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Les séquences satellites, riches en paires de bases dAe<dT, sont les principales
séquences d’ADN constituant 1’hétérochromatine de la drosophile. La fonction de ces
séquences satellites, si elle existe, n’a jamais été clairement établie. Pourtant, des évidences
telles que la conservation de leur structure, leur compartimentalisation ou leur présence chez
tous les eucaryotes supérieurs, suggerent une fonction essentielle pour ces séquences. Il en est

de méme pour les protéines qui les reconnaissent spécifiquement.

Notre modele d’étude est la mouche du vinaigre Drosophila melanogaster et plus
précisément son chromosome X. L’hétérochromatine constitue plus de 30% de ce
chromosome et est elle-méme composée a pres de 70% par des séquences satellites de type
alphoide, les séquences satellites de type III (SAT III), similaires aux séquences satellites
péricentriques des mammiféres. Les protéines de la famille Multi AT Hook, telles que la
protéine D1 de drosophile et la protéine HMG-A des mammiferes, interagissent avec ces
séquences par une reconnaissance sélective du petit sillon de I’ADN. Afin d’¢étudier a la fois
le role des séquences satellites et des protéines qui leurs sont spécifiquement associées, nous
avons développé de nouvelles approches basées sur 'utilisation de ligands synthétiques du
petit sillon de I’ADN, les techniques classiques de biologie moléculaire ou de génétique
n’étant pas adaptées a 1’étude du role biologique de ces interactions qui impliquent des

séquences hautement répétées et non codantes.

Ces molécules ont été congues afin de reconnaitre de fagon sélective et avec une
grande affinité le petit sillon de I’ADN riche en paires de bases dA+dT. L’utilisation de ces
composés, des mimétiques du motif AT Hook, nous a permis de mettre en évidence le role de
la protéine D1 dans le recrutement de protéines impliquées dans la mise en place de la
structure hétérochromatinienne du chromosome X. Parmi elles, la protéine HP1
(Heterochromatin Protein 1) est impliquée dans la propagation de modifications épigénétiques
caractéristiques de I’hétérochromatine telles que la méthylation de la lysine 9 de 1’histone H3.
De méme, nous avons pu établir un lien entre la localisation de D1 sur les séquences SAT III
et le recrutement de la topoisomérase II, un composant structural et fonctionnel majeur des

chromosomes eucaryotes.

Ces études ont ét¢ menées en parallele sur des lignées de drosophiles de types sauvage

m4h

et white-mottled (w"™"). Cette derniére constitue un systéme modele classique pour I’étude de

I’hétérochromatine en ce que I’expression du geéne white, requise pour la coloration normale

13



des yeux de la mouche, y est soumise a une variégation d’effets de position (PEV), un
phénomene résultant d’une inversion du bras euchromatinien du chromosome X. Cette
inversion re-localise le géne white, normalement situé dans la partie centromére-distale du
bras euchromatinien, a proximité immédiate de 1'hétérochromatine péricentromérique du
chromosome. Il est habituellement supposé que la PEV de white résulte de l'inactivation

stochastique du gene white dans ce nouveau contexte génomique.

Nous avons mis en évidence 1’existence d’un élément frontiere, appelé BE28, qui
sépare normalement 1’hétérochromatine de 1’euchromatine sur le chromosome X. Nos travaux
ont permis de le localiser avec précision et de démontrer sa perte par inversion a I’autre
extrémité du chromosome X dans la lignée white-mottled. Nous proposons que la perte de
BE28 résulte en une invasion de 1’euchromatine avoisinante —dont le géne white— par une
structure de type hétérochromatinienne, rendant ainsi compte de 1’inactivation stochastique de
allele w™ du géne white. Cette découverte démontre donc D’existence d’une barriére
physique dont le rdle est de confiner I’hétérochromatine a des régions aux bornes précisément
définies, une hypothése attirante qui n’avait cependant jamais été¢ directement démontrée

jusqu’a présent dans le cas de I’hétérochromatine péricentromérique.

Enfin, nos travaux tendent a impliquer les séquences SAT III alphoides du
chromosome X de la drosophile dans la régulation de la transcription des genes ribosomiques.
Chez la drosophile, comme chez la plupart des eucaryotes supérieurs, les loci des génes
ribosomiques (le rDNA) correspondent a la répétition en tandem de I’unité transcriptionnelle
codant pour les ARN ribosomiques (rRNA) et sont le plus souvent retrouvés a proximité de
I’hétérochromatine péricentromérique et de ses séquences satellites associées. Nous avons
démontré que D1 et HP1 entraient en compétition pour la liaison a ces séquences. Nous
proposons que la protéine HP1, dont nous avons montré qu’elle était normalement localisée
sur le rDNA, joue un role direct dans la régulation transcriptionnelle des génes codant pour le

rRNA.

Nos résultats suggerent I’existence d’un équilibre dynamique
d’association/dissociation des protéines HP1 et D1 entre le locus des geénes ribosomiques
(rDNA) et les séquences SAT III adjacentes. Un tel équilibre de compétition pourrait
constituer la base moléculaire de 1’activation/inactivation stochastique d’un sous-ensemble

des unités de transcription codant pour les ARN ribosomiques observée chez tous les
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eucaryotes. Sur la base de ces observations, nous proposons enfin que la PEV du géne white
dans la lignée white-mottled, un phénomene décrit il y a plus de 75 ans et qui a permis
d’identifier les acteurs impliqués dans les grandes voies de régulation épigénétique, n’est rien
d’autre que le reflet d’un mécanisme global de mise en silence facultative et réversible sur
lequel repose la régulation fine de I’expression des ARN ribosomiques au cours de la

croissance et de la différenciation cellulaire.
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B. ABSTRACT
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dA-dT-rich satellite sequences constitute the bulk of heterochromatin in Drosophila
melanogaster. The function of these sequences has never been established. However, their
conserved structure, their compartmentalization and their presence in all higher eukaryotes,
suggest an essential function for these sequences and for the proteins that preferentially bind
them. Our model is the fruit fly Drosophila melanogaster and, more specifically, its X
chromosome. More than 30% of the X consists of heterochromatin, of which alpha-like
satellite III (SAT III) sequences, similar to those found in mammals, represent about seventy
percent. Multi-AT Hook proteins, like the Drosophila D1 protein and the mammalian HMG-
A proteins, interact with these sequences by recognizing the minor groove of dAedT-rich
DNA. In order to study the role of satellite repeats and of the proteins that recognize them, we
developed new approaches using synthetic ligands specific for the DNA minor groove, as
classical molecular biology and genetic approaches are not applicable to the analysis of these

highly repeated non-coding sequences.

These molecules were designed to recognize selectively and with a remarkably high
affinity the minor groove of dAedT-rich DNA. Using these compounds, which mimic the
structure and properties of the AT Hook motif, we showed that the D1 protein recruits
proteins implicated in heterochromatin formation on the X chromosome. Among those, the
HP1 protein (heterochromatin protein 1) has been implicated in the expansion of epigenetic
marks characteristic of heterochromatin, such as histone H3 lysine 9 methylation.
Furthermore, we established a link between the SAT III localization of D1 and the recruitment
of topoisomerase II, a major structural and functional component of eukaryotic chromosomes.

These studies were performed both in wild-type and white-mottled (w™*"

) strains. The latter is
a model system for the study of heterochromatin because expression of the white gene,
necessary for the normal pigmentation of fly eyes, is subject to Position-Effect Variegation

" strain, white is inverted

(PEV) as a result of a chromosomal inversion on the X. In the w
from its normal position on the centromere-distal euchromatic arm to X-chromosome
pericentromeric heterochromatin. PEV is thought to result from the stochastic inactivation of

white in this new genomic context.

We demonstrate the existence of a boundary element, called BE28 that normally
separates heterochromatin from euchromatin on the X chromosome. Our studies localize

BE28 precisely and show that it is inverted to the other side of the X chromosome in white-
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mottled flies. We propose that loss of BE28 results in the invasion of neighbouring
euchromatin —including the white gene— by a heterochromatin-like structure, thus

' allele of the white gene. This discovery

explaining the stochastic inactivation of the w"
confirms the existence of a long-suspected physical boundary, whose role is to confine
heterochromatin to discrete regions, an appealing hypothesis that, however, had not been

previously demonstrated for pericentromeric heterochromatin.

Our studies finally implicate X-chromosome alpha-like SAT III sequences in the
transcriptional regulation of ribosomal DNA arrays. In Drosophila, as in most eukaryotes,
ribosomal DNA (rDNA) arrays correspond to tandemly repeated copies of the transcriptional
unit encoding ribosomal RNAs (rRNA) and are usually found next to pericentromeric
heterochromatin and its associated satellite repeats. We demonstrate that D1 and HPI
compete for binding to these sequences. We propose that HP1, which we have shown to
localize within rDNA repeats, is required for the transcriptional regulation of rRNA genes.

Our results suggest a dynamic equilibrium of association/dissociation of D1 and HP1
between the adjacent rDNA and SAT III arrays. This competitive equilibrium may constitute
the molecular basis for the stochastic activation/inactivation of a subset of rRNA
transcriptional units observed in all eukaryotes. Based on these observations, we propose that
white-mottled PEV, a phenomenon described more than 75 years ago and that has been used
to identify the factors implicated in major epigenetic regulatory pathways, simply reflects the
global mechanism of reversible and facultative silencing that provides for the finely tuned

regulation of ribosomal RNAs as a function of cell growth and differentiation.
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C. ABREVIATIONS
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ADN acide désoxyribonucléique

APC Anaphase Promoting Complex

ARN acide ribonucléique

ATP adénosine triphosphate

BD Bromo-Domain

BE28 Boundary Element 28

BEAF32 Boundary Element Associated Factor 32
BX-C Bithorax Complex

C-terminal  extrémité carboxy-terminale

CD Chromo-domain

CPN Complexe de Pore Nucléaire

CSD Chromo-Shadow-Domain

DIAE forme de la protéine D1 délétée du domaine carboxy-terminal
DCC Dosage Compensation Complex
E(Var) Enhancer of Variegation

E(Z) Enhancer of Zeste

FISH Fluorescence /n Situ Hybridization
HAT Histone Acétyl-Transférase

HDAC Histone Désacétylase

HMG High Mobility Group protein

HML HoMothallic Left

HMR HoMothallic Right

HMT Histone Methyl Transférase

HP1 Heterochromatin Protein 1

LINE Long Interspersed Repeated Sequence
MATH Multi AT Hook

MAR Matrix Associated Region



N-terminal

Pc-G
PEV
Pol I
Pol II
Pol 111

rasiRNA
rDNA
RISC
RITS
RNAI
rRNA

SAR
SATI
SAT I
SATV
shRNA
SINE
SIR
siRNA
SMC
snoARN
SSDNA
SU(Hw)
SU(Var)
SWI/SNF

extrémité amino-terminale

Polycomb Group
Position-Effect Variegation
ARN Polymérase |

ARN Polymérase 11

ARN Polymérase I1I

repeat associated small interfering RNA

locus des genes ribosomiques

RNA Induced Silencing Complex

RNA-induced Initiation of Transcriptional Silencing
machinerie d’interférence a I’ARN

ARN ribosomiques

Scaffold Associated Region
séquences satellites de type |
séquences satellites de type II1
séquences satellites de type V

small heterochromatic RNA

Short Interspersed Repeated Sequence
Silent Information Regulator

small interfering RNA

Structural Maintenance of Chromosomes proteins
Small Nucleolar RNA

Salmon Sperm DNA

Suppressor of Hairy Wing

Suppressor of Variegation

Switch/sucrose non fermenting
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I. Theéeme de recherche

L’objectif de ce travail de these était double. Dans un premier temps, il a consisté a
valider I'utilisation de molécules capables de lier le petit sillon de I’ADN en tant qu’outils
d’études de 1’hétérochromatine. La plupart des facteurs régulant la transcription interagissent
avec ’ADN en fixant le grand sillon de la double hélice, plus large et moins profond que le
petit sillon. La validation de ces techniques pourrait déboucher sur des utilisations a la fois en

recherche fondamentale et en recherche appliquée.

Outre le fait de représenter une avancée considérable dans la recherche sur la structure
et la fonction de I’hétérochromatine, ces nouvelles techniques pourraient permettre la mise en
place de nouvelles générations de thérapies, a la fois dans le domaine de la cancérologie mais
aussi dans la parasitologie. La majorité des molécules synthétiques utilisées dans cette étude
sont des dérivés structuraux d’antibiotiques naturels, dont les organismes producteurs se
servent pour attaquer leurs prédateurs. De nombreuses €tudes ont pu démontrer que ces
molécules, naturelles ou synthétiques, interféraient majoritairement avec la topoisomérase II.
Actuellement, cette protéine représente une cible majeure des thérapies anticancéreuses et
antiparasitaires. La caractérisation des mécanismes d’actions de ces composés revét donc un

intérét tout particulier.

Dans un deuxiéme temps, nous nous sommes intéressés au mécanisme d’assemblage
de la structure hétérochromatinienne sur des séquences particuliéres : les séquences satellites
de type III (SAT IIl) de Drosophila melanogaster, la mouche du vinaigre. Cet organisme
représente depuis longtemps un modéele de choix pour 1’étude de 1’hétérochromatine. Les
premicres études cytologiques identifiant la composante hétérochromatinienne ont ét¢ menées
chez la drosophile et de méme, les premicres études sur la structure de cette partie de la
chromatine ont été rendues possibles grace a la genése de lignées mutantes. Les travaux
antérieurs du groupe avaient identifié¢ un candidat potentiel, la protéine D1 (Aulner et al.,
2002; Monod et al., 2002), pour le réle de ciblage de la machinerie de formation de

I’hétérochromatine au niveau des séquences SAT III.
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Apres validation des techniques permettant 1’utilisation de molécules ligands du petit
sillon de I’ADN, je me suis donc intéressée au role de la protéine D1 dans I’initiation de

I’assemblage d’une structure hétérochromatinienne.

Dans cette introduction, je m’attacherai donc dans un premier temps a évoquer
I’historique de 1’hétérochromatine, des fondements de la génétique a la caractérisation de cette
structure. Dans un deuxi¢me temps, je décrirai les mécanismes de repliement mis en jeu dans
le passage de la simple double hélice d’ADN a la structure de plus haut ordre : le chromosome
mitotique. Enfin, je terminerai par I’analyse des différentes composantes, nucléiques et

protéiques, impliquées dans la formation de I’hétérochromatine.
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11. Introduction

1. Historique de la génétique et de la biologie moléculaire

a. L’émergence de la génétique formelle

La génétique a pris naissance avec les travaux du moine Gregor Mendel. C’est dans
une communication de 1865 qu’il met en évidence la transmission héréditaire des caractéres
grace a l'utilisation du pois Pisum (Mendel, 1865). Jusqu’a cette date, les scientifiques
pensaient que seuls les spermatozoides ou les grains de pollens pouvaient générer des
embryons. De ces expériences, G. Mendel tirera trois lois qui seront publi¢ées en 1866
(Mendel, 1866).

Suite a ces communications, les travaux de G. Mendel retombérent dans 1’oubli.
Pourtant, il ne cessa pas ses recherches, en étendant celles-ci a de nouvelles espéces végétales.
Les théories de G. Mendel réapparurent en 1900 grace aux travaux de Hugo De Vries, le pére
de la théorie des mutations (De Vries, 1900). C’est pour la premiére fois, en 1905, que le mot
« génétique » est utilisé par William Bateson (Bateson et al., 1905).

La génétique est donc née, quarante ans apres les travaux de G. Mendel, mais il faudra

attendre la découverte de I’ADN pour que toutes ses théories soient validées.

b. Lanucléine

Voila plus d’un si¢cle que la chromatine a été découverte, grace aux expériences de
Friedrich Miescher, biochimiste suisse. En 1869, F. Miescher met en évidence ce qu’il
appellera la « nucléine » suite au traitement de cellules lymphocytaires par la pepsine, une
protéase stomacale (Miescher, 1871). Des études complémentaires lui permettront de mettre
en évidence deux composantes principales a cette nucléine : une partie basique de type
protéique, et une partie acide comportant un sucre, le désoxyribose, et du phosphate. Il
nommera cette derniére « I’acide désoxyribonucléique » ou ADN.

La composante protéique, caractérisée en 1884 par Albrecht Kossel, sera nommée

« histone » (Kossel, 1884).
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Plus tard, il sera mis en évidence que I’ADN est un assemblage de quatre constituants
distincts : quatre bases azotées appelées adénine, guanine, thymine et cytosine. Ces
découvertes ne sucitérent pas I’attention, aucun réle ne pouvant étre attribu¢ a I’ADN au sein

d’une cellule.

c. Chromosomes, genes et liaison factorielle

Depuis 1880, il était admis que le noyau de la cellule était le siege de I’hérédité. Les
travaux de Wilhelm Waldeyer, furent les premiers a décrire les « chromosomes », ou
littéralement « corps colorés » (du grec « khroma » couleur et « soma » corps), structures
correspondant a des sortes de batonnets présents dans les noyaux et visibles au moment de la
division cellulaire (Waldeyer, 1888). Par la suite, les expériences de Walter Sutton fonderont
la théorie chromosomique de 1’hérédité (Sutton, 1903). Il attirera 1’attention sur le lien
existant entre la réduction du nombre de chromosomes lors de la méiose et la séparation des
caracteres alternatifs, ou « alleles », qui doit étre réalisée lors de la production des gamétes,
ainsi que le postulait G. Mendel. Ainsi, il propose que les chromosomes soient porteurs des
genes.

En étudiant pour la premiére fois la mouche du vinaigre, ou Drosophila melanogaster,
en tant que modele génétique, Thomas H. Morgan met en évidence que les genes sont
organisés en série linéaire le long du chromosome (Morgan et al., 1915). De méme, il constate
que la liaison entre ces geénes est incomplete et il découvre ainsi le phénomeéne de
recombinaison qu’il associe rapidement a I’appariement des chromosomes observé lors de la
méiose. C’est en ’honneur de T. Morgan que 1’on donnera son nom a 1’unité mesurant la

distance entre loci : le centiMorgan.

d. L’ADN, support de I’information génétique

En 1944, alors que la communauté scientifique restait persuadée que le caractere
héréditaire de I’information génétique était transmis par I’intermédiaire des protéines, Oswald
Avery démontre, chez les bactéries, que le stockage et la transmission de cette information se
fait grace a un support chimique, déja décrit quelques années auparavant par F. Miescher :

I’ADN (Avery et al., 1944). 1l confirme ainsi les résultats similaires obtenus en 1928 par Fred
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Griffith qui postulait ’existence d’un facteur transformant capable de conférer de maniére
héréditaire de nouvelles propriétés génétiques (Griffith, 1928).

Une grande question subsistait alors : quelle est la structure exacte de I’ADN ? Grace a
I’utilisation de nouvelles techniques, comme par exemple la chromatographie, Erwin Chargaff
démontre que I’ADN est constitué¢ a proportions égales de thymine (T) et adénine (A), et de
guanine (G), cytosine (C) (Chargaff, 1950). Il découlera de cette découverte que ’ADN n’est
pas un mélange aléatoire des quatre bases A, T, G et C.

Une autre technique, la cristallographie par diffraction aux rayons X, sera utilisée dans
le méme but, a la fois par Rosalind Franklin en Angleterre, et par Linus Pauling aux Etats-
Unis. Les résultats présentés par ces deux équipes comportent des défauts et sont parfois en
contradiction (Franklin and Gosling, 1953; Pauling and Corey, 1953). Ce sont finalement
James Watson, Francis Crick et Maurice Wilkins qui établiront la structure tridimensionnelle
de ’ADN (Watson and Crick, 1953) : c’est une double hélice formée de deux brins chacun
composé de groupements phosphates et de sucres, les bases azotées A, T, G et C sont liées sur
les sucres des deux brins, une cytosine faisant toujours face a une guanine, et pareillement
pour les adénines et les thymines. Cette découverte confirme donc les résultats de E. Chargaff

et leur apporte une explication moléculaire.

2. La génétique de la drosophile

a. Les premicéres ¢études dans le « laboratoire des mouches »

Intéressé par les travaux de H. De Vries sur les mutations, T. H. Morgan se met en
quéte de mutations de grande ampleur permettant d’expliquer 1’évolution et I’apparition de
nouvelles espéces. C’est dans cet objectif qu’il choisit pour modele d’étude Drosophila
melanogaster. En effet, la drosophile est un petit insecte qui est facile a €élever et a observer.
Son cycle de reproduction est trés court, environ 2 semaines a une température de 25°C, et la
descendance est nombreuse a chaque génération (figure 1).

La premiere mutation qu’il observe est une mouche male présentant les yeux blancs,
ceux-ci étant normalement rouges (mutation white). T. H. Morgan, et son ¢tudiant Calvin
Bridges, remarquent que ce caractere n’est présent que chez des males, ce qui lui permet de

proposer que ce caractere est porté par un chromosome sexuel. Cette assignation entre un
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Figure 1: cycle de vie de la drosophile.

Le cycle de vie de Drosophila melanogaster a 25 °C dure environ deux semaines. Les
femelles pondent environ 400 ceufs (embryons). Les ceufs, qui ont une longueur d'environ
0,5 millimetres, éclosent aprés 24 h. La larve a laquelle ils aboutissent croit durant cinq
jours en muant deux fois, ces mues définissant les trois stades larvaires. Ensuite, les larves
s'encapsulent dans la pupe (phase de prépupaison) et subissent une métamorphose qui dure

cing jours, avant I’éclosion de I’adulte (image tirée du site flymove.uni-muenster.de).



caractére et un chromosome est la premiére jamais démontrée, et qui plus est par T. H.
Morgan, ancien détracteur des théories de G. Mendel (Morgan, 1910).

D’autres observations, menées avec Alfred Sturtevant permettent de mettre en
¢évidence le lien entre le comportement des chromosomes au cours de la reproduction sexuelle
et celui des déterminants ou geénes dont les modes de transmissions ont été énoncés par G.
Mendel (Morgan, 1911a; Morgan, 1911Db).

T. H. Morgan et A. Sturtevant ont étudié la ségrégation de mutations et ainsi ont été a
I’origine des toutes premicres cartes génétiques de la drosophile, plus précisément celle du
chromosome X sur lequel ils localisérent les génes yellow (corps jaune), white (yeux blancs)
et m (ailes vestigiales) (Sturtevant, 1913). Ces cartes sont compleétement superposables aux
chromosomes car toutes se rangent en quatre groupes de liaisons correspondant aux quatre
chromosomes de la drosophile. Les chromosomes sont donc les supports physiques des genes.

Les travaux de T. H. Morgan ont ainsi établi la théorie chromosomique de I’hérédité :
les chromosomes sont responsables du stockage et de la transmission du patrimoine

héréditaire et portent des génes, a des emplacements fixes.

Suite a ces études, T. H. Morgan et A. Sturtevant ont I’idée de corréler la fréquence de
tels événements a la distance qui sépare les génes et de proposer que la fréquence de
recombinaison exprime une distance entre geénes. L’unit¢ de distances adoptée est le
centiMorgan (cM) : un centiMorgan correspond a une fréquence de recombinaison de 1%

entre deux marqueurs, soit un événement de recombinaison pour cent méioses.

b. Le concept d’hétérochromatine

Le terme d’hétérochromatine a été pour la premiere fois utilisé par Emil Heitz afin de
décrire les différences de structure de la chromatine qu’il observait sur des chromosomes
mitotiques de plantes (Heitz, 1928). Le terme hétérochromatine, littéralement « ’autre
chromatine », se distingue de I’euchromatine, la « vraie chromatine », par une coloration a la
Carmine plus marquée. Il avait déja été décrit que la chromatine était la structure qui
permettait de former les chromosomes au cours de la mitose (Boveri, 1904). Des expériences
ont permis alors de caractériser des différences morphogénétiques au sein de cette méme
entité chromatinienne, lors de sa condensation en chromosomes. En effet, I’hétérochromatine

semble ne pas participer a la réorganisation qui a lieu pendant la télophase (Heitz, 1935).
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Apres avoir étudié cette nouvelle structure chez les plantes, E. Heitz s’est intéressé a la
drosophile apres la publication d’une traduction autorisée du livre de T. H. Morgan sur « les
bases physiques de I’hérédité » (Morgan, 1919).

Son travail portait sur cinq espéces de drosophiles qui présentaient la caractéristique
d’étre toutes reconnaissables en microscopie grace a des différences aux niveaux de la taille
ou du nombre de leurs chromosomes (figure 2). Ses premicres observations sur Drosophila
funebris lui permirent de décrire les chromosomes sexuels comme étant de taille équivalente
mais différents en structure chromatinienne: le chromosome Y était totalement
« hétéropycnotique » (hétérochromatique) alors que le chromosome X présentait une moiti¢
euchromatique et une autre section centromérique hétérochromatinienne (Heitz, 1933). En
montrant qu’il existait une section d’hétérochromatine sur le chromosome X, E. Heitz
caractérisa un nouveau type structural pour les chromosomes sexuels, en contraste avec la
théorie dite de « type quantitative », selon laquelle les chromosomes X et Y devaient avoir des
tailles différentes. Par la suite, il refit les mémes observations pour D. melanogaster et D.
virilis (Heitz, 1934a), en les complétant par une autre caractéristique commune a ces especes :
les autosomes posseédent aussi une partie hétérochromatinienne, localisée en partie proximale
du centromeére.

Les observations de E. Heitz étaient en accord avec les théories de 1’époque selon
lesquelles les chromosomes représentaient le « substrat matériel » des genes, qui étaient
arrangés de manicre linéaire sur ces derniers, selon T. H. Morgan.

E. Heitz émet alors la théorie selon laquelle 1’euchromatine est génétiquement active,
alors que I’hétérochromatine est génétiquement passive. Les chromosomes
hétérochromatiniens, ou les parties hétérochromatiniennes, ne contiennent pas de geénes ou
alors des genes « passifs » (Heitz, 1929; Heitz, 1932). Les résultats de T. H. Morgan
I’amenérent a revoir ses hypotheses sur les génes de I’hétérochromatine. Ainsi, il postula que
« la densité de genes sur un chromosome ¢était reliée a la différentiation longitudinale entre
euchromatine et hétérochromatine, et que des geénes présents dans 1’hétérochromatine
pouvaient jouer un role dans le développement » (Heitz, 1934a). Il fut donc un des premiers a

évoquer la possibilité de genes hétérochromatiniens actifs, comme les génes rolled et light.
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Figure 2: différents types de chromosomes de drosophile observés par Emil HEITZ.

Cette représentation montre trois des cinq especes étudiées par Emil HEITZ (Heitz, 1928).
Sur chaque plaque métaphasique, il est possible d’observer que le nombre de chromosomes
est différent entre ces trois espeéces. De méme, sur les noyaux interphasiques
correspondants, 1’hétérochromatine (fleche rouge) forme une structure différente, qui
semble spécifique de 1’espece. Il définit 1’hétérochromatine comme la fraction

« allocyclique » de chromosome qui ne se décondense pas en interphase.



c. Les premiéres mutations artificielles

C’est a l’arrivée de Hermann Muller dans le laboratoire de T. H. Morgan que les
premicres expériences de mutations artificielles furent mises en ceuvre grace a I’utilisation des
rayons X, des 1927.

Il démontre que I’irradiation aux rayons X augmente d’un facteur 100 le nombre de
mutations chez la drosophile (Muller, 1927). Cette technique de mutation n’est pas spécifique
puisqu’il n’est pas possible de cibler un geéne choisi a 1’avance. L’augmentation de la
fréquence de mutations va cependant s’avérer d’un intérét considérable puisque le nombre de
mutations décrites — tout du moins celles produisant un phénotype aisément détectable — va
croitre, permettant ainsi I’établissement de cartes génétiques de plus en plus précises. Les
techniques de H. Muller seront reprises par Max Delbriick afin de corréler 'intensité de
rayonnement X a la fréquence de mutation.

Gréce a ces observations, H. Muller avance une premiere estimation du nombre de
genes chez la drosophile dés 1929 : il prédit qu’il y aurait de 1400 a 1800 génes, une
estimation qui reste toutefois bien inférieure a celle des derniéres données issues du
séquengage qui suggerent un nombre de genes proche de 13 400.

C’est a lui que I’on doit une des mutations de drosophile les plus étudiées : I’inversion
chromosomique white-mottled 4 aussi notée In(1)wm4 ou w™ (Muller, 1930), qui présente

une variégation d’effet de position affectant la régulation du géne white.

d. Les effets de position

Un effet de position désigne une dérégulation de I’expression d’un géne sous
I’influence d’éléments régulateurs du génome.

L’effet de position a été décrit pour la premiére fois dans une souche de drosophile
portant une mutation appelée Bar eye (May, 1917). Cette mutation géneére un phénotype
correspondant a une réduction de la taille des yeux par rapport a la normale. Elle a été étudi¢e
principalement par Charles Zeleny et ses étudiants des 1919 (Zeleny, 1919). IIs ont pu mettre
en évidence une liaison avec le sexe, seules les femelles portaient la mutation, mais aussi une
autre forme de phénotype plus aggravé qu’ils ont appelé double-Bar. A. Sturtevant et T. H.

Morgan étudicrent cette mutation et mirent en évidence un défaut dans les recombinaisons
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méiotiques (Sturtevant and Morgan, 1923). De nombreuses études cytologiques, menées par
la suite, montrérent 1’implication d’une duplication et d’une délétion d’une section de

chromosome dans les phénotypes associés, respectivement double-Bar et Bar (Bridges, 1936).

D’autres types d’effets de position furent décrits et caractérisés par la suite et leurs
analyses amenérent rapidement 1’hypothése de I’existence de deux types d’effet de position
essentiellement différents (Lewis, 1950). Ces deux types sont appelés effet de position de
«type S», c'est-a-dire stable, et un dit « type V », c'est-a-dire bigarré (Position Effect
Variegation ou PEV). Les effets de position de type S sont dépendants d’un remaniement
chromosomique, généralement consécutif a une recombinaison défectueuse, générant la
juxtaposition d’un gene a des séquences régulatrices d’un autre gene. La mutation Bar fait
partie des effets de position de type S.

Le second type d’effet de position, la PEV, est fondamentalement différent de I’effet
de position de type S. En effet, les principaux exemples de PEV proviennent de
réarrangements chromosomiques induits par des traitements aux rayons X, comme c’est le cas
pour I’alléle w”?, décrit par H. Muller (Muller, 1930). Une inactivation a généralement lieu
quand des génes de I’euchromatine sont relocalisé€s a proximité de I’hétérochromatine, comme

dans Dlallele w™.

Moins souvent, la PEV peut étre observée lorsque des genes de
I’hétérochromatine, ou placés a proximité de I’hétérochromatine, sont relocalisés a proximité
de I’euchromatine, comme dans I’exemple du gene cubitus interruptus (Dubinin and Sidorov,
1934). Des études menées sur ces réarrangements chromosomiques montrent qu’il existe un
effet d’« étalement » de la structure nouvellement adjacente au géne déplacé. Les effets de
position clairement caractérisés supposent alors 1’existence de séquences capables d’assurer

I’initiation, la propagation et la terminaison de tels phénomenes de mise en silence (Schultz,

1936).

e. LaPEV du geéne white dans ’allele white-mottled 4

Cette inversion, caractérisée dés 1930 par H. Muller (Muller, 1930), déplace le geéne
white, nécessaire a la couleur rouge normale des yeux de drosophile, a proximité de
I’hétérochromatine péricentromérique du chromosome X (Schultz, 1936), alors que ce géne
est normalement situé a I’extrémité distale de ce méme chromosome (figure 3). Les effets

générés sur le géne white représentent I’exemple classique de PEV (Muller, 1930). En effet, le

33



EUCHROMATINE HETEROCHROMATINE
< > < >

white

INVERSION

< > <« >
EUCHROMATINE HETEROCHROMATINE

Figure 3: linversion white-mottled 4.

A. Schéma d’un chromosome X et photo d’un ceil d’une mouche de lignée sauvage (de type
Oregon).
B. Schéma d’un chromosome X et photo d’un ceil d’'une mouche de la lignée white-mottled

4 h.

Dans la lignée sauvage (A), le géne white qui code un transporteur de pigment essentiel a la
coloration rouge normale des yeux (photo A) est localis¢ a I’extrémité du bras long
euchromatinien du chromosome X (en gris¢). Dans la lignée In(l)wm4, I’inversion
chromosomique juxtapose I’alléle de white & proximité de 1’hétérochromatine péricentrique
(en vert). L’inactivation stochastique de white dans certaines cellules ou groupes de cellules
par I’hétérochromatine conduit a un phénotype bigarré (photo B). L’allele de white ainsi
relocalis¢ dans la lignée In(1)wm4 a été appelé white-mottled, du fait de ce phénotype
caractéristique. La lignée wm*" que nous utilisons au laboratoire est une des inversions

white-mottled de ce type dont le phénotype de PEV est le plus prononcé.



phénotype est directement observable au niveau des yeux qui deviennent, dans les mouches
portant ’alléle w™’, bigarrés, c'est-a-dire que certaines ommatidies sont rouges et d’autres
plus pales. Les ommatidies rouges ont un géne white actif alors que celles qui sont les plus
pales ont un gene white plus ou moins exprimé. Cette répression est héritée de maniere
clonale, elle traduit une régulation négative stochastique du géne white lors du développement

et de la formation de I’ceil de la drosophile.

Des études complémentaires menées sur cet alléle w™? ont montré que le géne notch,
trés proche du géne white sur le chromosome X, était lui aussi soumis a cette PEV (Schultz,
1936). Ces observations vont dans le sens d’une expansion de la structure
hétérochromatinienne vers les génes inversés white et notch. Elles sont a rapprocher des
hypothéses émises par J. Schultz sur ’existence de séquences capables de stopper 1’extension
d’une telle structure, dans des contextes sauvages. L’inversion w™* semble responsable du
déplacement d’une séquence permettant en temps normal de stopper I’expansion de la
structure hétérochromatinienne, protégeant ainsi 1’euchromatine proximale de toute

inactivation (Schultz, 1939).

L’avénement des nouvelles techniques de biochimie, et plus particuliérement les
techniques de coloration différentielle des chromosomes présentées dans la partie suivante,
ont permis une nouvelle avancée dans 1’¢tude de la structure de la chromatine.
Paradoxalement, la compréhension des mécanismes a 1’origine de la formation de ces bandes
colorées reste incompléte et encore du domaine de 1I’hypotheése.

D’autre part, les progrés en microscopie ¢lectronique et photonique ont permis
I’obtention d’images de plus en plus précises autorisant ainsi 1I’émergence d’hypothéses quant

a ’organisation architecturale, topologique et fonctionnelle de la chromatine.
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II1. Structure de la chromatine

L’évolution des génomes eucaryotes s’est accompagnée de deux événements majeurs :
I’augmentation de la quantit¢ d’ADN par cellule entrainant I’émergence de nouvelles
fonctions cellulaires, mais aussi le confinement de cet imposant matériel génétique dans un
espace restreint : le noyau. La réponse a cette derniére exigence est apportée par la capacité de
la molécule d’ADN a se replier sur elle-méme, via des mécanismes plus ou moins complexes,
tout en autorisant I’acces des séquences nucléotidiques aux machineries moléculaires capables
de s’y lier.

Ainsi, chaque molécule d’ADN, correspondant a chaque chromosome, est enroulée et
compactée en plusieurs étapes, grace a I’association de différentes protéines histones et non-

histones (Gasser and Laemmli, 1987a) (figure 4).

1. Premier niveau de compaction : la fibre de 11 nm

Le premier niveau de compaction correspond a un arrangement linéaire de la molécule
d’ADN autour d’un octamere d’histones, appelé le nucléosome (Germont et al., 1976). Ce
premier niveau de compaction a été historiquement mis en évidence par des expériences de
biochimie et de microscopie électronique (figure 5).

Des expériences de digestion partielle de la molécule d’ADN avec une nucléase
micrococcale (MNase) suivies de migration ¢électrophorétique, ont montré des images en
« échelle » avec une périodicité variable selon les especes et s’échelonnant de 140 paires de
bases (pb) a 200 pb (Williamson, 1970).

Par la suite, la régularité de cette structure a été confirmée par des expériences de
microscopie ¢€lectronique. Les observations révélérent des particules, les nucléosomes,
réguliérement espacées sur la molécule d’ADN, donnant ainsi un aspect en « collier de perle »
a la chromatine (Olins and Olins, 1974; Oudet et al., 1975).

Ces différents résultats réfutent les hypothéses ayant cours jusqu’alors et qui
supposaient que les histones, protéines basiques, recouvraient la molécule d’ADN en formant
une sorte de gaine continue.

La premicre étape de compaction comprend donc I’assemblage de la molécule d’ADN

autour d’un octamére d’histones, suivie d’une étape de maturation. Cette étape de maturation
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Figure 4: les différents niveaux de compaction de la chromatine.

L’ADN s’enroule autour d’un octamére d’histones pour former le nucléosome, particule
fondamentale de la chromatine dont les premiers niveaux de compaction sont la fibre de 11

nm aussi appelée « collier de perles » et la fibre de 30 nm. (Images tirées de Genetika®)

A. B.

Figure 5: premier niveau de compaction de la chromatine.

A. Fibre de chromatine de 11 nm de diamétre en collier de perle, au microscope
¢lectronique (image tirée du site edoc. hu-berlin.de).
B. Structure du nucléosome a partir de la diffraction aux rayons X a 2.8 A : H2A est en

jaune, H2B en rouge, H3 en bleu et H4 en vert (d’apres Luger et al., 1997).



nécessite de 1’énergie, fournie par hydrolyse de I’ATP, qui va permettre un espacement

régulier des nucléosomes sur I’ADN, formant ainsi le nucléofilament.

a. Les histones

Les histones sont de petites protéines globulaires basiques, trés conservées au cours de
I’évolution. Deux sortes d’histones peuvent étre distinguées : les histones de cceur, qui font

partie de I’octamére d’histone du nucléosome, et les histones de liaison.

Les histones de cceur sont au nombre de quatre : les histones H2A, H2B, H3 et H4.
Toutes ces protéines sont essentielles pour les organismes eucaryotes. Ces histones ont des
caractéristiques structurales communes puisqu’elles présentent toutes quatre une queue
amino-terminale (N-terminale), et une partie globulaire centrale hautement structurée et
appelée le « histone fold domain ». Celui-ci se caractérise par trois hélices alpha reliées entre
elles par deux boucles (Arents and Moudrianakis, 1995). Cette structure particuliere favorise
les interactions entre les histones et la molécule d’ADN (figure 6).

La partie N-terminale est quant a elle libre de toute structuration remarquable. De plus,
elle présente de nombreux acides aminés basiques, accessibles a des complexes protéiques de
modifications post-traductionnelles. Ces modifications des histones jouent un role
prépondérant dans de nombreux processus cellulaires, comme par exemple dans la

compaction de la chromatine (Peterson and Laniel, 2004).

Cependant, on peut distinguer des différences dans la composition en acides aminés de
ces protéines : les histones H2A et H2B sont plutot riches en lysines, alors que les histones H3

et H4, sont plutdt composées d’arginines.

Il existe d’autres protéines histones, appelées « variants d’histone », dont quelques
acides aminés différent de ceux de la protéine histone parente dite « canonique ». Les variants
d’histone sont souvent impliqués dans des processus cellulaires particuliers comme par

exemple I’activation transcriptionnelle, la mitose, ou la ségrégation des chromosomes.

Les histones de liaison, dont I’histone H1 est la principale représentante, jouent un role

dans la formation du chromatosome et la fibre chromatinienne de 30 nm, pour revue
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Figure 6 : le domaine histone-fold.

A. Schéma représentant le repliement d’une histone de coeur en domaine Ahistone-fold.

B. Schéma représentant 1’interaction en « poignée de main » (handshake) entre deux
histones.

C. Structure cristallographique de deux domaines histone-fold impliqués dans une

interaction en poignée de main (d’apreés Bottomley, 2004).

Ce type de repliement en domaine histone-fold est adopté par la partie structurée des
histones de la particule nucléosomale et de I’histone de liaison H1. L’interaction en
poignée de main permet 1’association des multimeres d’histones au sein du nucléosome et

est donc impliquée dans la formation de I’octameére d’histone.



(Khochbin, 2001). Elles sont formées de trois domaines protéiques : une queue N-terminale
riche en lysines, un domaine central appelé « histone-fold », et une trés longue queue
carboxy-terminale (C-terminale).

Chez Tetrahymena, il semble que I’histone H1 ne soit pas essentielle puisque sa perte
ne perturbe que certains génes et la division cellulaire n’est pas affectée (Shen and Gorovsky,
1996). Cependant chez I’Homme, il existe de nombreux variants de 1’histone H1 dont les
séquences primaires sont assez différentes de I’histone modele. Pour autant, on ne sait pas
s’ils ont une fonction particuliére dans la chromatine, outre leur fonction de liaison, ou si leur
incorporation dépend uniquement de leur lieu et/ou moment de synthése (Doenecke et al.,
1997). Seule la drosophile ne semble pas présenter de variants pour 1’histone H1 (Nagel and

Grossbach, 2000).

b. Le nucléosome

Le nucléosome est considéré comme 1’unité¢ de base de la chromatine (Kornberg and
Thomas, 1974). La molécule d’ADN qui s’entoure autour de 1’octamére d’histones, appelé la
« particule de cceur », prend le nom d’ADN nucléosomal alors que I’ADN reliant un octamére
a I’autre est appelé ADN internucléosomal.

L’ADN nucléosomal a une longueur d’environ 147 pb et fait environ 1,7 tours autour
de la particule de cceur. Par contre, la longueur de ’ADN internucléosomal est variable, et
semble refléter le degré de complexité des organismes.

L’assemblage de la particule de cceur débute par la formation d’un tétramere central
comportant les histones H3 et H4 (Kornberg and Thomas, 1974; Roark et al., 1974), qui apres
fixation sur la molécule d’ADN forme la particule subnucléosomale (figure 7). Viennent
ensuite s’adjoindre, de part et d’autre, deux hétérodimeres constitués par les histones H2A et
H2B (Kelley, 1973). Cette structure octamérique particuliére a pu étre caractérisée de maniére

trés précise par cristallographie au rayons X ((Luger et al., 1997) et figure 5).

Lors de [I’incorporation d’histones nouvellement synthétisées, celles-ci seront
spécifiquement modifiées post-traductionnellement sur leur queue N-terminale. Les
modifications les plus conservées sont celles de I’histone H4 dont les lysines 5 et 12 sont

acétylées (Sobel et al., 1995).
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Figure 7 : formation d’un nucléosome.

L’assemblage de la structure nucléosomale se fait en plusieurs étapes. Dans un premier
temps, un tétramere d’histone H3 et H4, comportant deux histones H3 et deux histones H4,
s’assemble. Ce tétramere est ensuite encadré par deux dimeres d’histones H2A et H2AB,
formant un octameére d’histones appelé particule de coeur. L’ADN va s’enrouler autour de
cette particule et ainsi donner naissance a ce qui est appelé le nucléosome. Seuls les
domaines histone-fold des histones sont impliqués dans la formation du nucléosome, les

extrémités amino-terminales émanent de cette structure et restent accessibles aux protéines

qui les reconnaissent (image tirée du site www.answers.com/topic/histone).



Les interactions existantes entre les histones, protéines basiques, et les groupements
phosphates de 1’ADN, chargés négativement, sont de type électrostatiques, ou liaisons
hydrogénes. On peut aussi observer des contacts non polaires avec le désoxyribose des bases.
L’absence de contact « direct» entre les bases nucléotidiques de I’ADN et les histones
expliquerait pourquoi la déposition des nucléosomes est indépendante de la séquence.
Cependant, ce postulat est fortement remis en question suite a la mise en évidence de
I’implication de séquences d’ADN dans le positionnement des nucléosomes (Young and
Carroll, 1983).

Méme si dans la plupart des cas les nucléosomes semblent étre déposés de maniere
aléatoire, leur localisation est parfois contrainte par des ¢léments structuraux : protéines qui
lient une séquence nucléotidique particuliere, topologie de I’ADN.... Ainsi, les nucléosomes
sont souvent positionnés au niveau de promoteurs ou d’éléments régulateurs car ils facilitent
I’interaction entre les séquences d’ADN, contrainte par leur engagement dans le nucléosome,

et les protéines qui reconnaissent ces séquences (Lu et al., 1995).

2. Deuxieme niveau de compaction : la fibre de 30 nm

Avant ce repliement, les histones nouvellement incorporées sont désacétylées. La fibre
chromatinienne se compacte et forme alors une super hélice de 30 nm de diamétre grace a
I’intervention des histones de liaison H1. Ces derni¢res peuvent interagir d’une part avec
I’ADN internucléosomal et d’autre part avec le cceur du nucléosome pour former le

« chromatosome » (figure 8).

A T’heure actuelle, deux principaux modeles de repliement existent : le modéle de type
« zig-zag » et le modele de type « solénoide » (Van Holde and Zlatanova, 1995; Woodcock et

al., 1993).

