolV通过模板链上的DNA损伤和难以复制的DNA序列[与PolⅣ不同，PolV的延伸能力的确不会受到模板链上的DNA损伤的显著影响——见上文“PolⅣ和PolV的DNA合成速度和延伸能力”]）。“RecA俘获”发生后，PolV-fc与RecA*的3'末端之间会形成一段3nt的空隙，而在RecA震动过程中，RecA-ADP复合物需占据5nt的ssDNA片段，因而此时PolV-fc无法延伸。直至又一RecA单体从RecA*的3'末端脱离，从而使PolV-fc与RecA*的3'末端之间的空隙扩大至6nt，PolV-fc此时向前延伸1nt（使空隙缩小至5nt）便会停止，直至又一RecA单体从RecA*的3'末端脱离，从而使空隙扩大至8nt。此后，PolV-fc每次向前延伸3nt（使空隙缩小至5nt）便会停止,直至又一RecA单体从RecA*的3'末端脱离，使空隙再度扩大至8nt。如此循环往复，直至PolV-dc（PolV-RecA）脱离模板/引物接头。如果处于RecA*3'末端的RecA单体总能在遇到PolV-fc前就从RecA*上脱离，从而使得PolV-fc与RecA*的3'末端之间始终有>5nt的空隙，那么PolV-fc的延伸便可没有停顿的持续进行，直至PolV-dc脱离模板/引物接头（每次形成后，PolV-fc的延伸既可间断进行，也可持续进行，还可以两种方式相结合的形式进行。）。在PolV完成DNA复制并脱离模板/引物接头后，模板/引物接头和RecA*的3'末端之间会形成一段5-8nt的空隙。（17）
注：在无损DNA模板上，PolV的延伸速度（约0.3nt/秒）约为PolⅣ的（3-5nt/秒）十分之一。福克斯等人认为：造成这种显著差异的原因可能是“RecA震动模型”所描述的PolV的独特延伸方式（17）。
在提出“RecA震动模型”的同时，福克斯等人指出，在PolV的后复制缺口修复过程中，RecA主要具有四种功能：（一）通过催化SOS反应和UmuD自裂解促进PolV的合成（RecA*）；（二）为PolV与模板/引物接头的结合提供额外的稳定性，从而促进PolV进一步与在模板/引物接头上游的dsDNA上自由滑动的β滑动夹结合（RecA*）；（三）拉伸模板链以使PolV-fc能在其包含的难以复制的DNA序列上平滑延伸（RecA*）；（四）通过RecA震动使PolV感知其与RecA*的3'末端之间的距离（空隙），并在复制过程中确保结合至β滑动夹的PolV在DNA底物上的正确定位（RecA-ADP）。（17）
在提出“RecA震动模型”后，福克斯等人进一步指出：关于PolV在体外实验中表现出的生化特性，之所以出现多种不同的、甚至是相互冲突的模型（如“順式激活模型”和“反式激活模型”）是因为:在PolV的后复制缺口修复过程中，不同形态的RecA（RecA-ATP、RecA-ADP）和β滑动夹发挥了复杂的、时序性的重要作用，从而使得PolV的生化特性敏感的依赖于实验条件（如核苷酸辅因子的性质、模板-引物接头的几何性状），进而导致了在体外实验中取得的不同的、甚至相互冲突的实验结果。福克斯等人并认为：“RecA震动模型”整合了现有的大部分相关实验数据，并可能成为调和该领域中许多长期存在且令人困惑的矛盾和争论的一个范例。（17）
注：“RecA震动模型”比“順式激活模型”和“反式激活模型”更加复杂，其有效性建立在许多尚需验证的假设之上。此外，与“順式激活模型”相比（“RecA震动模型”不再认为PolV能在延伸过程中置换RecA*），“RecA震动模型”同“反式激活模型”之间的矛盾或许更加尖锐，两者在PolV的激活方式上仍持不同观点；两者对“ATP和ADP在PolV的DNA合成过程中所发挥的作用”的解释亦截然不同，正相反对。