Le modéele de repliement de type « solénoide » postule que I’ADN internucléosomal
garde la méme courbure que celle infligée par son engagement dans le nucléosome. La chaine
de nucléosomes formerait une structure en hélice, 1’axe des nucléosomes étant perpendiculaire
a I’axe du solénoide. Le role de I’ADN internucléosomal est donc de se replier de telle fagon a
relier les nucléosomes adjacents dans le solénoide, selon le modéle simple tour ou double

tour, comprenant 6 ou 8 nucléosomes par tour. Cependant, 1’aspect régulier de ce solénoide
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Figure 8: deuxiéme niveau de compaction de la chromatine.

A. Schéma représentant trois modéles de repliement de I’ADN dans la fibre de
chromatine de 30 nm en vue latérale (en haut, I’axe de la fibre est vertical) et selon 1’axe
de la fibre (en bas).

1 : modele du simple tour.

2 : modele du double tour.

3 : modele du double tour « twisted ».

Le mode¢le du solénoide (1), longtemps privilégié ne semble plus rendre compte
des plus récentes observations et a été abandonné au profit d’un modele en double hélice
(2 et 3) qui seraient soit surenroulées (2) soit entrelacées (3) selon que I’ADN linker (en
jaune) traverse (3) ou non (2) le centre de la fibre (Dorigo et al. 2004). L’ADN
nucléosomal est représenté en rose.

B. Modéle de repliement de la fibre de 30 nm basé sur les données cristallographiques de
la structure d’un tétranucléosome a une résolution de 9A. (Schalch et al. 2005).

C. et D. Structure du chromatosome, proposée par Crane-Robinson et al., 1989. L’histone
de liaison H1 est figurée en jaune, les diméres H2A-H2B en bleu clair et bleu foncé, et le
tétrameére H3-H4 en vert et blanc.

E. Fibre de chromatine de 30 nm en microscopie électronique (image tirée du site

www.csu.edu.au).



est controversé et il se pourrait que seules des petites régions soient compactées de fagcon

régulicre.

Des études complémentaires ont pu déterminer que le modele le plus probable était
celui d’un double tour, qui en fait a donné la prédominance a la théorie de repliement dite en
« zig-zag » (Dorigo et al., 2004; Richmond and Davey, 2003). Ce mod¢le, aussi appelé
modele d’entrecroisement, postule que 1I’ADN internucléosomal croise la fibre
chromatinienne (Woodcock and Dimitrov, 2001). Dans ce modele, I’ADN internucléosomal
adopte une conformation rectiligne entre deux nucléosomes situés sur des cotés opposés de la
fibre chromatinienne.

Finalement, plusieurs repliements successifs conduisent a des niveaux d’organisation

supérieurs, mais aussi a la formation de domaines spécifiques dans le noyau.

3. Troisieme niveau de compaction : la fibre de 300 nm et les chromosomes

mitotiqgues

La fibre de 30 nm va former des boucles et des structures secondaires qui vont ainsi
générer la fibre de 300 nm (figure 9). Il est supposé que des boucles de chromatine se forment
a partir de certaines régions d’ADN qui s’attachent a ’enveloppe nucléaire, ou a un squelette
protéique, qui conferent leur morphologie aux chromosomes métaphasiques. Ces séquences

trés conservées au cours de I’évolution et riches en paires de bases dA+dT sont appelées

séquences MAR (Matrix Associated Region) ou séquences SAR (Scaffold Associated
Region).
La condensation des chromosomes nécessite 1’action de nombreux acteurs, qui sont a

la fois les séquences ADN MAR/SAR mais aussi de trés nombreuses protéines.

a. Les séquences MAR/SAR

Les séquences MAR/SAR ont tout d’abord été identifiées chez la drosophile
(Mirkovitch et al., 1984), suite a des expériences de préparations de matrices ou échafaudages
nucléaires dans des conditions mieux controlées que celles utilisées lors d’extractions

classiques en présence de 2 M de chlorure de sodium. Dans ces expériences, ces séquences
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Figure 9: troisieme niveau de compaction de la chromatine.

A. Chromosome métaphasique en microscopie ¢électronique (image tirée du site
http://www.roycastle.org)

B. Domaines nucléaires en microscopie ¢lectronique (image tirée du site
http://cellbio.utmb.edu/cellbio/nucleus2. htm).

L’euchromatine se distingue de I’hétérochromatine par son faible contraste,

I’hétérochromatine apparaissant plus dense aux électrons.
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¢taient retenues dans une fraction insoluble car elles restaient liées, apres digestion par des
enzymes de restrictions, a la matrice nucléaire. Ces séquences ont ensuite été caractérisées
dans d’autres organismes comme I’Homme, le hamster et la levure (Cockerill and Garrard,

1986; Gasser and Laemmli, 1987b; Kés and Chasin, 1987).

Les séquences MAR/SAR sont des séquences de 500 a 1000 pb majoritairement
constituées de paires de bases dA+dT (environ 65%). Dans ces enchainements, il est a noter la

présence de nombreux « A-tracts », c'est-a-dire des enchainements homopolymériques dA ou
dT, espacés de manicre irrégulicre.

Ces séquences sont a I’origine de la formation de boucles de chromatine dont la taille
moyenne est de 85 kb, et pouvant s’échelonner de 5 a 200 kb (Benyajati and Worcel, 1976).
En moyenne, chaque boucle de chromatine comprendrait de 180 a 300 nucléosomes (Marsden

and Laemmli, 1979).

Une étude exhaustive menée chez la drosophile a permis de mettre en évidence que les
séquences MAR/SAR se localiseraient a proximité d’éléments régulateurs, ou a la fronticre de
domaines de fonctions (Gasser et al., 1986). Pour autant, il est difficile d’appréhender la
fonction de ces éléments in vivo, méme si de nombreux travaux les définissent comme des
¢léments clés de la structuration des génomes (Hart and Laemmli, 1998; Laemmli et al.,

1992).

D’autres études ont aussi permis de démontrer que ce n’était pas a proprement parler
la séquence nucléotidique des MAR/SAR qui était importante pour la liaison des facteurs qui
la reconnaissent mais plutot la structure locale de I’ADN. En effet, les « A-tracts » conferent
des particularités a la double hélice : le petit sillon est plus profond et plus étroit, et ces
séquences présentent une courbure plus accentuée que la normale.

Des oligopeptides cytotoxiques, comme la distamycine, ont la capacité de se lier a une
telle structure (Adachi et al., 1989; Izaurralde et al., 1989; Kis et al., 1989). De méme,
I’étroitesse et la profondeur du petit sillon sont reconnues spécifiquement par un groupe de
protéines possédant des motifs particuliers appelés « AT Hook » : les protéines HMG-A
(Zhao et al., 1993). D’autres protéines peuvent se lier aux séquences MAR/SAR comme, par
exemple 1’histone de liaison HI, pour revue (Bode et al., 2003), qui rentre en compétition

avec HMG-A pour la liaison a ces séquences, ou la Topoisomérase II alpha, qui est la
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composante non histone majeure du squelette protéique de 1’échafaudage métaphasique des

chromosomes.

b. Le squelette protéique des chromosomes

Malgré les efforts mis en ceuvre, ’architecture basique des chromosomes mitotiques,
de méme que le niveau hiérarchique de la structure chromatinienne qu’ils représentent sont
peu connus (figure 10 et (Paulson and Laemmli, 1977)). Cette structure est formée de
différentes protéines comme le complexe Condensin, la Topoisomérase II, ou les histones

dont les queues N-terminales jouent un rdle dans 1’assemblage chromosomique.

En lui-méme, le squelette protéique des chromosomes est composé de plusieurs
protéines, ayant différents roles au sein de ce complexe. Parmi ces protéines se trouvent les
protéines du groupe des SMC (Structural Maintenance of Chromosomes). Ce groupe de
protéines participe a la dynamique des chromosomes et est associ¢ a des protéines comme la
Topoisomérase I (Gasser et al., 1986), Barren (Bhat et al., 1996b) ou la Titine (Machado and

Andrew, 2000) permettant de réguler leur activité.

Un des complexes de proté¢ines SMC, appelé complexe Cohesin, joue un réle dans la
cohésion entre les chromatides sceurs pendant la phase S et ce jusqu’a la transition
métaphase/anaphase (Losada and Hirano, 2001). Ce complexe comprend les protéines
SMC 1 et SMC 3, associées a des protéines non SMC. Il est particulierement présent au
niveau de I’hétérochromatine centromérique, dont la structure intrinséque permet une
concentration de ce complexe. Ainsi, la cohésion centromérique est suffisante pour prévenir la
séparation des chromatides sceurs (Hagstrom and Meyer, 2003).

Cette cohésion centromérique est augmentée grace au remplacement de 1’histone H3
par le variant d’histone centromérique CENP-A. Ce variant d’histone facilite le recrutement
du complexe Cohesin mais favorise aussi 1’attachement aux kinétochores (Van Hooser et al.,
2001). De méme, le complexe Cohesin associ¢ a la kinase mitotique Aurora-B joue un role
prépondérant dans la bi-orientation des kinétochores et dans le controle de la tension exercée
sur les deux chromatides sceurs. La protéine kinase Aurora-B, qui fait partie d’un complexe
comportant les protéines INCENP et Survivin, est ainsi impliquée dans la ségrégation des

chromatides sceurs (Tanaka et al., 2002).
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Figure 10 : échafaudage protéique des chromosomes (d’aprés Paulson et al., 1977).

Image de microscopie électronique montrant la libération de I’ADN aprés extraction des
histones apres traitement a 2M NaCl. L’ ADN est retenu sous forme de boucles attachées a
leur base a une structure fixe, la matrice ou échafaudage métaphasique. La base des
boucles est constituée de séquences spécifiques (séquences SAR/MAR), trés hautement
conservées au cours de | ’évolution. En encart, un chromosome métaphasique natif en

microscopie ¢lectronique.



Seule I’action de la Separase, une protéine qui clive le complexe Cohesin, permettra
de séparer les chromatides sceurs en anaphase (Nasmyth, 2002).

La Separase est inhibée par la Securin, qui sera détruite suite & une ubiquitinylation
par le complexe APC (Anaphase Promoting Complex), qui joue un rdle essentiel dans le

passage en anaphase (Peters, 2002).

D’autres protéines SMC, les SMC 2 et SMC 4, forment le complexe Condensin qui
peut s’associer a la protéine Topoisomérase II. Ces protéines se distribuent de maniére axiale
en une structure hélicoidale en « échelle de barbier » au sein des chromosomes (Coelho et al.,
2003; Maeshima and Laemmli, 2003). Cette distribution apparait en prophase tardive, et
pourrait étre stabilisée par une protéine « glue » axiale en fin de mitose (Kireeva et al., 2004).
Le complexe Condensin participe a la condensation et a la ségrégation des chromosomes
mitotiques en induisant des super tours positifs de maniére dépendante de I’ATP (Kimura and
Hirano, 1997; Kimura et al., 1999). Pour autant, le mécanisme par lequel le complexe
Condensin agit au niveau de la chromatine reste incertain.

L’interaction du complexe Condensin, essentiel a la viabilité cellulaire, avec la
Topoisomérase I, joue un role central dans la condensation et la ségrégation des chromatides
sceurs. La protéine Barren, aussi associée a ce complexe, serait alors un régulateur pour
I’activité catalytique de la topoisomérase II (Coelho et al., 2003).

En effet, outre son réle de protéine de structure, la Topoisomérase II a une activité de
clivage spécifique des séquences MAR/SAR, mais aussi au niveau des séquences satellites de
type III (SAT III) du chromosome X de la drosophile et des régions actives en transcription
(Poljak and Kais, 1995). Ces différentes séquences ont la particularité¢ de présenter des sites de
clivage in vivo riche en paires de bases dG+dC contrairement a ce qui est décrit in vitro, ou les
sites consensus de clivages sont majoritairement riches en paires de bases dA«dT (Kés and
Laemmli, 1992).

La Topoisomérase II est une enzyme qui forme un homodimeére capable de relacher les
super-tours de I’ADN, de manicre dépendante de I’ATP (figure 11). Son cycle catalytique lui
permet également de prendre en charge de nombreuses transactions topologiques qui
dépendent du substrat. Elle joue un role essentiel dans la ségrégation des chromatides sceurs et
dans leur condensation, principalement en anaphase (Cortes et al., 2003). Le role de la
Topoisomérase II dans la condensation a été clairement établi grace a des expériences
d’immunodéplétion de cette protéine suivies de complémentation dans des extraits mitotiques

d’ceufs de Xénope (Adachi et al., 1991). Il a été montré que la Topoisomérase II se trouve
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Domaine

 catalytique
Domaine

Accessoire

Figure 11 : Cycle catalytique de clivage par la topoisomérase I1.

1 : le cycle s’amorce lorsque un segment d’ADN (en vert) s’associe & un homodimeére de
topoisomérase II (en bleu, le domaine ATPase n’est pas représenté).

2 et 3 : lors du rapprochement d’un deuxieme segment d’ADN, le dim¢re de topoisomérase
I induit la coupure de chacun des deux brins du premier segment et leur séparation.

4,5 et 6 : le deuxieme segment passe a travers du premier fragment ainsi ouvert.

7 : une étape de réversion permet la fermeture du premier segment.

8 : suite a un nouveau changement conformationnel, la topoisomérase II provoque
I’ouverture de la pince formée par les domaines accessoires ce qui permet la libération du
deuxieme segment d’ ADN.

9 : le recyclage de la topoisomérase Il s’achéve par la dimérisation des domaines
accessoires qui restaurent la structure initiale de 1’enzyme et la rendent disponible pour un

nouveau cycle catalytique. (images tirées du site www.virtuallaboratory.net)



localisée sous sa forme catalytiquement active sur 1’axe longitudinal des chromosomes
(Agostinho et al., 2004) mais aussi au niveau de régions hétérochromatiniennes, comme les
séquences SAT III de I’hétérochromatine du chromosome X de la drosophile (Kés and

Laemmli, 1992), qui représenteraient ses sites majoritaires de dépots.

Enfin, un troisieme complexe de protéine SMC, comportant les SMC 5 et SMC 6
(aussi appelée Rad18), est impliqué dans la réparation de ’ADN (Fujioka et al., 2002). Ce
complexe joue aussi un rdle sur I’organisation des chromosomes puisque des mutations
affectant a la fois Rad 18 (SMC 6) et la Topoisomérase II sont synthétiques 1étales (Verkade
et al., 1999). Dans ces expériences, des souches de levure a fission exprimant de manicre
thermosensible une Topoisomérase II mutée ont été utilisées a température semi-permissive

afin de diminuer la mortalité liée a la perte de la protéine.

Une autre protéine interviendrait dans la mise en place de la structure des
chromosomes : la Titine. Cette protéine semble conférer une certaine ¢€lasticité a la structure
des chromosomes mitotiques (Machado and Andrew, 2000). Des expériences réalisées in vitro
mais aussi sur des chromosomes natifs montrent des propriétés d’élasticité identiques,
suggérant une structure sous-jacente similaire, qui pourrait étre sensiblement différente des
modeles actuellement discutés : le modele de I’échafaudage en boucle ou du repliement en

hélice hiérarchisé.

c. Role des histones de coeur dans la condensation

Les queues N-terminales des histones de cceur sont particulierement impliquées dans
la condensation de la chromatine. Plus particulierement, la phosphorylation de la sérine 10 de
I’histone H3 est importante en mitose, tout comme la phosphorylation de I’histone H2A (Guo

et al., 1995).

La phosphorylation de la sérine 10 de 1’histone H3, probablement par une kinase de la
famille Aurora, marque le début de la phase de condensation des chromosomes mais n’est
pourtant pas requise pour le maintien de la condensation des chromosomes (Van Hooser et al.,
1998). Dans le cas de I’expression d’une histone mutante non-phosphorylable sur la sérine 10,

les chromosomes sont incapables de se condenser et d’avoir une ségrégation correcte. Un
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autre résidu, la sérine 28 de la méme histone H3 pourrait aussi étre impliquée dans la

condensation correcte des chromosomes mitotiques (Goto et al., 1999).

Par contre, I’intervention de I’histone de liaison H1 dans ce mécanisme reste sujet a
controverse. Du fait de son importante phosphorylation en début de mitose et sa
déphosphorylation en fin d’anaphase, elle pourrait n’étre impliquée que de maniére accessoire

dans la condensation des chromosomes.

d. Attachement des SAR/MAR a la matrice nucléaire

Des expériences menées par différents groupes ont permis de mettre en évidence
I’existence d’une structure protéique qui retenait les boucles de chromatine a I’intérieur du
noyau (Lebkowski and Laemmli, 1982a; Lebkowski and Laemmli, 1982b). Ce « squelette
nucléaire », 1ié par les séquences MAR/SAR, serait constitué¢ a la fois d’un réseau protéique

interne et de la lamina nucléaire en périphérie.

La composition biochimique du réseau protéique interne reste a 1’heure actuelle peu
caractérisée. Pour autant, il a ét¢ montré que certaines protéines pouvaient faire partie de ce
réseau, comme par exemple les ARN polymérases I (Pol I) et II (Pol IT) (Keppel, 1986; Lewis
et al., 1984).

La lamina nucléaire périphérique est impliquée dans 1’organisation interphasique de la
chromatine. Elle est composée de trois protéines apparentées : les Lamines A, B et C. Outre
son role dans 1’attachement des boucles de chromatines, elle permet aussi la liaison des
filaments intermédiaires (Aebi et al., 1986).

Cette lamina consiste en un réseau protéique continu qui est intimement en relation
avec la membrane nucléaire interne dont il suit les contours (Gerace et al., 1984). Les seules
interruptions qu’il présente se trouvent au niveau des complexes de pores nucléaires (CPN)
(Aaronson and Blobel, 1975).

Le role de la lamina dans la formation de domaines chromatiniens interphasiques
passerait par I’interaction, directe ou indirecte, entre un de ses composants et une protéine
présente en périphérie des chromosomes mitotiques. Des résultats récents mettent en évidence

une interaction entre la lamine B et la protéine HP1 (Heterochromatin Protein 1), qui peut
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passer ou non par I’intervention du récepteur de la Lamine B, (Baricheva et al., 1996;
Eissenberg and Elgin, 2000). Il est a noter que la Lamine B est aussi responsable de la liaison
entre I’enveloppe nucléaire et les deux autres Lamines, A et C, qui ont quant a elles des

propriétés de liaison a I’ADN (Lebkowski and Laemmli, 1982b).

Ces données d’attachement de la chromatine a la matrice nucléaire ainsi que les
résultats actuels semblent aller en faveur de 1’existence d’une compartimentalisation nucléaire
des chromosomes, ceux-ci étant eux-mémes arrangés en fonction de [Dactivité
transcriptionnelle de certains geénes. Les geénes actifs seraient en effet principalement localisés
a proximité des CPN ou y seraient conduit pour leur activation (Blobel, 1985). Cette
hypotheése a été récemment confirmée grace a des études chez la levure Saccharomyces

cerevisiae (Schmid et al., 2006).

4. Structures d’ordres supérieurs

Les boucles de chromatine reliées a une armature s’enroulent en une spirale plus ou
moins resserrée selon le stade du cycle cellulaire. En interphase, cette spirale est relachée et
les chromosomes ne peuvent plus étre distingués les uns des autres car ils sont « débobinés ».
Néanmoins, les chromosomes ne s’emmélent pas et semblent au contraire occuper des
domaines bien définis dans le volume nucléaire (Lichter et al., 1988; Manuelidis, 1985).

Au cours de la division cellulaire, la spirale de la chromatine se condense encore afin
d’atteindre, en métaphase, une structure de 700 nm de diametre qui refléte le degré de
compaction maximale de la fibre chromatinienne.

Selon les techniques de colorations et les traitements que subissent les chromosomes,
les chromosomes deviennent visibles et apparaissent composés de deux entités distinctes : les
deux chromatides sceurs. Ces techniques permettent aussi de visualiser artificiellement deux
types de structures présentant deux niveaux de compaction différents : 1’euchromatine, moins

condensée, et 1I’hétérochromatine, plus compacte.

53



a. Bandes chromosomiques

La coloration des chromosomes en métaphase génére le long de ces structures, une
alternance de bandes transversales de coloration distinctes. Les bandes ainsi obtenues

prennent le nom du type de traitement qui les génere, pour revue (Craig and Bickmore, 1993).

Le traitement au Giemsa fait apparaitre les bandes dites G. Cette coloration est
appliquée apres dégradation partielle des protéines par action de la Trypsine. Ainsi, certaines
données suggerent que les bandes G correspondent a des zones plus condensées, alors que

d’autres concluent a une variation sur grande échelle de la composition en paires de bases. En
effet, lors de 1’utilisation de fluorochromes spécifiques des paires de bases dA+dT, tels que la

quinacrine ou la daunomocyne, ceux-ci font apparaitre des bandes appelées bandes Q, qui se
superposent parfaitement aux bandes G. Les séquences qui forment les bandes G/Q sont de
maniére générale pauvres en geénes et en cytosines méthylées, présentent des séquences de
type LINE (Long Interspersed Repeated Sequence) et une réplication tardive en phase S
(figure 12).

Le R-banding, qui est une autre technique de marquage utilisant un tampon phosphate
chauffé et du Giemsa, révele des bandes R qui sont complémentaires des bandes G/Q. Des
¢tudes ont montré que les bandes R et G/Q correspondent respectivement a 1’euchromatine et

a ’hétérochromatine facultative. Il a été montré que les bandes R étaient, par opposition aux
bandes G/Q, riches en paires de bases dG*dC, en génes, en cytosines déméthylées et en

séquences de types SINE (Short Interspersed Repeated Sequence). De plus, les bandes R ont

la propriété de se répliquer de maniére précoce durant la phase S.

Une troisiéme technique, appelée C-banding et qui consiste a traiter des chromosomes
avec des acides et des bases puis a les colorer avec du Giemsa, révele les bandes C qui
représentent 1’hétérochromatine constitutive. Elles se retrouvent majoritairement localisées au
niveau des centromeres et des constrictions secondaires. Ces bandes sont principalement
composées de séquences d’ADN dites satellites, des séquences hautement répétées, dont la

composition biaisée en paires de bases leur confére une densité caractéristique.
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Bandes G

Bandes R (+7T)

Bandes G+ colorées

Bandes G- claires

Bandes Q-+ fluorescentes

Bandes Q- non fluorescentes

Bandes R- et T- claires

Bandes R+ et T+ colorées

Régions chromomériques au stade
pachytene de la méiose

Régions interchromomériques

Réplication tardive au cours de la
phase S

Réplication précoce

Riches en paires de bases dA et dT

Riches en paires de bases dG et dC

Pauvres en cytosines méthylées

Riches en cytosines méthylées

Pauvres en genes

Majorité des genes de ménage et de
spécificité tissulaire

Séquences LINE

Séquences SINE

Figure 12 :

Jonctionnelles des bandes chromosomiques.

tableau regroupant les principales caractéristiques biochimiques et




Un dernier type de bande peut également étre visible grace a la technique du T-
banding qui utilise une étape de dénaturation thermique: ce sont les bandes T, qui

correspondent a un sous-ensemble des bandes R. Ces bandes T se retrouvent au niveau des
séquences riches en dG+dC, elles sont localisées principalement aux télomeéres et sont plus

résistantes que les bandes R a la dénaturation thermique.

D’apres toutes ces données, les bandes chromosomiques peuvent étre considérées soit
comme des segments d’ADN avec un contenu spécifique en paire de bases, en génes et en
séquences répétées dispersées, soit comme des unités fonctionnelles de réplication et de
condensation. Ceci indique que le génome des mammiferes est une structure organisée dont
les caractéristiques fonctionnelles ne se distribuent pas de manicre aléatoire.

Jusqu’aux années 80, il était admis que les bandes reflétaient une différenciation
longitudinale de la structure nucléoprotéique des chromosomes, mais la nature de cette
différenciation n’était pas connue. Différents modeles découpant le génome en sous-
ensembles d’ADN avec des caractéristiques variables et une répartition différente selon les
bandes G ou R et T ont été proposés. Ils permettent d’aller un peu plus loin dans la
compréhension de I’organisation du génome et des mécanismes a 1’origine des bandes

chromosomiques.

Un des premiers modeles est celui dit des « isochores » (Bernardi, 1995; Bernardi et
al., 1985). Ce terme désigne les deux compartiments majeurs traduisant une organisation
fondamentale du génome apparue au cours de 1’évolution chez les vertébrés a sang chaud. Ce

modele subdivise le génome en cinq classes d’isochores selon leur composition en bases : L1

et L2 (riches en dA+dT, donc plutét dans les bandes G), H1, H2 et H3 (de plus en plus riches

en dG+dC, H1 et H2 se trouvent plutot dans les bandes R et H3 dans les bandes T) (figure 13).

En 1988, un modele basé sur la répartition des séquences répétées dispersées le long
des chromosomes est formulé (Korenberg and Rykowski, 1988). Cette hypothése se base plus
particulicrement sur la répartition de deux types de séquences : les séquences SINE et les
séquences LINE.

Les séquences SINE sont des séquences de taille inférieure a 1 kb, dont 300 000 a

900 000 copies sont réparties au travers du génome. Les LINE sont des séquences de plus

56



Bandes T R G
Isochores ~H3 ~HI1 + H2 ~L1+L2
bases dGerdc | 46 -39
% du génome ~3 ~31 ~ 62
% de génes 39 38 34
ADN en Mb 90 190 1860
Densité de genes 1/3,2kb 1/25kb 1/50kb

Figure 13 : tableau présentant la distribution globale des isochores et des génes dans les

chromosomes humains selon les bandes T, R et G.




grande taille, de 6 a 7 kb, mais qui sont beaucoup moins représentées que les SINE dans le
génome : on en retrouve seulement de 10 000 a 100 000 copies.

Chez I’'Homme, plus de 90 % de ces séquences correspondent, pour les SINE, aux
séquences Alu de 300 pb, ainsi nommées car elles possedent généralement un site de
restriction pour I’enzyme Alul, et pour les LINE aux séquences L1 ou Kpnl, ces derniéres
possédant un site de restriction reconnu par I’enzyme Kpnl.

Il a ét¢ montré par hybridation in sifu que ces séquences ne se répartissent pas au
hasard le long des chromosomes humains, mais suivent une distribution caractéristique avec
une prédominance des séquences Alu, environ 18 % de I’ADN, dans les bandes R alors que
les séquences L1 sont principalement présentes dans les bandes G, environ 14 % de I’ADN
(Chen and Manuelidis, 1989). Ceci suggere qu’elles sont impliquées au moins dans certaines

propriétés opposées des deux fractions de I’euchromatine.

Dans le modéle dit « des saveurs », le rapport entre composition en bases et richesse
en séquence Alu est déterminé, ce qui divise la chromatine des bandes R du chromosome
métaphasique en quatre classes, ou « saveurs » (Holmquist, 1992). Ces quatre classes se
répartissent ainsi : les séquences riches en dA+dT et riches en séquences Alu, les séquences
riches en dAedT mais pauvres en séquences Alu, les séquences riches en dGedC et en
séquences Alu et enfin les séquences riches en dG+dC et pauvres en séquences Alu. La densité

des génes varierait alors en suivant ces quatre « saveurs ».

Une autre théorie suppose que I’ADN est fractionné en sous-ensembles selon la
distance entre ilots CpG. Selon leur état de méthylation, les lots CpG peuvent étre coupés ou
non par une enzyme sensible a la méthylation. On trouve particulierement ces ilots CpG dans
la partie 5’ des génes de ménage, d’ou leur qualité d’indicateur de la densité en génes de
ménage. Quatre classes ont ainsi été définie selon la distance entre les ilots CpG: si la
distance est supérieure a 1 000 kb, cette partie est pauvre en genes et se trouve principalement
dans les bandes G, si la distance est comprise entre 500 et 1 000 kb, alors il s’agit de bandes
R. Enfin, si la distance est comprise entre 15 et 100 kb, ou entre 100 et 500 kb, ce sont des

séquences riches en geénes situées plutdt dans les bandes T (Craig and Bickmore, 1994).
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b. Mod¢le de repliement des chromosomes

Ces modeles proposent des théories de différenciation structurale des chromosomes.
Le premier mode¢le se base sur la composition en paires de bases différente le long de la fibre
de chromatine, une variabilité se traduisant par une compaction différente entre les régions
riches en dA«dT, plus condensées, et les régions riches en dGedC, moins condensées. Ce
modele se réfere aux différentes expériences de coloration permettant de visualiser les bandes
chromosomiques. Il fait donc la liaison entre la compaction faible de I’euchromatine, riche en

dG+dC, et la forte compaction de I’hétérochromatine, riche en dA«dT.

L’autre modéle proposé se base sur une différence de densité de la chromatine selon
les bandes, ce qui permettrait de relier I’organisation de la fibre de la chromatine et
I’alternance des bandes le long des chromosomes en métaphase. Cette théorie suppose que les
séquences SAR, tres riches en paires de bases dA«dT, seraient organisées de manicre non
aléatoire sur le génome et formeraient ainsi une structure centrale le long de I’axe des
chromosomes appelée alignement AT (Saitoh and Laemmli, 1994). Cet alignement AT
présenterait un arrangement et une compaction différente le long des chromosomes générant
ainsi les bandes Q et les bandes R (figure 14). Dans les bandes Q, la compaction de
I’alignement AT serait importante et il serait enroulé en spirale, formant des boucles d’ADN
courtes et orientées parallelement a ’axe du chromosome. Dans les bandes R, les
caractéristiques de 1’alignement AT sont opposées, a savoir que celui-ci serait arrangé de
maniére plus linéaire le long de 1’axe, les boucles d’ADN, plus longues que dans les bandes
G, seraient perpendiculaires a la structure centrale des chromosomes.

Dans ce modéle, la différenciation des bandes ne serait pas due a une différence des
compositions en paires de bases mais plutdét a une différence de repliement de la fibre
chromatinienne. Les bandes R seraient donc peu condensées alors que les bandes G seraient

fortement compactées.
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o Enchainement riche en paires
' _ de bases dA+dT (séquences
' SAR)

T
% Boucles Q

Bandes Q

Bandes R

Bandes Q = Repliement des régions riches
en paires de bases dA+dT
(sous-bande en Giemsa)

Figure 14 : modéle de repliement des chromosomes de Saitoh (d’aprés Saitoh and

Laemmli, 1994).

Les bandes des chromosomes métaphasiques reflétent le repliement différentiel de 1’axe
central des chromosomes a travers les régions condensées et décondensées de la
chromatine. L’échafaudage chromosomique suit un chemin hélicoidal a travers 1’axe
longitudinal du chromosome. Ce mode¢le prédit un repliement différentiel des boucles de
chromatines dans les bandes R et Q. Les bandes R correspondent a une compaction
modérée de 1’enchainement riche en paires de bases dA+dT, la chromatine y forme des
boucles longues et le long de 1’axe. Ces caractéristiques sont opposées dans les bandes Q.

Les axes de I’échafaudage des chromatides sceurs sont symétriques.



1V. L’héterochromatine

On distingue communément deux types de chromatine, définis initialement sur la base
d’observations cytologiques menées sur différentes especes de drosophile par Emil Heitz en
1928 (Heitz, 1928). Ces études sont restées relativement confidentielles a I’époque et ce n’est

qu’au cours de ces dernic¢res décennies que ses travaux ont été largement reconnus.

L’euchromatine correspond a la moins dense des deux phases retrouvées dans le
noyau, elle représente la portion du génome enrichie en génes et, du fait de sa décondensation
en interphase, elle est plus accessible aux machineries transcriptionnelles. Sur le plan
moléculaire, elle est caractérisée par un fort enrichissement en histones acétylées sur leurs

extrémités N-terminales.

L’hétérochromatine, quant a elle, fut tout d’abord décrite comme la portion du génome
qui ne se décondense pas en interphase. Elle se distingue de I’euchromatine par la nature
méme des séquences qui la constituent. Pauvre en genes, présentant des histones
hypoacétylées et globalement méthylées sur leur queue N-terminale, elle est majoritairement
composée de séquences répétées de nature et de complexité variables. Sur le plan moléculaire,
ce sont la relative hypoacétylation des histones, la méthylation des lysines 9 et 27 de I’histone
H3 ainsi que son fort enrichissement en protéine HP1 qui reconnait spécifiquement la
méthylation de la lysine 9 de I’histone H3, qui représentent les principales marques
épigénétiques de 1’hétérochromatine (Dillon, 2004; Elgin and Grewal, 2003). Chez les plantes
et les vertébrés, la méthylation des cytosines des ilots CpG est une marque supplémentaire de

ce domaine chromatinien.

1. Héterochromatine constitutive et hétérochromatine facultative

Au sein méme de I’hétérochromatine, deux types sont généralement distinguables :
I’hétérochromatine constitutive et facultative. Cette derniére correspond plus précisément aux
régions génomiques portant les génes régulés au cours du cycle cellulaire (Gilbert et al.,
2003). Un exemple d’hétérochromatine facultative est celui des geénes régulés par le systéme

de E2F/Rb, dans lequel la répression de la transcription se fait par la mise en place d’une
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structure de type hétérochromatinienne (Nielsen et al., 2001b; Vandel et al., 2001).
Cependant, il n’y a aucune évidence concernant I’intervention de la protéine HP1, comme
c’est le cas dans I’hétérochromatine constitutive. La formation d’une structure
d’hétérochromatine facultative intervient aussi dans les mécanismes de compensation de dose
chez les mammiferes. L’inactivation du chromosome X chez la femelle fait intervenir la
méthylation de la lysine 9 de I’histone H3 (Avner and Heard, 2001; Heard et al., 2001). Cet

état de mise en silence est réversible contrairement a 1’hétérochromatine constitutive.

L’hétérochromatine constitutive, qui sera 1’objet de ce développement, se retrouve
quant a elle localisée majoritairement au niveau des centromeéres et des télomeres de chaque
chromosome (Grewal and Elgin, 2002; Grewal and Moazed, 2003). Elle est essentielle pour la

ségrégation des chromosomes et pour la stabilité du génome (Wallrath, 1998).

Chez la drosophile, I’hétérochromatine constitutive et facultative prennent
respectivement le nom d’hétérochromatine alpha (o) et béta (B) (Heitz, 1934b).
L’hétérochromatine o correspond a la partie qui forme le chromocentre des chromosomes
polyténes. Ces chromosomes géants, présents dans les cellules des glandes salivaires, ont une
partie euchromatinienne endorépliquée, amplifiée environ un millier de fois. Certaines régions
euchromatiniennes échappent cependant a cette endoréplication, dont les génes codant les
histones. De méme, 1’hétérochromatine  est endorépliquée alors que I’hétérochromatine a ne
I’est pas (Hilliker et al., 1980). L hétérochromatine a, considérée comme I’hétérochromatine
mitotique, est riche en séquences répétées. Par contre, 1’hétérochromatine B n’est pas
distinguable de I’hétérochromatine a sur les chromosomes mitotiques (Miklos and Cotsell,
1990). Cette distinction entre les deux types d’hétérochromatine chez la drosophile n’est

utilisée que dans les études cytologiques menées sur les chromosomes polyténes.
L’ hétérochromatine constitutive est caractérisée par de nombreux points: elle est

constituée de séquences particuliéres, comme par exemple les séquences satellites, mais aussi

de protéines spécifiques. Ces caractéristiques vont étre développées dans la partie suivante.
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2. Composition nucléique de [’hétérochromatine

a. Les séquences satellites péricentromériques

Les séquences satellites ont d’abord été décrites dans les expériences de centrifugation
sur gradient de densité en Chlorure de Césium. La composition en paire de bases des génomes
est biaisée : les séquences riches en genes sont plutdt riches en paires de bases dG+dC alors
que les séquences satellites sont majoritairement riches en dAedT. Cette différence de
composition se traduit par une sédimentation différente dans des expériences
d’ultracentrifugation isopycnique, c'est-a-dire une séparation de molécules selon leur densité
par centrifugation sur un gradient continu : ainsi les séquences satellites ne sédimentent pas au
méme niveau que le reste de ’ADN génomique, particularit¢ qui leur a donné leur

dénomination de « satellite ».

Les séquences satellites sont constituées de séquences courtes et répétées en tandem
un trés grand nombre de fois. Il en existe de plusieurs types qui comprennent de longues ou de
courtes répétitions. Ces séquences satellites courtes, appelées microsatellites, présentent des
répétitions pouvant aller de 2 a 20 paires de bases. Sur un chromosome eucaryote, ces
microsatellites sont distribués uniformément dans 1’euchromatine (Csink and Henikoff, 1998).
Les longues séquences d’ADN répétés, plus ou moins complexes, sont généralement non

transcrites et ce sont elles qui forment I’hétérochromatine constitutive.

Chez les primates et chez I’'Homme (Waye and Willard, 1987), les régions
centromériques de tous les chromosomes sont riches en ADN répété de type satellite alpha ou
alphoides, composé de séries de monomeres de 171 paires de bases répétées en tandem sur
plusieurs centaines de kilobases (Devilee et al., 1986). Ces séquences peuvent représenter de
345 % de I’ADN centromérique de chaque chromosome (Willard and Waye, 1987). 1l existe
d’autres séquences d’ADN satellites situés dans les régions adjacentes, appelées
péricentromériques, de certains chromosomes : les satellites 1, 2, 3 et béta (Waye and Willard,
1989). Chez d’autres mammiféres comme la souris, le mouton et la vache, I’ADN
centromérique est €galement constitu¢é de séquences répétées en tandem qui semblent
spécifiques de 1’espeéce, mais leur organisation n’est pas aussi bien connue (Burkin et al.,

1996; Singer, 1982).
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Chez la drosophile, il existe plusieurs classes de séquences satellites dont les
principales sont les séquences satellites de type I, Il et V (Gall et al., 1971; Lohe et al., 1993)
(figure 15). Les séquences satellites de type I (SAT I) et de type V (SAT V) sont de courtes
séquences répétées, respectivement (AATAT), et (GAGAA), (Lohe et al., 1993). Seules les
séquences SAT III sont de type alphoides et sont composées de la répétition d’un motif de
359 paires de bases riches en dA«dT (Hilliker et al., 1980). Elles représentent la quasi-totalité
de ’hétérochromatine péricentromérique du chromosome X de Drosophila melanogaster. Les
chromosomes X, Y, 3 et 4 possédent des séquences SAT I et SAT V, alors que le
chromosome 2 ne possede que des séquences SAT V (figure 15 et (Peacock et al., 1974)).

Malgré la conservation et la caractérisation de ces séquences, tant chez les
mammiféres que chez la drosophile, aucun réle n’a pu étre attribué¢ aux séquences satellites de
type alphoide. Des hypothéses tendent a les impliquer dans la cohésion des chromosomes
pendant la mitose. Par exemple, les séquences SAT III de la drosophile sont retrouvées a la
fois sur les chromosomes X et Y, en proportion relativement moindre sur le chromosome Y,
ce qui pourrait permettre leur appariement en mitose, mais aussi en méiose (Hsieh and
Brutlag, 1979). Mais cette hypothése a été réfutée depuis la mise en évidence du rdle du locus
des génes ribosomiques (rDNA) dans I’appariement des chromosomes X et Y de la drosophile
en méiose (Park and Yamamoto, 1995). La question du role de ces séquences SAT III reste
donc en suspend.

Pourtant, des protéines sont connues pour interagir avec ces séquences satellites, ce
qui relance la spéculation sur leur réle hypothétique. Des expériences ont aussi caractérisé des
petits ARN issus de la transcription des séquences SAT III chez la drosophile (Aravin et al.,
2003). Il en est de méme chez d’autres eucaryotes, de la grenouille taureau a I’Homme
(Valgardsdottir et al., 2005; Wu et al.,, 1986). La fonction des ces transcrits issus des
séquences satellites reste a élucider, mais des hypothéses tendent a les impliquer dans la

formation de la structure hétérochromatinienne (Allshire, 2002).

b. Les séquences télomériques

Les télomeres sont des structures particuliéres présentes aux extrémités des
chromosomes eucaryotes. Les télomeéres protégent les chromosomes et empéchent leur

dégradation ou leur raccourcissement jusqu’a une longueur critique qui conduirait a

64



Chromosome X

ey -
A

SAT III
Chromosome Y C

\/
GH0HOH &R0 0°-» " CD0Ye0

Chromosome 2 C

PR, A -
DO 00 00 _oa.

C
Chromosome 3
\ /

Chromosome 4
- @D
A4
Figure 15 : cartographie des principales séquences satellites de I’hétérochromatine de
Drosophila melanogaster (d’aprés Lohe et al. 1993).
Les principales séquences satellites sont représentées sur cette carte.
- Locus des génes ribosomiques (rDNA), présent sur les chromosomes X et Y uniquement.

Séquences satellite de type III (SAT III) : répétition d’un motif de 359 pb riche en paires
de bases dAsdT

. Séquences satellite de type I (SAT I): répétition d’un motif (AATAT),

. Séquences satellite de type I (SAT I): répétition d’un motif (AAGAG),



I’altération de leur intégrité et a I’entrée de la cellule en sénescence. Ces structures

protectrices sont constituées par I’association d’ADN télomérique et de protéines spécifiques.

Les télomeres sont des ¢léments essentiels préservant la stabilit¢ du génome. Dans les
cellules humaines, un raccourcissement des chromosomes dans la plupart des cellules
somatiques a ¢été observé au fil des divisions cellulaires. L hypothése selon laquelle les
télomeres joueraient un role déterminant dans la sénescence cellulaire a donc été proposée.
Une enzyme capable de prévenir ce raccourcissement naturel, la télomérase, a été¢ identifiée

dans un premier temps chez Tetrahymena (Greider and Blackburn, 1985).

Le séquencage de I’ADN télomérique chez différentes espéces montre que la séquence
de ’ADN présent aux extrémités des chromosomes est relativement bien conservée ce qui est
en faveur de son importance fonctionnelle. Dans la plupart des cas, I’ADN télomérique est
constitué de courtes séquences répétées en tandem (Wellinger and Sen, 1997). Chez la plupart
des vertébrés, cette séquence correspond a la répétition d’un motif de six paires de bases :

(TTAGGG), (Moyzis et al., 1988).

La drosophile, qui a servi a I’¢laboration méme du concept de télomere, est
paradoxalement une des especes qui font exception a ces regles générales de constitution des
télomeres. En effet, elle posseéde aux extrémités de ses chromosomes un nombre multiple de
copies de rétrotransposons spécifiques des télomeres : Het-A (Danilevskaya et al., 1994),
TART (Abad et al., 2004a), TAHRE (Abad et al., 2004b). Il a été démontré que la protéine
HP1 jouait un role fonctionnel dans le maintien de la fonction des télomeres chez la
drosophile (Fanti et al., 1998). De plus, la protéine HP1 est impliquée dans le phénomene de
variégation d’effet de position télomérique (Cryderman et al., 1999).

Cette localisation télomérique de la protéine HP1 suppose la présence d’histone H3
méthylée sur la lysine 9, modification créée au niveau des télomeres par la protéine Enhancer
of Zeste, E(Z) (Kuzmichev et al., 2002). Cependant, la présence de la protéine HP1 au niveau
télomérique pourrait aussi faire intervenir une interaction directe entre cette protéine et ’ADN
télomérique (Perrini et al., 2004). La protéine E(Z), tout comme la protéine HP1, est
impliquée dans la mise en silence de génes médiée par I’hétérochromatine télomérique a la
fois chez la drosophile, mais aussi chez la levure (Laible et al., 1997). Cependant, chez la
levure, il n’y a pas a proprement parler de structure hétérochromatinienne, sauf au niveau des

télomeres (Dujon, 1996). La formation de cette structure particuliére de mise en silence de la
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transcription par des régions télomériques nécessite la présence de protéines du groupe des
protéines SIR (Silent Information Regulator, (Gartenberg, 2000)).

Il est a noter que les télomeres de la plupart des organismes dériveraient des mémes
télomeres ancestraux. Les séquences télomériques « atypiques » de la drosophile résulteraient
de modifications des séquences télomériques ancestrales plutét que de la création de novo

d’une nouvelle structure télomérique.

c. Les génes hétérochromatiniens

Dans les premiers temps, 1’hétérochromatine était définie comme la partie de la
chromatine qui était pauvre en génes. Pourtant, chez la drosophile une cinquantaine de génes,
parmi lesquels rolled (Berghella and Dimitri, 1996), light (Devlin et al., 1990b) ou Nipped-B
(Rollins et al., 1999), est localisée dans 1’hétérochromatine. Ils y sont normalement transcrits
(Corradini et al., 2003; Hilliker, 1976) et leur structure nucléosomale est proche de celle des
genes euchromatiniens (Dillon and Festenstein, 2002) malgré un environnement chromatinien
de type hétérochromatinien dans lequel 1’arrangement nucléosomal est régulier (Sun et al.,
2001).

Des expériences ont démontré que la localisation de ces genes dans des structures
hétérochromatiniennes était essentielle a leur expression normale (Eberl et al., 1993). Ces
données décrivent donc I’hétérochromatine comme un compartiment spécialisé, adapté a
I’expression des génes hétérochromatiniens. En effet, leur déplacement dans un contexte
euchromatinien entraine leur inactivation. Cette activation transcriptionnelle des genes
hétérochromatiniens mettrait en jeu la protéine HP1, marqueur de I’hétérochromatine

initialement décrite pour son réle de mise en silence de la transcription (Lu et al., 2000).

Contrairement aux principales définitions, 1’hétérochromatine n’est donc pas
seulement une structure de mise en silence des génes. Elle peut aussi représenter une structure
nécessaire a I’activité transcriptionnelle de certains génes (Eissenberg and Hilliker, 2000).
Pour autant, certains auteurs supposent que la localisation de ces génes était initialement
euchromatinienne et que ces loci auraient ét¢ envahis et submergés par des séquences
hétérochromatiniennes. Apres évolution, le patron d’expression de ces genes ce serait adapté a

cette localisation (Miklos and Cotsell, 1990).
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d. Les éléments frontiéres

La chromatine est également sous-divisée en zones ou « domaines chromatiniens » qui
sont définis de maniére opérationnelle par des €¢léments d’ADN spécifiques. Ces sites appelés
éléments frontiéres, ou isolateurs, définissent ainsi les limites de domaines chromatiniens et
restreignent les interactions activateurs/promoteurs aux seules zones ou ils sont conjointement
présents (Vazquez et al., 1993). Ces éléments fronti¢res fonctionnent généralement par paires
et ils interviendraient dans la constitution de 1’ultra-structure chromatinienne et 1’organisation

nucléaire (figure 16).

Ce type d’¢éléments frontieres peut étre identifié in vivo par deux méthodes :
- la premiére technique, dénommée « position-independent expression »
consiste a vérifier I’activité de protection contre les effets de position
(Kellum and Schedl, 1991).
- la deuxieme technique, appelée « enhancer blocking assay » (Kellum and
Schedl, 1992), permet de contrdler la capacité¢ de cet élément a bloquer la
relation d’activation entre une séquence amont et le promoteur

correspondant.

Il est important de noter que ces domaines n’influent pas intrinséquement sur la
transcription : ils n’inactivent pas les promoteurs, ou les €¢léments activateurs, quand ils sont
interposés entre ces deux séquences. Ils ne font que limiter 1’action des facteurs a la seule
zone qu’ils définissent et ils bloquent la communication entre un élément activateur et le
promoteur lorsqu’ils sont interposés entre ces deux séquences. Ainsi, le fonctionnement de
tels ¢léments est totalement différent de la répression bidirectionnelle de certains éléments

répresseurs.
Chez la drosophile, trois domaines frontieres ont ¢été particulierement bien
caractérisés : les ¢léments scs et scs’, 1’isolateur du rétrotransposon gypsy et les €éléments

frontieres du complexe bithorax.

Les ¢éléments scs et scs’ forment les frontiéres proximales et distales du locus 87A7,

contenant deux geénes divergents Asp70 (Udvardy et al., 1985). Ils permettraient de limiter la
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Figure 16 : role des éléments frontiéres dans I’arrét de l’expansion de la structure

hétérochromatinienne (d’aprés Elgin et al. 2003).

Les éléments frontieres sont des séquences d’ADN interposées entre deux domaines
chromatiniens de structure différente. De manicre générale, les histones de ces séquences

sont hyper-acétylées, permettant de rentrer en compétition avec la méthylation.



réponse au choc thermique a la seule région qu’ils englobent. Ils ont été caractérisés comme
possédant une activit¢ de blocage des effets de position lorsqu’ils entourent un transgeéne

rapporteur, mais sont également actifs dans le « enhancer blocking assay » (Vazquez et al.,

1993).

Le rétrotransposon gypsy, et plus particulierement un fragment de 340 paires de bases,
présente une activité de blocage (Cai and Levine, 1995; Gdula et al., 1996; Geyer and Corces,
1992). Ce fragment contient, par ailleurs, une séquence SAR/MAR qui pourrait elle aussi
jouer un role dans ce phénoméne en changeant la localisation de cette séquence dans le
volume nucléaire (Nabirochkin et al., 1998). L’activité de blocage de cet élément met en jeu
la reconnaissance de cette séquence par la protéine a doigt de zinc Suppressor of Hairy Wing
(SU(Hw)) (Roseman et al., 1995a; Roseman et al., 1995b).

La protéine SU(Hw) présente trois domaines fonctionnels : un domaine en doigt de
zinc lui permettant d’interagir avec I’ADN (Kim et al., 1996), un domaine de blocage de
I’effet activateur (Harrison et al., 1993), et un domaine d’interaction avec le produit du géne
mod(mdg4) (Gdula and Corces, 1997). L’interaction entre la protéine SU(Hw) et le produit du
geéne mod(mdg4) est essentielle a ’activité de frontiere de la séquence (Gerasimova et al.,

1995).

Le complexe bithorax (BX-C) de la drosophile comporte trois génes homéotiques : les
genes ultrabithorax (Ubx), Abdominal A (abd-A) et Abdominal B (abd-B). Les produits de ces
geénes sont responsables de 1’identité des parasegments qui forment la moitié postérieure du
thorax et ’abdomen de la mouche (Casanova et al., 1985). De nombreuses données suggerent
que chaque geéne ferait partie d’une unité fonctionnelle indépendante grace a la présence

d’éléments frontiéres (Galloni et al., 1993).

La plupart des séquences décrites précédemment sont spécifiquement reconnues par
des protéines qui jouent elles aussi un rdle important dans la formation, la structure et la
fonction de I’hétérochromatine. C’est le cas de I’élément frontiere BE28, et de sa protéine
transactivatrice BEAF32, auquel je me suis intéressée au cours de ma thése.

L’¢lément frontiere BE28 correspond a une séquence de 269 pb, incluse dans une
région de 1,2 kb répétée environ 150 fois sur le chromosome X. Elle est localisée dans la
région séparant 1’euchromatine de I’hétérochromatine de ce chromosome (Cuvier et al.,

2002). La séquence BE28 possede les propriétés d’insulation mais a I’heure actuelle, aucune
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séquence « partenaire », les éléments fontiéres agissant généralement par paire, n’a pu étre

identifiée.

La protéine de drosophile BEAF32 (Boundary Element Associated Factor of 32 kDa),
a tout d’abord caractérisée comme interagissant avec 1’élément frontiére scs’ qui, avec son
partenaire scs, encadre le locus 87A7 contenant deux genes divergents codant Asp70 (Zhao et
al., 1995). La protéine BEAF32 reconnait des motifs palindromiques de type CGATA
TATCG et des études complémentaires ont montré qu’elle était responsable de I’activité
d’isolation de 1’élément frontiere BE28 (Cuvier et al., 1998).

La reconnaissance de I’ADN par la protéine BEAF32 s’effectue grace a son domaine
N-terminal, les domaines central et C-terminal de la protéine BEAF32 étant impliqués dans
I’auto-association de la protéine. Deux isoformes de la protéine BEAF32 existent: les
protéines BEAF32A et BEAF32B (Hart et al.,, 1997; Zhao et al., 1995). Ces protéines
s’associent pour former un trimére comportant une protéine BEAF32A et deux protéines
BEAF32B.

La protéine BEAF32 peut aussi interagir, toujours grace aux domaines central et C-
terminal, avec le domaine C-terminal de la protéine chromosomale non-histone D1 (Cuvier et
al., 2002). Cette interaction pourrait réguler I’activité¢ de I’élément frontiere BE28 (figure 17).
Actuellement, aucun partenaire du BE28 n’a été caractérisé. Cependant, la mise en évidence
d’une interaction entre les protéines BEAF32 et Zw5, une autre protéine impliquée dans le
mécanisme d’isolation, suppose 1’existence d’une séquence partenaire.

La protéine de drosophile Zw5, précédemment dénommée SBP, est le produit du geéne
zeste-white 5 (Gaszner et al., 1999). Elle joue un role dans I’activité isolatrice de I’élément scs
en permettant la formation d’une boucle de chromatine, réunissant les éléments frontiéres scs
et scs’. Cette boucle, qui formerait un mini-domaine contenant les deux genes hsp70
divergents du locus 87A7, passe par I’interaction entre les protéines Zw5 et BEAF32, qui
reconnaissent respectivement les éléments scs et scs’, qui encadrent ce méme locus (Blanton

et al., 2003).

3. Ligands de [’hétérochromatine

De nombreuses protéines ont été¢ décrites comme interagissant spécifiquement avec les

régions hétérochromatiniennes. Le réle de certaines protéines dans la formation ou le maintien
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Figure 17 : la protéine BEAF32 et I’élément frontiére BE28.

Régulation de I’activité de barriere de 1’¢lément BE28 par les protéines BEAF32 et D1. La
protéine BEAF32 est nécessaire a I’activité isolatrice de I’élément frontiére BE28. Celui-ci
posséde des séquences palindromiques CGATA*TATCG reconnus par la protéine
BEAF32. Sa liaison a 1’élément BE28 est modulée par la protéine D1, capable de se fixer
aux séquences riches en dA«dT adjacentes a 1’¢lément BE28 (A.). L’interaction entre la
protéine D1 et la protéine BEAF32 passe par le domaine C-terminal acide de la protéine
D1, qui séquestrerait la protéine BEAF32 et I’empécherait d’agir au niveau des séquences

BE28 (B.).



de la structure hétérochromatinienne a été¢ mis en évidence grace a leur capacité a modifier le
phénotype de variégation de position (PEV) de la lignée white-mottled de drosophile (Reuter
et al., 1982; Reuter and Wolff, 1981). Des mutations générées dans cette lignée ont permi de
définir deux classes : les génes dont la mutation réduit le phénotype de variégation (genes
suppresseurs de variégation ou Su(var)) ou I’accentue (génes enhancer de variégation ou
E(var) (figure 18).

La plupart des génes codant les protéines impliquées dans la formation de
I’hétérochromatine présentent un phénotype d’haplo-suppressor/triplo-enhancer de PEV
(Wustmann et al., 1989). Celui-ci correspond a une diminution de la PEV lorsque une copie
du gene est éteinte, et a une augmentation de la PEV lorsque la transcription du géne est
augmentée, par insertion d’un alléle supplémentaire. Certaines de ces protéines exercent une
activité enzymatique au sein de I’hétérochromatine, d’autres n’y ont pas encore de fonction

définie.

a. Les protéines a motifs AT Hook

Le motif AT Hook

Le motif AT Hook a ¢été identifi¢ pour la premic¢re fois dans la protéine
chromosomique non histone HMG-A (anciennement dénommée HMG-1/Y) (Reeves and
Nissen, 1990). Ce motif est retrouvée dans une centaine de protéines (Aravind and Landsman,
1998). Il peut constituer les seuls motifs remarquables d’une protéine, comme c’est le cas
pour les protéines de la méme famille que la protéine HMG-A. Le motif AT Hook peut aussi
étre associé a d’autres domaines fonctionnels, comme d’autres domaines de liaison a I’ADN

(Bourachot et al., 1999) ou des domaines d’interaction entre protéines.

Le motif AT Hook est un motif de liaison a ’ADN constitué d’un cceur conservé
formé des acides aminés Arginine-Glycine-Arginine-Proline (R-G-R-P). Ce motif consensus
est entouré d’acides aminés basiques, essentiellement des lysines, ou des arginines. La
résolution de la structure tertiaire de ce motif a été effectuée par spectroscopie de résonance
magnétique nucléaire (RMN) (Huth et al., 1997). Les résultats indiquent que le squelette
peptidique est en forme de croissant plan lorsqu’il est associé a I’ADN. Cette structure est
similaire a celle de certaines drogues comme la distamycine A ou la nétropsine (Radic et al.,

1992). Ces drogues interagissent spécifiquement avec le petit sillon de I’ADN riche en dAdT
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Figure 18 : les génes modificateurs de la PEV.

Ce sont le plus souvent des geénes identifiés chez la drosophile et dont la mutation induit une
modification de la variégation d’effet de position (PEV), par exemple de ’alléle white-
mottled dans la lignée In(1)wm4.

La mutation d’un géne suppresseur de PEV (Su(Var)) conduisant a une haploinsuffisance
(perte d’une dose) de son produit (SU(VAR)) induit une suppression de la PEV,
correspondant a une restauration de 1’expression de white-mottled et de la coloration rouge
de I’ceil (en haut, a droite). A I’inverse I’expression d’une copie surnuméraire de ce gene
(gain d’une dose) renforce la mise en silence de white-mottled par I’hétérochromatine se
traduisant par un ceil majoritairement blanc (en bas, a droite).

A T’inverse, la mutation d’un géne enhancer de PEV augmente le silencing transcriptionnel
alors que sa surexpression rétablit I’expression de white-mottled. Ceci suggere que les
E(VAR) sont des protéines intervenant dans une régulation naturelle des propriétés
fonctionnelles de 1’hétérochromatine et pourraient par exemple étre impliquée dans le

controle de I’expression de geénes hétérochromatiniens.



(Geierstanger et al., 1994), particulierement étroit et profond. Le motif AT Hook interagit
avec le petit sillon sur une longueur de cinq a six paires de bases dAdT consécutives (Huth et

al., 1997).

L’interaction entre le motif AT Hook et I’ADN implique la présence du coeur
peptidique canonique R-G-R-P (figure 19) (Reeves and Nissen, 1990). Les résidus basiques
qui entourent ce motif conservé semblent intervenir dans cette reconnaissance en augmentant
I’affinité et/ou la stabilité¢ du complexe ADN/protéine (Geierstanger et al., 1994). De méme, le
nombre de motifs AT Hook présent sur un polypeptide influence aussi ’affinité de la liaison
entre cette protéine et son substrat (Huth et al., 1997; Reeves and Nissen, 1990; Strick and
Laemmli, 1995).

La protéine HMG-A

La prot¢ine HMG-A appartient a la famille des prot¢ines HMG (High Mobility
Group). Cette famille regroupe un ensemble de protéines chromosomiques non histones
(Bustin, 1999). Elles sont dénommées ainsi a cause de leur mobilité¢ électrophorétique

accentuée sur gel de polyacrylamide.

Chez les mammiferes, les protéines HMG sont regroupées en trois familles : les
familles HMG-B, HMG-N et HMG-A.

La famille HMG-B, anciennement dénommée HMG-1/2, est constituée des protéines
HMG qui possedent un motif fonctionnel appelé « boite HMG » (Baxevanis and Landsman,
1995). Les protéines HMG-B lient le petit sillon de ’ADN et lui imposent une courbure
accentuée (Love et al., 1995).

La famille HMG-N, aussi connue sous le terme HMG-14/17, regroupe les protéines
HMG comportant un motif de liaison au nucléosome (Davie and Delcuve, 1991). Elles ont la
particularité de reconnaitre spécifiquement la structure nucléosomale (Bustin and Reeves,
1996).

Les protéines de la famille HMG-A, appelée auparavant HMG-1/Y, possédent toutes le
motif AT Hook dans leur structure (Huth et al., 1997). Elles ont la propriété d’intervenir sur la

structure de I’ADN en prévenant ou en inversant ces distorsions internes (Falvo et al., 1995).
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insert HMGAla

_‘T!‘T'_‘TJ—m HMGAla/1b

I II III

consensus D1

consensus HMGA

Figure 19 : le motif AT Hook et les protéines MATH.

Les protéines Multi-AT Hook (MATH) se caractérisent par la répétition du motif AT Hook
capable d’interagir sélectivement avec les séquences riches en dAedT. De manicre
générale, les protéines MATH ne possédent pas d’autre motif peptidique remarquable si ce

n’est un domaine carboxy-terminal (C-terminal) acide.

A. La protéine HMG-A humaine, archétype de la famille MATH, posséde 3 motifs AT
Hook (I, II, II) et un domaine C-terminal acide impliqué dans des interactions
protéine/protéine. La protéine D1, qui pourrait étre 1’homologue fonctionnel de HMG-A

chez la drosophile, posséde 10 motifs AT Hook et un domaine C-terminal acide (d’apres

Aulner et al., 2002).

B. Représentation de I’interaction d’un motif AT Hook unique (en turquoise) avec le petit

sillon d’une double hélice d’ADN riche en dA+dT (en rouge et gris).

C. Alignement des 10 motifs AT Hook de la protéine D1. Le consensus du motif, un
peptide fortement basique, est constitu¢ d’un coeur RGRP (Arginine, Glycine, Arginine,

Proline) conservé a la fois dans les protéines HMG-A et D1. Ce motif permet la



Les trois motifs AT Hook des protéines HMG-A leur permettent de reconnaitre
préférentiellement I’ADN riche en dA«dT aussi bien in vitro qu’in vivo (Radic et al., 1992).
Les séquences SAR/MAR, du fait de leur richesse en dAedT, constituent une cible
préférentielle de ces protéines aussi bien in vitro (Zhao et al., 1993), que in vivo (Saitoh and
Laemmli, 1994).

Des études suggerent que les protéines de cette famille reconnaissaient plus la
structure de I’ADN que sa séquence propre (Reeves and Nissen, 1990). Elles sont ainsi
capables de se lier a ’ADN enroulé autour de la particule nucléosomale (Reeves and Nissen,
1993). La liaison des protéines HMG-A induit alors des changements dans la conformation de
I’ADN qu’elles reconnaissent (Slama-Schwok et al., 2000).

La liaison des protéines HMG-A avec ’ADN est modulée par la phosphorylation des
motifs AT Hook (Nissen et al., 1991; Reeves and Nissen, 1995). Cette modification post-
traductionnelle, réalisée par la kinase CDC2, a pour conséquence de diminuer 1’affinité de ces

protéines pour leur substrat (Reeves et al., 1991).

Les roles biologiques des protéines HMG-A sont encore peu clairs. Pourtant, trois
hypothéses sont émises. Elles ont été évoquées d’une part d’aprés des caractéristiques
d’expression des protéines HMG-A, et d’autre part d’aprés les propriétés de liaison de ces
protéines au sillon mineur de ’ADN riche en dAedT et leur capacité a induire des
changements structuraux.

Les protéines HMG-A sont fréquemment associées a la régulation, positive ou
négative, de 1’expression génique. Elles sont peu ou pas exprimées dans les cellules
différenci¢es (Johnson et al., 1990). Par contre, leur niveau d’expression est élevé dans les
cellules transformées (Ram et al., 1993). Pour autant, les génes codant ces protéines ne se
comportent pas comme des oncogenes classiques. En effet, leur surexpression n’induit pas la
transformation cellulaire (Berlingieri et al., 1995).

Les protéines HMG-A interagissent avec les régions riches en dA+dT des séquences
promotrices de certains génes. Au niveau de ces séquences, les protéines HMG-A influencent
I’activité d’autres facteurs de transcription (Thanos et al., 1993). Il semblerait donc que les
protéines HMG-A agissent comme des facteurs architecturaux de transcription (Wolffe,
1994). Leur liaison, en modifiant la structure locale de I’ADN créerait les conditions
favorables au recrutement des activateurs de transcription.

La modulation de 1’accessibilit¢ de la fibre de chromatine pourrait étre une autre

fonction des protéines HMG-A. Ce rble s’appuierait essentiellement sur I’antagonisme qui
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existe entre les protéines HMG-A et 1’histone H1 pour la liaison au petit sillon des séquences
riches en dA«dT. Il a ét¢ démontré in vitro que les protéines HMG-A se comportent comme
des compétiteurs puissants de la liaison de I’histone H1 aux séquences SAR/MAR (Kés et al.,
1989; Kis et al., 1993; Zhao et al., 1993). Ces résultats ont permis de postuler un modéle
d’ouverture de la chromatine dans lequel les protéines HMG-A pourraient intervenir dans une
étape précoce des mécanismes d’activation transcriptionnelle des geénes. Dans ce modele, les
séquences SAR/MAR se comportent comme des sites de nucléation de I’assemblage
coopératif de I’histone HI sur ’ADN (Izaurralde et al., 1989). Le domaine demeure ainsi
transcriptionnellement inactif jusqu’a ce que la protéine HMG-A, en se fixant aux séquences
SAR/MAR, chasse I’histone H1 de ces régions. Ce déplacement s’étend sur toute la boucle de

chromatine en raison de la coopérativité des interactions entre les histones H1.

Les protéines HMG-A sont les archétypes d’une famille de protéine appelée « multi
AT Hook », ou MATH. Cette famille comporte plusieurs protéines dont la protéine de
drosophile D1, orthologue des protéines HMG-A.

La protéine D1

La découverte de la protéine D1 est conséquente a des expériences d’isolation
d’histones a partir d’embryons de drosophile (Alfageme et al., 1974). Pour autant, les auteurs
distinguent cette petite protéine de 37 kDa des autres protéines histones du fait de sa
composition différente en acides aminés.

La protéine non-histone chromosomale D1 posséde deux domaines remarquables : un
enchainement de 10 motifs AT Hook et un domaine C-terminal acide (figure 19) (Ashley et
al., 1989; Reeves and Nissen, 1990). Ce dernier domaine pourrait intervenir dans les
interactions entre la protéine D1 et des partenaires protéiques.

La protéine D1 présente des propriétés de liaison au petit sillon de ’ADN riche en
dA«dT (Levinger and Varshavsky, 1982). La reconnaissance de ces séquences riches en
dA«dT met en jeu ses 10 motifs AT Hook. Il a été démontrée qu’elle se localisait au niveau de
I’hétérochromatine péricentromérique riche en dA+dT (Levinger and Varshavsky, 1982), et
qu’elle reconnaissait plus particulicrement les séquences SAT III alphoides (Rodriguez
Alfageme et al., 1980). La protéine D1 est alors considérée comme le premier exemple de
protéine qui pourrait étre impliquée dans la formation de la structure compacte des régions

hautement répétées constituant 1’hétérochromatine (Levinger, 1985). Cette interaction avec les
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séquences riches en dA+dT pourraient étre modulée par la phosphorylation de la protéine D1,

qui présente six sites potentiels de modification dans sa partie C-terminale.

L’hypothese selon laquelle la protéine D1 serait impliquée dans la modification de
I’effet de position de 1’allele white-mottled a été émise suite a la mise en évidence d’un tel
effet dans des expériences utilisant la protéine artificielle MATH 20 (Girard et al., 1998).
Cette derniere est constituée de 20 motifs AT Hook dérivés de ceux de la protéine HMG-A et
ce, afin de reconnaitre spécifiquement les séquences SAR/MAR. Les premiers résultats
obtenus grace a 'utilisation de la protéine MATH 20 démontrent qu’elle a de profonds effets
sur la structure et la dynamique des chromosomes (Strick and Laemmli, 1995), mais aussi sur
I’expression génique par modification de la structure chromatinienne (Satou et al., 2004;
Suzuki et al., 2001). Lorsqu’elle est surexprimée, la protéine MATH 20 est capable de
supprimer la PEV du geéne white dans la lignée white-mottled (Girard et al., 1998). Ces
résultats supposaient alors un role de MATH 20 au niveau des séquences SAT III, sans pour
autant identifier les protéines cibles dont 1’activité serait affectée par la présence de cette
protéine.

Les premiers résultats de 1’équipe concernant la protéine D1 avaient dans un premier
temps permis de démontrer que celle-ci était essentielle et exprimée de maniére ubiquitaire
tout au long du développement de la drosophile (Aulner et al., 2002). Sa capacité a interagir
avec les séquences SAT III alphoides et les résultats démontrant I’effet de suppresseur de la
variégation de la lignée white-mottled par la protéine MATH 20 permettaient d’envisager un
role de la protéine D1 dans ce méme phénomene.

Ainsi, il a été montré que la surexpression de la protéine D1 augmente la PEV de la
lignée white-mottled (Aulner et al., 2002), alors que la surexpression de la protéine
synthétique MATH 20 supprimait la PEV (Girard et al., 1998). Afin d’expliquer ces effets
antagonistes, il a été proposé que la protéine D1 serait une cible de la protéine MATH 20, et
que ces deux protéines rentreraient en compétition pour la liaison aux séquences SAT III. Des
études complémentaires ont confirmé cette hypothése et il a donc été proposé que la protéine
D1 augmente, alors que la protéine MATH 20 diminue 1’effet de mise en silence médié par la

proximité des séquences SAT III dans I’inversion (Monod et al., 2002).

Des études complémentaires ont été menées en utilisant la protéine DIAE. Celle-ci
correspond a la protéine D1 délétée de son domaine C-terminal acide. La surexpression de la

protéine DIAE supprime aussi la PEV de l’allele white-mottled, tout comme lors de
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I’expression de la protéine artificielle MATH20, exercant un effet dominant négatif sur la
protéine D1 endogene. Il a donc été¢ proposé que le domaine C-terminal de la protéine D1
puisse servir a recruter les protéines requises pour la mise en place de la structure

hétérochromatinienne au niveau des séquences SAT III (Aulner et al., 2002).

b. Les mimétiques du motif AT Hook

Les mimétiques du motif protéique AT Hook sont de deux catégories. Ce sont soit des
protéines synthétiques (voir la protéine synthétique MATH 20 dans la partie précédente), soit
des drogues qui se lient spécifiquement au petit sillon de I’ADN riche en dA+dT. La plupart
de ces drogues ont été synthétisées par analogie avec la distamycine, un oligopeptide naturel
produit par Streptomyces distallicus (Hopwood, 1988).

Cet antibiotique est capable de s’insérer dans le petit sillon des séquences riches en
dA«dT, comme par exemple les séquences SAR/MAR. En se fixant sur ces séquences, il est
capable d’en dissocier I’histone H1 (Kés et al., 1989) et la Topoisomérase II (Adachi et al.,
1989). Des composés synthétiques ont alors été générés dans le but d’imiter les propriétés de
liaison a ’ADN de cette molécule et ce afin de mieux caractériser les mécanismes d’action de
cette molécule (figure 20). Les propriétés avérées de liaison du petit sillon de I’ADN riche en
dA«dT par ces molécules en ont ensuite fait des outils puissants pour 1’étude de

I’hétérochromatine.

Les polyamides

Cette série de drogues, les « polyamides », a été synthétisée dans un premier temps
dans le laboratoire de Peter Dervan, pour revue (Wemmer and Dervan, 1997), qui a mis au
point un code d’enchainement de structures chimiques, des noyaux pyrroles et imidazoles,
permettant de reconnaitre spécifiquement le petit sillon de séquences d’ADN respectivement
riches en dA+dT ou dG+dC. Leurs propriétés de liaison a I’hétérochromatine ont été étudiées
principalement par le groupe d’Ulrich K. Laemmli. Les drogues synthétisées et ¢tudiées par
ce groupe, le polyamide P9 et le polyamide P31, avaient pour cible les séquences SAT I, SAT
I, pour le P9, et SAT V, pour le P31, de la drosophile (Janssen et al., 2000a; Janssen et al.,
2000b).
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Figure 20 : les mimétiques du motif AT Hook.

A. Le polyamide P9 est constitué¢ d’un enchainement de noyaux pyrroles. Sa structure
forme un croissant plan, tout comme le motif AT Hook. Il est capable de se lier au petit
sillon de I’ADN riche en dA«dT et ainsi de rentrer en compétition avec les protéines s’y

liant grace a des motif AT Hook (d’apres Janssen et al., 2000a).

B. La diamidine DB75 est une molécule de type diphénylfuran. Sa structure lui confére,
tout comme les polyamides, une forme en croissant plan. Il a été aussi démontré que ces
molécules étaient capables d’interagir avec le petit sillon de I’ADN riche en dA«dT

(d’apres Lansiaux ef al., 2002b).



Les diamidines

Les diamidines sont des molécules synthétisées dans le laboratoire de David W.
Boykin et de W. David Wilson. Elles possédent pour la plupart des activités antiparasitaires
avérées contre Plasmodium falciparum, Pneumocystis carinii et Trypanosoma brucei. Ces
agents infectieux sont responsables respectivement du paludisme, de la pneumonie a PCP
(une forme de pneumonie opportuniste touchant principalement les patients atteints du SIDA)
et de la maladie du sommeil (Bouteille et al., 2003; Boykin et al., 1996; Fairlamb, 2003;
Tidwell et al., 2003).

Ces drogues, a I’instar du polyamide P9, sont affines pour les séquences d’ADN riches
en dA«dT ce qui explique leur efficacité contre ces parasites (Susbielle et al., 2005). En effet,
les génomes de P. falciparum et P. carinii sont riches en paires de bases dAedT
respectivement a 70% et 80%. De plus, les kinétoplastes des trypanosomes ou de Leishmania,
structures d’ADN caractéristiques de ces organismes codant pour les protéines ribosomiques
et celles de la chalne respiratoire, ont également une composition nucléotidique fortement
biaisée en faveur des paires de bases dA«dT (Bailly et al., 1999).

Tout comme les polyamides, les diamidines sont capables d’interagir spécifiquement,
mais pas exclusivement, avec le petit sillon des séquences riches en paires de bases dA«dT,
dont les séquences satellites représentent un exemple extréme. Elles représentent aussi un
outil cytologique puissant grace a leurs propriétés d’autofluorescence lorsqu’elles sont liées a

la séquence d’ADN cible (Wilson et al., 2005).

c. Les protéines a motifs « chromo-domain »

Les motifs « chromo-domain » et « chromo-shadow-domain »

Le motif « chromo-domain » (CD), pour « CHRomatin Organization MOdifier », est
retrouvé dans certaines protéines interagissant avec la chromatine (Kellum, 2003b). Il a été
découvert grace a une homologie de 44 acides aminés fortement enrichi en cystéines entre les
domaines C-terminaux des protéines Pc (Polycomb) et HP1 (Paro and Hogness, 1991). Sa
structure tridimensionnelle a été résolue par RMN (Ball et al., 1997) (figure 21) : elle se

compose de trois feuillets béta empaquetés contre une hélice alpha (Bottomley, 2004). La
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Figure 21 : le « chromo-domain ».

Le « chromo-domain » (CD) est un court motif peptidique enrichi en cystéines permettant

la reconnaissance spécifique des résidus lysines méthylées.

A. Représentation schématique de la structure du CD d’HP1f (cyan) lié & un peptide
correspondant aux résidus 5 a 10 de I’extrémité amino-terminale de I’histone H3 (squelette
couleur or, chaine latérale de la lysine 9 méthylée de 1’histone H3 en magenta). L.’atome
d’azote en bleu occupe une place centrale au sein de la cage aromatique formée par trois
résidus tyrosines qui permet la reconnaissance des lysines di- ou triméthylées (d’apres

Bottomley et al., 2004).

B. Superposition des cages aromatiques des CD d’HP1 et de Polycomb (Pc)
(respectivement en vert et en bleu) liées aux lysines 9 et 27 méthylées de I’histone H3 (en
jaune et rouge respectivement). Les rayons de van der Waals des anneaux aromatiques de
Polycomb et du groupement methylammonium de la lysine 27 de I’histone H3 sont

représentés par les trames bleue et rouge respectivement (d’apres Jacobs et al., 2002).



forte charge négative du CD suppose qu’il intervient plutot dans les interactions avec d’autres

protéines, qu’avec I’ADN (Eissenberg and Elgin, 2000).

La plupart des protéines possédant des CD reconnaissent la structure chromatinienne,
et plus précisément les histones modifiées (Koonin et al., 1995), et sont aussi impliquées dans
la régulation transcriptionnelle négative de geénes (Eissenberg et al., 1992). Cette régulation
est exercée a la fois au niveau de I’hétérochromatine, par les protéines a domaine CD HP1 et
SU(VAR)3-9, et de I’euchromatine, via les protéines du groupe Polycomb (Pc-G). Il est a
noter que les protéines de 1’hétérochromatine ont souvent un CD associé a un « chromo-

shadow-domain » (CSD).

Le motif CSD, structurellement proche du CD, est impliqué dans les interactions entre
protéines, et plus particulierement dans la dimérisation de protéines possédant chacune un
CSD, comme HP1 (Aasland and Stewart, 1995). La présence de ce domaine permet la
localisation des protéines le portant au niveau de I’hétérochromatine (Aasland and Stewart,

1995).

La protéine HP1

Les protéines de la famille HP1 sont retrouvées dans différents organismes, de la
levure S. pombe a ’homme. Ce sont de petites protéines de 15 kiloDalton (kDa) a 35 kDa
(Eissenberg and Elgin, 2000). Elles prennent le nom de Swi6, chez Schizosaccharomyces
pombe, HP1 chez la souris, ’homme et la drosophile (Kellum, 2003b). Dans cet organisme, la
protéine HP1 est parfois appelée SU(VAR)2-5, en référence au gene qui la code (Sinclair et
al., 1983). Les protéines de la famille HP1 ont d’abord été mises en évidence chez la
drosophile grace a leur capacité de supprimer la PEV du géne white (Eissenberg et al., 1992),
probablement en recrutant des partenaires protéiques (Seum et al., 2001). Des expériences de
mutations du géne su(var)2-5 ont démontré que la protéine HP1 était essentielle chez la
drosophile, la 1étalité survenant relativement tardivement, a la fin du troisiéme stade larvaire

(Lu et al., 2000).

Les protéines HP1 ont pour caractéristiques principales de posséder un CD N-terminal
et un CSD C-terminal (Eissenberg and Elgin, 2000). Le CD reconnait spécifiquement la lysine
9 méthylée de I’histone H3 (Bannister et al., 2001; Jacobs and Khorasanizadeh, 2002;
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Lachner et al., 2001). Cette modification est une marque de 1’hétérochromatine, au méme titre
que la protéine HP1, selon la théorie du « code des histones » (Strahl and Allis, 2000).

Le CSD serait impliqué dans la dimérisation des protéines HP1 (Brasher et al., 2000),
grace a la reconnaissance d’un enchainement de cinq acides aminés PXVHH (Smothers and
Henikoff, 2000). Cette homodimérisation permet aux protéines HP1 de reconnaitre deux
histones H3 méthylées sur leurs lysines 9 adjacentes. Le CSD interviendrait aussi dans les
interactions avec les protéines partenaires de la protéine HP1, comme le récepteur de la
Lamine B (Ye et al., 1997), ’histone méthyltransférase SU(VAR)3-9 (Aagaard et al., 1999;
Greil et al., 2003), et la protéine a doigt de zinc SU(VAR)3-7 (Cléard et al., 1997).

Outre les motifs CD et CSD, les protéines HP1 possédent un pont peptidique, appelé
« hinge », qui relie ces deux domaines. Ce domaine hinge aurait la capacité de reconnaitre
I’ARN (Muchardt et al., 2002), I’ADN (Nielsen et al., 2001a; Smothers and Henikoff, 2001),
mais aussi des protéines comme la protéine centromérique INCENP (Ainsztein et al., 1998).
Les propriétés de liaison du hinge suggérent 1’existence de plusieurs parties dans ce domaine.
Du fait de sa variabilité, il serait responsable de la différence de localisation existant entre les
isoformes de la protéine HP1. En effet, la protéine HP1 est présente sous trois isoformes chez
la drosophile et chez les mammiferes appelées respectivement HP1a, HP1b, HPlIc, et HPla,
HP1B, HPly. Chez ces derniers, les isoformes HPla et HP1B sont localisées au niveau de
I’hétérochromatine péricentromérique (Minc et al., 2001), tout comme I’isoforme HP1a de la
drosophile. L’isoforme HP1y est quant a elle principalement associée a I’euchromatine (Minc
et al., 1999; Minc et al., 2000), tout comme les isoformes HP1b et HP1c de la drosophile
(figure 22).

Les fonctions des protéines HP1 ne sont pas encore clairement établies. La présence de
ces protéines est nécessaire a la formation et au maintien de la structure hétérochromatinienne
(Maison and Almouzni, 2004). Dans certaines cas, elles pourraient cependant ne pas s’avérer
nécessaires pour la mise en place d’une telle structure (Gilbert et al., 2003). Les protéines
HP1 seraient impliquées dans la régulation de la transcription de certains genes. Ainsi, la
protéine HP1la jouerait un rdle a la fois dans la répression transcriptionnelle (Cheutin et al.,
2003), mais aussi dans 1’activation transcriptionnelle (Piacentini et al., 2003). L’isoforme
HP1y interviendrait dans 1’activation transcriptionnelle au niveau de I’euchromatine (Vakoc et

al., 2005).
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HP1 2 207 aa

HP1b H CSD 241 aa
HP1 ¢ H CSD 238 aa
B.

IR ——
Hp1p T 155
Hely < T I 173

Figure 22 : les isoformes de la protéine HPI.

De maniere générale, les protéines HP1 sont de petites protéines de moins de 35 kDa. Elles
comportent toutes un CD, et un « chromo-shadow-domain » (CSD), séparés par un
domaine « hinge ». Ce dernier pourrait intervenir dans la spécificité d’interaction entre

chaque isoforme et sa cible.

A. Représentation schématique de la structure des différentes isoformes de la protéine HP1

de drosophile.

B. Représentation schématique de la structure des différentes isoformes de la protéine HP1

humaine.

- « Chromo-Domain » (CD)

- « Hinge » (H)

- « Chromo-Shadow-Domain » (CSD)



Les données récentes montrent que les protéines HP1 lieraient I’ARN, interaction qui
interviendrait dans la mise en place d’une structure de type hétérochromatinienne (Pal-Bhadra
et al., 2004). Cette initiation de la formation de la structure hétérochromatinienne impliquerait
des petits ARN de la famille des siRNA (small interfering RNA) (Jenuwein, 2002). Ces
siRNA seraient capable de générer localement une méthylation de la lysine 9 de I’histone H3
via un complexe protéique appelé RISC (RNA Induced Silencing Complex (Hammond et al.,
2000)). Cette formation locale d’hétérochromatine a déja été caractérisée au niveau des
séquences répétées des régions centromériques (Allshire, 2002) et des loci sexuels chez la
levure a fission (Hall et al., 2002; Volpe et al., 2002).

Pour autant, les données actuelles envisagent 1’implication d’une autre protéine a CD
dans la reconnaissance des ces petits ARN : I’histone méthyltransférase Clr4, orthologue de la
protéine SU(VAR)3-9 chez la levure a fission Schizosaccharomyces pombe (Jenuwein, 2002).
Cette protéine serait capable de lier les petits ARN et de modifier directement les lysines 9
des histones H3, permettant ainsi de créer un site de fixation pour la protéine Swi6 et de

favoriser ainsi I’extension/propagation d’une structure hétérochromatinienne.

La protéine SU(VAR)3-9

La famille des histones méthyltransférases SU(VAR)3-9 est présente dans tous les
organismes, sauf chez la levure Saccharomyces cerevisae. Ces protéines prennent les noms de
Clr4 chez la levure Schizosaccharomyces pombe (Ekwall and Ruusala, 1994), SU(VAR)3-9
chez la drosophile (Tschiersch et al., 1994), suv39hl et suv39h2 chez la souris (Aagaard et
al., 1999), et Suv39H1 et Suv39H2 chez I’homme (Aagaard et al., 1999) (figure 23). La
premiére protéine de la famille a avoir été identifiée est la protéine de drosophile
SU(VAR)3-9. Elle a été caractérisées grace a sa capacité de suppression de la PEV du geéne
white dans la lignée white-mottled (Tschiersch et al., 1994).

Toutes ces protéines ont une caractéristique commune : elles posseédent a la fois un CD
leur permettant d’interagir avec la lysine 9 méthylée de I’histone H3, et un domaine
catalytique appelé « SET domain » (Jenuwein et al., 1998), responsable de la méthylation de
ce méme résidu lysine (Rea et al., 2000). Il est retrouvé a la fois dans les protéines
SU(VAR)3-9, E(Z) et Trithorax (trx), d’ou son nom (Jones and Gelbart, 1993; Stassen et al.,
1995; Tschiersch et al., 1994).
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Figure 23 : les homologues de la protéine Su(Var)3-9.

Les protéines de la famille de Su(Var)3-9 posseédent toutes un domaine catalytique appelé
le domaine SET, associé a un domaine riche en cystéines. Ce domaine SET est souvent
associé¢ a un « chromo-domain », permettant les interactions avec les lysines 9 de I’histone
H3 qu’il méthyle. Le « chromo-domain » pourrait aussi intervenir dans les interactions
entre les protéines de la famille Su(Var)3-9 et les protéines HP1. Les pourcentages

d’identité entre ces différentes protéines sont indiqués.

« Chromo-domain » (CD)

Domaine riche en cystéine associé¢ au domaine SET (Cys)

Domaine SET



L’étude de la protéine Clr4 a mis en évidence I’importance du domaine SET et du CD
pour le maintien du silence transcriptionnel au niveau des centromeres et des loci sexuels
(Ivanova et al., 1998). Une ¢étude de la relation structure/fonction de la protéine Suv39H1
montre que cette protéine est localisée au sein de I’hétérochromatine péricentrique et qu’elle

colocalise avec la protéine HP1 (Melcher et al., 2000).

De par leur activité de méthylation de la lysine 9 de ’histone H3, les protéines de la
famille SU(VAR)3-9 sont impliquées dans la formation de la structure hétérochromatinienne.
En effet, la méthylation de la lysine 9 de I’histone H3 est spécifiquement reconnue par la
protéine HP1 via son CD (Bannister et al., 2001; Nielsen et al., 2001b). Des interactions
directes entre les protéines Suv39H1 et HP1 peuvent avoir lieu par I’intermédiaire de son
CSD. Ces résultats semblent donc démontrer que, la modification mise en place, la
méthylation de la lysine 9 de I’histone H3 est capable de recruter I’enzyme qui en est
responsable, suggérant un role majeur de la protéine Suv39H1 dans la propagation de

I’hétérochromatine.

Chez la levure a fission Schizosaccharomyces pombe, les orthologues des protéines
Suv39H1 et HP1, respectivement les protéines Clrd et Swi6, ont également été impliquées
dans I’¢établissement et la propagation de 1’hétérochromatine. Des centres initiateurs, appelés
répétitions cenH, seraient capables de recruter les protéines Swib6 et Clr4 et ainsi d’entrainer
localement la méthylation des lysines 9 des histones H3. Cette modification se propagerait

grace a la coopération entre les deux protéines (Hall et al., 2002).

Cependant, les protéines de la famille SU(VAR)3-9 ne sont pas les seules enzymes
capables de méthyler la lysine 9 de I’histone H3. Dans les souris dont les génes codant
Suv39hl et Suv39h2 ont été inactivés, la lysine 9 de I’histone H3 est toujours présente sous
forme méthylée. Ces modifications sont mises en place par les protéines G9a (Tachibana et
al., 2001; Tachibana et al., 2002), SETDBI (Schultz et al., 2002) ou ESET (Blackburn et al.,
2003; Dodge et al., 2004).

La particularité de la protéine Suv39HI1 est qu’elle triméthyle la lysine 9 de I’histone
H3, modification caractéristique de 1’hétérochromatine péricentrique, contrairement a la
protéine G9a qui mono- ou diméthyle ce méme résidu (Rice et al., 2003). Dans les cellules qui

n’expriment plus la protéine Suv39H1, la triméthylation de la lysine 9 est perdue au profit
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d’une monométhylation, alors que dans les cellules n’exprimant plus la protéine G9a, la

triméthylation de la lysine 9 n’est pas affectée (Peters et al., 2003).

La triméthylation de la lysine 9 de I’histone H3 semble également jouer un rdle
important au niveau des télomeres chez les mammiferes. Chez les souris qui n’expriment plus
la protéine Suv39HI, les télomeres sont plus longs que dans les cellules normales. Des études
ont démontré que ces téloméres allongés n’arboraient plus une triméthylation de la lysine 9 de

I’histone H3 mais un monométhylation (Garcia-Cao et al., 2004).

Un lien entre méthylation des histones et méthylation de ’ADN a été également mis
en évidence chez les mammiferes. En effet, la méthylation de la lysine 9 de I’histone H3 par
Suv39HI1 est un pré-requis pour la méthylation de ’ADN au sein de I’hétérochromatine
péricentrique et des séquences satellites (Lehnertz et al., 2003). De méme, la protéine G9a
joue un role dans la mise en place de ’empreinte génomique parentale par méthylation de
I’ADN au niveau du locus du centre de I’empreinte du syndrome de Prader-Willis (Xin et al.,

2003).

d. Les autres protéines ligands de I’hétérochromatine

De nombreuses protéines interagissent de maniere spécifique ou non avec la structure
hétérochromatinienne. Nous nous concentrerons sur les protéines qui sont impliquées dans la
mise en place de la structure hétérochromatinienne, ou dans la structuration des

chromosomes.

La protéine HDACI

La protéine HDACI fait partie de la famille des Histones DésACétylases (HDAC)
dont il existe trois classes (Peterson, 2002c). Les HDAC des classes I et II sont dites
classiques et comportent 11 membres. Elles ont la particularité de présenter un site catalytique
conservé et un domaine appelé « bromo-domain » (Haynes et al., 1992; Tamkun et al., 1992),
capable de reconnaitre les queues N-terminales acétylées des histones (Ladurner et al., 2003)
(figure 24). Les HDAC de classe III ont été les dernicéres découvertes et sont de ce fait moins

caractérisées.
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Lysine acétylée B. TSA

« Bromo-domain » de la protéine HDAC1 « Bromo-domain » de la protéine HDAC1

Figure 24 : le « bromo-domain » des HDAC.