PolⅣ和PolV的生理功能。（一）PolⅣ和PolV均可在DNA损伤反应中通过TLS促进DNA复制的连续性和基因组的完整性（18）（31）。此外，PolⅣ有较高的本底水平和很高的保守性（PolⅣ的同源物存在于迄今被研究过的所有生物体中[PolV的同源物则仅在原核生物中被发现]），并可延伸错位（凸起）的模板/引物接头（1）（31），且可以相对较高的保真度对含有某些小沟损伤（如N2-furfuryl-dG、N2-CEdG）的DNA进行TLS（98）（99），因而在正常生长的细胞中，“催化（由异常模板/引物接头导致的）停滞复制叉的重启（31）”和“对含有某些频发且较难被切除修复的小沟损伤的DNA进行TLS（40）（98）（99）”很可能是PolⅣ的（可解释其高本底水平和保守性的）两项重要生理功能。（二）古德曼等人2002年通过以E.coli为材料进行的有关实验显示：在细胞因养分胁迫而处于静止期时，PolⅣ和PolV可通过确保染色体复制和促进遗传多样性，增强和提高细胞的长期生存能力和进化适合度（注：在整个实验过程中，不存在能够造成DNA损伤进而引发SOS反应的外部因素[如紫外照射]。）（86）。目前，“在细胞受到选择压力并处于静止期时促进遗传多样性是否是PolⅣ和PolV的一项生理功能”还有待进一步确证，但有越来越多的证据（许多来自于E.coli中的适应性突变研究（100））显示：答案很可能是肯定的（15）（17）（100）。（三）虽然目前尚无PolⅣ和PolV参与碱基切除修复过程的遗传证据，但有研究显示：AP裂合酶活性为PolⅣ和PolV所固有（101）。（四）PolⅣ（或PolⅡ）和PolV可以同核苷酸切除修复系统一起修复存在于两条互补链上且紧密间隔的DNA损伤，并导致突变率的提高（核苷酸切除修复诱发突变-NERiM），该过程不依赖于活跃的DNA复制，甚至可在静止期E.coli中发生（注：在发生于静止期E.coli的NERiM过程中，PolⅡ基本不发挥作用。）（102）。（五）有研究人员在有关实验结果的基础上指出：PolⅣ很可能在重建解体复制叉的过程中发挥作用（103）（104）。在通过BIR路径重建解体复制叉的过程中，在包含PolⅢ的复制叉被重新建立前，D环的稳定可能需要PolⅣ对侵入链3'端的延伸（可能无需β滑动夹（48））。（103）（105）（六）目前有实验结果显示：当达到SOS反应诱导水平时，PolⅣ可在一定程度上降低DNA的复制速度，而PolⅣ的过量合成（如：>100000拷贝/细胞）则可显著抑制DNA复制，并导致细胞死亡（106-108）（其原因可能是：过量合成时，PolⅣ可不受控制的取代PolⅢ与模板/引物接头结合（106）（107）。的确，在体外，当PolⅣ对PolⅢ的浓度比达于SOS反应条件下的3倍时，PolⅣ已可不必接触β滑动夹，而直接通过与PolⅢ的相互作用取代PolⅢ与模板/引物接头结合，从而使PolⅢ的延伸能力[较PolⅣ不存在时]下降2倍（43）。），PolⅣ也因此被认为发挥着DNA损伤检验点效应器的作用，可在DNA损伤反应中迟滞DNA复制（106）（107）（该观点尚需进一步验证。现有的与该观点不相一致的实验结果显示：PolⅣ功能的缺失并未使E.coli对可导致不能被PolⅣ通过的DNA损伤的作用剂[如紫外照射]表现出增强的敏感性。（43））。（七）PolⅣ可与转录延伸因子NusA相互作用，进而恢复因DNA损伤陷于停滞的转录过程（“转录耦联TLS”）（109）。

PolⅣ、UmuC、UmuD、RecA、PolV之间的相互作用及影响和由UmuC、UmuD构成的DNA损伤检验点。现有的有关实验结果显示：（一）PolⅣ可与RecA、UmuD2和UmuD'2直接相互作用，并形成稳定的复合物（PolⅣ-RecA、PolⅣ-UmuD2、PolⅣ-UmuD'2、PolⅣ-RecA-UmuD2、PolⅣ-RecA-UmuD'2）。（110）（二）在快速生长的E.coli细胞中，UmuD的过量合成可显著抑制PolⅣ的致-1移码活性，而UmuD的缺失则可显著促进PolⅣ的致-1移码活性。（110）（三）在因饥饿而处于静止期的E.coli菌株（FC40）中，UmuD（或UmuD'）的过量合成可显著抑制PolⅣ的致-1移码活性。