Ces schémas représentent le site catalytique de I’histone désacétylase HDACI. En gris, la
zone riche en acides aspartiques et histidines qui sert de relais de charge a I’ion Zn?*,

nécessaire a la catalyse de la désacétylation des lysines.

A. Interaction entre une lysine acétylée (en vert), une molécule d’eau (en bleu) et I’ion

Zn** (jaune) du site catalytique de ’histone désacétylase.

B. Interaction entre ’ion Zn** (en jaune) du site catalytique et la Trichostatine A (TSA, en

rouge), inhibiteur des histones désacétylases.



Les HDAC de type I sont homologues a la protéine Rpd3, un régulateur
transcriptionnel de la levure Saccharomyces cerevisae. Cette classe comprend quatre
membres dont les protéines HDAC1, HDAC2 et HDACS3.

Les protéines HDAC1 et HDAC2 sont trés similaires. Elles présentent un domaine
catalytique dans leur partie N-terminale, et une séquence de localisation nucléaire (NLS) (de
Ruijter et al., 2003). In vivo, elles sont associées aux protéines RbAp46 et RbAp48, avec qui
elles forment le complexe « core deacetylase », fréquemment retrouvé dans les complexes de
répression transcriptionnelle tels que Sin3, NuRD (Nucleosome Remodelling and
Deacetylases) ou Co-REST (Heinzel et al., 1997; Zhang et al., 1999).

Ces complexes protéiques peuvent étre recrutés par des facteurs de transcription. Par
exemple, le complexe Sin3 reconnait la protéine E2F qui est liée au niveau des promoteurs a
réprimer (Rayman et al., 2002). Ce recrutement va entrainer une désacétylation des queues N-
terminales des histones, et ainsi une répression de la transcription (Ahringer, 2000). Il en est
de méme pour le complexe NuRD, qui est impliqué dans la répression stable de certains loci
faisant intervenir les protéines du Pc-G (Ahringer, 2000).

La protéine HDAC3 est la seule protéine de la famille a ne pas étre strictement
nucléaire (Emiliani et al., 1998). De méme, elle est la seule capable a s’oligomériser avec les

autres HDAC (Yang et al., 2002).

Les HDAC de type II sont homologues a la protéine de levure Hdal. Cette classe
comprend sept membres qui sont aussi impliqués dans la répression transcriptionnelle, tout

comme les HDAC de type L.

Les HDAC de type III sont homologues a la protéine Sir2 qui appartient a la famille
des protéines SIR découvertes chez Saccharomyces cerevisae (Gartenberg, 2000). Elles sont
requises pour la répression transcriptionnelle des séquences d’ADN répétées comme les loci
de typage sexuel HML/HMR (Rine and Herskowitz, 1987), les télomeres (Ng et al., 2002) et
le rDNA (Bryk et al., 1997; Smith and Boeke, 1997).

De manicre intéressante, la protéine HDACI intervient dans la mise en place de la
structure hétérochromatinienne, (Taddei et al., 2001), en promouvant la désacétylation de la
lysine 9 acétylée de I’histone H3, étape préliminaire & la méthylation de ce résidu par la
protéine SU(VAR)3-9. Tout comme le géne Su(var)3-9, le géne codant la protéine HDACI1
fait partie du groupe des suppresseurs de PEV du géne white de ’alléle white-mottled 4
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(Mottus et al., 2000). De plus, il a ét¢ montré que les protéines HDAC1 et SU(VAR)3-9
interagissaient de maniére physique et fonctionnelle (Czermin et al., 2001; Vaute et al., 2002).

Outre son role dans la formation de structures répressives a grande échelle, la protéine
HDACI est aussi impliquée dans la répression de la transcription du rDNA (Zhou et al.,
2002). De méme, la protéine HDACI jouerait un role dans le contrdle de la prolifération des
cellules de mammiferes en réprimant des génes codant pour des inhibiteurs du cycle cellulaire

(Lagger et al., 2002).

La protéine SU(VAR)3-7

La fonction précise de cette protéine de drosophile est a I’heure actuelle incomprise.
Le géne Su(var)3-7 code une protéine volumineuse de 175 kDa (Reuter et al., 1990), qui est
associée a [I’hétérochromatine péricentromérique, aux télomeres et a quelques sites
euchromatiniens sur des chromosomes polyténes interphasiques (Cléard et al., 1997). La
protéine SU(VAR)3-7 interagit avec I’ADN grace a la présence de sept motifs en « doigt de
Zinc » dans sa partie amino-terminale (Cléard et al., 1997; Cléard et al., 1995; Reuter et al.,
1990). Les cibles principales de cette protéine semblent étre principalement les séquences
SAT I, formés de répétitions (AATAT),, de I’hétérochromatine péricentromérique de la
drosophile (Cléard and Spierer, 2001). Dans une moindre mesure, la protéine SU(VAR)3-7
pourrait interagir avec les séquences SAT III, constituées par la répétition d’un motif de
359 pb majoritairement riche en dA+dT. Des expériences réalisées in vivo ont confirmé que la
protéine SU(VAR)3-7 pouvait lier directement I’ADN (Cléard and Spierer, 2001; Perrini et
al., 2004).

La partie C-terminale de la protéine SU(VAR)3-7 serait impliquée dans son auto-
association mais aussi dans les interactions avec I’hétérochromatine péricentromérique
(Jaquet et al., 2002). Des expériences de double-hybride menées chez la levure ont démontré
que la protéine SU(VAR)3-7 interagissait in vitro (Schotta et al., 2002) et in vivo (Delattre et
al., 2004) avec la protéine SU(VAR)3-9. De méme, il a ét¢é montré que la protéine
SU(VAR)3-7 pouvait interagir génétiquement et physiquement avec la protéine HP1 (Cléard
et al., 1997; Delattre et al., 2000). Pour autant, le role de la protéine SU(VAR)3-7 dans la

formation de la structure hétérochromatinienne reste indéterminé.
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Afin d’étudier la protéine SU(VAR)3-7, des mutants ont été générés par
recombinaison homologue. L’¢tude de ces mutants a montré que cette protéine était
essentielle mais que cependant, la contribution maternelle était suffisante pour assurer la
viabilité (Seum et al., 2002). La cause de la 1étalité reste inconnue et il apparait que les males
sont plus sensibles que les femelles a la perte de la protéine SU(VAR)3-7 (Seum et al., 2002).

Des expériences complémentaires ont démontré que les phénotypes observés sur les
chromosomes polyténes dans le cas d’une délétion de la protéine SU(VAR)3-7 étaient
similaires & ceux observés dans la cas d’une mutation de la protéine HP1. Ces phénotypes
affectent préférentiellement les chromosomes X des males ce qui suggere un role de la

machinerie de compensation de dose (Spierer et al., 2005).

La Topoisomérase 11

L’activité enzymatique de la Topoisomérase Il permet de relacher les super tours de
I’ADN. Cette protéine est principalement connue pour son activité de décaténtation mais aussi
pour son intervention dans les mécanismes de condensation des chromosomes mitotiques
(Adachi et al., 1991). Outre cette activité, elle a été démontrée comment pouvant s’accumuler
au niveau des séquences SAT III de la drosophile (Kds and Laemmli, 1992; Marshall et al.,
1997). Cette région particuliere représenterait un lieu de dépdt et/ou de stockage pour la
Topoisomérase II.

De plus, la Topoisomérase II est aussi massivement localisée au niveau du rDNA chez
la drosophile. Encore une fois, cette localisation particuliére reste sans fonctionnalité précise,
méme si il a été décrit que la Topoisomérase II intervenait dans la régulation de la
transcription des génes ribosomiques (Cavalli et al., 1996). Cette fonction est cependant a
rapprocher de I’effet de la Topoisomérase II sur la recombinaison puisqu’il a été montré que
chez la levure qu’elle intervenait dans la répression des mécanismes de recombinaison du
rDNA (Kim and Wang, 1989), et ce, entre autre, grace a un partenaire : la protéine Patlp
(Wang et al., 1999).
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4. Meécanisme d’assemblage de la structure hétérochromatinienne

a. Modele théorique de I’assemblage

De nombreux travaux ont permis d’élucider la nature des mécanismes mis en ceuvre au
cours de I’assemblage d’un domaine hétérochromatinien et un modele a ainsi pu étre proposé
(Grewal and Moazed, 2003). La nature des modifications post-traductionnelles portées par la
lysine 9 de I’histone H3 est un marqueur relativement fiable du type de chromatine. Sous
forme acétylée, ce résidu correle généralement avec une chromatine dite « ouverte » dans
laquelle la transcription est facilitée. Par contre, la méthylation de la lysine 9 de 1’histone H3
est une marque épigénétique de la chromatine dite « fermée » ou hétérochromatine. La
transition d’une structure euchromatinienne vers une structure de type hétérochromatinienne
de mise en silence impliquerait donc une transition entre une forme acétylée et une forme
méthylée de la lysine 9 de I’histone H3 (figure 25).

Ce modele est soutenu par différentes évidences. Par exemple, les protéines de la
famille SU(VAR)3-9, qui sont les histone-méthyltransférases spécifiques de la Lysine 9 de
I’Histone H3, sont impliquées dans la répression transcriptionnelle (Stewart et al., 2005). Pour
autant, une certaine modération s’ impose a la vue de travaux récents démontrant 1I’implication
de la méthylation de la lysine 9 de 1’histone H3 dans les processus d’élongation des transcrits
ARN (Vakoc et al., 2005). Au niveau des régions péricentromériques du chromosome X de la
drosophile, les différentes étapes du processus d’assemblage de 1’hétérochromatine sont
désormais mieux définies (Blattes et al., 2006), méme si des incertitudes subsistent quant aux

mécanismes responsables des étapes d’initiation.

Il est généralement admis que la mise en place d’un domaine hétérochromatinien fait
appel a plusieurs étapes. La premicre étape de ce processus correspond a la transition de la
lysine 9 de I’histone H3 d’un état acétylé vers un état méthylé. Cette transition nécessite
I’action conjuguée de deux activités catalytiques. La premicre activité consiste en
I’enlévement du motif acétyl de la lysine 9. Cette modification est assurée par la protéine
HDACI1 (Czermin et al., 2001). Consécutivement a cette désacétylation, le résidu lysine est
méthylé par la protéine SU(VAR)3-9 (Schotta et al., 2003; Vaute et al., 2002).

Sous sa forme méthylée, la lysine 9 de I’histone H3 permet le recrutement de la

protéine HP1 via son CD, ce qui constitue la deuxiéme étape du mécanisme (Bannister et al.,
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Figure 25 : modéle théorique de !’assemblage de la structure hétérochromatinienne

(d’aprés Bannister et al., 2001).

La mise en place de la structure hétérochromatinienne est effectuée par modification des
histones de proches en proches. A partir d’un point de départ, une lysine 9 de I’histone H3
sera méthylée par I’action coordonnée d’une histone désacétylase, qui va dans un premier
temps enlever le groupement acétyl présent sur ce résidu, puis une histone
méthyltransférase va venir méthyler la lysine 9 de I’histone H3. La lysine 9 méthylée va
alors servir de site de fixation pour la protéine HP1, qui a son tour va recruter les protéines
de modifications des histones et ainsi de proche en proche, la structure
hétérochromatinienne de mise en silence va se mettre en place.

Cette structure ne sera arrétée que grace a des séquences de type élément frontiére ou un
équilibre entre acétylation et désacétylation est mis en place. Il est important de noter que
cette expansion peut aussi étre stoppée a cause de 1’épuisement d’une des protéines
impliquées dans la mise en place d’une telle structure, en 1’absence de tout élément

frontieére. La terminaison se produirait alors de manicre plus graduelle.



2001; Lachner et al., 2001). La protéine HP1 va a son tour recruter la protéine SU(VAR)3-9 et
participe ainsi, de proche en proche, a la propagation de la structure hétérochromatinienne par
la modification des nucléosomes voisins. Le recrutement de la protéine SUV4-20, une
histone-méthyltransférase qui triméthyle spécifiquement la lysine 20 de I’histone H4, va
assurer de maniére concomitante la mise en place de I’empreinte épigénétique de ces régions
(Kourmouli et al., 2004; Schotta et al., 2004). La protéine HP2 a ét¢ décrite comme
compagnon de la protéine HP1 (Shaffer et al., 2002) mais son role dans ce mécanisme est
encore mal connu. De plus, méme si la mutation du géne codant la protéine HP2 est associée a
une suppression de la PEV du geéne white dans 1’allele white-mottled, et malgré ses deux
motifs AT Hook, la protéine HP2 ne semble pas posséder de propriété de liaison directe a
I’ADN (Stephens et al., 2005). Enfin, un traitement avec ’oligopyrrole P9 n’affecte pas la
localisation de cette protéine du chromocentre des chromosomes polyténes (S. C. Elgin,

communication personnelle).

b. Initiation de I’assemblage de la structure hétérochromatinienne

Une question majeure quant au processus d’assemblage de 1’hétérochromatine
péricentrique subsiste : quel est le déterminant spécifique de [’assemblage de
I’hétérochromatine sur les séquences satellites riches en dAe«dT qui constituent les régions
péricentriques du chromosome X chez la drosophile ? A I’heure actuelle, trois hypothéses
sont émises sur les mécanismes responsables de 1’initiation de la formation de la structure
hétérochromatinienne. L’initiation pourrait faire intervenir les petits ARN de la famille des
siARN, D’intégration de variants d’histones ou des protéines reconnaissant a la fois une

séquence d’ADN spécifique mais aussi les protéines de la machinerie d’assemblage.

Les petits ARN interférents

L’initiation de I’assemblage de la structure hétérochromatinienne pourrait impliquer la
machinerie d’interférence a ’ARN (RNAi, (Montgomery, 2004)). Sous ce terme est désigné
un mécanisme par lequel des molécules d’ARN double brin conduisent a la dégradation
spécifique des molécules d’ARN homologues dans une cellule (figure 26). Décrit initialement
chez le vers Cenorhabditis elegans, ce mécanisme est conservé chez tous les eucaryotes

(Zamore, 2001). Son implication dans les processus d’assemblage de la structure
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Figure 26 : modéle d’initiation de I’assemblage de la structure hétérochromatinienne
par la machinerie d’interférence a ARN chez la levure a fission (d’aprés Jenuwein et al.,

2002).

Des répétitions d’ADN de la levure Schizosaccharomyces pombe pourraient générer des
transcrits ARN double brins (shRNAs, short heterochromatic RNA) suite a une
transcription bidirectionnelle. Ces shRNAs seraient alors pris en charge par la machinerie
de RNAI pour étre maturés et participeraient au ciblage des facteurs responsables de la
formation d’un domaine hétérochromatinien. La question des déterminants responsables de

la transcription bidirectionnelle des séquences répétées reste cependant ouverte.



hétérochromatinienne a d’abord été démontrée chez la levure a fission Schizosaccharomyces
pombe (Volpe et al., 2002). En effet, chez S. pombe la délétion des geénes codant les facteurs
intervenants dans la voie RNAi s’accompagne d’une expression aberrante de transcrits issus
des répétitions de I’hétérochromatine péricentromérique et d’une levée de la répression de

transgenes insérés dans 1’hétérochromatine (Volpe et al., 2002).

Parmi les facteurs intervenant dans la machinerie RNAi, on trouve les protéines
DICER, une RNAselll hélicase responsable du clivage des ARN double brins en petits ARN
de 21 a 24 nucléotides (Bernstein et al., 2001), ARGONAUTE, un des composants du
complexe RISC (RNA Interference Silencing Complex, (Hammond et al., 2001)), et Rdrp,
une RNA polymérase RNA dépendante qui a pour role d’amplifier ce phénomene (Sijen et al.,

2001).

La dérépression des transgenes situés dans I’hétérochromatine en absence de la
machineriec RNAi est concomitante a une diminution de la méthylation de la lysine 9 de
I’histone H3. Par ailleurs, D’existence de transcrits correspondants aux répétitions
péricentriques a été mise en évidence chez S. pombe (Reinhart and Bartel, 2002), mais aussi
chez la drosophile (Aravin et al.,, 2003). Ces petits ARN, appelés shRNA (small
heterochromatic RNA), (Jenuwein, 2002; Vaistij et al., 2002)), ou rasiRNA (repeat associated
small interfering RNA), (Djikeng et al., 2001)), seraient capables de guider la méthylation de
la lysine 9 de I’histone H3, au niveau des séquences satellites qui sont elles mémes a 1’origine
de ces shRNA (Volpe et al., 2002). La mise en place d’une structure hétérochromatinienne via
ces petits ARN ferait intervenir les complexes RITS (RNA-induced Initiation of
Transcriptional Silencing) et RISC (RNA Induced Silencing Complex), impliqués dans le
mécanisme de mise en silence par les siRNA (small interfering RNA) (Hammond et al., 2000;

Pal-Bhadra et al., 2004; Verdel et al., 2004).

L’¢étude des mutants pour la machinerie RNAi chez la drosophile (Pal-Bhadra et al.,
2004), et chez les vertébrés (Fukagawa et al., 2004), a confirmé le lien existant entre la
machinerie RNAI et la mise en place de la structure hétérochromatinienne. Ce mécanisme

d’initiation aurait donc été conservé au cours de I’évolution.

Pour autant, méme si I’existence de petits ARN correspondant aux répétitions SAT III

a ¢été mise en évidence chez la drosophile, 1’origine exacte de ces transcrits n’a pas été
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formellement établie (Aravin et al., 2003). De telles séquences sont dispersées dans le
génome, a la fois dans des localisations hétérochromatiques et euchromatiques, aussi bien sur
le chromosome X que sur les autosomes (Losada and Villasante, 1996). De plus, les petits
ARN impliqués dans 1’assemblage d’hétérochromatine agissant en cis, il n’est pas évident que
les transcrits issus des séquences SAT III proviennent d’une transcription bidirectionnelle des
copies de ces séquences présentes au niveau des régions péricentriques, ni que ces ARN
soient responsables de [I’initiation du mécanisme d’assemblage d’un compartiment
d’hétérochromatine. Il semble en effet peu probable que la présence de promoteurs cryptiques

au niveau de ces régions suffise a rendre compte de I’existence de ces transcrits.

Par ailleurs, il n’existe aucune démonstration expérimentale de I’implication de la
machinerie d’interférence a D’ARN dans [’établissement d’une structure de type
hétérochromatinienne dans les régions péricentriques du chromosome X. Si les mutations des
geénes codant pour des facteurs intervenant dans la voie RNAI, tels que les protéines Piwi et
Argonaute, suppriment la PEV de transgeénes mini-white en tandem ou d’insertions sur le
chromosome 4 hétérochromatinien (Dorer and Henikoff, 1994; Dorer and Henikoff, 1997;
Pal-Bhadra et al., 2004), elles sont sans effet sur la lignée white-mottled. Par contre, dans les
mutants de la protéine Dicer, le phénotype au niveau des ommatidies passe d’une
répartition « poivre et sel », les cellules exprimant white sont dispersées, a une répartition dite
« sectorisée » (communication personnelle, U. Bhadra). Cette derni¢re observation semble
plutdt refléter un impact développemental de la mutation de Dicer qu’un effet direct sur la
PEV. Cette mutation aurait alors un effet sur le stade développemental au cours duquel I’all¢le

white-mottled serait activé ou réprimé plus que sur la décision elle-méme.

Intégration de variants d’histones

Une autre piste a été¢ ouverte chez les levures S. cerevisiae et S. pombe ou de
nombreux travaux soulignent le role des homologues de la protéine CENP-B (Masumoto et
al., 2004) et du variant de I’histone H3 centromérique CENP-A dans ce mécanisme
d’intégration de variants dans la chromatine (Tanaka et al., 2005). Chez I’homme,
I’interaction entre CENP-B et les boites CENP-B des séquences satellites alphoides et le
recrutement de CENP-A semblent étre essentiels pour 1’assemblage du kinétochore. Par
homologie, leurs orthologues chez la levure assureraient ces fonctions en permettant

I’assemblage d’une structure hétérochromatinienne a partir des sites de nucléation constitués

100



par les séquences riches en dAedT. Ces protéines sont en effet capables de s’associer
spécifiquement aux séquences satellites centromérique de la levure S. cerevisiae (Meluh et al.,
1998) et S. pombe (Meluh et al., 1998; Nakagawa et al., 2002). Elles constituent également
des composants essentiels des centromeres et sont nécessaires a la désacétylation de la lysine
9 de I’histone H3 et au recrutement de la protéine Swi6, I’homologue de la proté¢ine HP1 chez
la levure S. pombe (Nakagawa et al., 2002). Jusqu’a il y a peu, 1’absence d’homologues de
CENP-B chez la drosophile supposait I’existence, chez cet organisme, d’un autre type de
facteur assurant cette fonction de nucléation d’un domaine hétérochromatinien au niveau des

séquences satellites riches en dA«dT.

L’existence d’un variant d’histone H2A, appelé H2Av, a ét¢ démontrée et son rdle
dans la mise en silence des génes homéotiques par les complexes Polycomb mais aussi dans
I’établissement de 1I’hétérochromatine péricentrique ont été caractérisés chez la drosophile
(Leach et al., 2000; Swaminathan et al., 2005).

Ce variant d’histone non centromérique serait recruté sur les régions a
hétérochromatiniser antérieurement a la méthylation de la lysine 9 de I’histone H3. Ce
recrutement provoquerait 1’acétylation de la lysine 12 de I’histone H4 qui serait une nouvelle
marque épigénétique de I’hétérochromatine (Swaminathan et al., 2005). La mutation de
I’histone H2Av entraine une diminution de la méthylation de la lysine 9 de I’histone H3, et
par conséquent une diminution du recrutement de la protéine HP1. De méme, une mutation du
geéne codant ce variant d’histone entraine une suppression de la PEV de I’allele white-mottled
(Swaminathan et al., 2005).

Le variant H2Av semble intervenir dans le recrutement des répresseurs Polycomb par
I’histone méthyltransférase E(Z), en aval de la méthylation de la lysine 27 de ’histone H3
(Cao et al., 2002; Czermin et al., 2002). En plus des régions péricentriques et des sites
Polycomb, H2Av pourrait étre recrutée dans I’euchromatine pour la mise en silence de
transgenes portant des copies répétées en tandem d’un géne mini-white par la formation de
sites d’hétérochromatine ectopiques (Dorer and Henikoff, 1994; Dorer and Henikoff, 1997;
Swaminathan et al., 2005). Malgré ces nouvelles indications, 1’identit¢ du déterminant de
localisation de ce variant H2Av sur les séquences riches en dA«dT demeure une question

ouverte.
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Roéle de protéines de liaison a I’ADN

Les travaux de I’équipe ont permis de proposer la protéine D1, I'unique représentant
de la famille des protéines Multi AT Hook (MATH) chez la drosophile comme candidat pour
cette fonction d’initiation.

La protéine D1 a tout d’abord été identifiée du fait de son enrichissement au niveau
des séquences SAT III (Rodriguez Alfageme et al., 1980), et dans une moindre mesure sur les
séquences SAT I. Son implication dans la formation d’une structure hautement compacte de
type hétérochromatinienne sur ces séquences satellites a immédiatement été suggérée
(Levinger and Varshavsky, 1982; Levinger, 1985) (figure 27), mais n’a pas ét¢ démontrée
avant la caractérisation d’un mutant de la protéine D1 en 2002 (Aulner et al., 2002).

Ces caractéristiques et le phénotype d’haplo-suppressor/triplo-enhancer de PEV
indiquent que la protéine D1 joue un role central dans I’assemblage de la structure
hétérochromatinienne (Aulner et al., 2002). Cette hypothése a constitué la base de mon projet

de recherche.

c. Les complexes de déposition des histones

Au cours de la réplication de ’ADN, la moiti¢é des nucléosomes est formée par
transfert des nucléosomes déja existants sur I’un des deux brins d’ADN néosynthétisés. La
moiti¢é manquante est formée, quant a elle, par des histones nouvellement produites et
hyperacétylées.

Lors de la déposition des nucléosomes nouvellement formés, le tétramére d’histones
H3-H4 hyperacétylées vient contacter I’ADN au milieu des 147 paires de bases qui vont
I’entourer. Les deux dimeres d’histones H2A-H2B sont rajoutés par la suite. Le tétramére
d’histone H3-H4 forme un complexe stable avec I’ADN grace a des facteurs d’assemblage de
la chromatine. Ces facteurs sont des protéines chaperonnes qui permettent 1’acheminement
des histones de leur lieu de synthése jusqu’a la fourche de réplication et facilitent leur
déposition sur I’ADN.

Des mécanismes similaires doivent étre mis en place lors de la réparation de 1ésions de
I’ADN. Dans ce cas, les nucléosomes doivent également étre enlevés puis repositionnés sur
I’ADN. Il existe ¢galement des complexes capables de déposer des nucléosomes sur I’ADN

déja empaqueté sous forme de chromatine. En effet, on constate que dans certains cas, il est
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Figure 27 : modéle d’initiation de ’assemblage de la structure hétérochromatinienne

par des protéines reconnaissant I’ADN.

Une protéine capable de reconnaitre spécifiquement une séquence d’ADN a
hétérochromatiniser, comme par exemple les séquences satellites riches en dA«dT, serait
capable de recruter les protéines capables de mettre en place une telle structure. Ici, la
protéine D1, qui interagit spécifiquement avec les séquences SAT III du chromosome X de
la drosophile, recruterait les protéines de modification des histones. Suite a ce recrutement,
les histones seraient désacétylées grace a 1’action de la protéine HDAC1 (A). L’histone
méthyltransférase Su(Var)3-9 méthylerait donc la lysine 9 de I’histone H3 (B) créant un
site de liaison pour la protéine HP1 (C), capable de mettre en place la structure

hétérochromatinienne de proche en proche.



nécessaire de remplacer les histones comme, par exemple, dans les zones
transcriptionnellement actives, 1’histone H3 est remplacée par son variant H3.3 (Ahmad and
Henikoff, 2002) et, au niveau des séquences centromériques, le variant d’histone CENP-A
prend la place de I’histone H3 (Henikoff et al., 2000). La déposition des histones peut se faire

soit d’une manicre réplication dépendante, soit de fagon réplication indépendante.

Le complexe CAF-1 (Chromatin Assembly Factor 1) est un exemple de complexe de
déposition des histones dépendant de la réplication mais aussi a la réparation de I’ADN.
CAF-1 a été purifi¢ a partir de cellules humaines en exploitant sa capacité a promouvoir
I’assemblage de la chromatine in vitro (Smith and Stillman, 1989). Celui-ci joue non
seulement un role dans le maintien de 1’information épigénétique mais peut également générer

un nouveau patron de marques épigénétiques dans les cellules filles.

La protéine HIRA (HIstone RegulAtion) est impliquée dans la déposition des histones
de maniére indépendante de la réplication. Lors de la surexpression de cette protéine, les
genes codant les histones subissent une répression transcriptionnelle (Nelson et al., 2002). De
plus, il a ét¢ montré qu’elle pouvait interagir avec les histones (Lorain et al., 2001). Une
immunodéplétion de la protéine HIRA a démontré que seule la déposition des histones
indépendante de la réplication était abolie, démontrant ainsi le réle de cette protéine dans ce
processus (Ray-Gallet et al., 2002). La protéine HIRA est ainsi impliquée dans la déposition
du variant d’histone H3.3 (Tagami et al., 2004). En purifiant les complexes protéiques, il a
¢galement ét¢ montré que des dimeres H3-H4, et non pas des tétrameéres, étaient retrouves,

suggérant un héritage des nucléosomes par dimeres (Tagami et al., 2004).

d. Les complexes de remodelage de la chromatine ATP-

dépendants

Du fait de la compaction extréme que peut adopter la chromatine et de la nécessité
d’accéder au message génétique porté par la molécule d’ADN, les processus tels que la
réplication et la transcription requi¢rent une ouverture de la chromatine et un désassemblage
des nucléosomes pour permettre le passage des polymérases.

Les complexes de remodelage de la chromatine ATP-dépendants peuvent modifier la

position des nucléosomes sur I’ADN, permettant une meilleure accessibilité. Les complexes
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protéiques impliqués dans le remodelage de la chromatine comportent plusieurs sous-unités
dont au moins une porte un domaine ATPase similaire a celui de la famille des protéines
Swi2/Snf2. La majorit¢ des complexes caractérisés comme étant des complexes de
remodelage de la chromatine stricto sensus sont impliqués dans des mécanismes tels que la

réparation de I’ADN, la réplication ou la transcription.

De maniére générale, les complexes de remodelage de la chromatine vont mobiliser les
nucléosomes en utilisant 1’énergie issue de I’hydrolyse de I’ATP pour déstabiliser les contacts
entre I’ADN et I’octameére d’histone (Peterson, 2002a; Peterson, 2002b). Les complexes de
remodelage de la chromatine peuvent étre recrutés de deux manieres différentes au niveau
d’un promoteur : soit par les facteurs de transcription séquence-spécifiques (Struhl and
Greenwald, 1999), soit par des modifications spécifiques des histones, comme par exemple
I’acétylation de la lysine 14 de I’histone H3 (Kasten et al., 2004). Il existe trois grandes
familles de complexes de remodelage de la chromatine : la famille SWI/SNF, la famille ISWI
et la famille CHD ou Mi2 (figure 28).

La famille SWI/SNF

Le premier membre de la famille SWI/SNF (pour Switch/sucrose non fermenting) a
¢été caractérisé au cours de cribles génétiques chez la levure (Laurent et al., 1991). Dans ce
complexe, la sous unité protéique Swi2/Snf2 porte le domaine ATPase (Vignali et al., 2000).
Parmi les dix autres sous-unités du complexe, des protéines possédant des domaines
d’interaction avec I’ADN ont été caractérisées, de méme que des protéines Arp (Actin Related
Proteins) pouvant interagir avec la matrice nucléaire (Cairns et al., 1998).

Le complexe SWI/SNF de levure peut jouer un rdéle d’activateur ou de répresseur
transcriptionnel, selon sa localisation (Burns and Peterson, 1997). Un autre complexe de
remodelage de la chromatine, RSC (Remodel the Structure of Chromatin), a été caractérisé
chez la levure sur les bases d’une homologie avec le complexe SWI/SNF (Cairns et al., 1996).
Dans ce complexe, la protéine Sth1 (Snf Two Homologous) porte 1’activit¢ ATPasique (Du et

al., 1998).
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Figure 28 : les facteurs de remodelage de la chromatine ATP-dépendants.
Il existe trois familles de facteurs de remodelage de la chromatine ATP-dépendants : la
famille SWI2/SNF2, la famille ISWI et la famille MI-2. Les domaines conservés
d’hydrolyse de I’ ATP et d’interaction avec la chromatine sont représentés.
- Domaine d’hydrolyse de I’ATP
- « Bromo-domain » (BD)
= Domaine SANT (domaine d’interaction a I’ADN qui reconnait des séquences spécifiques)
I

- « Chromo-domain » (CD)

- PHD finger (domaine homologue au Zinc Finger, permettant la liaison a I’ADN)



Des complexes trés similaires a SWI/SNF de levure ont été découverts chez la
drosophile, le complexe Brahma (Tamkun et al., 1992), et chez les mammiferes, le complexe
hSWI/SNF (Kwon et al., 1994). Des protéines homologues a Swi2/Snf2 ou aux Arp y ont de
méme ¢été caractérisées (Phelan et al., 1999). Chez I’homme, deux complexes sont connus

comme étant les orthologues de SWI/SNF : les complexes BRG1 et hBRM.

La famille ISWI

Le domaine ATPase de ISWI (Imitation SWI) est I'un des plus conservés (Tsukiyama
et al., 1995). Les ¢études les plus completes de cette famille ont été menées chez la drosophile.
Trois complexes dont la sous-unité catalytique est ISWI ont ainsi été caractérisés : les
complexes NURF (NUcleosome Remodeling Factor) (Tsukiyama and Wu, 1995), CHRAC
(CHRomatin Accessibility Complex) (Eberharter et al., 2001; Varga-Weisz et al., 1997) et
ACF (ATP-dependant Chromatin assembly Factor) (Ito et al., 1997; Ito et al., 1999). Des
¢tudes menées in vitro sur des geénes rapporteurs ont montré que le complexe NURF est
capable de faciliter la transcription (Mizuguchi et al., 2001), alors que in vivo, le complexe

ISWI peut activer ou réprimer la transcription (Badenhorst et al., 2002; Deuring et al., 2000).

La famille CHD ou Mi2

Plusieurs complexes contenant la protéine Mi2, possédant un domaine ATPasique de
la famille SNF2, ont été identifiés (Tong et al., 1998; Xue et al., 1998). Le complexe Mi2, ou
NuRD (Nucleosome Remodeling and Deacetylases), posseéde un domaine de remodelage de la
chromatine et une activité désacétylase portée par les protéines HDACI et HDAC2 (Zhang et
al., 1999). L’activité de la protéine Mi2 pourrait donc servir a faciliter 1’acceés aux histones
afin que les protéines HDAC puissent les désacétyler. Ce complexe comporte aussi les
protéines MBD2 et MBD3 qui sont capables de lier I’ADN méthylé (Zhang et al., 1999). Des

études ont montré que ce complexe était impliqué dans la répression transcriptionnelle.

e. Laméthylation de ’ADN

La méthylation de I’ADN est importante tant pour le développement que pour la vie

adulte. Elle joue un role central dans le contréle de I’expression génique, 1’empreinte
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génomique parentale ou I’inactivation du chromosome X. Le patron de méthylation de ’ADN
est mis en place de maniére trés précoce, dés le stade embryonnaire. Cette modification
épigénétique peut Etre retrouvée sur de trées grandes zones de chromatine
transcriptionnellement silencieuse. Sur ’ADN, les quatre bases peuvent étre méthylées mais
c’est la cytosine qui ’est le plus fréquemment. La modification est mise en place sur le
carbone 5 a la place d’un atome d’hydrogene.Les cytosines méthylées peuvent représenter
jusqu’a 7 % des cytosines totales et elles sont toujours retrouvées au niveau d’un
enchainement de dinucléotides CpG.

Deux classes d’enzymes capables de méthyler ’ADN ont été caractérisées. La
premicre classe, correspondant a la protéine DNMT]1 chez les mammiferes (Yen et al., 1992),
est impliquée dans la maintenance du patron de méthylation durant la réplication. La
deuxieme classe, regroupant les protéines de mammiféres DNMT3a et DNMT3b (Okano et
al., 1999), participe a 1’établissement de nouveaux patrons de méthylation au cours du
développement embryonnaire précoce.

L’une des caractéristiques importante de la méthylation de I’ADN correspond a la
localisation des groupements méthyles dans le grand sillon de I’ADN. Cette modification a
non seulement des répercussions importantes sur la structure méme de I’ADN, mais aussi sur
les interactions entre les protéines et I’ADN. Cette variation dans la structure de I’ADN peut
entrainer des modifications de ’affinité de certaines protéines comme les histones ou les
facteurs de transcription. Certaines protéines vont lier spécifiquement I’ADN méthylé grace a

un motif appelé MBD (Methyl CpG Binding Domaine, (Nan et al., 1993)).

Les protéines a domaine MBD ont pour mod¢le la protéine MeCP2 (figure 29). Elle a
été caractérisée comme pouvant interagir de maniere séquence spécifique avec de I’ADN
méthylé (Meehan et al., 1989; von Kries et al., 1991). Ce domaine MBD est souvent associé a
un autre domaine protéique permettant d’interagir ou de modifier les histones, comme par
exemple ’association d’un domaine MBD avec un domaine SET dans la prot¢ine SETDB1
(Blackburn et al., 2003; Schultz et al., 2002).

Dans certains cas, il a ét¢ démontré que la méthylation de I’ADN pouvait agir de
maniére coopérative avec des protéines impliquées dans la méthylation des histones, et plus
particulierement dans la méthylation la lysine 9 de 1’histone H3 (Bowen et al., 2004; Fuks et
al., 2003). Ces deux mécanismes agiraient donc de concert afin de réprimer la transcription.
Cette coopération est d’ailleurs a la base du phénomene d’inactivation du chromosome X chez

la plupart des mammiferes (Heard et al., 2001).
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Figure 29 : modéles de condensation de la chromatine initiée par la méthylation de

I’ADN.

A. Modele enzymatique. La protéine MeCP2, capable de se lier spécifiquement aux
cytosines méthylées, recrute des enzymes modifiant les histones, comme par exemple

I’histone désacétylase HDACI.

B. Modele structural. La protéine MeCP2 est capable de s’homopolymériser pour former

une structure secondaire de la chromatine (d’aprés Bowen et al., 2004).



De nombreuses protéines a domaine MBD ont ét¢ mises en évidence a la fois chez
I’homme, la souris ou la drosophile, méme si chez cette derniere, la présence d’ADN méthylé

n’a pas été clairement été établie et reste trés controversée.

f. Modifications, variants et code des histones

Parce que différentes modifications sont corrélées a différents états transcriptionnels,
I’hypothése d’un « code des histones » a été émise (Strahl and Allis, 2000). Selon cette
hypothese, les différentes combinaisons de modifications des histones attribuent une identité a
chaque nucléosome et sont lues dans la cellule comme des codes barres moléculaires par des
machineries capables de générer des états spécifiques de la chromatine. Une telle théorie d’un
code des histones suppose I’existence a la fois de protéines capables d’opérer ces
modifications post-traductionnelles des histones mais aussi de machineries capables de
déchiffrer ce langage (de la Cruz et al., 2005). Plusieurs types de modifications ont été mises
en évidence (figure 30 et (Margueron et al., 2005)). Elles peuvent agir dans le but de favoriser

I’activité transcriptionnelle ou de la réprimer.

Acétylation des histones

Les histones peuvent étre acétylées et cette modification est souvent corrélée a une
activation transcriptionnelle (Allfrey et al., 1964; Hebbes et al., 1988). Il a ét¢ démontré que
I’acétylation globale des histones permettait de favoriser le désassemblage des nucléosomes
grace a la diminution des interactions électrostatiques entre I’ADN chargé négativement et les
histones chargés positivement (Travers and Thompson, 2004). Cette déstabilisation est un
processus nécessaire a 1’activation transcriptionnelle (Lee et al., 1993).

L’acétylation des histones s’effectue principalement sur des résidus lysines (Brownell
and Allis, 1996). Cette modification est mise en place par les protéines appelées HAT
(Histone Acetyl Transferases), enlevée par les protéines HDAC et reconnue par les protéines

a « Bromo-domain » (Dhalluin et al., 1999; Loyola and Almouzni, 2004).

Les HAT sont classées en trois familles : les HAT de la famille des GNAT (GcenS
related N-Acetyltransferases, (Georgakopoulos and Thireos, 1992)), celle des MYST (MOZ
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Figure 30 : Principales modifications post-traductionnelles des histones canoniques et

les histones méthyltransférases (d’aprés Margueron et al. 2005).

Les lysines des histones peuvent étre la cible d’acétylations, de méthylations (mono-, di-
et tri-) et d’ubiquitination. Les résidus arginines peuvent également étre méthylés (mono-,
diméthylation symétrique ou asymétrique) et enfin certaines sérines et thréonines sont
phosphorylées. Parmi de ces modifications, certaines peuvent étre mises en place par

plusieurs enzymes comme dans le cas de la méthylation des lysines 4 et 9 de 1’histone H3.



Tbf2/Sas3 Sas2 Tip60, (Utley and Cote, 2003)) et enfin celle des protéines p300/CBP
(Bannister and Kouzarides, 1996). La plupart des HAT fonctionnent au sein de complexes
multiprotéiques (Yang et al.,, 2004), et les facteurs associés a ces complexes semblent
controler leur spécificité de substrat et augmenter leur activité catalytique (Grant et al., 1997).
Ces complexes protéiques sont par ailleurs conservés de la levure a I’homme comme I’illustre
la conservation des protéines constituant le complexe SAGA chez la levure et le complexe

PCAF chez I’homme (Sterner and Berger, 2000).

Méthylation des histones

Les histones peuvent étre méthylées sur des résidus lysines qui peuvent étre mono-, di-
ou triméthylés (Lachner et al., 2001; Rea et al., 2000). Cette modification peut aussi intervenir
sur des résidus arginines, de maniére symétrique ou asymétrique (Lee et al., 2005; Zhang and
Reinberg, 2001) (figure 31).

Contrairement a 1’acétylation, la méthylation n’est pas directement corrélée a un type
fonctionnel de la chromatine. L’influence de la méthylation sur le potentiel transcriptionnel
d’un domaine chromatinien dépend avant tout du résidu modifié. La méthylation des lysines 9
et 27 de I’histone H3 est une marque de la chromatine silencieuse (Fischle et al., 2003), alors
que la triméthylation de la lysine 4 de I’histone H3 marque les régions transcriptionnellement
actives (Santos-Rosa et al., 2002). La mise en place de la méthylation des lysines est due a
I’activité des protéines a domaine SET.

La méme dualité¢ des roles de la méthylation est retrouvée au niveau des résidus
arginines. Dans sa forme asymétrique, la méthylation des arginines par les protéines PRMT1
et CARMI1 est impliquée dans l’activation transcriptionnelle, alors que dans sa forme
symétrique, la diméthylation des arginines suite a ’action de la protéine PRMTS5 est associée

a la répression transcriptionnelle (Wysocka et al., 2006).

L’accumulation des études démontrant le caractére dynamique des méthylations des
lysines des histones a récemment fait tomber le dogme selon lequel cette marque était
irréversible (Dillon and Festenstein, 2002). Ainsi, qu’il s’agisse de la lysine 4 de I’histone H3
(Ma et al., 2001), de la méthylation de la lysine 9 de 1’histone H3 (Ghosh and Harter, 2003;
Janicki et al., 2004; Nicolas et al., 2003; Saccani and Natoli, 2002) ou de résidus arginines
(Metivier et al., 2003), les preuves de 1’existence d’une déméthylation active des histones en

réponse a des signaux cellulaires s’accumulent.
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Figure 31 : voies de méthylations des résidus lysines et arginines (d’aprés Zhang et al.,

2001).

A. Voie de méthylation des résidus arginines. En présence de S-Adénosyl Méthionine
(AdoMet), les arginines (Arg) sont monométhylées par des méthyltransférases spécifiques
des arginines (PRMT). La diméthylation asymétrique et symétrique des résidus

monométhylés sont catalysées par les PRMT de type I et II respectivement.

B. Voie de méthylation des résidus lysines. Les lysines (Lys) peuvent étre mono-, di- ou

triméthylées par des histones méthyltransférases (HMT).



Trois mécanismes sont proposés pour expliquer la déméthylation des histones. Le
premier de ces mécanismes repose sur le désassemblage du nucléosome qui porte la
modification a enlever et la substitution de I’histone marquée par une nouvelle histone
(Ahmad and Henikoff, 2002). Ce mécanisme implique la mise en place de variants d’histones,
tel que I’histone H3.3, spécifiquement déposé de manicre réplication indépendante au niveau
des génes actifs en transcription.

Un deuxiéme mécanisme propose l’existence d’une activité enzymatique capable
d’assurer la réaction de déméthylation (figure 32). Cette nouvelle famille de protéines a été
pour la premicre fois mise en évidence chez I’homme (Cuthbert et al., 2004; Denman, 2005;
Wang et al., 2004). Les protéines arginines déméthylases ont été les premiéres caractérisées.
Leur existence ayant d’abord été supposée (Bannister et al., 2002; Kim et al., 1964; Paik and
Kim, 1973), des lysines déméthylases ont été découvertes (Shi et al., 2004; Tsukada et al.,
2006). Cette nouvelle famille vient donc s’ajouter aux nombreuses protéines impliquées dans
la mise en place et la lecture du code des histones (Forneris et al., 2005a; Forneris et al.,
2005b).

Enfin, le troisitme mécanisme implique les protéines qui reconnaissent ces
modifications. La mise en place de modifications plus facilement réversibles, comme
I’acétylation ou la phosphorylation, permettent de moduler les interactions entre les résidus
méthylés et les protéines capables de s’y fixer. Par exemple, la phosphorylation de la
thréonine 3 de I’histone H3 bloque la reconnaissance de la lysine 4 de I’histone H3 méthylée
par la protéine CHD1 (Flanagan et al., 2005). De méme, la phosphorylation de la sérine 27 de
I’histone H3 empéche la reconnaissance par la protéine HP1 de la lysine 26 de 1’histone H3

sous sa forme méthylée (Daujat et al., 2005).

Phosphorylation des histones

La phosphorylation est une modification dynamique dont la régulation repose sur un
équilibre entre les activités opposées de kinases, qui catalysent 1’ajout d’un groupement
phosphate, et de phosphatases, qui enlévent ces mémes groupements. Cette modification peut
impliquer des résidus thréonines ou sérines.

La phosphorylation de I’histone HI1 est trés souvent liée a la condensation et a la
ségrégation des chromosomes durant la mitose et la méiose (Gurley et al., 1978). Si la

fonction principale de la phosphorylation de la sérine 10 de I’histone H3 est la condensation
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Figure 32 : voie de démethylation par I’enzyme PADA4, spécifique des résidus arginines
(d’aprés Wang et al., 2004).

A. L’arginine déméthylase PAD4 catalyse la déméthylation des arginines méthylées. En
fonction du groupement qui sera 6té par I’enzyme, les produits de la réaction sont soit une
citrulline et une méthylamine (voie 1, partie haute) soit une méthylcitrulline et un ion

ammonium (voie 2, partie basse).

B. L’enzyme PAD4 est également capable de réaliser la conversion d’arginines non

méthylées en citrulline, ce qui empéchera une méthylation ultérieure.



des chromosomes, son réle n’est pas limité¢ a la mitose. Des travaux récents ont montré une
implication de cette modification dans [’activation de la transcription par I’inhibition de
I’interaction entre la protéine HP1 et la lysine 9 de I’histone H3 sous sa forme méthylée
(Eissenberg and Elgin, 2005).

La phosphorylation des histones semble également pouvoir jouer un role général dans
le controle de 1’apoptose (Lee et al., 1999a). Plus particulierement, la phosphorylation de la
sérine 32 de I’histone H2B semble étre un bon marqueur des cellules apoptotiques (Ajiro,
2000). La réparation des cassures double brin chez la levure semble aussi impliquer la
phosphorylation des histones et plus précisément la phosphorylation de la sérine 129 de

I’histone H2A (Downs et al., 2000).

Les autres modifications des histones

Acétylation, méthylation et phosphorylation sont les trois modifications les plus
étudiées, mais il existe d’autres modifications qui jouent un réle important dans les processus

cellulaires.

La mono-ADP-ribosylation peut étre mise en place sur des résidus arginines et
glutamates principalement sur les histones H1 et H2B (Burzio et al., 1979; Golderer and
Grobner, 1991), mais cette modification semble aussi étre présente sur les autres histones. De
manicre générale, 1’ADP-ribolysation est impliquée dans la réparation des dommages de

I’ADN (Kreimeyer et al., 1984).

La mono-ubiquitination consiste en I’ajout covalent d’un peptide ubiquitine sur les
résidus lysines (Jason et al., 2002). Cette modification repose sur I’activité des enzymes Brel
et Rado6 chez la levure (Hwang et al., 2003; Wood et al., 2003). Par nature, elle est antagoniste
de I’acétylation et la méthylation de ces mémes résidus. Alors que la poly-ubiquitination
conduit a la dégradation de la protéine modifiée, I’ajout d’un seul peptide ubiquitine semble
corrélé a I’activation transcriptionnelle (Thorne et al., 1987). Par ailleurs, il a ét¢ démontré
que I'ubiquitination de I’histone H2B pouvait favoriser la méthylation de la lysine 4 de
I’histone H3 chez la levure (Dover et al., 2002; Sun and Allis, 2002), et ainsi contribuer a

I’activation transcriptionnelle.
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La sumoylation, modification consistant a 1’ajout d’un peptide SUMO normalement
impliquée dans la dégradation des protéines, a ¢été décrite sur les histones H4. Cette

modification interviendrait dans la mise en silence (Shiio and Eisenman, 2003).

La biotinylation est elle aussi associée aux résidus lysines et 1’ajout d’un peptide
Biotine entrerait en compétition avec la modification de ces mémes résidus (Camporeale et
al., 2004). Elle serait impliquée dans la prolifération cellulaire (Narang et al., 2004; Stanley et
al., 2001).

Les variants d’histones

Jusqu’a maintenant, les principaux variants d’histones sont de la famille des histones
H2A, H3 et H1, sauf chez la drosophile ou cette derni¢re ne possede pas de variants (figure 33

et (Sarma and Reinberg, 2005)).

Les variants de I’histone H1 sont généralement exprimés en fonction du cycle
cellulaire (Khochbin and Wolffe, 1994). Parmi les différents variants de I’histone H1, certains
peuvent étre exprimés de maniere tissu-spécifique comme le variant HIt, spécifique des
testicules (Doenecke et al., 1997), ou le variant CSH1 (Cleavage Stage H1) présent dans les
oocytes (Mandl et al., 1997).

Des variants de I’histone H1, les histones H1° et HS5, sont exprimés de manicre
dépendante de la différenciation. Par exemple, I’histone HS5 n’est retrouvé que dans les
érythrocytes des oiseaux (Khochbin and Wolffe, 1994; Zlatanova and Doenecke, 1994).

Méme si la question du role de ces variants de I’histone H1 reste ouverte, il semblerait
que ces protéines puissent réguler la structure de la chromatine et donc moduler 1’accessibilité

de ’ADN aux protéines qui le reconnaissent (Woodcock et al., 2006).

Il existe quatre isoformes de I’histone H3 : les histones H3.1, qui correspond a la
forme canonique de 1’histone H3, H3.2, H3.3 et enfin CENP-A, un variant centromérique qui

diverge fortement des autres isoformes (Henikoff et al., 2000; Smith, 2002).
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Figure 33 : histones canoniques et variants d’histones (d’aprés Sarma et al., 2005).

Les histones sont composés d’un domaine central qui adopte un repliement de type
« histone fold » ainsi que de domaines amino- et carboxy-terminaux non structurés qui
sont la cible de nombreuses modifications post-traductionnelles telles que la méthylation

des lysines ou la phosphorylation des sérines.



CENP-A prend la place de I’histone H3 dans les nucléosomes centromériques et joue
un role dans la ségrégation des chromatides sceurs en mitose (Howman et al., 2000).

Le variant H3.3 est associ¢ a l’activation de la transcription (Daury et al., 2006;
Schwartz and Ahmad, 2005). Il ne différe que d’un acide aminé au niveau de la queue
N-terminale et que de trois acides aminés dans le domaine « histone fold » avec 1’histone
H3.1 et de quatre acides aminés avec le variant H3.2 (figure 34). Le variant H3.3 est la seule
histone exprimée dans les cellules en dehors de la phase S avec le variant CENP-A. Elle va
donc remplacer progressivement 1’histone H3 dans des cellules qui ont quitté le cycle et qui se
différencient chez la drosophile (Lennox and Cohen, 1988) et chez le rat (Pina and Suau,
1987). Le variant H3.3 est incorporé de maniere dépendante de la transcription, et sa présence
pourrait amener un nouveau patron de modification épigénétique et ainsi remplacer 1’ancien

porté par I’histone H3.1.

Les principaux variants de I’histone H2A sont au nombre de quatre: H2AX,
MacroH2A, H2ABBD et H2AZ.

Chez les eucaryotes supérieurs, le variant H2AX joue un role dans la recombinaison
homologue et dans la réparation des cassures double-brins (Rogakou et al., 1998). Son niveau
d’expression correle avec le niveau de recombinaison dans une espece donnée.

Le variant MacroH2A participe chez les vertébrés a I’inactivation d’une des deux
copies du chromosome X de la femelle qui formera le corpuscule de Barr. La déposition du
variant MacroH2A sur le chromosome X a inactiver est dépendante de la présence de I’ARN
Xist (Costanzi and Pehrson, 1998).

Par contre, le variant H2ZABBD, pour Barr Body Deficient, est absent du chromosome
X inactivé et pourrait jouer un rdle dans I’activation de la transcription (Chadwick and
Willard, 2001b).

Le variant H2AZ serait lui aussi impliqué dans 1’activation transcriptionnelle et
pourrait de plus jouer le role de frontiere en empéchant I’invasion des régions
euchromatiniennes par une structure hétérochromatinienne (Meneghini et al., 2003; Raisner et
al., 2005). De maniéere contradictoire, le variant H2AZ pourrait intervenir dans la répression
transcriptionnelle (Dhillon and Kamakaka, 2000). Ce variant est localis¢é au niveau des
régions péricentriques et interviendrait dans la ségrégation des chromosomes (Rangasamy et

al., 2003; Rangasamy et al., 2004).
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Figure 34 : représentation schématique de I’histone canonique H3.1 et du variant H3.3

(d’aprés Sarma et al., 2005).

L’histone canonique H3.1 (en haut) dont la déposition par le complexe CAF est couplée a
la réplication ne difféere de son variant H3.3 que par cinq acides aminés (indiqués en
rouge). Quatre de ces résidus se situent dans le domaine globulaire constitué¢ par le
domaine « histone-fold » (HFD en bleu) et trois d’entre eux, les résidus arginine 87,
isoleucine 89 et glycine 90 de I’histone H3.3, sont impliqués dans la spécificité de
reconnaissance par la chaperonne HIRA et la déposition de I’histone H3.3 indépendante de
la réplication. Le dernier acide aminé divergent entre les histones H3.1 et H3.3 se situe a
I’extrémité amino-terminale (en orange) de 1’histone H3. Dans 1’histone H3.3, la sérine 31
qui remplace 1’alanine de 1’histone H3.1 pourrait étre la cible d’une phosphorylation
(symbole ovale vert). Les principales lysines cibles de méthylation sont indiquées par un

drapeau rouge.



Chez la drosophile, un autre variant a été décrit, le variant H2Av, qui regroupe en fait
des caractéristiques structurales de plusieurs autres variants. Il posseéde la queue C-terminale
du variant H2AX et le domaine « histone-fold » d’H2AZ (figure 35). Ce variant serait
impliqué dans I’apoptose induite par les dommages a I’ADN (Madigan et al., 2002) et dans
les étapes précoces de I’assemblage de structures hétérochromatiniennes (Swaminathan et al.,

2005).

5. Heétérochromatine et régulation de | ’expression génique

L’hétérochromatine est définie historiquement comme étant la partie du génome qui ne
se décondense pas en interphase. Elle est riche en séquences répétées, pauvre en génes et dite
inactive en transcription par opposition a I’euchromatine qui est riche en geénes activement
transcrits. Une définition plus récente prend en compte les modifications épigénétiques, telle
que la méthylation de la lysine 9 de I’histone H3 pour I’hétérochromatine, ou la présence de la
protéine HP1 généralement assimilé a une répression transcriptionnelle (Huisinga et al.,
2000).

Cependant, cette dichotomie est a modérer. En effet, un certain nombre de génes ont
été localisées dans 1’hétérochromatine et semblent nécessiter cet environnement pour étre
exprimés efficacement. Chez la drosophile, c’est le cas par exemple des génes rolled (Eberl et
al., 1993) et light (Devlin et al., 1990a; Devlin et al., 1990b), qui requicrent la protéine HP1
pour leur expression (Eissenberg and Hilliker, 2000; Lu et al., 2000). Des études récentes ont
démontré I’importance de sa présence pour I’expression de génes euchromatiniens essentiels
comme le géne rpll5, codant pour une protéine ribosomique (Schulze et al., 2005), ou comme
le géne cdc2, une protéine kinase impliquée dans la régulation du cycle cellulaire (Cryderman
et al., 2005). Le role de la protéine HPI n’est donc pas limit¢ a I’inactivation
transcriptionnelle dans [I’hétérochromatine : elle peut également avoir une fonction dans
I’activation de la transcription a la fois dans I’hétérochromatine (Lu et al., 2000) et dans
I’euchromatine (Kellum, 2003a; Piacentini et al., 2003). Mais ces conclusions doivent étre
modérées puisqu’il est nécessaire de vérifier quel est ’isoforme de la protéine HP1 recrutée.
Ainsi, ce n’est pas I’isoforme HPla, décrit comme hétérochromatinienne, mais 1’isoforme
HP1y qui peut étre impliqué dans la transcription de génes euchromatiniens (Vakoc et al.,

2005).
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Figure 35 : tableau de répartition des principaux variants d’histones chez les eucaryotes

et leur fonction associée.

S. p : Schizosaccharomyces pombe, S. ¢ : Saccharomyces cerevisiae, T. : Tetrahymena,

D. m : Drosophila melanogaster, M. m : Mus musculus, H. s : Homo sapiens.

(a) Chez les plantes, le variant H3.2 joue un rdle dans 1’activation de la transcription.

(b) Variant spécifique dans les testicules des mammiferes, H3.3A chez la souris.

(c) H2Av chez la drosophile partage les caractéristiques des variants H2ZAX et H2AZ et est

impliqué dans la formation de I’hétérochromatine péricentromérique.

(d) Variant spécifique dans les testicules des mammiferes.




Il est aussi important de bien séparer les domaines d’hétérochromatine, riches en
séquences répétées, des régions présentant des modifications ¢épigénétiques de type
hétérochromatiniennes, comme la méthylation de la lysine 9 de I’histone H3. Ces régions ne
peuvent étre assimilées a de I’hétérochromatine. Cependant, ce mode de régulation est
fréquent au niveau de régions dont l’inactivation transcriptionnelle doit étre relativement
pérenne. De nombreuses observations mettant en jeu des mécanismes ¢épigénétiques de

répression transcriptionnelle ont été faites.

a. Régulation par les protéines Polycomb chez la drosophile

Les protéines du groupe Polycomb (Pc-G) interviennent dans la répression de
I’expression des geénes homéotiques, nécessaires a la détermination du destin cellulaire de
différentes parties du corps. Cette régulation met en balance les protéines Pc-G un autre
groupe de protéines activatrices : le groupe Trithorax (Trx-G).

La fonction de répression par une des protéines du Pc-G, la protéine Polycomb (PC)
passe par la présence dans sa partie amino-terminale d’un domaine de 37 acides aminés : le
« chromo-domain » (CD) (Muller, 1995). Tout comme la protéine HP1, qui posséde aussi un
CD, la protéine PC est capable d’induire un état réprimé (Zink and Paro, 1995), maintenu
pendant de nombreux cycles cellulaires. Leur surexpression est capable d’induire une
augmentation du phénomeéne de variégation d’effet de position (Pirrotta, 1997).

L’activité de répression transcriptionnelle des protéines Pc-G passe par la formation
d’une structure chromatinienne inerte en transcription, aux propriétés proches de
I’hétérochromatine (Bienz and Muller, 1995). La mise en place de marques épigénétiques
répressives, telle que la méthylation de la lysine 27 de I’histone H3, fait intervenir un
complexe appelé Polycomb Repressive Complex 2 (PRC2) (Ng et al., 2002). Ce complexe
comporte entre autre les protéines ESC, E(Z) une HMT (Czermin et al., 2002; Kuzmichev et
al., 2002) et RPD3, une HDAC (Tie et al., 2001).

Des séquences cibles des protéines (PRE, Polycomb Responsive Element) sont
présentes au niveau des promoteurs des genes homéotiques (Chan et al., 1994). Les protéines
Pc-G sont capables de former des complexes multiprotéiques (Muller, 1995), a I’intérieur
desquels certaines protéines sont connues pour interagir avec I’ADN (Blastyak et al., 2006).
Ainsi, les deux complexes PRCI1 et PRC2 agissent de concert afin de permettre la répression

transcriptionnelle. Le complexe PRC2 est responsable de la mise en place des marques
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épigénétiques répressives et du recrutement du complexe PRC1, qui reconnait ces marques et
empéche I’initiation de la transcription des geénes cibles par séquestration des facteurs

nécessaires a cette étape (Dellino et al., 2004).

b. Variégation d’effet de position de I’alléle white-mottled w™"

chez la drosophile

Bien que ce phénoméne soit connu depuis 1930, ses bases moléculaires restent
aujourd’hui encore peu comprises, les niveaux d’expression de 1’allele white-mottled variant
fortement au sein d’'une méme population. Dans la variégation d’effet de position de 1’allele
white-mottled w™, le géne white, normalement localisé dans la partie distale du chromosome
X, est relocalis¢ a proximité du bloc d’hétérochromatine péricentromérique, principalement
constitué¢ de séquences SAT III (Tartof et al., 1984).

L’observation du phénotype de la PEV suppose I’inactivation stochastique du gene
white par une structure hétérochromatinienne répressive (Henikoff, 1990; Henikoff, 1992).
Dans cette lignée, le phénotype d’inactivation stochastique du geéne white est visualisable au
niveau des yeux. En effet, le produit du géne white est un transporteur transmembranaire des
pigments rouges de I’ceil (Zhang and Odenwald, 1995).

Ce phénotype particulier a servi de base a la caractérisation de nombreuses protéines
impliquées dans I’assemblage de la structure chromatinienne. Des mutations de genes ont été
décrites comme affectant le phénotype de variégation. Deux classes ont ainsi ¢été
caractérisées : les mutations engendrant une perte de fonction du geéne white (appelés
enhancer de variégation ou E(var)), et des mutations présentant un gain de fonction du gene
white (appelés suppresseurs de variégation ou Su(var)) (Reuter and Wolft, 1981). Parmi ces
suppresseurs de variégation, certains ont ¢t¢ impliquées dans la mise en place de la structure
hétérochromatinienne, comme les protéines SU(VAR)3-9, HP1 ou HDACI1 déja décrites
précédemment.

L’expansion de la structure hétérochromatinienne est normalement stoppée dans un
contexte cellulaire sauvage. Deux hypothéses peuvent étre formulées: soit cet arrét
impliquerait un mécanisme passif qui reposerait sur 1’épuisement d’un des facteurs
nécessaires a sa mise en place (effet de dose caractérisé pour les suppresseurs de variégation),
soit I’hétérochromatine est confinée par la présence de séquences capables d’arréter son

expansion, comme des séquences isolantes ou des €léments frontieres (Cuvier et al., 2002;
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Cuvier et al., 1998; Zhao et al., 1995) ou des facteurs activateurs ou répresseurs seraient en

compétition (Lam et al., 2005; Suka et al., 2002).

c. Effet de position chez la levure

Chez la levure, un phénomene de mise en silence a proximité des régions télomériques
a été décrit (Tartof, 1994). En effet, ces régions ont des propriétés tout a fait similaires a celle
de I’hétérochromatine des eucaryotes supérieurs (Gabriel-Robez and Rumpler, 1992; Gotta
and Cockell, 1997; Gotta et al., 1996).

Chez la levure Saccharomyces cerevisae, les régions de type hétérochromatiniennes
sont présentes au niveau des télomeéres (Gottschling et al., 1990), des loci du typage sexuel et
des genes ribosomiques (Smith and Boeke, 1997) (figure 36). Chez la levure a fission
Schizosaccharomyces pombe, les centromeres sont plus étendus que chez la levure S.
cerevisae et I’hétérochromatine y est présente (Ekwall et al., 1997), tout comme sur le locus
de typage sexuel (Ekwall and Ruusala, 1994).

L’effet répresseur observé au niveau des télomeres est la conséquence de la formation
d’un complexe multiprotéique composé a la fois de facteurs spécifiques et d’histones
(Gartenberg, 2000). La protéine Rapl se lie aux répétitions télomériques et initie la
polymérisation du complexe Sir3/Sir4 sur le domaine chromatinien adjacent, par interaction
avec les parties amino-terminales des histones H3 et H4 (Hecht et al., 1995). Une
surexpression d’un des éléments du complexe répresseur peut générer un effet, appelé TPE

(Telomere Position Effect), similaire a celui de la PEV.

d. Locus HML/HMR chez la levure

Chez la levure Saccharomyces cerevisae, les copies des geénes du typage sexuel,
appelés a et a, sont localisés dans deux loci silencieux respectivement dénommés HMR
(HoMothallic Right) et HML (HoMothallic Left). L’'un ou l’autre sera exprimé par
transposition au site MAT. La répression transcriptionnelle est réalisée par la condensation
trés importante de la chromatine sur ces sites, générant une structure dont les propriétés sont

proches de I’hétérochromatine (Hecht et al., 1995).
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Figure 36 : représentation de la distribution des protéines Sir et de la chromatine

silencieuse sur le génome de la levure.

A. Le chromosome III de la levure Saccharomyces cerevisiae comporte les loci de
conjugaison silencieux HMLa et HMRa, et le locus de conjugaison actif, MAT, qui
contient soit une copie du géne de conjugaison a, soit une copie du gene a. Le géne HMRa
est encadré par des silencers et des ¢léments fronticres, alors que le géne HMLa n’est
encadré que par des silencers. La protéine Ku ne se lie qu’aux extrémités distales des
télomeres des chromosomes. Dans les parties sub-télomériques, les proto-silencers et les
régions sub-télomériques de mise en silence sont localisés de maniere aléatoire.

B. Au niveau d’une cassure double-brin, les protéines Ku et Sir sont déplacées des
extrémités des chromosomes vers les points de cassure.

C. Le chromosome XII porte le locus des geénes ribosomiques. Une chromatine silencieuse
est arbitrairement assemblée sur certains génes ribosomiques. La distribution réelle de la

chromatine silencieuse au niveau de ce locus reste inconnue.



La répression transcriptionnelle y est induite par la formation sur ces loci d’un
complexe multiprotéique contenant principalement les protéines SIR (Lustig, 1998), qui
interagissent avec les histones H3 et H4 hypoacétylées (Braunstein et al., 1993). De
nombreuses évidences, biochimiques et génétiques, ont permis d’isoler d’autres membres de
ce complexe silencieux dont le facteur de régulation Rapl (Repressor/Activator Protein)
(Buck and Shore, 1995), et le complexe ORC (Origin of Replication Complex, (Loo et al.,
1995)).

e. Compensation de dose et inactivation du chromosome X

Le phénomeéne de compensation de dose a été initialement décrit par H. Muller
(Muller, 1948; Muller and Kaplan, 1966). Des études moléculaires ont alors ét¢ mises en
ccuvre principalement dans trois organismes modeles : les mammiféres, la mouche
Drosophila melanogaster et le nématode Ceenorhabditis elegans. Dans ces organismes, la
régulation transcriptionnelle permettant un niveau équivalent entre les produits des genes du
chromosome X entre males et femelles s’effectue de manicres différentes. Trois mécanismes
ont été ainsi caractérisés : 1’augmentation de la transcription du chromosome X des males
chez la drosophile, I’inactivation d’un des deux chromosomes X de la femelle chez les
mammiferes et la réduction de moitié de la transcription des deux chromosomes X de la

femelle chez le ver (figure 37).

Compensation de dose chez la drosophile

Chez la drosophile, le sexe est déterminé par le calcul du ratio entre le nombre de
chromosomes X et le nombre d’autosomes. Un complexe de cinq protéines est impliqué dans
le mécanisme de compensation de dose : le complexe MSL (Male Sex Lethal, (Copps et al.,
1998)).

Le complexe MSL comporte entre autre une activité hélicase a ARN dépendante de
I’ATP, portée par la sous unité protéique MLE (Lee et al., 1997), et une activit¢ HAT, via la
protéine MOF (Akhtar and Becker, 2000). Deux ARN non codants interviennent aussi dans la
formation du complexe MSL : les ARN roX1 et roX2 (Franke and Baker, 1999).

Le mécanisme de compensation de dose chez la drosophile est associé a un patron de

modification des histones. Le chromosome X des males, actif en transcription, présente une
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A. Drosophile: hypertranscription du chromosome X des males
!
1 2

’ 1 +
B. Mammifeéres: inactivation du chromosome X des femelles

12 + 1/2 = 1

Figure 37 : les différents mécanismes de compensation de dose.

Le phénoméne de compensation de dose a été découvert par H. Miiller, et a ensuite été
¢tudié¢ a un niveau moléculaire dans différents organismes tels que la drosophile, les
mammiferes et le nématode.

A. Chez la drosophile, les genes liés au chromosome X des males présentent un niveau de
transcription environ deux fois supérieur a celui des femelles.

B. Chez les mammiféres, un des deux chromosomes X de la femelle est inactivé et ce, dans
toutes les cellules somatiques.

C. Chez le nématode, les niveaux de transcription des genes liés au chromosome X sont
diminués chez les hermaphrodites de maniere a atteindre un niveau équivalent a celui

présent chez les males.



forte acétylation de la lysine 16 de I’histone H4 (Bone et al., 1994; Suka et al., 2002),
modification mise en place par la protéine MOF (Smith et al., 2000). De méme, la
phosphorylation de la sérine 10 de 1’histone H3 semble étre impliquée dans ce mécanisme de
compensation de dose (Wang et al., 2001).

Des complexes de remodelage de la chromatine interviennent aussi dans le processus
de compensation de dose, comme par exemple les complexes ACF, CHRAC et NURF. De
méme, la protéine SU(VAR)3-7, composant structural de I’hétérochromatine, semble jouer un

role dans la compaction globale du chromosome X des méles (Spierer et al., 2005).

Dans cet organisme, les mécanismes ¢€pigénétiques sont impliqués dans
I’hyperactivation transcriptionnelle du chromosome X des males alors que chez les
mammiferes, les mécanismes épigénétiques interviennent dans la répression transcriptionnelle

d’un des chromosomes X de la femelle.

Compensation de dose chez les mammiferes

Dans les cellules de mammiféres, un des deux chromosomes X est
transcriptionnellement mis en silence (Lyon, 1961). Le chromosome X inactivé (Xi), aussi
appelé « corpuscule de Barr», est caractéris¢ par une combinaison particuliere de

modifications épigénétiques tant au niveau des histones que de I’ADN.

Le Xi est enrichi en histone H3 diméthylée sur la lysine 9, marque de
I’hétérochromatine et d’inactivité transcriptionnelle (Heard et al., 2001). Cette modification
va permettre, dans les cellules humaines, le recrutement de la protéine HP1 (Peters et al.,
2002), contribuant ainsi a la formation d’une structure hétérochromatinienne (Chadwick and
Willard, 2003). De méme, la triméthylation de la lysine 27 de I’histone H3 fait partie des
modifications présentes sur les Xi (Gilbert et al., 2003) et elle permettrait le recrutement du
complexe PRCI1, responsable de la monoubiquitination de I’histone H2A sur le Xi (de
Napoles et al.,, 2004; Fang et al., 2004). D’autres modifications sont aussi retrouvées
spécifiquement sur le Xi: de maniere plus générale, les lysines des histones y sont
majoritairement hypoacétylées (Jeppesen and Turner, 1993), caractéristique couramment

associée a une inactivité transcriptionnelle (Richards and Elgin, 2002).
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Les variants de 1’histone HA2 jouent aussi un réle de marqueurs a la fois pour le Xi et
pour le X activé (Xa). Les variants macroH2A sont présents au niveau des nucléosomes du Xi
(Chadwick and Willard, 2001a; Costanzi and Pehrson, 1998; Costanzi and Pehrson, 2001).
Par contre, les variants H2A-Bbd et H2AZ sont moins abondants sur le Xi que sur le Xa et sur
les autosomes (Chadwick and Willard, 2001b; Chadwick and Willard, 2003). La méthylation
de ’ADN au niveau des dinucléotides CpG semble jouer un réle important dans le maintien
de la mise en silence des genes du Xi. Ces séquences sont hyperméthylées sur le Xi, et

hypométhylées sur le Xa (Bartlett et al., 1991).

Tout comme chez la drosophile, le mécanisme de compensation de dose fait intervenir
un ARN, PARN Xist, qui recouvre totalement le Xi et participe au maintien de son état
inactivé (Brown et al., 1992). Cet ARN est transcrit uniquement a partir du futur chromosome
Xi et est régulé par un ARN qui lui est antisens : I’ARN tsiX (Lee et al., 1999b), qui serait

quant a lui impliqué dans le choix du chromosome X a inactiver (Sado et al., 2001).

Compensation de dose chez le nématode

Chez le nématode, le sexe est déterminé par un simple ratio entre le nombre de
chromosome X et le nombre d’autosomes (X:A). Lorsque ce rapport est inférieur a 0,67, les
animaux sont des males, si le rapport est supérieur a 0,75, ce sont des animaux
hermaphrodites qui se développent et qui sont capables de s’auto-fertiliser (Cline and Meyer,
1996). Un mécanisme de réduction de la transcription est alors mis en place dans les animaux
hermaphrodites permettant de diminuer la quantité¢ de transcrits provenant des chromosomes
X.

Ce mécanisme de réduction de la transcription impliquerait un complexe de type
Condensin (Chan et al., 2004) appelé DCC (Dosage Compensation Complex). Ce DCC
s’assemble spécifiquement sur le chromosome X de maniere dépendante du ratio X:A (Cline
and Meyer, 1996). Ce recrutement se fait grace a la reconnaissance de séquences particuliéres,
spécifiquement présentes sur les chromosomes X (Csankovszki et al., 2004). Récemment, il a
été démontré que le complexe DCC comportait une activit¢ HMT spécifique pour la lysine 4

de I’histone H3.
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f. Le locus des génes ribosomiques

Plus de la moitié des ARN transcrits dans une cellule correspond a des ARN
ribosomiques (ARNr) (Moss, 2004). Les genes qui codent pour les ARNr existent dans deux
états distincts de chromatine : un état dit « ouvert » et qui correspond a une conformation qui
permet la transcription, et un état « fermé » qui est réfractaire a la transcription. Des études
récentes ont démontré que la mise en silence des clusters de geénes ribosomiques, arrangés en
tandem inversé, faisait intervenir a la fois des facteurs protéiques en trans, mais aussi des
mécanismes épigénétiques tels que la méthylation de I’ADN et les modifications des histones.
Ces mécanismes auraient pour conséquences une altération de la structure chromatinienne et

un contrdle du rapport de génes ribosomiques actifs et inactifs.

Ces clusters, appelés NOR (Nucleolar Organizer Regions), contiennent plus d’une
centaine de genes (Reeder, 1974) et peuvent étre localisés sur une seule paire de
chromosomes, comme chez la drosophile ou ils se trouvent sur les chromosomes sexuels
(Ritossa and Spiegelman, 1965) et la levure S. cerevisiae sur le chromosome XII, ou sur
plusieurs paires de chromosomes, comme chez les mammiferes.

La transcription de ces genes par I’ARN Polymérase I (Pol I) entraine la synthése d’un
long précurseur ARN, qui aprés maturation donnera trois des quatre formes matures : les
ARNr 5,85, 18S et 28S chez les mammiferes et 5,8S, 18S et 25S chez la levure (figure 38).
Ces ¢étapes de synthése et de maturation sont, entre autre, a 1’origine de la formation du
nucléole. Un quatrieme ARNr mature, I’ARNr 5S transcrit indépendamment par I’ARN
Polymérase III (Pol III), s’associera avec ces ARNTr ainsi qu’a des protéines ribosomiques afin
de créer le ribosome (Moore and Steitz, 2002), ribonucléoparticule responsable de la

traduction.

La quantité de genes ribosomiques transcrits dans une cellule dépend de la demande en
ribosomes matures afin de permettre la traduction. Dans les cellules en croissance, la
transcription est abondante alors que dans les cellules quiescentes, la transcription est réduite.
Deux mécanismes de contrdle de la transcription ont été évoqués : soit la cellule module le
nombre de transcrits issus d’'un méme gene, soit le nombre de génes actifs varie. Des études
de microscopie électronique ont démontré que des génes actifs pouvaient étre adjacents a des

genes inactifs (French et al., 2003), suggérant que seule une sous population de genes
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A. Répétition des genes ribosomiques de levure

Génes des ARNr

B Répétition des génes ribosomiques de mammiféres
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Figure 38 : organisation des génes codant pour les ARN ribosomiques.

A. La nature répétitive des génes codant pour les ARN ribosomiques (rDNA) est illustrée
par une image de microscopie €lectronique a partir d’un étalement de chromatine de
levure (étalement de Miller ou « arbre de Miller »). Progressivement, des ARN
ribosomiques (ARNr) de plus en plus longs émanent des complexes ARN Polymérase I
(Pol I) au cours de la transcription qui commence au promoteur (P) et se termine au
terminateur (T).

B. Représentation d’une répétition rDNA de mammiféres. Chaque répétition de 43 kb
comporte un espace intergénique (IGS) de 30 kb contenant les éléments régulateurs de la
transcription, et la séquence codante de 13 kb (génes des ARNr). Les génes codant les
ARNT sont présents sous forme d’unité transcriptionnelle unique, transcrite par la Pol I et
générant un précurseur des ARNr de 47S. De maniére concomitante a sa transcription, ce
précurseur est modifié par méthylation et pseudouridinylation puis clivé afin de générer
les ARNr matures de 18S, 5,8S et 28S. La Pol I débute sa transcription au niveau du
promoteur (P), qui comporte le « core element » (Core) dans lequel se trouve le point de
départ de la transcription (+1) et une élément de contréle amont (UCE). Un autre
promoteur amont est présent (SP) et permet la transcription d’un transcrit de fonction
inconnue par la Pol I. Des nombreux ¢léments de terminaison de la transcription sont
situés dans la partie 3’ de la région transcrite (T), mais aussi immédiatement en amont du

point de départ de la transcription (T0).



ribosomiques était active. Des mécanismes épigénétiques semblent étre impliqués dans le

passage entre un €tat activé et un état inactivé.

L’hypothese de la régulation de la transcription par la structure de la chromatine est
basée sur des observations reposant sur 1’utilisation du psoraléne, un agent qui réagit de
manicre photoréactive avec les acides nucléiques doubles brins (Toussaint et al., 2005). Cet
agent a permis de mettre en évidence deux classes de génes ribosomiques. La premiere
correspond aux geénes sensibles au psoralene : ’ADN est majoritairement dépourvu de
nucléosomes, car ceux-ci sont irréguliérement espacés, et des transcrits naissants y sont
détectés (Conconi et al., 1989). Les geénes de 1’autre classe présentent au contraire une
insensibilité au psoraléne car les nucléosomes sont plus régulierement espacés donc I’ADN
est moins accessible. Cette classe correspond aux genes inactifs en transcription. Pour autant,
ces deux types de geénes rentrent dans la formation des NOR, ce qui élimine une hypothése
d’inactivation des geénes ribosomiques sur une large région (French et al., 2003). De plus, il a
été démontré qu’aprés chaque étape de réplication, les marques épigénétiques sont
transitoirement effacées (voir ci-dessous), puis remises en place (Lucchini and Sogo, 1994;
Lucchini and Sogo, 1995).

Certaines protéines interagissant avec les régions en amont des promoteurs des genes
ribosomiques jouent un role a la fois dans le contréle de la transcription, mais aussi dans le
remodelage chromatinien. La protéine TTF-I (Transcription Terminator Factor I) est
impliquée a la fois dans Dinitiation de la transcription des ARNr dans leur contexte
chromatinien, mais aussi dans le positionnement des nucléosomes au niveau des promoteurs

de ces genes (Langst et al., 1998).

Les modifications des histones, et plus particulierement de la lysine 9 de I’histone H3
jouent un role central dans la mise en place d’une structure chromatinienne inactive au niveau
des génes ribosomiques a mettre en silence (Prior et al., 1983). La méthylation de la lysine 9
de I’histone H3 est présente au niveau des geénes inactifs en transcription (Santoro et al.,
2002). Par contre, les nucléosomes présents au niveau des génes nouvellement activés sont
hyperacétylées et comportent le variant d’histone H3.3, traduisant une activité
transcriptionnelle suite a une absence de méthylation sur la lysine 9 de ce variant (Ahmad and
Henikoff, 2002). Dans ces expériences, I’incorporation du variant d’histone H3.3 fait suite a
une reprise de croissance de cellules en culture préalablement maintenues en phase

stationnaire. Ce mécanisme de remplacement d’histone pourrait suggérer 1’existence d’une
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voie d’activation rapide de certaines copies de génes ribosomiques suite a un stimulus

cellulaire et ce afin d’enlever les marques épigénétiques de répression de la transcription.

Tout comme au niveau des séquences satellites, des facteurs permettant de reconnaitre
spécifiquement I’ADN sont impliquées dans le ciblage des mécanismes de mise en place
d’une structure particuliere de la chromatine : la protéine UBF (Upstream Binding Factor,
(Jantzen et al., 1990)), une protéine a boite HMG lui permettant de se lier au petit sillon de
I’ADN, et la protéine SL1 (Selectivity Factor 1, (Learned et al., 1985)) interagissant avec les
protéines TBP et trois TAF (Transcription Associated Factor) (Moss and Stefanovsky, 2002).
Ces protéines sont des homologues des protéines de levure UAF (Upstream Activating
Factor), associée a la protéine TBP (TATA-Box Binding Protein), et CF (Core Factor). Ces
deux facteurs se lient respectivement aux séquences UCE (Upstream Control Element) et CE
(Core Element) (Nomura, 2001) afin de permettre I’initiation de la transcription.

La protéine UBF est connue pour étre un activateur de la transcription des ARNr
(Kuhn and Grummt, 1992; Kuhn et al., 1993) en permettant le recrutement de la Pol I,
stabilisant la liaison du facteur SL1 et en rentrant en compétition avec des protéines telles que
I’histone H1 (Kermekchiev et al., 1997). Les protéines UBF et SL1 s’assemblent au niveau
des promoteurs pour former le PIC (Pre-Initiation Complex) qui sera reconnu par la Pol I
(figure 39).

La protéine Tip5 du complexe NoRC (Nucleolar Remodeling Complex) possede des
motifs AT Hook lui permettant la liaison au petit sillon de I’ADN riche en dA«dT et intervient
aussi dans cette régulation chez les mammiféres (Zhou et al., 2002). Le complexe NoRC, un
facteur de remodelage de la chromatine dépendant de I’ATP, est impliqué dans la formation
d’une structure de type hétérochromatinienne permettant la mise en silence de la transcription
des génes ribosomiques (Santoro et al., 2002). Cette inactivation serait rendue possible par le
recrutement d’une activité histone désacétylase au niveau du rDNA (Hirschler-Laszkiewicz et
al., 2001; Mayer et al., 2006; Zhou et al., 2002).

La régulation de la transcription implique aussi des protéines comme la
Topoisomérase I qui, associée a Arf une protéine suppresseur de tumeur, peut aussi intervenir
dans la biogenese des formes matures des ARN ribosomiques (Ayrault et al., 2004). La
Topoisomérase II, décrite comme interagissant avec le rDNA chez la drosophile, intervient
aussi dans cette régulation (Cavalli et al., 1996).

Enfin, il a ét¢ démontré que les nucléosomes avaient une structure particuliere au

niveau des copies des génes ribosomiques activement transcrites. Au lieu d’étre parfaitement

134



1. Assemblage de novo du PIC et

sélectivité pour le promoteur

Pol I¢
UBF
TTE-I

5. Terminaison RF (P &

- -9 ‘ \Q\ A

w 7 i
. P : 'S -4
- A~ 'P— I.DNA
s -
w Engagement du

promoteur | —

Pol Ie w :
> Recyclage de la Pol 1 -

™ ,-% . Polp

w B | J N

P

s Assemblage
du PIC et recrutement

7
m de la polymérase
=5 e =5

3. Initiation et ARNr . :. Complexe de Pré-Initiation

6. Réinitiation
4. Elongation

ouverture du promoteur (PIC)
Figure 39 : cycle de transcription par ’ARN polymérase I (Pol 1) (d’aprés Russel and
Zomerdjik, 2005).

1. La formation de novo du complexe de pré-initiation implique la liaison sélective du facteur de
sélectivité SL1 sur le promoteur du geénes codant les ARN ribosomiques (ARNTr) et I’incorporation
de la protéine activatrice de liaison amont (UBF).

2. L’étape suivante consiste au recrutement de la Pol Ip par le facteur SL1.

3. La Pol I initie la transcription au niveau du promoteur « ouvert », puis elle est ensuite convertie
en une forme processive appelée Pol le.

4. La forme processive Pol Ie est responsable de I’élongation du transcrit naissant.

5. La transcription par la Pol I se termine a I’extrémité 3’ du geéne au niveau d’une séquence
spécifique, liée au facteur de terminaison de la transcription TTF-I et au facteur de relargage des
transcrits PTRF. De manicre concomitante, la Pol I et le précurseur ARNr sont libérés.

6. Les facteurs SL1 et UBF restent liés au promoteur apres le passage de la Pol I et forment ainsi
un support protéique permettant la réinitiation de la transcription par un autre complexe Pol Ip. Ce
complexe Pol If pourrait provenir du recyclage des complexes Pol I associés a hRRN3. La

formation d’un nouveau complexe PIC peut alors initier un autre cycle de transcription.



conformés, les nucléosomes y sont déplié¢s alors qu’il a été¢ décrit que, lors de la transcription
par I’ARN Polymérase 11, les nucléosomes étaient désassemblés suite a la perte transitoire des

dimeres H2A/H2B (Kireeva et al., 2002).

Un autre mécanisme épigénétique pourrait intervenir dans la régulation de la
transcription. La méthylation de I’ADN, principalement au niveau des dinucléotides CpG
présents dans les séquences régulatrices UCE et CE localisées en amont du promoteur, serait
un inhibiteur de la transcription des geénes ribosomiques (Houchins et al., 1997). La seule
méthylation de la séquence UCE empécherait la liaison de la protéine UBF (Santoro and
Grummt, 2001), qui reconnait normalement cette séquence et permet l’initiation de la
transcription. L’activité cytosine méthyltransférase serait amenée par le complexe de

remodelage de la chromatine NoRC.

Chez la drosophile, un autre mécanisme de régulation de la transcription est mis en
place. Dans cet organisme, le rDNA se trouve uniquement sur les chromosomes sexuels et
plus précisément a proximité des séquences SAT III du chromosome X (Hilliker and Appels,
1982). Par ailleurs, il représenterait la seule partie homologue entre les chromosomes X et Y,
se qui permettrait leur appariement lors de la méiose.

Des rétrotransposons sans LTR (Long Terminal Repeat), appelés R1 et R2, sont
insérés dans la partie du géne codant pour ’ARNr de 28S (Jakubczak et al., 1991). Leur
présence empéche la synthése d’'un ARNr de 28S fonctionnel (Long et al., 1981).

R1 et R2 ont la capacité de rétrotransposer ce qui assure leur maintien dans ces
séquences (Perez-Gonzalez and Eickbush, 2002). Pour autant ce phénoméne n’est pas
équivalent entre les deux séquences et il semblerait que la rétrotransposition de R1 soit
prédominante chez le male, alors que pour R2, ce phénoméne aurait la méme importance dans

les deux sexes (Perez-Gonzalez et al., 2003).

De maniére inattendue, les évidences selon lesquelles les protéines de la mise en place
de I’hétérochromatine sont présentes sur le tDNA de la drosophile m’ont amenée a
m’intéresser aux mécanismes épigénétiques pouvant affecter la régulation de la transcription

des genes ribosomiques.
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E. RESULTATS ET DISCUSSIONS

137



Dans un premier temps, 1’objectif de mon travail de thése était d’utiliser des molécules
capables de lier le petit sillon de I’ADN en tant qu’outils d’études de I’hétérochromatine.

Ces molécules, les diamidines et les polyamides, nous ont permis de nous intéresser
plus précisément aux effets du déplacement de la topoisomérase II des séquences SAT III.
Cette étude, de maniére réciproque nous a permis de mieux comprendre les mécanismes
d’action des ces molécules au sein des séquences riches en paires de bases dA «dT.

Apres validation des techniques permettant 1’utilisation de ces molécules, je me suis
intéressée au role de la protéine D1 dans I’initiation de [’assemblage d’une structure
hétérochromatinienne. Ainsi, la protéine D1 recruterait, directement ou indirectement, les
protéines de mises en place de la structure hétérochromatinienne, mais aussi la
topoisomérase II sur les séquences SAT III de I’hétérochromatine péricentromérique du
chromosome X de la drosophile.

Des résultats obtenus a la fois sur une lignée sauvage de drosophile et sur la lignée
white-mottled 4h soumise a variégation d’effet de position, nous ont conduit a rechercher la
présence d’un élément frontiére entre I’euchromatine et 1I’hétérochromatine péricentromérique
du chromosome X. J’ai démontré que cet ¢lément frontiere, appelé BE2S8, sépare dans un
contexte sauvage 1’euchromatine de 1’hétérochromatine, et plus précisément du rDNA. Dans
le contexte inversé de la lignée white-mottled 4h, cet élément fronticere est déplacé a 1’autre
extrémité du bras euchromatinien du chromosome X.

De maniere surprenante, des immunolocalisations réalisées sur ces deux lignées de
drosophile montrant un patron de marquage mutuellement exclusif pour les protéine DI et
HP1 au niveau du rDNA, nous ont conduit a nous intéresser a la régulation de la transcription

des génes ribosomiques par des mécanismes €pigénétiques.
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1. De [utilisation de nouveaux outils pour [D’étude de

Phétérochromatine : « Target practice : aiming at satellites repeats

with DNA minor groove binders »

1. Introduction

Les expériences de délétions ou de mutations des séquences satellites, constituant
majeur des domaines hétérochromatiniens, ne sont pas possibles. Afin de pallier a ce
probléme, de nouvelles stratégies utilisant des outils synthétiques ont été élaborées.

Les travaux réalisés dans 1’équipe (Aulner et al., 2002; Blattes et al., 2006; Monod et
al., 2002) se sont basés sur deux stratégies relativement proches : 1’utilisation de la protéine
synthétique MATH20 (Strick and Laemmli, 1995) et des polyamides (Janssen et al., 2000a;
Janssen et al., 2000b) générés dans le groupe d’U. K. Laemmli.

Ces deux méthodes d’étude des interactions entre les protéines et 1’hétérochromatine
sont basées sur des travaux antérieurs qui utilisaient un oligopeptide naturel : la distamycine
(Kés et al., 1989; Kés et al., 1993). La distamycine, un antibiotique produit par Streptomyces
distallicus (Hopwood, 1988), est un oligopeptide qui lie préférentiellement le petit sillon de
I’ADN riche en paires de bases dAedT. Cet antibiotique est un moyen de défense pour S.
distallicus, dont le génome est riche en paires de bases dGedC, contre des organismes
possédant un génome majoritairement riche en paires de bases dA«dT. Il a été démontré que
I’utilisation de cet antibiotique pouvait interférer avec de nombreuses interactions entre des
séquences d’ADN riches en paires de bases dA«dT et les protéines qui les reconnaissent (Kés

et al., 1989; Radic et al., 1992; Suzuki et al., 2001).