（110）（四）UmuD对PolⅣ的致-1移码活性的抑制需要RecA，UmuD和RecA可能通过限制PolⅣ的相对开放的活性位点抑制其对错位（凸起）的模板/引物接头的延伸；UmuD和RecA可显著抑制PolⅣ延伸错配模板/引物接头的能力，但可大幅（>20倍）提升PolⅣ延伸正确配对的模板/引物接头的能力。（110）（五）UmuD缺失对野生型E.coli的PolⅣ依赖性NFZ抗性没有影响；因突变不能通过N2-furfuryl-dG的PolⅣ（DinB(F13V)）仍能有效促进-1移码突变的发生。（110）（六）PolⅣ可通过与UmuD2的相互作用，抑制由RecA*催化的UmuD2的自裂解，进而抑制PolV的形成。（110）（七）PolⅣ的过量合成可显著抑制PolV的致变性。这可能是因为“PolⅣ会与PolV竞争模板/引物接头”，或者是因为“PolⅣ会通过与UmuD2的相互作用，抑制PolV的形成”。（110）（八）在30℃生长条件下，UmuD和UmuC的细胞含量的提高可在不影响蛋白质合成的情况下抑制DNA复制（111）（112）；在受紫外照射的E.coli细胞中，UmuD和UmuC可迟滞DNA复制的重启（111）。（九）UmuD2'C可通过与RecA*的相互作用抑制同源重组（113）。

上述实验结果综合表明：（一）在对数期和静止期细胞中，UmuD2和RecA可通过与PolⅣ的直接相互作用显著抑制其致-1移码活性；（二）PolⅣ的致-1移码活性和它通过某些N2-鸟嘌呤加合物的能力在遗传上相互独立且可彼此分离。（三）UmuD和UmuC可能发挥着DNA损伤检验点的作用，即：在DNA损伤发生时调控DNA复制，以避免DNA损伤在复制过程中进一步恶化，并在DNA复制重启前为高保真度的DNA损伤处理机制（如核苷酸切除修复）提供更多的运作时间，从而提高细胞的生存率（111）（114）。（四）UmuD可抑制突变的发生，而UmuD'可促进突变的发生，UmuD'的出现则表示细胞从依凭高保真度DNA损伤处理机制向选择低保真度DNA损伤处理机制（即：PolV的TLS）过渡以及从低突变状态向高突变状态转变（115）。
最后，值得注意的是，如果有实验证据表明“RecA和UmuD可在不影响PolⅣ的TLS能力的情况下，抑制PolⅣ的致碱基置换活性”，那么根据上述（一）-（五）中描述的实验结果以及思罗尔等人取得的有关实验结果（即：在经呋吗唑酮[NFZ]处理的E.coli细胞中，PolⅣ的活动不集中于复制叉，且其募集不依赖于β滑动夹，而可能需要RecA。）（48），关于PolⅣ和PolV参与的后复制缺口修复，至少在某些情况下，似乎存在以下两种（不同于福克斯等人之观点的）可能：

（一）在包含小沟损伤的后复制缺口修复过程中，PolⅣ随机结合至空置模板/引物接头后，存在于模板/引物接头下游的RecA*可通过其3'末端与PolⅣ的相互作用，为PolⅣ与模板-引物接头的结合提供额外的稳定性，从而显著提高PolⅣ与（在模板/引物接头上游的dsDNA上自由滑动的）β滑动夹随机结合的概率，进而使得PolⅣ能够（比福克斯等人设想的）更加高效的进行TLS，并可在TLS前、后参与后复制缺口修复。这非常类似于福克斯等人描述的PolV参与的包含大沟损伤的后复制缺口修复过程，可能的不同之处在于：（1）在TLS前、后，即使不与β滑动夹结合，PolⅣ也可在RecA和UmuD的辅助下功能性的结合至模板/引物接头，从而参与后复制缺口修复；（2）生理条件下，由于RecA和UmuD对PolⅣ的致变活性的抑制，相较由PolV复制的DNA片段，在由PolⅣ复制的DNA片段中，非定标突变的发生频率明显偏低。

（二）在包含大沟损伤的后复制缺口修复过程中，PolⅣ可导致（或参与导致）TLS补丁下游的低突变区的形成。
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