Par la suite, un corollaire a cette stratégie de défense a été reproduit grace a la synthése
chimique de molécules capables de mimer les caractéristiques structurales et possédant le
méme type d’affinité pour les séquences riches en paires de bases dA+dT. Plusieurs classes de
dérivés ont été générées, mais nous nous sommes intéress€s plus particulicrement aux

oligopyrroles et aux diamidines.
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a. Les oligopyrroles

Les oligopyrroles ont été¢ développés dans le groupe de U.K. Laemmli sur la base des
régles de reconnaissance de ’ADN ¢établies par P. B. Dervan (Dervan and Edelson, 2003;
Wemmer and Dervan, 1997). Ainsi, ils ont généré des polyamides en couplant des noyaux
pyrroles et des noyaux imidazoles, et ce afin de cibler spécifiquement les séquences satellites
de I’hétérochromatine de Drosophila melanogaster (Janssen et al., 2000a; Janssen et al.,
2000b). Par la suite, ils ont démontré que 1’utilisation de telles molécules pouvait altérer un
patron d’expression génique en ciblant spécifiquement des séquences non codantes, telles que
les séquences satellites de la drosophile, enrichies au niveau de I’hétérochromatine
péricentromérique. De plus, cette approche représente une alternative prometteuse aux
thérapies actuelles car elle permet de cibler des séquences non codantes tout en ayant un fort

impact sur I’expression de séquences codantes.

Le pyrrole/imidazole P31 a avant tout été congu en tant que molécule servant de
contrdle dans les expériences mettant en jeu 1’oligopyrrole P9. L’oligopyrrole P31 reconnait
spécifiquement les séquences SAT V de la drosophile formées de la répétition de motifs
simples (AAGAG), et (AAGAGAG),. Les effets observés suite a l’ingestion de cet
oligopyrrole par des larves correspondent exactement a ceux observés lors de la mutation du
geéne codant le facteur GAGA (GAF). Le facteur GAF est un régulateur de la transcription,
plus particulierement des génes homéotiques (Espinas et al., 2000), et il joue aussi un role
dans la division cellulaire (Bhat et al., 1996a). Il a donc été proposé que 1’oligopyrrole P31
agirait en affectant la localisation du facteur GAF : ce dernier serait délocalisé de ses sites de
liaison euchromatiniens vers les séquences SAT V (Janssen et al., 2000b). Ce mécanisme
passerait par une « ouverture » de la chromatine permettant le démasquage de site de liaison
du facteur au niveau des séquences SAT V. Ces sites lui sont normalement inaccessibles car

ils sont impliqués dans une structure hétérochromatinienne « fermée ».

Le polyamide P9 est un oligopyrrole reli¢ structuralement a la distamycine. Il
reconnait spécifiquement les séquences SAT I et SAT III de la drosophile et a un effet
remarquable sur la variégation d’effet de position du gene white dans la lignée white-mottled
(Janssen et al., 2000a). Dans cette inversion, le géne white est relocalisé a proximité du
rDNA, région qui s’étend sur 3,5 Mpb et qui sépare le géne white ainsi repositionné et les

séquences SAT III riches en paires de bases dA+dT. Suite a I’ingestion de polyamide P9 par
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les larves de la lignée white-mottled, le phénotype de variégation d’effet de position est
supprimé (Janssen et al., 2000a). Les mécanismes par lesquels le P9 supprime la variégation
d’effet de position ont été caractérisés dans une autre étude, qui sera détaillée dans la partie

suivante (voir chapitre II. et (Blattes et al., 2006)).

b. Les diamidines

Les résultats obtenus avec les polyamides ont ouvert une nouvelle voie d’étude de la
structure hétérochromatinienne. Ainsi, nous avons établi une collaboration avec des chimistes
américains, David Wilson et David Boykin, spécialistes de la synthése des diamidines,
appelées « DB », qui présentent aussi de fortes similarités structurales et une méme spécificité
que la distamycine. Ces composés sont des ligands du petit sillon de I’ADN riche en paires de
bases dA+dT et ont tout d’abord ét¢ développés pour leur activité antiparasitaire, pour revue
(Wilson et al., 2005). Ces drogues possédent des effets antiprolifératifs marqués (Lansiaux et
al., 2002a; Lansiaux et al., 2002b) et une activité antiparasitaire avérée contre Plasmodium
falciparum, Pneumocystis carinii et Trypanosoma brucei (Bouteille et al., 2003; Fairlamb,
2003). Ces agents infectieux sont responsables respectivement du paludisme, de la pneumonie
a PCP (forme opportuniste qui se développe chez les patients atteints du syndrome
d’immunodéficience acquise (SIDA)), et de la maladie du sommeil. Ces trois maladies sont
endémiques dans les pays en voie de développement, et la recherche de nouveaux traitements
représente donc un axe fondamental pour les organismes de santé mondiale. En effet, les
traitements utilisant des antibiotiques et anti-malariaux classiques sont confrontés a des
problémes de résistances.

Le projet de développement de ces diamidines fait I’objet de nombreux financements,
publics et privés comme ceux fournis par la « Bill and Melinda Gates Fundation », qui ont
ainsi autorisé la syntheése de différents composés, parmi lesquels les plus prometteurs sont
deux dérivés de pentamidine : le DB293 et le DB75, aussi appelé furamidine (Wilson et al.,
2005).

Ces drogues ont une forte activité antiparasitaire contre P. falciparum et P. carinii. En
effet, les génomes de ces parasites sont fortement enrichis en paires de bases dA+dT. La cible
de ces diamidines chez T. brucei est 1égérement différente puisque ce n’est pas a proprement

parler le génome qui est vis¢, mais plutdt les kinétoplastes (Shapiro and Englund, 1990). Ces
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structures, des cercles d’ADN concaténés, sont enrichies en paires de bases dAedT et
nécessitent I’activité de la topoisomérase II pour leur réplication et leur ségrégation (Bailly et
al., 1999). Les molécules d’ADN ainsi structurées sont essentielles car elles portent les génes

codant les protéines ribosomiques et les enzymes intervenants dans la chaine respiratoire.

Dans notre modele d’étude, les séquences SAT III de la drosophile représentent une
cible potentielle pour ces diamidines dont nous avons recherchés les effets de la fixation au
niveau des séquences SAT III. Cette étude a été possible de par la capacité des diamidines a
lier le petit sillon de ’ADN de ces séquences d’intéréts, mais aussi grace a leur propriété
d’autofluorescence lorsqu’ils sont liés a I’ADN. Les résultats de ces travaux ont également
permis de proposer un mécanisme d’action anti-parasitaire pour le DB75 (voir chapitre III de

cette méme section).

2. Objectif de [’étude

L’étude menée avec les diamidines avait pour but de démontrer tout d’abord la
spécificité de liaison de ces composé€s aux séquences SAT III de la drosophile, par des
expériences a la fois in vitro et in vivo. J’ai ensuite recherché quelles pouvaient étre les
protéines affectées par la fixation des diamidines a ces séquences. Les données
bibliographiques ainsi que les expériences déja réalisées nous ont amenés a envisager la
topoisomérase Il comme cible principale des diamidines. Des études in vifro tendant a
démontrer 1’implication de la topoisomérase II dans la suppression de la variégation ont alors

¢été réalisées en utilisant un des dérivés du DB75, le DB351.

3. Résultats

Publication parue dans « Current Medicinal Chemistry — Anti Cancer Agent » en 2005.
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Target Practice: Aiming at Satellite Repeats with DNA Minor Groove
Binders
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Abstract: Much progress has been made in recent years in developing small molecules that target the minor groove of
DNA. Striking advances have led to the design of synthetic molecules that recognize specific DNA sequences with
affinities comparable to those of eukaryotic transcription factors. This makes it feasible to modulate or inhibit
DNA/protein interactions in vivo, a major step towards the development of general strategies of anti-gene therapy.
Examples from anti-parasitic drugs also suggest that synthetic molecules can affect a variety of cellular functions crucial
to cell viability by more generally targeting vast portions of genomes based on their biased base composition. This
provides a rationale for developing approaches based on selective interactions with broad genomic targets such as satellite
repeats that are associated with structural or architectural components of chromatin essential for cellular proliferation.
Using examples drawn from the Drosophila melanogaster model system, we review here the use of synthetic polyamides
or diamidines that bind the DNA minor groove and can be used as highly selective agents capable of interfering with
specific protein/DNA interactions that occur in A+T-rich repeated sequences that constitute a significant portion of
eukaryotic genomes. The satellite localization of cellular proteins that bind the minor groove of DNA via domains such as
the AT hook motif is highly sensitive to these molecules. A major consequence of the competition between these proteins
and their synthetic mimics is an alteration of the nuclear localization and function of proteins such as topoisomerase I, a
major target of anti-cancer drugs.

Key Words: DNA minor groove, polyamides, diamidine antiparasitic drugs, AT hook motif, satellite DNA, heterochromatin,

silencing, topoisomerase II.

DRUG/DNA VS PROTEIN/DNA INTERACTIONS

Two meetings on the theme of “Drugs acting on nucleic
acids” were held in 1991 and 1994 as part of the Jacques
Monod Conferences organized by the CNRS (the French
National Center for Scientific Research). Drawing scientists
from a variety of backgrounds, these meetings highlighted
exciting new advances, but also a broad chasm that existed
between the development and characterization of molecules
capable of interacting with nucleic acids with variable
affinities or specificities and their possible biological
applications. As one conference speaker -a biologist- rather
dismissively put it during the last of these two meetings
(which have not been held again since), proteins -not drugs-
act on nucleic acids in vivo.

Ten years later, it is clear that the gap between chemistry
and biology has been greatly reduced, if not eliminated. The
development of highly specific small molecules that bind
DNA has led to the demonstration that they could interfere
with protein/DNA interactions in vitro and in vivo [1]. Some
of these molecules mimic naturally occurring DNA-binding
motifs and thus act as powerful competitors capable of selec-
tively disrupting the association of their target sequences
with the proteins that recognize them. We will focus here on
a review of the possible uses of two classes of small syn-
thetic molecules that act on nucleic acids: the mixed pyrrole/

*Address correspondence to this author at the LBME UMR 5099, 118, route
de Narbonne, 31062 Toulouse Cedex 4, France; Tel: +33 (0)5 61 33 59 59;
E-mail: kas@ibcg.biotoul.fr
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imidazole polyamides initially developed by P.B. Dervan
and collaborators (reviewed in [2-4]) and antiparasitic
diamidines developed by D. W. Boykin and W. D. Wilson
(see W. D. Wilson et al. in this issue). As the synthesis and
applications of some of these molecules and their derivatives
are extensively reviewed in this issue, we will address
instead novel strategies based on their use as general tools
directed against bulk regions of eukaryotic genomes which,
while non-coding, serve as major interaction sites for
structural/architectural components of chromatin important
for cell growth and proliferation.

Such a strategy has been used in the course of evolution
time and time again. One example relevant to our discussion
is that of distamycin [5, 6]. This crescent-shaped oligo-
peptide preferentially binds the minor groove of dAedT
sequences and is produced by Streptomyces distallicus,
whose own genome is highly G+C-rich [7, 8]. This toxic
antibiotic potentially interferes with a broad range of
protein/DNA interaction involving A+T-rich sequences [9,
10]. One can speculate that the general preference of
distamycin for dA«dT sequences has been selected as part of
a strategy for competing with other microorganisms whose
genome might be A+T-rich, while largely protecting G+C-
rich S. distallicus from self-destruction by its own potentially
lethal product.

A corollary of using such a strategy is illustrated by the
biological activity of diamidines and their derivatives (see
W. D. Wilson et al., this issue). These molecules are highly
active against several pathogenic parasites [11-15] whose

© 2005 Bentham Science Publishers Ltd.
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common characteristic is an extraordinarily A+T-rich
genome or portion thereof [16, 17]. As in the case of
distamycin, diamidines are also expected to interfere in a
potent way with the general metabolism of genomes whose
base composition is highly skewed in favor of interactions
with the drugs. In this case, the selective toxicity of these
synthetic minor groove binders is determined by the biased
DNA base composition of their targets, an observation that
can be used as a paradigm for targeting specific subsets of
genomes based not on DNA sequence per se, but on overall
base composition.

TARGETING A+T-RICH SEQUENCES:
EXPERIMENTS WITH DISTAMYCIN

One of the early uses of distamycin in biological investi-
gations was for the purpose of “statistical sequencing,” a
method developed by A. A. Travers and collaborators [18].
Statistical sequencing takes advantage of the fact that dista-
mycin binds consecutive dA«dT base pairs highly selectively
and protects these sequences from digestion by DNAse I.
This results in footprinted regions that are indicative of
highly A+T-rich sequences in a given DNA fragment.
Similarly, G+C-rich stretches can be detected as regions
protected from DNAse | digestion by chromomycin A3,
which selectively binds dG«dC base pairs. Thus, protection
from nuclease digestion in the presence of these drugs
readily identifies regions of biased base composition. As
DNAse | is itself a minor groove binder [19, 20], a corollary
of the statistical sequencing method is that a ligand such as
distamycin should be able to affect proteins that bind A+T-
rich sequences via minor groove interactions. This was
indeed shown to be the case for the interaction of sequences
such as satellite repeats or Scaffold-Associated Regions
(SAR or MAR sequences that are believed to form the base
of chromatin loops in eukaryotic cells, reviewed in [21])
with proteins such as histone H1 and topoisomerase II,
which preferentially bind these AT-rich sequences [22-24].
Later experiments demonstrated secondary effects of AT-
binding by distamycin, which was also shown to interfere
with the formation of complexes involving the major groove,
including homeodomain/DNA complexes, presumably as a
result of drug-induced changes in the conformation of DNA
[25, 26]. More generally, numerous studies identified
distamycin as a potent regulator of DNA/topoisomerase I
interactions at the level of both DNA binding and cleavage,
suggesting that the activity of this important enzyme, a major
target of anticancer drugs, could be regulated by minor
groove ligands [27-34].

EARLY

CELLULAR DISTAMYCIN “ANALOGUES:” IDENT-
FYING AT-SPECIFIC PROTEINS

Given the ability of distamycin to selectively perturb
protein/DNA interactions involving AT-rich sequences, an
intriguing possibility is that there might exist cellular anal-
ogues of distamycin capable of binding to AT-rich genomic
regions [31]. While initially highly speculative, this
hypothesis was first validated following the characterization
of the AT hook DNA-binding domain (reviewed in [35, 36]),
whose planar crescent structure resembles that of distamycin.
The AT hook motif was first discovered in the mammalian
HMGA proteins (formerly known as HMG-1/Y proteins)

Susbielle et al.

[37], which contain three copies of this domain and consti-
tute the archetype for the multi-AT hook (MATH) proteins
found in all living organisms but absent in viruses [38].
HMGA was indeed found to share with distamycin the abi-
lity to compete with histone H1 for binding to AT-rich DNA
such as SAR/MAR sequences [39]. HMGA proteins are
highly expressed in proliferating cells but not in differen-
tiated quiescent cells (see [36] for review). However, they
are re-expressed in tumor cells and their aberrant expression
has been correlated with various tumors. As such, they
constitute a potential target for anticancer therapy (reviewed
in [40, 41]).

HMGA proteins have been shown to possess a striking
range of biological functions, including the assembly of
enhancesomes required for the transcriptional activation of
certain genes or of specific complexes involved in trans-
criptional repression (see [35, 36] for review) and even in the
integration of the HIV-1 retrovirus [42, 43]. Aside from
these diverse activities, the predominant localization of
HMGA proteins in AT-rich alpha satellite repeats, at the
origin of their identification [44], has eluded a functional
characterization. A similar situation is encountered in
Drosophila melanogaster, where a structural homologue of
HMGA, the D1 protein [45, 46], is exclusively associated
with the major AT-rich satellites found in this organism, in
particular the alpha-like 1.688 g/cm® 359-bp satellite 11
(SAT I repeat and the simple (AATAT), satellite | (SAT I)
repeats (see Fig. (1)) [47, 48]. D1, which contains 10 AT
hook motifs [49], thus appears to be the Drosophila ortho-
logue of HMGA and the characterization of its biological
function(s) was recently made possible using a combination
of chemical, genetic, molecular and cell biology approaches
[48, 50], which will be discussed below.

IMPROVING ON DISTAMYCIN: SYNTHETIC POLY-
AMIDES THAT TARGET SATELLITE REPEATS

The specificity of distamycin for dA«dT sequences and
its general preference for AT-rich satellites is compromised
by its ability to bind dGedC-containing sequences non
specifically at higher concentrations [5]. This relative pro-
miscuity probably explains its lack of suitability as a thera-
peutic agent against viruses or cancer cells due to its high
toxicity. Building on the DNA recognition rules developed
by P.B. Dervan and collaborators (reviewed in this issue and
in [24]), U. K. Laemmli and collaborators reported on the
remarkable activities of synthetic oligopyrrole and mixed
pyrrole/imidazole polyamides designed to target satellite
repeats of Drosophila melanogaster [51, 52]. Their landmark
experiments yielded two key findings: such polyamides can
be ingested by developing organisms as complex as a fruit
fly; once ingested, they will induce loss- or gain-of-function
phenotypes consistent with their DNA-binding specificity
(see [53] for review). Most importantly, they demonstrate
that it is possible to alter overall patterns of gene expression
by targeting non-coding satellite repeats highly enriched in
pericentric heterochromatin, an intriguing alternative to
direct anti-gene therapies.

The P31 pyrrole/imidazole polyamide [51] was designed
to bind the (AAGAG), and (AAGAGAG), repeats of the
Drosophila satellite V' (SAT V, see Fig. (1)). In the appro-
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Fig. (1). Drosophila melanogaster heterochromatin and major satellite repeats. The schematized pericentric heterochromatin regions of
the Drosophila chromosomes show the localization of the major satellite repeats discussed in this review. SAT Ill, | and V sequences are
represented by black, dark gray and light gray boxes, respectively, rDNA repeats located on the X and Y chromosomes by hatched boxes.
White boxes indicate sequences distinct from satellite repeats. These maps are adapted from in situ hybridization data [47]. Note that the Y
chromosome is composed almost exclusively of heterochromatin and is shown here in its entirety.

priate genetic background, feeding P31 to flies resulted in
well-defined homeotic transformations that mimic the effects
of mutations of the gene encoding GAGA factor (GAF) [52].
The effect of P31 was proposed to be mediated by a
redistribution of GAF from its binding sites in euchromatin,
where this protein acts as a positive transcription activator, to
SAT V. The loss-of-function phenotypes induced by P31 are
thus consistent with a reduced availability of GAF for gene
expression due to the massive recruitment of GAF to SAT V
repeats spanning millions of base pairs. In this case, it was
proposed that drug-induced “opening” of SAT V hetero-
chromatin unmasks AAGAG sites recognized by GAF [51].

The P9 polyamide is an oligopyrrole structurally related
to distamycin that highly specifically targets the Drosophila
SAT | and SAT Il repeats (Fig. (1)) [51]. P9 was shown to
exert a profound effect on position-effect variegation (PEV)
[52]. PEV arises when a euchromatic gene is juxtaposed to
heterochromatin as a result of a chromosomal rearrangement
or gene insertion into a host genome. This phenomenon
denotes the heterochromatin-mediated silencing of the gene,
reflected by its stochastic inactivation and mosaic expression
which, once established, is stably propagated to daughter
cells (see [54, 55] for review). A classical example of PEV in
Drosophila is the white-mottled inversion, which places the
white gene, responsible for the red eye color of wild-type
flies, close to rDNA repeats in X-chromosome pericentric
heterochromatin (Figs. (1) and (3)), within approximately 3.5
Mbp of the SAT Il repeat array [56]. This localization leads
to a partial silencing of the gene, resulting in its variegated
“mottled” expression, a phenotype that was suppressed by
feeding P9 to developing white-mottled larvae [52]. P9-
induced suppression of PEV is reflected by the recovery of
normal or near-normal expression of the white-mottled allele,
a striking gain-of-function similar to that resulting from
mutations in genes encoding proteins implicated in silencing,
such as heterochromatin protein 1 (HP1) [55].

These remarkable results rest on the ability to design and
synthesize DNA-binding molecules of the appropriate
specificity and affinity (polyamides typically have apparent
dissociation constants in the nanomolar range or below,
comparable to those of eukaryotic transcription factors). The
selectivity of polyamides is enhanced by the unexpected
accessibility of the DNA minor groove in chromatin, even in
its most compact forms -heterochromatin and mitotic chro-
mosomes. This is illustrated in Fig. (2), which shows stain-
ing of interphase and prophase nuclei and mitotic chromo-
somes with Texas Red-labeled P31 (P31TR, red) and fluore-
scein-labeled P9 (P9F, green) (see also [57, 58]). In the case
of mitotic chromosomes, the staining pattern observed is
fully consistent with the localization of SAT I, SAT Il and
SAT V repeats derived from high-resolution in situ hybridi-
zation data [47]. Wide-field deconvolution microscopy
followed by 3-D reconstruction (lower photographs) also
reveals discrete SAT I, SAT Ill and SAT V territories, an
approach which might be useful to map the localization of
active or silenced genes relative to heterochromatin domains.
Thus, in addition to their ability to affect gene expression via
satellite-repeat binding, these molecules can also serve as
powerful cytological staining tools, as also illustrated by the
development of polyamides capable of selectively recogniz-
ing either insect or mammalian telomeric repeats [59].

MOLECULAR CONSEQUENCES OF POLYAMIDE
BINDING TO SATELLITE REPEATS

As in the case of the loss-of-function phenotypes induced
by P31 as a result of SAT V binding [51, 52], suppression of
PEV mediated by P9 was proposed to act through SAT III
“chromatin opening” and a subsequent reduction of silencing
effects on the relatively nearby white gene. Similar effects
had been previously observed following expression in
Drosophila of MATH20, an artificial protein containing 20
tandem repeats of the AT hook motif derived from the
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Fig. (2). Localization of SAT repeats in Drosophila nuclei and chromosomes. Panel A: dye-conjugated polyamides were used to localize
SAT repeats in nuclei and chromosomes from fixed larval brains. The overall structure of P9 is (Py)s-b-(Py)s-b-Dp, that of P31 is Im-b-Im-
Py-b-Im-b-Im-b-Dp, where Py denotes a pyrrole, Im an imidazole, b is b-alanine and Dp is dimethylaminopropylamide [51]. P31TR (2 nM),
a Texas Red-conjugated P31 derivative (red), detects SAT V (AAGAG), or (AAGAGAG), repeats located predominantly on chromosome 2
and, to a lesser degree, on chromosomes 4 and 3 and at the very tip of the X. P9F (5 nM), a fluorescein-conjugated P9 oligopyrrole (green),
detects the prominent SAT Ill-repeat array in the pericentric region of the X chromosome and (AATAT), SAT | repeats on chromosome 4, at
the tip of the X and on both sides of the centromeric regions of chromosome 3. Samples were counterstained with DAPI (gray). Comparison
of the staining pattern detected on chromosomes with the map shown in Fig. (1) demonstrates the remarkable specificity of these molecules,
which can recognize their targets even in highly compact chromatin. Panel B shows the DAPI (blue) and merged P31TR (red) and P9F
(green) signals in an early prophase nucleus examined by wide-field deconvolution microscopy and 3-D reconstruction. Discrete SAT I/111
and SAT V territories are clearly visible and define largely non-overlapping heterochromatin domains. Scale bars: 5 pm.
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HMGA protein [60, 61]. A plausible explanation for these
effects is that SAT Il chromatin opening by MATH20 and
P9 might be due to displacement of an endogenous protein
specifically bound to SAT Il repeats and which might be a
target for direct competition by either molecule [50].

The HMGA-like D1 protein of Drosophila is predomi-
nantly associated with SAT Il repeats in vivo [46, 48]. The
hypothesis that its interaction with SAT Il might be the
major target of both MATH20 and P9 is supported by
several observations. First, inactivation of the gene encoding
D1 also results in suppression of white-mottled PEV, the
first example of a DNA-binding protein possessing the
appropriate specificity that affects heterochromatin-mediated
silencing [48]. In addition, a similar effect is obtained
following over-expression of D1DE, a protein that lacks the
C-terminal acidic domain of wild-type D1 and acts as a
dominant negative mutant form of the full-length protein.
This suggests that the biological function of D1 rests on two
separable activities: a DNA-binding function provided by its
10 AT hook motifs and a secondary function implicating its
C-terminal domain, most likely required for protein/protein
interactions. Finally, it was shown that D1 and MATH20
indeed compete for identical binding sites on SAT Il repeats
and that suppression of white-mottled PEV by MATH20
correlates with the displacement of D1 from SAT Il
sequences [50]. More recently, results of experiments carried
out in our laboratory demonstrated that P9 similarly com-
petes with D1 for binding to SAT IIl, further suggesting that
the D1 protein is indeed the main target of P9 and that
competition for binding to similar sites in DNA constitutes
the main mechanism whereby this synthetic compound can
profoundly affect gene expression.

This work, details of which will be published elsewhere,
provides additional information on the mechanism of action
of the P9 oligopyrrole. The D1 protein is essential for
Drosophila development [50] and results summarized above
suggest that its function is mediated by DNA binding and
recruitment of other proteins important for heterochromatin
assembly. Using P9 to displace D1 selectively in an ex vivo
system of permeabilized Drosophila larval brains, we indeed
found that competition by P9 for binding to SAT Il repeats
results in the loss of other heterochromatin-associated pro-
teins, including HP1 and, more unexpectedly, topoisomerase
Il. While topoisomerase Il has long been known to be
associated with SAT Il repeats [30, 62, 63], the significance
of this localization has remained unclear. Our results suggest
that the enzyme functions as both a structural and functional
component of heterochromatin, classically defined as the
portion of the genome which fails to decondense after mitosis.
As topoisomerase Il is required for chromosome condensa-
tion [64] (see also [65] and references therein), it is possible
that its association with heterochromatin is required to
maintain pericentric regions in a highly compacted state. A
role for topoisomerase 1l in heterochromatin-mediated silenc-
ing is also supported by our observation that feeding white-
mottled larvae VM26, a topoisomerase Il poison, at sub-
lethal doses which do not interfere with development, results
in a strong suppression of PEV (to be published elsewhere).

These recent results are summarized in Fig. (3), which
illustrates our current model for heterochromatin assembly in
the pericentric region of the Drosophila X chromosome. We
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propose that D1 initiates heterochromatin assembly by
binding to SAT IlI repeats. The acidic C-terminal domain of
D1, which resembles that found in HMGA proteins and is
required for the biological activity of the Drosophila protein
[48], most likely serves to recruit other proteins that are key
players in determining the functional properties of hetero-
chromatin and include the silencing HP1 protein [54, 55] and
topoisomerase Il. Competition by MATH20, D1DE or P9
results in the displacement of D1 and the subsequent loss of
HP1 and topoisomerase Il from SAT Il repeats. Note that
the nearby rDNA repeats, which span approximately 3.5
Mbp, are not affected by this competition and normally
remain associated with HP1 and topoisomerase Il. Most
importantly, the 3’ end of the white-mottled allele of the
white gene is located about 20 kbp from the rDNA array
[56], but its expression (schematized in the Figure as an
OFF/ON state) correlates with the protein composition of
SAT Il repeats, but not with that of the rDNA array. It is
unclear at present how the loss of HP1 and topoisomerase Il
from SAT Il repeats can be transduced to the white gene
over 3.5 Mbp away. One possible explanation, consistent
with spatial models for heterochromatin assembly and
propagation [66-68], is that the compartmentalization of the
rDNA repeats in the nucleolus places the white-mottled allele
in close proximity to the SAT Il array, making it sensitive to
the effects of competitors such as P9 or MATH20.

DRAWING FROM THE EXAMPLE OF ANTIPARA-
SITIC DRUGS: THE BIGGER THE TARGET, THE
BETTER

Satellite repeats, because of their highly biased base
composition and the huge chromosomal distances they span,
can serve as enormous sinks for small molecules of the
appropriate specificity. While they are usually located in
highly condensed constitutive heterochromatin, they are
readily available for interaction with minor groove binders
such as polyamides [57, 58], with pronounced effects on
global patterns of gene expression [52]. As such, the concept
of targeting satellite repeats to develop new therapeutic
approaches to the treatment of human diseases is remarkably
similar to the strategies evolved by the microorganisms that
produce DNA-binding antibiotics that chiefly target base
composition rather than specific sequences.

More to the point, the development of diamidines used as
antiparasitic drugs rests on a similar overall strategy of
targeting genomes that exhibit a highly skewed base compo-
sition. The genomes of Pneumocystis carinii or Plasmodium
falciparum are extraordinarily AT-rich (approximately 70%
and 80% A+T content, respectively) [69], while the kineto-
plast circles of trypanosomes and Leishmania are also highly
AT-rich [70]. In this type of biological warfare using small
molecules that preferentially -but not exclusively- interact
with the minor groove of AT-rich sequences, the potential
size of the target is clearly an important consideration. As
such, diamidines might similarly exert biological effects on
those portions of the genomes of higher eukaryotes that are
highly AT-rich, of which satellite repeats constitute one
extreme example. Alternatively, they might also serve as
useful cytological tools because of their fluorescence pro-
perties when bound to DNA (W. D. Wilson et al., this issue,
and see below).
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Fig. (3). A model for the initiation of heterochromatin assembly by the D1 AT-hook protein. Results from our laboratory and from
previous work support a model of heterochromatin assembly promoted by specific binding of the D1 protein to SAT IlI repeats in the
pericentric region of the Drosophila X chromosome. This is followed by recruitment, via the C-terminal domain of D1, of heterochromatin
proteins such as HP1 and topoisomerase I, resulting in the assembly of a silenced structure, reflected by the variegated expression of the
white-mottled allele (W™"), represented as the OFF state. The 3’ end of the gene is approximately 20 kbp 5’ of the 3.5-Mbp rDNA array in
the white-mottled X-chromosome inversion [56]. Direct competition for binding to SAT IlI by the artificial MATH20 protein [50, 61], by the
D1DE dominant negative mutant of D1 lacking its C-terminal domain [48], or by the synthetic P9 AT-hook mimic [52] results in complete
D1 displacement from SAT Il and loss of HP1 and topoisomerase Il from the 11-Mbp satellite array. This protein redistribution is somehow
transduced to the white-mottled allele whose expression is returned to near wild-type levels, represented by the ON state. An intriguing
possibility is that rDNA repeats located between w™" and the SAT 111 array might be subjected to a mode of transcriptional regulation related
to that seen for the variegating white gene.

For these reasons, we recently started experimenting with
diamidines developed by D. W. Boykin and W. D. Wilson
(reviewed in this issue) in the Drosophila system. Initial
experiments focused on furamidine (DB75) and its derivative
DB293 (see Fig. (1) of Wilson et al.,). As shown in Fig. (4),
these molecules readily interact with Drosophila chromatin
and give rise to staining patterns that correlate with their
known DNA-binding properties. DB75 (blue) preferentially
stains AT-rich regions, giving rise to bright spots that can be

mapped largely to SAT | and SAT IIl repeats on mitotic
chromosomes, which can be distinguished from SAT V
repeats revealed by staining with the P31TR polyamide
(red). Note that relatively A+T-poor chromosome arms are
only weakly stained (if at all) by DB75. In contrast, DB293
(blue), which can bind more GC-rich sequences to some
degree as a stacked dimer [71-73], stains chromosome arms
somewhat more strongly, but still displays a strong pre-
ference for AT-rich satellite repeats. This is particularly
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Fig. (4). Binding of diamidines to Drosophila nuclei and chromosomes. Fixed larval brains were stained with 2.5 uM DB75 or DB293
(blue) as shown in the photographs and counterstained with P31TR (red). A P31TR/DAPI stain is shown for comparison. Enlarged mitotic
chromosomes shown in the inserts demonstrate that these diamidines preferentially recognize AT-rich satellite repeats, albeit at
concentrations much higher than those used for detection by P9F (Fig. (2)). The SAT Il repeats on the X chromosome and SAT V repeats on
chromosome 2 and at the tip of the X are indicated. Note the strong staining of SAT Il by the diamidines. Arrowheads indicate two of the
several alternating blocks of SAT | and SAT V on the Y chromosome stained by DB293 and P31TR, respectively. Scale bars: 5 um.
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obvious in the enlarged chromosomes Y, X and 2 shown: the
Y chromosome consists largely of alternating blocks of SAT
I and SAT V (see Fig. (1)) and consequently shows an
alternating red and blue staining pattern. Similarly, SAT Il
repeats are prominently stained on the X chromosome.
Again, chromosome 2 is only weakly stained by DB293 and
only shows its distinctive SAT V banded pattern revealed by
P31TR staining.

As DB75 and DB293 preferrentially stain SAT 11 repeats
in Drosophila cells, we investigated these interactions in
more detail. A major target of DB75 is trypanosome kineto-
plast DNA (see W. D. Wilson et al., this issue and [74]).
These sequences exhibit strong intrinsic DNA curvature due
to the presence of a “bending locus” of phased homopoly-
meric dAedT tracts [75, 76], a characteristic shared by SAT
Il sequences. Fig. (5) shows a gel migration assay of a
purified SAT Il monomer compared to unrelated DNA
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fragments of differing sizes and base composition. Note in
particular the small difference in size between the SAT IlI
and F2 fragments (359 and 326 bp, respectively). F2 (60%
A+T, mostly in the form of alternating dA-dT base pairs) is
not curved and migrates normally while the SAT Ill frag-
ment (which contains large phased homopolymeric dA«dT
tracts) is strongly retarded, with an apparent mobility of
about 620 bp. Incubation with increasing concentrations of
distamycin increases the mobility of the SAT Il fragment
but has no effect on the migration of F1 (150 bp, 45% A+T),
while the migration of F2 becomes slightly retarded as a
result of distamycin binding.

We performed a similar experiment with DB75 and
DB293, comparing the migration of the SAT Il monomer to
that of linearized pUC18 vector DNA (2.7 kb). Similar to the
effect of distamycin, binding of either drug to SAT I
increased its mobility, although DB293 had a stronger effect.

UM Distamycin LM DB75 uM DB293
| | | | | |
0 1 25 § 10 25 0 25 5 10 25 50 0 25 5 10 25 50
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Fig. (5). Distamycin and diamidines induce conformational changes in SAT 111 DNA. Panel A: radiolabeled 359-bp SAT I1l monomer (>
65% A+T with large numbers of homopolymeric dA«dT tracts), F1 DNA (a 150-bp 45% A+T fragment) and F2 DNA (a 326-bp 60% A+T
fragment containing mostly alternating dA«dT base pairs) were incubated with increasing concentrations of distamycin in the presence of a
250-fold excess of salmon sperm competitor DNA and electrophoresed on a 6% polyacrylamide gel at 4 °C. Similar to kinetoplast DNA,
SAT IIl DNA is intrinsically curved and migrates abnormally slowly, a behavior reversed in dose-dependent fashion by distamycin. The F1
and F2 fragments are not affected or retarded by drug binding, respectively. Panel B shows a similar experiment performed with DB75 and
DB293, using pUC18 plasmid vector DNA as a control. Both diamidines initially increase the mobility of the SAT Il fragment, which is
preferentially bound by DB75. A more pronounced effect is seen in the presence of DB293, which also binds the vector fragment but retards
its migration in dose-dependent fashion. High drug concentrations result in the retardation of both SAT Il and vector fragments, or their
retention in the well (origin). Drug-induced conformational changes and reduction of DNA curvature might also play a role in the interaction
between diamidines and kinetoplast DNA, the presumed targets of the drugs in trypanosomes and Leishmania.
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In addition, as expected from its DNA-binding character-
istics [71, 73], DB293 bound the pUC18 fragment, as
inferred from its increasing retardation, an effect opposite to
that on SAT Ill, except at high drug concentrations where
both fragments became retarded or remained in the well.
These results suggest that intrinsically curved SAT IlI and
kinetoplast DNA sequences may be similarly subjected to
conformational changes induced by diamidines, as has been
shown to be the case for distamycin [77]. Results to be
published elsewhere show that the P9 oligopyrrole exhibits
similar effects on SAT 111 DNA.

IDENTIFYING PROTEIN TARGETS AFFECTED BY
DIAMIDINE BINDING

Binding of DB75 to SAT Ill heterochromatin (Fig. (4))
suggests that, like P9, it may possibly interfere with protein/
DNA interactions in the pericentric region of the Drosophila
X chromosome. We recently tested this hypothesis by
immunolocalizing topoisomerase Il in nuclei of perme-
abilized larval brains that had been incubated with DB75.
We chose to focus on this protein as it is crucial for the
maintenance of kinetoplast DNA in trypanosomes [78] and
might be affected by binding of DB75. Panel A of Fig. (6)
shows the topoisomerase Il pattern (red) in untreated
Drosophila tissues counterstained with DAPI (blue). Most of
the topoisomerase Il signal is nucleoplasmic and is excluded
from a prominent DAPI-bright spot that corresponds to
chromosome 4 enriched in SAT | and SAT V repeats (see
Fig. (1)). Panel B shows an identical sample counterstained
with DB75 instead of DAPI after immunolocalization,
yielding a similar pattern and exclusion of the protein signal
from a DB75-bright spot. We found that incubation of the
tissues with DB75 before fixation had a dramatic effect on
the nuclear localization of topoisomerase Il. Treatment with
2.5 uM DBY75 for 90 minutes resulted in a complete reversal
of the protein staining pattern (panel C). In this case,
topoisomerase 1l was found to redistribute to DB75-bright
foci and was almost completely excluded from the nucleo-
plasm. Treatment with higher concentrations of the drug (10
UM, panel D) resulted in the apparent expulsion of topoiso-
merase Il from both the nucleoplasm and DB75-bight foci
and its retention as a bright ring at the nuclear periphery.

While the molecular mechanisms that underlie these
striking effects need to be explored further, it is clear from
these experiments that furamidine binding to AT-rich regions
of the Drosophila genome can directly influence the locali-
zation of topoisomerase Il in nuclei. Such a massive redistri-
bution is expected to have profound biological effects. It is
intriguing to speculate that the consequences of diamidine
binding to kinetoplast DNA or, in bulk, to AT-rich genomes
of organisms such as P. carinii or P. falciparum, might simi-
larly affect, via mass-action phenomena, the cellular distri-
bution of topoisomerase Il and might explain the antipara-
sitic activity of drugs such as DB75. One possibility is that
the effects of diamidines might be readily tested by assaying
the response of white-mottled flies to these drugs. Because
diamidine binding to AT-rich satellites promotes a massive
recruitment of topoisomerase 11 to these sites (Fig. (6)), such
a relocalization could affect expression of the variegating
white gene. If it were possible to document such effects,
Drosophila PEV might then constitute a useful and simple
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Fig. (6). Redistribution of topoisomerase Il by DB75. Perme-
abilized Drosophila larval brains were incubated in the absence or
presence of DB75, fixed and processed for topoisomerase Il
immunolocalization. Panel A shows control nuclei immunostained
for topoisomerase Il (red) and counterstained with DAPI (blue).
Note the exclusion of the protein from DAPI-bright foci. Panel B
shows similar control nuclei counterstained with DB75 (2 pM)
instead of DAPI, yielding a pattern similar to that seen in panel A.
Incubation with increasing concentrations of DB75 before fixation
results in a massive redistribution of topoisomerase Il. Treatment
with 2.5 uM DB75 (panel C) completely reverses the localization
of the protein from the nucleoplasm to the DB75-bright foci,
detected here by the autofluorescence of the drug used in the
incubation. Such a redistribution of the enzyme to drug-bound
sequences may underlie the basic mechanism of the antiparasitic
activity of DB75. Treatment with 10 UM DB75 results in a dramatic
expulsion of topoisomerase Il from the nucleoplasm to the nuclear
periphery (panel D. Scale bars: 5 um.
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model system to assay the biological effects (and toxicity to
the whole developing organism) of therapeutically important
molecules that selectively target AT-rich sequences.

To test the feasibility of using such a system, we fed
developing white-mottled larvae yeast paste containing 1mM
DB351, a diamidine closely related to DB75. This choice
was determined by the seemingly poor uptake of DB75 by
larvae and a lack of observable effects in initial feeding
experiments. Fig. (7) shows representative photographs of a
collection of 30 control hatched white-mottled adult flies (top
row) and of 30 flies recovered from DB351-fed white-
mottled larvae (bottom row). Mutant white” and wild-type
flies are shown at the far left for comparison. white-mottled

# flies (DMSO) 20
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PEV results in a range of eye-color phenotypes in individual
flies, from a pale orange color with a few red spots to darker
but mottled colors, of which three representative examples
are shown. While this heterogeneity reappears in each
succeeding generation, most white-mottled flies usually have
the lighter eye-color phenotype (20 out of 30 flies in the
example shown). In contrast, adult flies hatched from
DB351-fed larvae had markedly redder eyes, the vast
majority (24/30) with an eye color virtually indistinguishable
from that of wild-type flies. Obviously, we cannot determine
the actual intracellular drug concentrations that produce such
effects but, as in the case of polyamides, it is remarkable that
such crude drug feeding experiments yield measurable

eye color

# flies (1 mM DB351) 2

4 24
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Fig. (7). Suppression of heterochromatin-mediated silencing by a diamidine. white-mottled larvae were fed yeast paste containing 1 mM
DB351, closely related to DB75, and 1% DMSO. From the results presented in Fig. (6), drug feeding may affect topoisomerase Il
localization and, more generally, heterochromatin structure, during development. 30 adults that hatched from drug-fed larvae were scored for
eye color and compared to 30 white-mottled adults that had been fed yeast paste supplemented with 1% DMSO alone. Photographs are
shown for control and drug-fed larvae and illustrate the variegating phenotypes which can range from lightly colored to a darker eye color.
The distribution of flies in each broad phenotypic category is indicated. DB351 induces a strong suppression of white-mottled PEV (80% of
recovered adults with near-wild type eye color). Wild-type flies (WT) or flies mutated for the white gene (white”) are shown for comparison

in the left-most photographs.
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effects at all, and not just dead larvae (drug-induced lethality
was less than 10% at 1 mM DB351).

Thus, using a system as complex as that of a developing
fly, it is possible to use the DB351 diamidine at concentra-
tions that do not give rise to significant toxicity and lethality
and observe a striking gain-of-function effect correlated with
the relocalization of topoisomerase Il to AT-rich sequences
induced by DB75, a closely related molecule. These results
further support a functional role for topoisomerase Il in
heterochromatin assembly and in heterochromatin-mediated
silencing. They also suggest a possible mechanism for the
anti-parasitic activity of diamidines, providing an intriguing
link between AT-binding to curved DNA and topoisomerase
Il localization. Diamidine binding to trypanosome or Leish-
mania Kinetoplast DNA results in the drug-induced destruc-
tion of the kinetoplast circles. The ensuing loss of mitochon-
drial function, RNA editing and rRNA expression encoded
by the kinetoplast maxi- and mini-circles leads to cell death.
It has been suggested (W. D. Wilson et al., this issue) that
topoisomerase Il-catalyzed reactions on kinetoplast DNA
may be involved in the mechanism of action of these drugs.
The massive relocalization of topoisomerase Il to AT-rich
diamidine-bound regions observed in the Drosophila system
(Fig. (6)) lends support to such a hypothesis. It seems
reasonable to suppose that diamidine-induced topoisomerase
Il redistribution might be accompanied by a significant
increase in enzymatic activity at or near drug-bound sites, a
hypothesis we are currently testing.

WHAT CAN WE LEARN FROM FLIES

While the biology of fruit flies is not a common topic for
review in this journal, we believe that the Drosophila system
described here can be successfully used to characterize some
of the biological effects of small molecules that act on
nucleic acids. In addition to polyamides and diamidines
discussed here, these molecules also include the triplex-
forming oligonucleotides (TFOs) whose use was pioneered
by Claude Héleéne and Heinz Moser ([79-82] and references
therein). As a case in point, the poly-purine AAGAG/
AAGAGAG repeat units of the Drosophila satellite V (Fig.
(1)) are potentially a prime target for TFOs, a possibility
currently under study in collaboration with C. Hélene’s
former laboratory. Most importantly, as already discussed,
albeit tentatively, during the Jacques Monod conferences of
1991 and 1994, the conjugation of such sequence-specific
molecules with DNA-damaging/DNA-cleaving agents [79]
or topoisomerase poisons opens the way for anti-gene
therapeutic approaches and much progress has been made in
this area in recent years [83, 84]. A related example is that of
the attachment of an Fe(IDEDTA cleaving moiety to
oligopyrrole dimers, yielding molecules that are active and
highly specific for DNA affinity cleavage [51].

Results reviewed above, some of which are not yet pub-
lished, illustrate how synthetic polyamides and diamidines
can be used as biological tools to probe the structure and
function of non-coding sequences such as satellite repeats.
Classical genetic or biological approaches do not lend
themselves to a detailed analysis of the role of these highly
repeated sequences. The “chemical” approaches discussed
here demonstrate that these small molecules not only can
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serve as highly specific inhibitors of DNA/protein interac-
tions in vivo but can also potently affect the localization of a
nuclear protein such as topoisomerase Il. The resulting
biological effects (Fig. (7)) demonstrate the feasibility of
using Drosophila satellite repeat-mediated phenomena as
simple model systems to assay drug activity and toxicity. In
addition, fluorescent polyamides used for the direct detection
of their target satellite sequences are powerful cytological
tools. Similarly, the fluorescence properties of diamidines
potentially allow for the simultaneous assay of drug binding
and biological effects. Taken together, these approaches can
be successfully used to alter the protein composition and,
presumably, the structure and function of heterochromatin in
a highly selective way, with marked effects on transcrip-
tional silencing pathways.
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4. Conclusions et discussions

Les résultats de cette étude nous ont permis de démontrer que tout comme la
distamycine, les diamidines provoquent in vitro un changement conformationnel des
séquences d’ADN auxquelles elles se lient. La mobilité électrophorétique de ces séquences est
affectée par la liaison de ces composés. Les séquences SAT III de la drosophile présentent
une courbure naturelle du fait de 1’enrichissement en paires de bases dA+dT. La fixation de
molécules telles que la distamycine ou les diamidines géneére un changement de cette
conformation. Ces molécules s’inserent dans le petit sillon de ’ADN et entrainent une
correction de la structure se traduisant alors par une mobilité électrophorétique accélérée. En
effet, la fixation de ces molécules a faible poids moléculaire n’entraine pas un retard de la
migration mais une accélération.

Le comportement de deux molécules, les DB75 et DB293, a été test¢ face a des
séquences témoins, le plasmide pUC18, et une séquence correspondant a une répétition de la
séquence SAT III. La différence de comportement entre les deux diamidines refléte la
spécificité de reconnaissance de ces deux composés. In vitro, le DB293 semble montrer une
plus grande affinité que le DB75 pour les séquences SAT III. Ces résultats sont a modérer car
le DB293 semble avoir une affinité pour I’ ADN supérieure au DB75, et ce quelque soit la
séquence nucléotidique. Pour autant, les deux diamidines sont capables de se lier a ces
séquences et de changer leur courbure. Ce changement topologique augmente la vitesse de
migration des complexes ADN-diamidines, la taille de ces composés étant trop faible pour

entrainer un retard a de faibles concentrations.

Les études menées in vivo on montré qu’au contraire le DB75 avait une trés grande
affinité pour les séquences riches en paires de bases dA+dT, le DB293 présentant quant a elle
une affinité de moindre mesure dans ces conditions.

Cette observation nous a donc tout naturellement amené a rechercher les composants
structurels et fonctionnels de I’hétérochromatine affectés par une telle interaction. Une
hypothese a été envisagée puis testée. La cible majeure des diamidines étant a la fois des
séquences riches en paires de bases dA+dT mais aussi les kinétoplastes, une des protéines

affectée pouvait étre la topoisomérase I1.
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J’ai donc réalis¢ des expériences d’immunolocalisation de la topoisomérase II en
présence ou absence de diamidines. En accord avec notre hypothése, la localisation de la
topoisomérase Il est affectée par les traitements : la protéine est relocalisée massivement sur
les séquences SAT I et SAT III, mais aussi sur les chromosomes 4 normalement dépourvus de
marquage pour la topoisomérase II. Cette relocalisation pourrait correspondre a un
démasquage de sites de fixation pour cette protéine suite a la fixation des diamidines et
ouverture de la chromatine. Ces observations recoupent les résultats obtenus avec le prototype
des diamidines, la pentamidine actuellement utilisés contre la maladie du sommeil et qui agit
en dérégulant 1’activité de la topoisomérase II (Shapiro and Englund, 1990).

Ces mémes expériences nous aussi montré que la localisation de la topoisomérase II
¢tait affectée en interphase. Le marquage nucléoplasmique est beaucoup moins intense et la
topoisomérase Il est relocalisée massivement sur le point brillant de DAPI qui correspond
principalement aux séquences SAT III. Ceci conforte donc I’hypotheése d’ouverture de la

chromatine par les diamidines.

Des traitements in vivo sur des mouches ont ensuite été réalisés et ont démontré le role
a la fois structural et fonctionnel de la topoisomérase II au sein des séquences SAT III. La
relocalisation massive de la topoisomérase II au niveau de ces séquences suite a des
expériences d’ingestion de DB351 par des larves de la lignée white-mottled 4h résulte en un
phénotype de suppression de la variégation d’effet de position du gene white. Cette
observation pourrait traduire une séquestration massive de la topoisomérase II sur les
séquences SAT III ce qui limiterait sa disponibilit¢ envers d’autres séquences. Cette
diminution de « dose de protéine disponible » est a relier avec les expériences de suppression
de la variégation classiques, dans lesquelles, une copie de géne est enlevée ou inactivée,

diminuant ainsi le stock de protéine disponible dans une cellule.

Ces résultats illustrent le fait que des composés synthétiques tels que les diamidines
peuvent étre utilisés en tant qu’outils biologiques permettant 1’étude de la structure et de la
fonction de séquences non codantes telles que les séquences satellites. Une approche
chimique de cette étude montre que ces composés sont non seulement spécifiques pour la
liaison a une séquence mais aussi qu’ils peuvent affecter la localisation de composants
protéiques tels que la topoisomérase II. Ils permettant également d’envisager un mécanisme
plausible de leur activité anti-parasitaire, proposé dans (Susbielle et al., 2005), et récemment

validé (voir chapitre III de cette méme section).
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Une combinaison de ces approches pourrait permettre de caractériser le role et la
fonction de I’hétérochromatine. De méme, 1’utilisation de ces molécules s’avére relativement
prometteuse en terme de traitements anti-cancéreux. La topoisomérase II est a I’heure actuelle
une cible majeure de ces thérapies et la combinaison de poisons directs de la topoisomérase 11
et des ces composés ligands du petit sillon de séquences non codantes, en tant qu’adjuvants ou

inhibiteurs, pourrait ouvrir une nouvel axe de recherche.
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II. Du role de proteines D1, HP1 et topoisomérase Il dans la structure

héterochromatinienne : « Displacement of DI, HPI and

topoisomerase Il from satellite heterochromatin by a specific

polyamide »

1. Introduction

En parallele a I’étude précédente, j’ai réalisé des expériences utilisant 1’oligopyrrole
P9. Ces expériences avaient pour but de déterminer le role de la protéine D1 dans I’initiation
de I’assemblage de la structure hétérochromatinienne au niveau des séquences SAT III de la

drosophile.

a. Les polyamides P9 et P31

Le polyamide P9 a tout d’abord été synthétisé¢ afin d’¢tudier la condensation des
chromosomes. Il reconnait spécifiquement et avec une tres forte affinité les séquences SAT I
et SAT III de la drosophile, riches en paires de bases dAsdT (Janssen et al., 2000b). Le
polyamide P31, quant a lui, interagit spécifiquement avec les séquences SAT V, riches en
paires de bases dA+dG (Janssen et al., 2000b).

L’¢étude de la structure de 1’hétérochromatine grace a 1’utilisation de petites molécules
chimiques présentes un intérét certain, comme nous 1’avons déja démontré dans les travaux
précédents. De plus, ils permettent de pallier au manque d’outils classiques dirigés contre ces
séquences satellites, tels que la génétique, puisque ces derniers ne peuvent pas s’appliquer aux

séquences fortement répétées et intrinsequement hétérogénes et variables.
Les premicres études avec les polyamides P9 et P31 ont permis de démontrer leur
efficacité de fixation mais aussi leur grande spécificité de reconnaissance (Janssen et al.,

2000b).

Le polyamide P31 est capable d’induire des transformations homéotiques bien

caractérisées dans un fond génétique de type brown-dominant. Ces transformations miment la
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mutation du gene codant pour le facteur GAGA (GAF) (Janssen et al., 2000a). L’effet du
polyamide P31 correspond a une ouverture de la chromatine, permettant le démasquage de
sites de liaison pour la protéine GAF au niveau des séquences SAT V. Ces sites, dans le
contexte hétérochromatinien classique, ne sont pas accessibles a la protéine et leur
reconnaissance par la protéine GAF va entrainer une diminution de la quantité de protéine

disponible pour son activité normale.

L’ingestion de P9 par des larves entraine par contre un phénotype de gain de fonction.
Les larves de la lignée white-mottled nourries avec ce polyamide présente une forte
suppression de la variégation d’effet de position, traduisant un mécanisme de rétraction ou d’
«ouverture » de la structure hétérochromatinienne (Janssen et al., 2000a). Ce phénomene

permet au géne white de s’exprimer de manieére quasiment normale.

b. La protéine chromosomale non-histone D1

La protéine D1 de drosophile est essentielle et exprimée de maniére ubiquitaire au
cours du développement (Aulner et al., 2002). Elle posséde dix motifs AT Hook ce qui la
classe dans la famille des protéines MATH. Ces protéines, dont 1’archétype est la protéine
humaine HMG-A, sont capables d’interagir avec le petit sillon de I’ADN riche en paires de
bases dA«dT. Il a ét¢ démontré que la protéine D1 se liait au petit sillon de I’ADN des
séquences SAT I et SAT III de la drosophile (Levinger and Varshavsky, 1982) (Reeves and
Nissen, 1990).

Les premicres études menées dans le laboratoire ont été faites grace a la protéine
artificielle MATH 20 qui posséde vingt motifs AT Hook (Monod et al., 2002). Nos résultats
ont démontré que la protéine MATH 20 se liait elle aussi aux séquences satellites riches en
paires de bases dAedT de la drosophile, tout comme la protéine DI1. Pour autant, la
surexpression de ces deux protéines, D1 et MATH 20, n’a pas le méme effet sur la variégation
d’effet de position du géne white. La surexpression de la protéine DI entraine une
augmentation de la variégation (Aulner et al., 2002) alors qu’une surexpression de la protéine
MATH 20 supprime ce phénotype (Girard et al., 1998). Ces effets contradictoires sont a
rapprocher d’un autre résultat démontrant qu'une forme dominante négative de la protéine D1

supprime la variégation d’effet de position. Cette protéine, appelée DIAE, correspond a la
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protéine D1 pleine taille délétée de son domaine C-terminal acide. Ces différents résultats
suggerent que le domaine acide C-terminal de la protéine D1 est impliqué dans les
interactions avec d’autres protéines, elles-mémes requises pour I’assemblage d’une structure

de type hétérochromatinienne.

2. Objectifs de [’étude

Il a été proposé que la suppression de la variégation d’effet de position par le
polyamide P9 passe par une perturbation de la structure de I’hétérochromatine présente au
niveau des séquences SAT III, tant au niveau des protéines qui s’y fixent que de sa structure
intrinséque. J’ai donc réalisé des expériences a la fois in vivo et in vitro permettant
d’appréhender la composition biochimique des SAT III, avant et apres traitement par le

polyamide P9.

A la vue des résultats précédents obtenus dans 1’équipe, j’ai testé I’hypothése selon
laquelle la protéine D1 interviendrait dans le recrutement des protéines impliquées dans la
formation de la structure hétérochromatienne, telles que la protéine HP1. De nombreuses
¢tudes tendent a démontrer que la protéine HP1 reconnait la structure hétérochromatinienne
non pas en se liant a la composante ADN mais plutét a la lysine 9 de I’histone H3
préalablement méthylée. Cette reconnaissance est a la base du mécanisme d’expansion de la
structure hétérochromatinienne.

Pour autant, un mécanisme de reconnaissance de I’ADN par la protéine HP1 n’est pas
exclu. La protéine HP1 a donc besoin d’étre guidée vers les séquences a hétérochromatiniser
et cette étape d’initiation de 1’assemblage pourrait impliquer la protéine D1. Cette hypothése a
donc été testée au cours de mes travaux, grace a l’utilisation du polyamide P9 en tant que
compétiteur de la protéine D1 pour la liaison aux séquences satellites. Dans un premier temps,
des expériences in vitro ont été menées afin de caractériser les sites de liaison de ces deux
composants au niveau des séquences SAT III de la drosophile. Dans un deuxiéme temps, des
expériences d’immunolocalisation ont permis de démontrer les effets du polyamide P9 sur la
localisation des protéines D1 et HP1. De méme, le polyamide P31 a été utilisé¢ afin de valider
notre méthode de déplacement sélectif par compétition entre des polyamides et des protéines

endogenes pour la reconnaissance et la fixation de séquences cibles.
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La protéine D1 pourrait aussi intervenir dans le recrutement de composants structuraux
de I’hétérochromatine péricentromérique de la drosophile, tels que la topoisomérase II.
L’accumulation de la topoisomérase II sur ces séquences a ¢été documentée (Kés and
Laemmli, 1992; Swedlow et al., 1993), mais le role fonctionnel de cette interaction reste
encore a définir. Des résultats obtenus au sein de 1’équipe suggerent que la topoisomérase 11
pourrait intervenir dans la formation de la structure hétérochromatinienne. J’ai testé cette
hypothése grace a des expériences de traitement par 1’oligopyrrole P9 suivies

d’immunolocalisations.

3. Résultats

Publication parue dans « The EMBO journal » en 2006.
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The functions of DNA satellites of centric heterochromatin
are difficult to assess with classical molecular biology
tools. Using a chemical approach, we demonstrate that
synthetic polyamides that specifically target AT-rich satel-
lite repeats of Drosophila melanogaster can be used to
study the function of these sequences. The P9 polyamide,
which binds the X-chromosome 1.688 g/cm® satellite III
(SAT III), displaces the D1 protein. This displacement in
turn results in a selective loss of HP1 and topoisomerase II
from SAT III, while these proteins remain bound to the
adjacent rDNA repeats and to other regions not targeted by
P9. Conversely, targeting of (AAGAG),, satellite V repeats
by the P31 polyamide results in the displacement of HP1
from these sequences, indicating that HP1 interactions
with chromatin are sensitive to DNA-binding ligands.
P9 fed to larvae suppresses the position-effect variegation
phenotype of white-mottled adult flies. We propose that
this effect is due to displacement of the heterochromatin
proteins D1, HP1 and topoisomerase II from SAT III, hence
resulting in stochastic chromatin opening and desilencing
of the nearby white gene.
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Introduction

Polyamides are short polymers composed of aromatic pyrrole
and imidazole amino acids that recognize specific DNA
sequences with remarkable affinities (Dervan and Edelson,
2003). The use of polyamides provides an alternative ap-
proach to the study of DNA satellites (Janssen et al, 2000b),
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which, unlike regulatory sequences of genes, are difficult to
study with classical molecular biology approaches.

It was previously demonstrated that satellite-specific poly-
amides fed to developing Drosophila melanogaster can induce
either gain or loss-of-function phenotypes in adult flies. One
of these polyamides, P31, binds with great specificity the
(AAGAG), repeats of the Drosophila satellite V (SAT V)
(Janssen et al, 2000b). P31 was found to induce well-defined
homeotic transformations in a brown-dominant genetic back-
ground that are akin to mutations of the gene encoding GAGA
factor (GAF) (Janssen et al, 2000a). The effect of P31 was
proposed to be mediated by a redistribution of GAF from
its euchromatin-binding sites, where this protein acts as a
positive transcription activator to SAT V. The homeotic phe-
notype is then explained by a reduced availability of GAF for
gene expression. In contrast, a gain-of-function phenotype
was induced by the P9 polyamide. P9 specifically targets the
AT-rich satellites SAT 1 (AATAT),, and, presumably, SAT III
(density 1.688 g/cm?®), which is composed of 359-base pairs
(bp) repeats. It was observed that feeding P9 to white-mottled
(w™) larvae suppressed the position-effect variegation
(PEV) phenotype in adult flies. The w™ fly strain contains
a chromosomal inversion that places the white gene near
the centric heterochromatin of the X chromosome, which
harbors the rDNA repeats and the enormous 11-Mbp SAT III
array (Lohe et al, 1993). PEV is thought to arise through
heterochromatin-mediated silencing of the juxtaposed
white gene (for a review, see Huisinga et al, 2006). It was
proposed that suppression of PEV by P9 (increased expres-
sion of the white gene) acts through chromatin opening
of SAT III and a subsequent reduction of silencing effects
on the nearby white gene. This paper aims to dissect
the biological effect of P9 by examining the biochemical
composition of SAT III using a combination of in vivo and
in vitro experiments.

D1 is an essential protein ubiquitously expressed through-
out Drosophila development (Aulner et al, 2002) containing
10 copies of the AT hook motif, a DNA-binding domain that
interacts with the minor groove of AT-rich DNA (Reeves and
Nissen, 1990). D1 is associated with SAT I and SAT III repeats.
Related to D1 is the artificial MATH20 protein that contains 20
AT hook motifs and, as D1, is expected to bind SAT I and SAT
III. Overexpression of D1 enhances w™ PEV (Aulner et al,
2002), while overexpression of MATH20 suppresses it (Girard
et al, 1998). To explain these opposing effects, it was sug-
gested that D1 increases, while MATH20 reduces, silencing
effects mediated by SAT III (Monod et al, 2002). In contrast,
overexpression of a D1 transgene carrying a deletion of its
C-terminal domain (D1AE) suppresses w™ PEV, an effect
similar to that of MATH20. Because D1AE behaves as a
dominant negative mutation of D1, we proposed that the
C-terminal domain of D1 might serve to recruit proteins
required for heterochromatin assembly to SAT I and SAT III.
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D1 and heterochromatin assembly
R Blattes et al

Heterochromatin protein 1 (HP1) is a well-characterized
structural and functional component of heterochromatin.
Binding of HP1 to heterochromatin occurs through the spe-
cific recognition of histone H3 methylated at the lysine 9
position by the chromo domain of HP1. Mutations in the
gene encoding HP1 or in the genes that encode the histone
deacetylase and methyl transferase activities required for
the creation of an HP1-binding site suppress w™* PEV (for
a review, see Huisinga et al, 2006). The interplay between
these proteins provides a rationale for the assembly and
propagation of heterochromatin, which might involve other
proteins as well.

Topoisomerase II (topo II) might conceivably be implicated
in w™ PEV as it is prominently associated with centric
heterochromatin and SAT III repeats, as demonstrated by
in vivo cleavage (Kds and Laemmli, 1992) and localization
studies (Swedlow et al, 1993). Topo II is a DNA topological
handler that relaxes positively and negatively supercoiled
DNA and mediates DNA strand passage during catenation/
decatenation reactions. Previous studies established that topo
Il is required for the segregation and assembly of mitotic
chromosomes (Adachi et al, 1991). Hence, this enzyme may
perhaps play roles in heterochromatin and chromosome
structure, in addition to its enzymatic function.

One possibility is that D1 might help to recruit HP1 and
topo II to AT-rich satellites and we explore here the mechan-
ism whereby P9 exerts suppression of the w™ phenotype.
Using an immunofluorescence approach, we show that P9
mediates the displacement of D1 from SAT I and SAT III
in vivo and in vitro. Moreover, P9 also specifically displaces
HP1 and topo II from SAT III, while these proteins remain
bound to other genomic sites that are not targeted by P9.
Conversely, targeting SAT V repeats with the P31 polyamide
results in the selective displacement of HP1 from these sites,
supporting the hypothesis that HP1 association with chroma-
tin involves a direct DNA-binding component. We propose
that the suppression of the w™* phenotype by P9 is mediated
by displacement of D1, HP1 and topo II from SAT III. To refine
our analysis, we studied the effect of topo II inhibitors on w™*
flies and we show that feeding VM26, a topo II poison, to w™
flies also results in suppression of white-mottled PEV,
supporting a structural and/or functional role for this enzyme
in heterochromatin-mediated silencing.

Results

Specificity of DNA-binding polyamides for different
Drosophila satellites
Previous studies established that the satellite-specific
polyamides, P9 and P31, fed to developing flies induce gain
or loss-of-function phenotypes, respectively. The binding
properties and the biological effects of these polyamides are
recapitulated in Supplementary Table I and discussed below.
P31: This compound is known to bind with impressive
specificity the (AAGAG), repeats of satellite V (SAT V) as
determined by footprinting and fluorescence microscopy.
P31TR, a derivative labeled with Texas red, was demonstrated
to bind to the chromocenter of polytene chromosomes and to
the 1.7-Mbp (AAGAG),, repeats inserted in the brown-domi-
nant allele of the brown gene (Janssen et al, 2000b). This
analysis was extended here to high resolution using mitotic
chromosomes obtained from larval neuroblasts (Figure 1A).

2 The EMBO Journal

SAT Il
—

Figure 1 Localization of satellites in diploid cells using fluorescent
polyamides. (A-D) Brains dissected from female third-instar larvae
were fixed and stained using fluorescent polyamides and counter-
stained with DAPI (gray). The properties of the drugs are described
in Supplementary Table I. P31TR (A) detects satellite V, P9F (B, D)
satellites IIT and I, Lex9F (inset in B) satellite I. SAT [, IIl and V maps
are diagrammed in Figure 4G below. A sample double-stained with
PI9F and P31TR is shown in (C). The localization of satellite and
rDNA repeats is shown for a magnified X chromosome double-
stained with P9F and P31TR (D; c: centromere). Scale bars: 5 pm.

This panel localizes SAT V repeats to pericentric regions
on chromosomes 2, 3 and 4 and to the very tip of the
X chromosome. Figure 1A also includes a nucleus, where
the signal is well confined to the SAT V repeats congregated
in the chromocenter.
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P9: This oligopyrrole is specific for AT-rich satellites and,
when fed to developing w™ flies, suppresses the white-
mottled PEV phenotype (Janssen et al, 2000a). The biological
effect of P9 is most likely exerted through binding to the
alpha-like satellite III (SAT III), the major satellite juxtaposed
to the inverted white gene of w™ flies. This notion was
examined further here by microscopy of spread mitotic
chromosomes stained with the fluorescein-labeled derivative
PO9F. Figure 1B shows that P9F strongly stains the large
(11 Mbp) SAT III abutting the centromere of the X chromo-
some (see also the enlarged X chromosome in panel D). P9F
also detects SAT I (AATAT),, repeats throughout chromosome
4 and related repeats on either side of the centromere of
chromosome 3, as well as a short array of SAT I repeats near
SAT V (red) on the X chromosomes (Figure 1D). The order
of satellites from the tip of the X chromosome to the rDNA
locus is SAT V, SAT I and SAT III, as shown in panel D.
These assignments are based on staining with Lex9F (inset
Figure 1B) and co-staining with P31TR and P9F (Figure 1C).
Lex9F (see Supplementary Table I) is a dimeric oligopyrrole
that prefers interaction with long (>W9) ATrich runs.
Hence, Lex9F serves to distinguish between the (AATAT),
repeats of SAT I and the shorter AT-runs of SAT III, which it
does not bind (inset panel B). These results are in excellent
agreement with previous satellite mapping data (Lohe et al,
1993) and are summarized in Figure 4G below.

The main aim of this report is to elucidate the molecular
basis of the gain-of-function phenotype mediated by P9. We
proposed that P9 reduces the heterochromatin state of SAT
III, presumably as a result of protein displacement. This
proposal is explored here, using an experimental approach
where polyamides serve two functions: (a) fluorescent deri-
vatives are used to localize the DNA satellites in fixed
material (Figure 1) in combination with immunostaining
studies and (b) to act as ‘drugs’ in vivo and in vitro so as to
affect the biochemical composition of heterochromatin.

D1 binds SAT I and SAT lil: P9-mediated displacement
of D1 in vitro

The D1 protein is associated with SAT I and SAT III repeats
and overexpression of D1 enhances PEV of w™ flies.
Figure 2A shows that the immunosignal of D1 (red) coloca-
lizes with the pattern of P9F staining (green, panel B and
merged in panel C). Hence, D1 binds SAT I and SAT III repeats
in interphase and metaphase chromatin.

We explored whether the biological effect of P9 on
PEV might arise by displacement of D1. This notion was
first studied in vitro with gel retardation/competition experi-
ments. Figure 3A shows that binding of purified D1 to a 359-
bp SAT III monomer generates a ladder of retarded complexes
reflecting increased binding of D1 (Figure 3A, lanes 1-4). In
contrast to D1, addition of P9 (MW =962) resulted in faster
migrating complexes (lanes 5-9), due to unbending of the
curved SAT III fragment, although retardation was seen at the
highest P9 concentration tested (500 nM, lane 10).

Figure 3B establishes that P9 dissociates D1/SAT III com-
plexes in vitro. Examination of panel B shows that the
D1/SAT 1II ladder diminishes in a concentration-dependent
manner upon addition of P9 (compare lanes 5-7, 8-10 and
11-13 with lanes 2-4). This is accompanied by an increase in
the mobility of the free DNA and protein-bound fragments
indicative of P9 binding. This displacement reaction was
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independent of the order in which P9 and D1 were added
(data not shown). Taken together, these results demonstrate
that the P9 oligopyrrole binds SAT III repeats in vitro and
displaces the D1 protein bound to these sequences.

DNAse I footprinting experiments demonstrate that the
competition between P9 and D1 is the result of nearly
identical DNA-binding properties. Figure 3C (lanes 2-5)
shows that P9 primarily protects stretches of dA-dT base
pairs (W7-W14) of the SAT III repeat from DNAse I digestion.
These tracts are also the main interaction sites for D1 (Figure
3D and E). Although both ligands bind similar sequences,
some minor differences can be noted, as is manifested by the
greater affinity of P9 for longer dA-dT tracts. A similar
experiment performed with the artificial MATH20 protein
yielded a footprint similar to that of P9 or D1 (lanes 5-7 of
panel E). These interaction results are graphically summar-
ized in Figure 3F.

In vivo displacement by P9 of D1 from SAT I and Il

in embryos

We tested whether P9 displaces D1 from SAT III in vivo by
exposing whole embryos at the cellular blastoderm stage to
this compound. Panels D-F of Figure 2 show that P9 induces
a dose-dependent decrease of the D1 immunosignal in the
chromocenter of nuclei. In untreated embryos, D1 (red) was
found to localize predominantly to two foci in each nucleus
(panel D) that correspond to SAT I and SAT III as verified
by P9F binding (not shown). Exposure of embryos to 10 uM
P9 (panel E), however, led to a loss of D1 from some but not
all foci, typically resulting in the detection of only one D1-
positive region in each nucleus. This displacement of D1 was
essentially complete at the highest drug concentration tested
(50 uM, panel F). These results extend our in vitro competi-
tion experiments and demonstrate that P9 displaces D1 from
AT-rich satellite repeats in vivo.

D1 displacement from chromosomes of eye disks in vivo
The displacement of D1 was studied in more detail on mitotic
chromosomes from eye imaginal disks isolated from
P9-fed larvae. As shown above for neuroblast chromosomes
(Figure 2A), the immunosignal of D1 is also predominantly
confined to SAT III and SAT I in eye disk chromosomes
isolated from control larvae (no P9, Figure 2G). In contrast,
panels H and I show that D1 is displaced if larvae were fed
yeast paste containing 100 uM P9. While displacement by
P9 of D1 from SAT III was complete (panel H), we observed
a stochastic loss of D1 from SAT I in about 20% of the
examined mitotic spreads. Panel I shows such an example,
where D1 was completely displaced from both SAT I and III
repeats. This experiment shows that P9 displaces D1 from
chromosomes isolated from eye disks, where the suppression
of w™ PEV is exerted.

The above experiments were carried out with large
amounts of P9. As our polyamide supply is very limited,
we used permeabilized larval brains in the following experi-
ments, where lower concentrations can be used. Squashes of
larval brains also have the advantage that they yield mitotic
chromosome spreads of excellent quality (Figure 2A-C). As
shown in panels J-M of Figure 2, the displacement of D1 in
permeabilized brains occurs at a much lower P9 concentra-
tion. Notably, we observed that a P9 concentration of 250 nM
suffices to displace D1 from SAT III (panel K, red arrow-
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D1/P9F staining

Embryos/P9

Larval eye disks/P9

Larval brains/P9

100 uM P9

Figure 2 Uptake of oligopyrroles by whole embryos and larvae and displacement of D1. (A-C) Larval neuroblast nuclei and mitotic
chromosomes stained with an antibody against D1 (red) and P9F (green) and counterstained with DAPI (gray). (D-F) Cellular blastoderm
embryos were treated with 0, 10 or 50 pM P9, immunostained for D1 (red) and mounted in DAPI (gray). Treatment with 10 uM P9 results in a
partial loss of the D1 signal, which is complete at 50 uM P9. (G-I) Third-instar larvae were fed colchicine (100 pg/ml) and P9 (0 or 100 uM) to
assess displacement of D1 (red signal) from SAT I and SAT III repeats on mitotic chromosomes from eye imaginal disks. Arrowheads indicate
the position of SAT III repeats, as determined by P9F staining (not shown). (J-M) The D1 signal in permeabilized larval brains treated with 0,
0.25, 1 or 2.5 uM P9, respectively. Merged DAPI (gray) and D1 (red) signals are shown. Arrowheads show the DAPI-bright SAT III array on the X

chromosome. Scale bars: 5pum.

heads), while higher concentrations (1-2.5uM) are required
to evict D1 from SAT I (panels L and M).

P9 displaces HP1 from SAT lil but not from rDNA repeats
The possible implication of HP1 in the suppression of w™*
PEV by P9 was also studied. Figure 4A shows that HP1 (red)
is bound to the pericentric regions of mitotic chromosomes,
with a predominant association with SAT III and SAT V
repeats of chromosomes X and 2, respectively. In contrast,
the HP1 immunosignal is undetectable on the SAT I repeats
on chromosomes 4 and Y (not shown) and at the tip of the
X chromosome. It is important to note that Lex9F was used to

4 The EMBO Journal

counterstain these panels of Figure 4, as it serves to highlight
SAT 1 (not SAT III) repeats that remain green since their
HP1 immunosignal remains undetectable (panel A). This
conclusion is also supported by an examination of the stain-
ing pattern of interphase nuclei. The inset of panel A shows
the intense HP1 staining of SAT V and partial staining of the
SAT III chromocenter (yellow), while HP1 is excluded from
a region (green) that also harbors SAT I repeats.

Careful inspection of the HP1 immunosignal over the
X chromosome at higher magnification (panel B) shows
that its signal extends from the rDNA repeats to the adjacent
SAT III array, where staining reproducibly appears in the form
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Figure 3 The P9 oligopyrrole competes with D1 for binding to SAT III repeats in vitro. (A) A SAT IIl monomer was incubated with 2, 5 or 10 ng
D1 (2.7, 6.75 and 13.5nM, lanes 2-4) or P9 (25, 50, 100, 250 or 500 nM, lanes 6-10). No-protein controls are shown in lanes 1 and 5. (B) SAT III
was incubated with 1, 5 or 10ng D1 (1.35, 6.75 or 13.5nM) in the presence of 0, 100, 250 or 500nM P9 as shown above the gel. Lane 1
contained no protein. The displacement of D1 by the drug is almost complete at 500 nM P9 (lanes 11-13). (C) SAT III monomer DNA 3’-end
labeled on the lower strand was incubated with 0 (lanes 1 and 6) or 50, 100, 250, 500 nM P9 (lanes 2-5) and digested with DNAse 1. Solid bars
denote regions protected from digestion at the lowest P9 concentrations used and correspond to the largest dA-dT tracts (W) of SAT III (W6/
W7-W14, where the number denotes the number of dA-dT bp). Note that only W tracts that are clearly resolved on the gels shown are
indicated. The arrowhead indicates a P9-induced hypersensitive site. Binding of the same concentrations of P9 to SAT III (D) was compared to
that of D1 and MATH20 (E). Lanes 2-4 of panel (E) correspond to 2, 5 and 10ng D1 (2.7, 6.75 and 13.5nM), while lanes 5-7 contained 2.5, 1.5
and 0.5 ng MATH20 (1.5, 0.9 and 0.3 nM). Lanes 1 and 8 are no-protein controls. The solid line starting at the bottom of (D) indicates the SAT III
region shown on these gels relative to (C). These results are summarized on the sequence of a SAT III monomer shown in (F). Filled boxes
indicate the regions protected by binding of D1, MATH20 and P9. Scissors indicate the sequence cleaved by topoisomerase II in vivo (Borgnetto
et al, 1996), the filled box corresponds to the four consecutive dC-dG bp located within the staggered cut. This region spans the P9-induced
DNAse I-hypersensitive site and is not bound by D1 or MATH20.

of a gradient that diminishes toward the centromere. In the green Lex9F stain of SAT I at the chromosomal tip
contrast to the binding of HP1 to the SAT Il and rDNA and the red immunosignal of HP1 over the rDNA repeats,
repeats, the immunosignal of D1 shown for comparison is while the SAT III region remains unstained (gray). Hence,
restricted to the centromere-proximal region of SAT III and following treatment with P9, HP1 is delocalized from the
only partially overlaps with HP1 (panel C). SAT III repeats, but remains associated with the rDNA array.

Panels D and E of Figure 4 show that P9 selectively Examination of panel D demonstrates that, in contrast, the
displaces HP1 from SAT III repeats, but not from the rDNA protein remains prominently associated with SAT V repeats
array. This conclusion is best noted on the enlarged X on chromosome 2. The nuclei shown in panel D also confirm
chromosomes shown in panel E. This micrograph shows this conclusion. In this case, the loss of HP1 from SAT III is

©2006 European Molecular Biology Organization The EMBO Journal

5



D1 and heterochromatin assembly
R Blattes et al

't

SAT | SAT | V 7 ___-
| rDNA SATL saT I rDNA

| -

- “TDNA

SAT Il rDNA SAT Ill

v SAT lll

(SAT I I sAT 11 1.688 g/om? 359-bp rDNA

- het.

Undefined

SAT | (AATAT),, (AATATAT),,

B sATV (AAGAG),, (AAGAGAG),

Figure 4 D1 Displacement results in a selective loss of HP1. (A) Localization of HP1 (red) in interphase nuclei and mitotic chromosomes of
female diploid larval neuroblasts. Samples were counterstained with Lex9F (green) and DAPI (gray). The inset shows a similarly stained
interphase nucleus. A region that stains strongly for HP1 alone corresponds to SAT V repeats on chromosome 2, as assessed by P31TR staining
(not shown). rDNA repeats are indicated. (B, C) Magnified X chromosomes after staining for HP1 or D1 (red), respectively, and counterstaining
with Lex9F (green) and DAPI (gray). (D-E) Localization of HP1 (red) after treatment with 2.5 uM P9. Magnified X chromosomes are shown in
(E). Samples were counterstained with Lex9F (green) and DAPI (gray). In (D), arrowheads indicate the HP1-depleted DAPI-bright region that
corresponds to SAT III repeats in interphase nuclei after treatment with P9; SAT V repeats on chromosome 2 are also indicated. (F) The
localization of HP1 following treatment with P31. The inset shows untreated chromosomes 2 and a nucleus with the SAT V-associated HP1
signal (arrowhead). A general representation of major satellite blocks is schematized in (G), which also shows the approximate location of the
white gene on a w™ X chromosome, within a type I insertion sequence characteristic of some rDNA repeats. ‘C’ denotes the centromere. Scale
bars: 5pm.

reflected by the appearance of a green-gray-red pattern over
the chromocenter, corresponding to the SAT I, SAT III and
rDNA repeats, respectively, while the strong HP1 association
site on SAT V repeats is unaffected.

We tested next the sensitivity of HP1 binding to chromatin
to treatment with the P31 polyamide. As shown in the inset
of Figure 4F, HP1 is prominently associated with SAT V
repeats on chromosome 2. Incubation with P31 led to a
selective displacement of HP1 from the pericentric region of

6 The EMBO Journal

chromosome 2, without affecting the association of the
protein with SAT III and rDNA repeats on the X chromo-
some. We conclude from these results that HP1 can be
targeted by polyamides in a sequence-specific fashion
that reflects the selectivity of P9 and P31 for SAT III and
SAT V, respectively. This suggests that the association of
HP1 with satellites repeats may occur, at least in part,
via DNA sequence recognition (Zhao et al, 2000; Perrini
et al, 2004).
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HP1 delocalization results in the invasion of rDNA
repeats by D1

The displacement of HP1 from SAT III repeats might be due to
direct competition with P9, predicting that D1 and HP1 may
compete for binding to SAT III. Displacement of HP1 from
heterochromatin should then result in additional D1 binding
to sites normally occupied by HP1. We tested this possibility
by feeding a histone deacetylase inhibitor to growing third-
instar larvae. Treatments with trichostatin A (TSA) have been
shown to result in the delocalization of HP1 from hetero-
chromatin (Taddei et al, 2001). Figure 5A shows the HP1
and D1 localization patterns normally observed in larval
neuroblast nuclei. HP1 (red) partially associates with SAT
IIT repeats stained with P9F (green) as well as with SAT V
repeats and is largely absent from the nucleoplasm. The
localization of D1 is strictly correlated with P9F-positive
foci, which correspond to SAT I and SAT III repeats. TSA
feeding resulted in a loss of HP1 from heterochromatin and a
relocalization of the protein to the nucleoplasm (Figure 5B).
Significantly, this displacement was accompanied by an
extension of the D1 signal: instead of colocalizing with
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P9F-positive foci, yielding a characteristic yellow signal
(Figure 5A), the D1 antibody also stained an immediately
adjacent region, yielding both red and yellow signals. The
red-only domain occupied by D1 after TSA treatment corre-
sponds to the rDNA repeats normally associated with
HP1 (data not shown and see below).

SAT Il protein composition affects the white gene
across the rDNA repeats

The delocalization of D1 and HP1 from SAT III repeats by
P9 correlates with suppression of w™ PEV. However, as the
inverted white gene lies near the centromere-distal end of
the TDNA repeats (see Figure 4G), this effect must somehow
be transduced across the 3.5-Mbp rDNA locus. How satellite
protein composition can affect gene expression over such
distances is an important question, which we addressed by
performing fluorescence in situ hybridization (FISH) experi-
ments. Hybridization of rDNA and white probes to neuroblast
nuclei and chromosomes resulted in well-defined signals. The
Suppressor of forked gene (Su(f)), which maps to the hetero-
chromatin region of the X chromosome and is distal to the

\ white-mottled

Metaphase

wméh

e £

Nucleolus

rDNA I sAT i 1.688 gicm? 359-bp

Figure 5 SAT III and rDNA repeats define alternative D1 and HP1 domains. Neuroblasts from control (A) or TSA-fed (B) third-instar larvae
were immunostained for HP1 or D1 (red) and counterstained with POF (green). Individual and merged signals are as indicated in the
photographs. TSA feeding induces a delocalization of HP1 to the nucleoplasm and an extension of the D1 signal from SAT III to an adjacent P9F-
negative region that corresponds to the rDNA repeats. (C) The results of FISH experiments performed with white and Su(f) probes (red) or a
full-length rDNA probe (green). Photographs at the top and bottom show results obtained from wild-type Oregon R or w™* neuroblasts,
respectively. Arrowheads indicate the white signal detected in interphase nuclei. Scale bars: 5um. (D) The juxtaposition of the rDNA-linked
white gene to SAT III repeats as a result of looping out of rDNA sequences in the nucleolus.
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rDNA repeats, was used as a control. The insets of Figure 4C
show hybridization signals for rDNA (green) and white
or Su(f) sequences (red) on X chromosomes from Oregon R
(wild-type) or white-mottled larvae, clearly showing the
inversion of the Su(f) and white genes on w™ X chromo-
somes. In this case, the white gene could not be resolved from
the rDNA repeats, consistent with its localization within type
I insertion sequences located at the distal end of the rDNA
locus (Schotta et al, 2003). In interphase nuclei, the white
signal in wild-type cells was always localized at the opposite
pole of the nucleus relative to rDNA repeats. Significantly, in
contrast to the close linkage seen in mitotic chromosomes,
the white signal was always well resolved from the rDNA
repeats in w™ interphase nuclei, localizing instead immedi-
ately adjacent to DAPI-bright foci that correspond to SAT III
repeats. As diagrammed in Figure 5D, these results support
a model whereby looping out of rDNA sequences within
the nucleolus places the white gene very close to the SAT III
repeats where the effects of P9 are exerted.

SAT lll-specific displacement of topo Il by P9

Topo II is one of the growing numbers of proteins found to be
associated with centric heterochromatin. This association is
particularly evident in immunofluorescence studies of pro-
phase and mitotic chromosomes, where the topo II signal
contains conspicuous centromeric foci in addition to axial,
subchromosomal extensions (Maeshima and Laemmli,
2003). While topo II appears clearly enriched in centric
heterochromatin of mitotic chromosomes, an important as-
sociation with heterochromatin is also noted in interphase
nuclei. This interaction was previously noted by the pro-
minent cleavage of SAT III repeats by topo II in vivo (Kds
and Laemmli, 1992). Is topo II associated with SAT III
involved in PEV?

Figure 6A shows the localization of topo II in nuclei and
mitotic chromosomes of larval neuroblasts immunostained
for topo II (red) and counterstained with DAPI (gray) and
P9F (green). Examination of interphase nuclei in panel A
shows a granular topo II signal that appears excluded from
a prominent DAPI-bright (gray) and P9F-bright (green) region
thought to correspond to chromosome 4. On chromosome
arms, the topo II signal shows a banded pattern that is
reminiscent of observations made with mammalian chromo-
somes. Topo Il is also enriched on SAT III and on the adjacent
rDNA repeats (see the enlarged X chromosome in the insets
of panel A). A comparison of the P9F and protein staining
patterns confirms that SAT III repeats constitute the major
chromosomal site (yellow merged color in Figure 6A) where
satellite sequences and topo II strictly colocalize. Lack of
staining of the fourth chromosome, as in the case of HP1,
could be due to a reduced accessibility of the antigen in this
compact chromosome.

Experiments discussed above establish that D1 and HP1
are displaced from SAT III by P9. This observation is extended
to topo II next. Exposure of permeabilized brains to P9 in the
range of 250 nM to 1 uM resulted in the selective loss of topo
II from SAT III repeats (Figure 6C and D and insets with
enlarged X chromosomes), while it remained associated with
rDNA repeats and the chromosome arms. Note that topo II is
completely evicted at the highest concentration of P9 used
(2.5 uM, Panel E). These results show that, similarly to HP1,
topo II is selectively displaced from SAT III repeats by P9
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(250nM to 1uM), while it remains bound to the adjacent
rDNA repeats. Such a displacement might be due to direct
competition between P9 and topo II for binding to ATrich
satellite sequences, or might be a consequence of the loss of
D1 that might serve to stabilize the interaction of topo II with
SAT III repeats.

Suppression of PEV by a topo Il inhibitor

The colocalization of topo II with two heterochromatin
proteins, HP1 and D1, on SAT III repeats suggests that topo
II might also be a structural/enzymatic component of hetero-
chromatin. Such a notion is supported by our finding
that feeding w™*" larvae sublethal doses of VM26, a topo II
poison, resulted in a dose-dependent suppression of PEV
(Figure 7). Suppression was complete at the highest
drug concentrations used, as judged from the recovery of
adult flies with wild-type eye color. A similar observation was
made by feeding VM26 to flies harboring a variegating mini-
white construct (Tp(3;Y)BL2) inserted on the Y chromosome
(Lu et al, 1996). In contrast, m-AMSA, another topo II poison
structurally unrelated to VM26, had no effect on w™* PEV
(Figure 6): m-AMSA does not induce topo II cleavage in SAT
IIT repeats, although it promotes cleavage at other genomic
sites (Borgnetto et al, 1996). We conclude from these
results that topo II is implicated in white-mottled heterochro-
matin-mediated silencing and that this enzyme might
more generally play a functional role in the assembly of
heterochromatin, as suggested by the effect of VM26 in the
Tp(3;Y)BL2 line.

Discussion

P9 is a simple polyamide of linked pyrrole amino acids with
a subnanomolar binding preference for long dA-dT-runs
(Supplementary Table I). It was previously shown that
this compound, if fed to developing flies, suppresses the
w™ phenotype, an effect manifested by a more homogenous,
redder appearance of the eyes. This ‘red shift’ is due to a
generally higher expression of the rearranged white gene
(Janssen et al, 2000a). This observation suggested that P9
could work through chromatin opening, yielding a reduced
heterochromatic state of SAT III, the main highly repetitive
DNA flanking the white gene on the inverted w™* X chromo-
some. Results reported here establish that, both in vivo and
in vitro, P9 displaces the D1 protein from SAT III. In addition,
we show that this compound results in a selective loss of HP1
and topo II from SAT III, while these proteins remain bound
to low-affinity targets for P9, such as the rDNA repeats.

The displacement of D1 by P9 is an expected result.
Polyamides are deeply buried in the DNA minor groove
through specific hydrogen bonding and Van der Waals inter-
actions (Dervan and Edelson, 2003). Similarly, the AT-rich
specificity of D1 is mediated through its AT hooks reaching
into the DNA minor groove of dA-dT-runs (Slama-Schwok
et al, 2000). Oligopyrroles such as P9 mimic the DNA minor
groove contacts of AT hooks. Hence, the displacement of D1
by P9 is explained by a molecular competition reaction. The
salient observation of this paper is the selective displacement
of the heterochromatin proteins HP1 and topo II from P9-
targeted DNA such as SAT III. This is an unexpected finding
since HP1 is thought to bind chromatin largely through
protein-protein contacts mediated by its chromo domain,

©2006 European Molecular Biology Organization
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Figure 6 Localization of topoisomerase II and displacement from SAT III by P9. (A) Neuroblasts from female third-instar larvae were
immunostained for topo II (red) and counterstained with POF (green) and DAPI (gray). Individual chromosomes are numbered as shown. The
localization of SAT I, SAT III and rDNA repeats is indicated in the inset showing a magnified X chromosome. SAT III repeats are associated with
a particularly strong topo II signal, the adjacent region spanning the 3.5-Mbp rDNA repeats is also stained. Photographs to the right show the
individual topo II, P9F and merged signals. In panels (B-E), third-instar female larval brains were permeabilized and treated with 0, 0.25, 1 and
2.5uM P9, respectively. Drug treatment leads to a delocalization and displacement of topo II that is selective for SAT III repeats at low to
intermediate concentrations of the drug (250nM to 1 uM, C and D), while topo II remains associated with rDNA repeats (see magnified X
chromosomes in insets). Topo II is completely displaced from nuclei and mitotic chromosomes at the highest drug concentration tested (2.5 uM,
E). Arrowheads indicate the position of SAT III repeats. Samples were counterstained with DAPI (gray). Scale bars =5 pm.

which recognizes the methylated state of the K9 amino acid create an HP1-binding site. Other sequence-selective satellite-
of histone H3 (reviewed in Huisinga et al, 2006). It is possible binding proteins such as PROD (Platero et al, 1998) and
that D1 might recruit the enzymatic activities required to SU(VAR)3-7 (Cléard and Spierer, 2001) might play a similar
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Figure 7 Treatment with VM26, a topoisomerase II poison, sug-
presses white-mottled PEV. Third-instar larvae from the w™",
Tp(3;Y)BL2 (‘BL2’) and Oregon R (‘Or’) lines were fed VM26 or
m-AMSA at the indicated concentrations. Representative eyes of
5-day-old adult flies are shown and correspond to those observed in
>80% of hatched flies (n=30 for each drug concentration). Eyes
from untreated or VM26-treated wild-type Oregon R flies are shown
for comparison. Extracted eye pigments from two independent
feeding experiments were measured for absorbance at 480 nm and
yielded the following values: 0.18+0.03 (W™", OuM VM26);
0.36+0.05 (W™, 25 uM VM26); 0.79+0.05 (w™", 50 uM VM26);
0.91+0.03 ™", 75uM VM26); 0.22+0.06 W™, 10uM
m-AMSA); 0.2140.03 (wm4h, 25uM m-AMSA); 0.4340.05 (BL2,
0uM VM26); 0.924+0.04 (BL2, 50 uM VM26); 0.92+0.02 (Oregon,
0uM VM26); 0.89+0.02 (Oregon, 50 pM VM26).

role. Taken together, our data suggest that D1 is directly
or indirectly implicated in the association of HP1 and topo
II with SAT III repeats and that the effects of P9 are exerted
via the selective displacement of these proteins, resulting in
a reduction of silencing of the nearby white gene in w™ flies.

Our conclusions are based on the results of in vitro
competition/binding assays and of in vivo P9 bathing
and feeding experiments performed on embryos and larvae,
respectively. Experimentally, we have followed the chromo-
some association of D1, HP1 and topo II as a function of
P9 treatment by immunofluorescence and with the help of
fluorescent polyamide derivatives added during the staining
procedure. The latter serve as optical highlighters of the

10 The EMBO Journal

targeted genomic regions (Figure 1). Binding experiments
show that P9 competes with D1 for binding to similar sites
in SAT IIl repeats that are also bound by the artificial MATH20
protein (Figure 3). This mimicry extends to the ability of P9,
following entry in whole embryos or ingestion by larvae, to
displace D1 from its SAT IIl-binding sites in vivo (Figure 2),
one important consequence of which is the loss of HP1 from
SAT III (Figure 4) which demonstrates a disassembly most
likely caused by the displacement of D1 by P9.

However, our results also indicate the likely significance of
HP1/DNA contacts: displacement of HP1 from SAT III or SAT
V repeats is strictly determined by the sequences targeted by
the P9 or P31 polyamide used, respectively (Figure 4). This
is in line with the report that telomeric sequences are bound
directly by HP1 (Perrini et al, 2004), an observation which
may extend to a more general binding of HP1 to DNA in
chromatin (Zhao et al, 2000). The displacement of HP1 from
SAT III repeats by P9 might be due to direct competition,
a consequence of which is that HP1 and D1 would also
compete for binding to similar sites. Alternatively, HP2, a
companion of HP1 containing two AT-hook motifs (Shaffer
et al, 2002), might be a target for competition by P9 and D1.
The opposite gradient-like distributions of HP1 and D1 on
SAT III repeats (Figure 4B and C) support such a possibility,
suggesting mutually exclusive interactions that might extend
to the rDNA repeats. This hypothesis follows from our
observation that TSA feeding results in a displacement of
HP1 from heterochromatin and the subsequent invasion
of the rDNA repeats by D1 (Figure 5). While not a target
for P9 (see Figure 1 and the lack of staining of rDNA repeats
by P9F), the rDNA repeats are generally AT-rich and may
contain binding sites for D1 that are normally occupied by
HP1. A destabilization of HP1/heterochromatin interactions
by histone hyperacetylation (Taddei et al, 2001) would thus
result in an increased accessibility to D1, which is indeed
what we observe.

The displacement of topo II from SAT III repeats by P9
(Figure 6) might similarly be due to direct competition with
P9 or, alternatively, reflect a secondary delocalization that
follows displacement of D1 from that AT-rich sequences. A
role for this enzyme in SAT III heterochromatin-mediated
silencing, as supported by its localization and the striking
suppression of PEV by VM26, a topo II poison, is consistent
with the results of recent studies indicating that many
modifiers of PEV are involved in several important aspects
of chromosome structure and function (Le et al, 2004).
We note that a link was previously established between
chromatin compaction, topo II and the negative control
of gene expression: topo II was shown to be implicated in
Polycomb-mediated repression (Lupo et al, 2001). A similar
interplay with HP1 might reflect X chromosome-specific
silencing phenomena. Genetic screens did not previously
identify topo II as a modifier of PEV and flies heterozygous
for the Df(2L)TW158 deficiency, which deletes the gene
encoding topo II, do not suppress w™ PEV (Wustmann
et al, 1989). However, topo II is a very abundant protein
and a 50% reduction in protein levels might not have
measurable effects on overall levels of enzymatic activity.
Our observations and the failure of Df(2L)TW158 to modify
w™ PEV are therefore not necessarily contradictory.

Feeding VM26 to developing w™* larvae suppresses PEV,
an unexpected result which could be due to a general—but
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reversible—inhibition of topo II, or to the possible accumula-
tion of topo II/DNA complexes in SAT III repeats that might
interfere with dynamic interactions with proteins such as
HP1. Synthetic diamidines that promote the relocalization
of topo II to AT-rich satellites such as SAT III indeed also
suppress PEV when fed to w™ larvae (Susbielle et al, 2005).
We do not rule out alternative mechanisms: trapped com-
plexes might for instance interfere with the bidirectional
transcription of SAT III repeats (Aravin et al, 2003), whose
role in heterochromatin assembly, structure and function
remains to be elucidated. The RNAi machinery has been
linked to the variegated expression of mini-white reporters
(Pal-Bhadra et al, 2004), but the mutants used were not tested
against the w™ inversion. Preliminary results (data not
shown) indicate that piwi and argonaute 1 mutants do not
modify w™* PEV, suggesting that there exist distinct pathways
for the initiation of heterochromatin assembly (Danzer and
Wallrath, 2004; Huisinga et al, 2006). In addition, SAT III-like
sequences are interspersed throughout the D. melanogaster
genome (Losada and Villasante, 1996) and the genomic
origin of putative SAT III siRNAs has not been established.
We are developing a combined DNA/RNA FISH method that
can be applied to Drosophila larval tissues to address this
important question in the future.

We favor a model whereby the suppression of w™* PEV
by VM26 is a direct result of interfering with topo II activity
in SAT III repeats. The suppression of PEV in the BL2
line, in which white is inserted in the largely heterochro-
matic Y chromosome, further indicates that heterochromatin-
mediated silencing in regions other than SAT III is also
sensitive to topo II activity levels. Such a requirement for
catalytically active topo II in heterochromatin assembly is
generally supported by results showing active enzyme loca-
lized to centromeric regions and to human alpha-satellites
that resemble SAT III sequences (Agostinho et al, 2004).

The strikingly different behavior of HP1 and topo II
localized in the rDNA repeats adjacent to the SAT III array
is discussed next. The known preference of topo II for
association with ATrich sequences (Maeshima and
Laemmli, 2003) might explain its interaction with both SAT
III and rDNA repeats. The lack of sensitivity of HP1 to
displacement by P9 suggests that different mechanisms can
direct HP1 to these closely juxtaposed chromatin domains.
The D1-independent association of HP1 with rDNA correlates
instead with the methylation of lysine 9 of histone H3 in
this region (Ahmad and Henikoff, 2002). This suggests
that packaging of the Drosophila rDNA repeats into hetero-
chromatin may serve to regulate their expression. The
colocalization of topo II and HP1 in this highly condensed
region might reflect a coordinate interaction important for
the control of rDNA transcription whose negative regulation
involves the recruitment of histone deacetylase and
methyl-transferase activities (Santoro et al, 2002). In contrast,
resumption of proliferation and activation of ribosomal
RNA transcription in Drosophila tissue culture cells is
accompanied by the replication-independent replacement of
histone H3 methylated on the lysine 9 position by the histone
variant H3.3 in rDNA sequences (Ahmad and Henikoff,
2002). We speculate that the stable association of topo II
with rDNA repeats might play a role in regulating the
topological constraints that are likely to accompany such
a replacement process.

©2006 European Molecular Biology Organization
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Our results demonstrate that interfering with D1, HP1 and
topo II interactions with SAT III correlates with P9-induced
w™ gain-of-function. However, the inverted white gene has
been mapped very close to—or even within—rDNA repeats
(Schotta et al, 2003): suppression of w™* PEV by P9 acting on
SAT 1II must then somehow be exerted over the distance
spanned by the rDNA locus, or approximately 3.5 Mbp. These
observations are not consistent with a linear model of hetero-
chromatin spreading and support instead a spatial model of
heterochromatin-mediated silencing (Csink and Henikoff
(1996); see also Huisinga et al, 2006 and references therein).
Our FISH results (Figure 5C), which show that the rDNA-
linked inverted white gene is indeed more closely associated
with SAT III repeats in interphase chromatin, provide addi-
tional support for such a model, in which looping out of the
rDNA into the nucleolus would place white in close proximity
to SAT III (Figure 5D).

Finally, we note that the stochastic inactivation of the w™*
allele might be a direct reflection of developmentally regu-
lated rDNA expression. The association of D1 and HP1 with
SAT III and rDNA repeats is sensitive to histone acetylation
levels (Figure 5B) and these proteins may compete for bind-
ing to similar sites. Our observations raise the intriguing
possibility that a dynamic equilibrium of alternative inter-
actions of D1 and HP1 with SAT III and rDNA repeats might
serve to regulate the structure of the centromere-proximal
region of the X chromosome and participate in the regulation
of rDNA expression.

Materials and methods

Fluorescent drug staining and immunostaining

Brains were dissected from Oregon R third-instar larvae in 0.7%
saline and incubated in 0.5% sodium citrate for 15 min. Dissected
tissues were carefully transferred to a small drop of 0.5% citrate
on a poly-lysine-coated microscope slide. Samples were fixed for
10 min in 2% PFA in PBS containing 0.1% Triton X-100 followed by
10min in 2% PFA, 45% acetic acid. This fixation protocol yields
qualitatively better results than the short acid fixation previously
used for D1 localization (Aulner et al, 2002); avoidance of
colchicine yields high-quality mitotic chromosomes. Labeling with
rabbit polyclonal antibodies against D1 (1:100 dilution) was
performed exactly as described (Monod et al, 2002). Samples were
stained for 10 min with Lex9F (20nM), P9F (5nM) or P31TR (2 nM)
in PBS containing 1 mM MgCl,, washed twice in the same buffer,
mounted in DAPI and visualized by epifluorescence microscopy.
Staining with a polyclonal rabbit antibody against HP1 kindly
provided by R Kellum (University of Kentucky) was performed
using a 1:5000 dilution and permeabilized larval brains as described
in Supplementary data for mock P9 treatments. The mouse C1A9
monoclonal HP1 antibody was also used, yielding identical results.
Labeling with rabbit polyclonal antibodies against Drosophila
topo II (1:1000 dilution) was performed as described above.
Photographs were taken on a Leica DMRB microscope equipped
with a CoolSnap HQ CCD camera and processed with Adobe
Photoshop. In vivo and ex vivo drug treatments, FISH experiments
and DNA binding/footprinting assays were performed as described
in Supplementary data.

Supplementary data
Supplementary data are available at The EMBO Journal Online.
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4. Conclusions et discussions

Aprés avoir montré que le polyamide P9, tout comme la protéine DI, se liait
spécifiquement aux séquences SAT III, des expériences in vitro m’ont permis de caractériser
les sites de liaison de ces composés sur ces séquences. J’ai ensuite réalisé des expériences de
localisation des séquences satellites de la drosophile sur des chromosomes mitotiques en
utilisant des dérivés fluorescents des polyamides P9 et P31, respectivement le POF couplé a la

Fluorescéine et le P31 TR couplé au Texas Red.

Des expériences in vivo et I'utilisation d’une nouvelle technique de traitement ex vivo
par les drogues m’a permis de démontrer que le polyamide P9 était capable de déplacer la
protéine D1 des séquences SAT III et ce, suite a une compétition directe entre ces deux
composants pour la liaison a ces séquences.

Le déplacement de la protéine D1 des séquences SAT III a des conséquences directes
sur la localisation de la protéine HP1. Aprés traitement avec le polyamide P9, la protéine D1
est déplacée des séquences SAT I et SAT III, tout comme la protéine HP1. Cependant, apres
traitement avec le polyamide P9, la localisation de la protéine HP1 n’est pas affectée au
niveau du rDNA, adjacent aux séquences SAT III, et des séquences SAT V. Par contre, lors
d’un traitement des cellules par le polyamide P31, la protéine HP1 n’est délocalisée que des
séquences SAT V, cibles de ce composé, et reste présente sur les autres séquences satellites

non ciblées.

Des expériences de traitement a la Trichostatine A (TSA), un inhibiteur des HDAC,
ont permis de confirmer I’interdépendance existant entre la localisation des protéines D1 et
HP1. Suite au déplacement de la protéine D1 des séquences SAT III, la protéine HP1 reste
accumulée au niveau du rDNA, alors qu’aprés traitement a la TSA, la protéine HP1 est
délocalisée de 1’hétérochromatine vers le nucléoplasme et est remplacée par la protéine D1 au
niveau des séquences SAT III et du rDNA. Cette invasion du rDNA par la protéine D1
suggere la possibilité d’interactions mutuellement exclusives entre ces séquences et les

protéines HP1 ou D1.

Dans le cas de la suppression de la variégation d’effet de position par le polyamide P9,

il semblerait donc que la perte de la protéine HP1 des séquences SAT III soit responsable de
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ce phénotype. Pourtant, le géne white dans la lignée white-mottled et les séquences SAT 111
sont séparés par le rDNA qui s’étend sur plus de 3,5 Mpb. Cette constatation suggere un
mécanisme spatial : le rDNA étant engagé dans la formation du nucléole dans les cellules en
interphase, les séquences SAT III et le géne white peuvent donc étre spatialement rapprochés.
Ces observations ne sont donc pas en accord avec le modele d’expansion linéaire de
I’hétérochromatine mais plutot avec un modele spatial, déja évoqué dans le cas du mécanisme
de mise en silence par les protéines du groupe Polycomb (Bantignies et al., 2003) ou dans la
lignée brown-dominant (Henikoff et al., 1995). Méme si ce modele séduisant est plausible, il
ne résiste pas a une analyse détaillée qui suggere l’existence d’un autre mécanisme de

régulation a distance mettant en jeu des petits ARN (partie développée page suivante).

Les mémes expériences de traitement par le polyamide P9 ont été reproduites mais
cette fois, en recherchant les effets de ce traitement sur la topoisomérase II. J’ai pu démontrer
que tout comme la protéine D1, la topoisomérase Il était déplacée des séquences SAT III.
Mais cette perte pouvait étre soit dépendante de la perte de la protéine D1, soit indépendante.
En effet, la protéine D1 pourrait interagir in vivo avec la topoisomérase Il mais cette derniere
peut aussi interagir spécifiquement avec les s€quences SAT III (Kis and Laemmli, 1992).

Ces résultats de déplacement de la topoisomérase II par le polyamide P9 nous ont
amenés a envisager des traitements de mouches de la lignée white-mottled avec des
inhibiteurs de la topoisomérase II afin de rechercher un role éventuel de cette protéine dans la
mise en place de la structure hétérochromatinienne. Un traitement avec le VM26, un poison
de la topoisomérase II, a permis de conclure a I’implication de la topoisomérase II dans le
mécanisme d’assemblage de la structure hétérochromatinienne. Dans la plupart des
organismes, la topoisomérase Il est souvent associée a des régions péricentriques hautement
compactées suggérant donc un role de cette protéine dans la modulation de la structure
hétérochromatinienne mais aussi du chromosome lui-méme (Maeshima and Laemmli, 2003;
Porter and Farr, 2004; Swedlow et al., 1993). De méme, il a ¢ét¢ montré que la
topoisomérase I associée a la protéine Barren, un membre du complexe Condensin,
participait a la répression transcriptionnelle médiée par le complexe protéine Polycomb (Lupo

et al., 2001).

Tous ces résultats suggerent que le polyamide P9, tout comme le polyamide P31,
agissent en générant une ouverture de la chromatine par déplacement sélectif de protéines qui

lui sont associées. Dans le cas du polyamide P31, le déplacement de la protéine HP1 des
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séquences SAT V pourrait permettre la fixation de la protéine GAF. En effet, des résultats
préliminaires obtenus au laboratoire tendent & démontrer que sur les chromosomes mitotiques,
la protéine HP1 est remplacée par la protéine GAF sur les séquences SAT V au fur et a
mesure de la progression a travers la mitose.

Grace a [I'utilisation de P9, I’hypothése de I’implication de la protéine D1 dans
I’initiation de I’assemblage de 1’hétérochromatine a été fortement appuyée. La protéine D1
serait donc capable de guider les protéines HP1 et topoisomérase II vers les lieux

d’assemblage de I’hétérochromatine.

L’accumulation de la topoisomérase II au niveau des séquences SAT III avait déja été
décrite (Kds and Laemmli, 1992; Marshall et al., 1997; Swedlow et al., 1993) mais son mode
de recrutement ainsi que sa fonction au sein de ces séquences restaient a définir. Les premiers
résultats obtenus impliquent la protéine D1 dans le recrutement de la topoisomérase II sur les
séquences SAT III. Pourtant, il a été¢ établi que la topoisomérase II possédait des sites de
liaison spécifiques au sein des séquences SAT III de la drosophile (Poljak and Kés, 1995). 11
n’avait pas été décrit que 1’activité enzymatique de la topoisomérase II soit nécessaire au
mécanisme d’assemblage de la structure hétérochromatinienne.

Ainsi, la protéine D1 pourrait refléter le role des protéines HMG-A au niveau des
séquences satellites alphoides des eucaryotes supérieurs. Les protéines MATH joueraient dont
un rdle de plateforme de recrutement pour les protéines de formation de la structure

hétérochromatinienne. Cette hypothese reste a tester.

D’autre part, I’indépendance de la localisation de la protéine HP1 vis-a-vis de la
présence de la protéine D1 au niveau du rDNA suggere I’intervention d’un autre mécanisme
de recrutement de cette protéine. La régulation de la transcription des genes ribosomiques fait
intervenir dans de nombreux organismes des mécanismes ¢épigénétiques tels que la
méthylation de la lysine 9 de I’histone H3. Il est possible qu’au niveau des ces régions,
d’autres protéines soient responsables du recrutement de la protéine HP1, ou que d’autres
mécanismes interviennent. Cette localisation pourrait étre dépendante de la machinerie
d’interférence a ARN, qui dans certains organismes, tels que chez la levure a fission
Schizosaccharomyces pombe, est couplée a la mise en silence par une structure
hétérochromatinienne (Volpe et al., 2002; Zamore, 2001). Cependant, ce mécanisme ne
semble pas intervenir chez la drosophile ((Blattes et al., 2006) et résultats personnels), du

moins pour le modele des séquences SAT III, méme si des petits ARN provenant de ces
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séquences ont été décrits (Aravin et al., 2003). D’autre part, le recrutement de la protéine HP1
sur les séquences SAT III pourrait faire intervenir un mécanisme de liaison directe de cette
protéine a la chromatine (Nielsen et al., 2001a). Cette possibilité, méme si elle a été déja
décrite, reste cependant a démontrer au niveau des séquences SAT III. Une autre hypothese
est celle d’une interaction directe entre I’ADN et la protéine HP1 (Perrini et al., 2004; Zhao et

al., 2000), confortée par nos observations, mais qui reste a démontrer directement.

Enfin, j’ai mis en évidence une interaction mutuellement exclusive des protéines D1 et
HP1 avec les séquences SAT III et le rDNA. Cette observation, décrite plus bas, était déja
suggérée par les résultats de traitement par la TSA, montrant que la délocalisation de HP1 du
rDNA était accompagnée d’une invasion de ce locus par la protéine D1. J’ai donc étendu une
analyse a I’é¢tude de la localisation de ces deux protéines dans le contexte de la lignée white-
mottled, et avec ou sans traitement avec le polyamide P9. Ces expériences, que j’ai réalisées
par la suite (voir ci-dessous), nous ont permis de mieux comprendre le phénomene de la
variégation d’effet de position d’un point de vue biochimique, mais aussi le mécanisme mis

en jeu dans la suppression de ce phénotype par la molécule P9.

Une autre hypothése est soulevée par ces résultats. La distinction entre les domaines
de localisation de la protéine HP1 dépendante, ou indépendante, de la protéine D1 est nette.
Cette observation suggere 1’existence d’élément frontieres cloisonnant le rDNA en le plagant
ainsi hors du contexte environnant, c'est-a-dire hétérochromatinien du coté¢ des séquences
SAT I et euchromatinien de I1’autre coté. L’existence d’une telle frontiére entre
hétérochromatine, regroupant les séquences SAT III et rDNA, et euchromatine avait déja été
prédite il y a plus de 60 ans (Schultz, 1939). Une séquence reconnue pour son activité de
frontiére, I’élément fontiére BE28, avait d’ailleurs été localisée sous forme de cluster dans
cette région de jonction euchromatine/hétérochromatine, mais sa localisation fine et précise
n’avait pu étre confirmée (Cuvier et al., 2002). Dans des travaux postérieurs, je me suis
attachée a rechercher la localisation précise de cet élément frontiére, non plus sur des
chromosomes polyténes mais sur des chromosomes mitotiques (voir chapitre IV de cette
méme partie). Par ailleurs, un autre candidat est également présent dans cette région, mais ses

propriétés de « frontiére » n’ont pas été établies (O'Hare et al., 2002).
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IIl. Du_role de la protéine topoisomérase Il dans [’assemblage de

Phétérochromatine : « Topoisomerase Il and minor groove binders

act coordinately to form specialized chromatin structures »

1. Introduction

La topoisomérase II, une protéine essentielle, est impliquée dans le controle de la
topologie de I’ADN. Elle est capable de relacher les super-tours d’ADN dans les étapes de
caténation/décaténation a la fois de la chromatine (Cortes et al., 2003) ou des kinétoplastes
(Bailly et al., 1999). Ces structures, qui sont présentes chez les trypanosomes, correspondent a
I’entrecroisement de cercles d’ADN qui portent les geénes codant les composants
ribosomiques (ARN ribosomiques et protéines ribosomiques) et des protéines
mitochondriales. L’activité de la topoisomérase II est donc essentielle a la résolution et a la
réplication de ces molécules, comme c’est aussi le cas dans les cellules humaines pour les
chromatides sceurs.

L’activité de la topoisomérase II est la cible de nombreuses drogues utilisées dans les
thérapies anticancéreuses. Afin d’étudier les mécanismes d’action de certaines molécules, ici
les diamidines a visée antiparasitaire, nous les avons utilisées dans notre organisme modele de

la drosophile.

Des ¢études précédentes avaient révélé une forte accumulation de la topoisomérase 11
au niveau des séquences SAT III du chromosome X de la drosophile (Blattes et al., 2006).
Cette localisation n’est pas sans rappeler I’accumulation de cette protéine sur les séquences

satellites alphoides péricentriques des mammiferes (Maeshima and Laemmli, 2003).

Suite a des traitements avec la diamidine DB351, un dérive du DB75, capable d’agir
sur la localisation de la protéine topoisomérase II, nous avons démontré que la variégation
d’effet de position de 1’allele white-mottled était supprimée, suggérant un role de la
topoisomérase Il dans le mécanisme d’assemblage de la structure hétérochromatinienne
(Susbielle et al., 2005). Pour la premiére fois, la topoisomérase II a été identifiée comme un
modificateur possible de la PEV alors qu’auparavant, des approches génétiques visant a

déléter une copie du geéne codant cette protéine n’avait pas montré pas un tel effet (Wustmann
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et al., 1989). L’utilisation du polyamide P9 nous a d’ores et déja permis de démontrer le role
de la protéine D1 dans la localisation de la protéine HP1 au niveau des séquences SAT III de
I’hétérochromatine péricentromérique du chromosome X (Blattes et al., 2006). La localisation
de la protéine topoisomérase II sur ces mémes séquences semble elle aussi étre dépendante de

la protéine D1 (Blattes et al., 2006).

Ce résultat est cependant a modérer car la topoisomérase Il est connue pour interagir
directement avec I’ADN riche en paires de bases dAedT au niveau de séquences appelées
MAR/SAR. La topoisomérase II est capable de cliver ces séquences ainsi que les séquences
SAT III au niveau de séquences consensus différentes de celles coupées in vitro (Kéds and

Laemmli, 1992).

En comparant ces données a celles obtenues dans le cadre d’expériences mettant en
jeu le polyamide P9, un mécanisme d’action différent pour ces deux ligands du petit sillon
semble plausible. De méme, il est possible d’envisager un mécanisme de recrutement de la
topoisomérase II sur les séquences SAT III mettant en jeu deux voies différentes, dépendante

ou indépendante de la protéine D1, mais cependant complémentaires.

2. Objectifs de [’étude

L’objectif de ce travail a été¢ de définir le réle de la topoisomérase II dans I’assemblage
de la structure hétérochromatinienne du chromosome X de la drosophile. Nous avons aussi
abordé le role de la protéine D1 dans le mécanisme de recrutement de la protéine
topoisomérase Il sur les séquences SAT III. Grace a I'utilisation d’un mutant dominant
négatif de la protéine D1, le mutant D1AE délété du domaine C-terminal, nous avons cherché
a déterminer I’importance du rdle de la protéine D1 dans le recrutement de la topoisomérase 11
au niveau des séquences SAT III, mais aussi au niveau d’autres séquences ou la protéine D1

est localisée.
Nous avons ensuite recherché si la présence de la protéine D1 était nécessaire a

I’activité de clivage de la topoisomérase II sur les séquences SAT III, et si cette activité était

requise pour I’assemblage de la structure hétérochromatinienne.
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Enfin, nous avons étendu ces études aux effets des diamidines sur la localisation de la
topoisomérase II, afin d’éclaircir le mécanisme d’action de ces drogues lors des traitements
antiparasitaires. De méme, nous avons vérifié¢ que la relocalisation de la topoisomérase II sur

les séquences SAT I et SAT III n’affectait pas 1’activité catalytique de celle-ci.

3. Résultats

Publication soumise a « EMBO Journal » en septembre 2006.
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ABSTRACT

AT-rich satellites are Mbp-sized targets for synthetic DNA minor-groove binders whose
remarkably specific binding to pericentric heterochromatin alters its functional properties by
inhibiting or promoting satellite/protein interactions. The P9 oligopyrrole targets the
Drosophila D1 protein associated with satellite III (SAT III) repeats in X-chromosome centric
heterochromatin, perturbing a D1-dependent pathway that guides topoisomerase II (topo II) to
the SAT III array. In contrast, antiparasitic diamidines uncouple the topo II/D1 interaction and
cause a massive Dl-independent relocalization of topoisomerase II to AT-rich
heterochromatin. This striking mobilization results in suppression of heterochromatin-
mediated silencing. Diamidines target the highly biased A+T content of pathogenic parasitic
microorganisms, or portions thereof as in the kinetoplast DNA of trypanosomes. Their
demonstrated effects in the Drosophila system provide keys to understanding their
mechanism of biological action, which most likely reflects an anti-genome activity that
interferes with essential protein/DNA complexes involving AT-rich sequences. We propose
that synthetic and natural AT-specific minor-groove binders act coordinately with topo II in
the assembly of specialized nucleoprotein structures, of which heterochromatin constitutes an

extreme example.

Key words: D1/Topoisomerase 1I/Polyamides/Diamidines/Minor-groove binding

Running title: Topoisomerase Il and heterochromatin assembly



INTRODUCTION

Topoisomerase II (topo II) is an essential enzyme of cell proliferation and an important
target for several anti-cancer drugs (see (Wang, 2002) for review). Topo II relaxes positively
and negatively supercoiled DNA and mediates DNA strand passage during catenation and
decatenation reactions. Topo II is required to resolve sister chromatids (DiNardo et al, 1984),
an activity which also plays a role in the decatenation of replicated kinetoplast circles of
trypanosomes (Wang & Englund, 2001). A number of observations suggest that this enzyme
may play, in addition to its enzymatic function in chromosome dynamics, a role in the
structural maintenance of chromosomes (Maeshima & Laemmli, 2003).

In this paper, we study by high-resolution immunofluorescence the localization of topo
Il in Drosophila melanogaster mitotic chromosomes, with an emphasis on its association with
centric satellite regions and on the factors that affect this preferential interaction. We
previously showed that satellite-specific synthetic polyamides (Janssen et al, 2000a)
selectively perturb the protein composition of satellites sequences. The P9 oligopyrrole,
which targets AT-rich satellites, selectively displaces topo II from SAT III, the major satellite
repeat located on the Drosophila melanogaster X chromosome. We established that P9 also
displaces D1 and Heterochromatin Protein 1 (HP1) from SAT III repeats (Blattes et al, 2006).
The functional significance of these multiple interactions was also assessed genetically using
white-mottled (W) flies as a model system. P9 suppresses the stochastic silencing
phenomenon observed in w™ flies, where the white gene become juxtaposed to the rDNA and
SAT III repeats of the X chromosome (Janssen et al, 2000b). These combined observations
suggested that suppression of the silenced phenotype is likely caused by the displacement of

the SAT IlI-associated proteins D1, HP1 and topo II. This gain-of-function phenotype was



shown to implicate topo II activity and/or localization as VM26, a topo II poison, suppressed
w™? PEV when fed to developing larvae (Blattes et al, 2006).

Here, we present results demonstrating that the localization of topo II to SAT III repeats
requires the presence of the D1 protein and of its C-terminal domain. This interaction can be
bypassed by treatment with synthetic antiparasitic diamidines that target AT-rich sequences
(Tidwell & Boykin, 2003; Susbielle et al, 2005; Wilson et al, 2005). We show that, like P9,
the DB75 diamidine displaces D1 from SAT III repeats. However, in contrast to polyamide-
induced effects, DB75 induces a massive relocalization of topo II from euchromatin to AT-
rich satellite heterochromatin. This mobilization significantly increases VM26-induced topo 11
cleavage of SAT III repeats and results in suppression of w”* PEV, demonstrating a structural
and/or functional role for topo II in heterochromatin-mediated silencing.

Our results also implicate interactions between topo II and AT-rich genomes or portions
thereof in the antiparasitic activity of diamidines. DB75 localizes selectively to the AT-rich
mitochondrial kinetoplast DNA (kDNA) of kinetoplastid parasites (Wilson et al, 2005; Mathis
et al, 2006). The thousands of catenated minicircle DNAs in the mitochondrial genome have
extensive, closely-spaced, phased dA+dT sequences that yield curved DNA structures and
serve as preferred target sites for diamidines. Solution studies of diamidine/DNA complexes
suggest that targeting of both the AT-rich regions of SAT III and the parasite KDNA must
involve similar minor groove complexes. A parasite topo II is critical for decatenation,
replication and reinsertion of the minicircles into the kinetoplast DNA matrix (Wang &
Englund, 2001). We propose that the mechanism of antiparasitic action of diamidines in these

repeated dA«dT sequences is related to their capacity to mobilize topo II to SAT III repeats.



RESULTS

The 11-Mbp SAT III array located in the pericentric region of the Drosophila X
chromosome is associated with several non-histone proteins, including D1, which specifically
binds this satellite sequence via interactions with the 10 AT hooks found in the protein, and
HP1 (Blattes et al, 2006). In addition to these proteins, which modify w”* PEV (see (Huisinga
et al, 2006) for review), SAT III repeats were also shown several years ago to be associated
with topo II (Kds & Laemmli, 1992). Experiments described below aim to characterize the
latter interaction in more detail.

Fluorescent polyamides specific for the major Drosophila satellites (Janssen et al,
2000a) can be used to map the localization of heterochromatin-associated proteins relative to
these highly repeated sequences with a high degree of precision. This is illustrated in Figure
1A, which shows staining of mitotic chromosomes from diploid larval neuroblasts with POF
(green) and P31TR (red). POF specifically targets the major AT-rich satellites of Drosophila,
the short satellite I (SAT I) AATAT, repeats found predominantly on the fourth chromosome
as well as on chromosome 3 and at the very tip of the X chromosome, and the 11-Mbp SAT
IIT array at the proximal end of the X chromosome. P31TR targets the AAGAG, satellite V
(SAT V) repeats that localize predominantly to chromosome 2 as well as to chromosome 4
and the tip of the X chromosome.

The focus of the studies presented here is the pericentromeric region of the X
chromosome, where SAT III is the largest block of satellite heterochromatin, immediately
adjacent to the 4-Mbp rDNA locus. SAT III constitutes the major in vivo binding site for the
D1 protein (Figure 1B), which also binds SAT I repeats. Experiments using the P9
oligopyrrole have shown that the perturbation of SAT III/D1 interactions correlates with the

suppression of w"’ PEV (Janssen et al, 2000a; Blattes et al, 2006). Treatment of Drosophila



permabilized larval tissues with P9, a synthetic mimic of the D1 AT-hook motifs, results in
the displacement of D1 and topo II from SAT III repeats. This is illustrated in panels C and D
of Figure 1, which show displacement of D1 from SAT III (but not SAT I) repeats following
treatment with a low concentration of P9 (250 mM). A similar effect can be observed for topo
II (panels E and F) although, in this case, the protein is not displaced from the adjacent rDNA
locus that is not a target for P9. This displacement was shown to correlate with suppression of
w”? PEV by P9, an observation which suggests that topo II is implicated in heterochromatin-

mediated silencing as further supported by the effects of topo II poisons on the white-mottled

phenotype (see below).

Localization of topo to SAT III repeats requires the C-terminal domain of D1

Topo 11, like D1 and possibly HP1 as well (Blattes et al, 2006), might be delocalized by
P9 as a result of direct competition, a possibility supported by the known preferential
association of the protein with AT-rich sequences (Saitoh & Laemmli, 1994). Alternatively,
the displacement of topo II from SAT III sequences might be caused by the P9-induced loss
of D1. DIAE is a dominant negative mutant form of D1 which lacks the acidic C-terminal
domain of D1 and acts as a suppressor of w"? PEV (Aulner et al, 2002). We proposed that the
C-terminal domain of D1 is required for the recruitment of proteins implicated in
heterochromatin assembly (Monod et al, 2002). Hence, binding of DIAE to SAT III repeats
could lead to a reduced association with topo II if D1 serves to direct its association with
these sequences.

We tested this possibility by assessing the localization of topo II in larvae expressing
DIAE under the control of a heat-shock promoter (HS-D1AE). Following induction of the
transgene, which is expressed at about 3-fold greater levels than the endogenous gene (data

not shown), the D1 antibody, which recognizes both D1 and D1AE, detected a diffuse staining



pattern in nuclei which most likely reflects displacement of endogenous DI and/or
accumulation of the mutant protein in the nucleoplasm (Figure 2A). The DI localization
pattern observed on mitotic chromosomes was relatively unchanged relative to non heat-
shocked flies (see inset). Expression of D1AE led to the delocalization of topo II from SAT III
repeats, without affecting adjacent regions (panels B and C). Counterstaining with P9F (not
shown) confirmed the loss of topo II signal from the SAT III array, but not from adjacent
rDNA repeats. These changes were not observed in heat-shocked wild-type larvae or in larvae
from a line expressing a heat-inducible D1 transgene (Aulner et al, 2002). In the latter case,
over-expression of full-length D1 (also at about 3-fold greater levels than those of the
endogenous gene) did not result in a displacement of topo II from SAT III repeats (data not
shown). Taken together, these results indicate that topo II requires the presence of full-length
D1 for binding to SAT III repeats and we conclude that the selective loss of topo II from this
11-Mbp satellite array in the presence of P9 is a secondary effect of the drug-induced

displacement of D1.

Topoisomerase II is a companion of D1 on polytene chromosomes

Results shown above suggest a coordinate interaction between D1 and topo II which we
further analyzed under conditions where the localization of D1 is not restricted to AT-rich
satellite repeats. In polytene chromosomes, the under-replication of satellite sequences might
reveal a more widespread interaction of D1 with endo-replicated euchromatic sites. As shown
in Figure 2D, staining of polytene chromosomes for D1 indeed revealed a large number of
positive sites localized to DAPI-bright bands, in addition to prominent staining of the
chromocenter. Is topo II generally associated with the D1 sites? To answer this question, we
performed double-labeling experiments which revealed extensive overlap between the D1 and

topo 1II signals (Figure 2E). A notable exception to this co-localization is the chromocenter,



which stained weakly, if at all, for topo II, in line with the general exclusion of topo II from
DAPI-bright regions of diploid nuclei (Figure 1E). The split image of an enlarged
chromosome arm (bottom panel of Figure 2E) shows a one-on-one correspondence between
many topo II and D1 bands. Note, however, that there are more topo II sites than D1 sites on
polytene chromosomes; although we estimate overall that greater than 90% of D1 sites
correspond to topo II sites, there exists a sub-population of topo II sites that are not associated
with D1. These sites appear in red in the merged image and might represent a population of
the enzyme that interacts with chromatin in a D1-independent fashion, as in the case of the

rDNA repeats adjacent to SAT III sequences in diploid cells (Figure 1E).

SAT III interacts selectively with catalytically active topoisomerase 11

The immunolocalization data shown above demonstrate a selective binding of topo II to
the 359-bp SAT III repeats that requires the presence of D1 and might more generally extend
to other sites where the two proteins co-localize. Does this ternary interaction implicate
catalytically active topo II molecules? Topo II cleavage of SAT III sequences can be induced
by treatment of Drosophila tissue-culture cells with VM26, a topo II poison (Kés & Laemmli,
1992). VM26 traps a “cleavable complex” in which the transient topo II-induced double-
stranded DNA breaks can be revealed by subsequent protein denaturation and degradation. As
topo II cleavage of SAT III has only been evidenced in cultured cells, we tested whether
treatment of whole developing embryos with VM26 would similarly induce topo II cleavage
in SAT III repeats.

Figure 3 shows a time course of VM26 treatment of whole cellular blastoderm embryos.
Topo II cleaves the 359-bp sequence once at a specific site located in one of the two
nucleosomal linkers accommodated by each repeat, resulting in the appearance of a 359-bp

ladder. Topo II cleavage of the SAT III array was detected following a treatment as short as



10 minutes (panel A, lane 2), reaching a maximum at 20 minutes (lane 3) and decreasing
thereafter (lanes 4-6). The detection of a monomer cleavage product demonstrates that
adjacent repeats are associated with active topo II molecules while the fast kinetics of
cleavage suggest the presence of highly active molecules spanning the entire SAT III array, in
line with our immunolocalization results. The decrease in the intensity of the cleavage ladder
following VM26 treatment times exceeding 20 minutes is consistent with the high degree of
reversibility of topo II cleavable complexes stabilized by the drug measured in cultured cells
in this region of the Drosophila genome (Borgnetto et al, 1996). No VM26-induced cleavage
products were detected in (AATAT), SAT I repeats (Figure 3B), suggesting that topo II
cleavage of SAT III on the X chromosome is a characteristic property of this sequences, the
only alpha-like satellite found in Drosophila. This is consistent with our immunolocalization
results which do not show detectable topo II on SAT I repeats (see Figure 1E and, in

particular, the lack of staining of chromosome 4).

D1 and Topoisomerase II cooperate to effect specific cleavage of SAT III repeats

The association of D1 and active topo II with SAT III might reflect a coordinate
interaction important for heterochromatin assembly. We show next that D1 strongly
influences topo II activity on SAT III repeats and determines the highly specific cleavage
observed in vivo. Topo II cleaves each SAT III repeat in vivo at a short GC-rich sequence
embedded in this otherwise AT-rich satellite (Kds & Laemmli, 1992; Borgnetto et al, 1996).
However, neither D1 nor P9 bind to this cleavage site in vifro and induce instead the
formation of a DNAse I-hypersensitive site in this region (Blattes et al, 2006). Such an
enhanced accessibility to DNAse I might extend to topo II as well. To test this possibility, we
performed in vitro cleavage reactions using purified topo II and D1 protein. As shown in

Figure 4, topo II cleaves SAT III at numerous sites in naked DNA (lanes 1 and 5), which do



not map to the sequence cleaved in vivo (arrowheads). However, addition of D1 to the
cleavage reaction had a striking effect on the distribution of cleavage products, precisely
guiding cleavage to a single region that corresponds exactly to the in vivo site (lanes 2-4).
Labeling of the other strand confirmed this effect (data not shown). These results demonstrate
that D1 binding to SAT III repeats indeed promotes cleavage by topo II at the sequence
recognized by the enzyme in vivo. In this case, minor-groove binding creates a highly
accessible topo II cleavage site, comparable to the DNAse I hypersensitivity induced by D1 or
synthetic ligands discussed next.

Molecules that possess the planar crescent structure characteristic of minor-groove
binders such as P9 or AT hook motifs produce identical effects. The distamycin A
oligopeptide is the archetype for these ligands and was shown several years ago to enhance
topo II cleavage of SAT III repeats in cultured cells (Kés et al, 1993). Distamycin mimics the
effect of D1 on topo II cleavage of the SAT III sequence (Figure 4, lanes 6-8), while
chromomycin, a GC-specific ligand which strongly inhibits SAT III cleavage in vivo (Kis &
Laemmli, 1992) has the opposite effect, enhancing the pattern observed in the absence of drug
and masking the in vivo cleavage site (lanes 9 and 10). These effects are due to drug binding
at AT- or GC-rich sites, as demonstrated by the results of DNAse I footprinting experiments
performed in the absence or presence of these drugs (lanes 11-13). Binding by distamycin
induces protection of many sites in the SAT IIl sequence, in addition to a strong
hypersensitive site mapping to the topo II cleavage site (lane 12), an effect similar to that of
P9 and D1 (Blattes et al, 2006). This site indeed corresponds to a sequence protected from
DNAse I digestion by chromomycin (lane 13), in line with the general reversal of protected

regions relative to distamycin (compare lanes 12 and 13).
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Antiparasitic diamidines uncouple the co-localization of D1 and Topoisomerase II and
redistribute the enzyme to AT-rich satellites

The striking ability of both natural and synthetic minor-groove binders to affect the
localization and activity of topo II prompted us to test additional compounds. Heterocyclic
diamidines are an attractive class of DNA targeting agents to use as additional probes for the
function of topo II in chromatin. As their structure is quite different from that of polyamide
cations such as P9 or distamycin, they may provide very useful additional test compounds for
the investigation of topo II effects on chromatin. Diamidines are readily taken up by both
human and parasite eukaryotic cells and a prodrug of a diphenylfuran diamidine, DB75, is in
phase III clinical trials against sleeping sickness (Lansiaux et al, 2002; Tidwell & Boykin,
2003; Wilson et al, 2005). DB75 (structure in Figure 5) binds in the DNA minor groove at
dA«dT sequences of four or more base pairs and the amidine groups form hydrogen bonds
with T bases at the floor of the groove (Wilson et al, 2005). DB293 (structure in Figure 5) has
one of the phenyl groups of DB75 replaced with a benzimidazole. It binds with similar
affinity to AT sequences as DB75 but it can also bind as a dimer to certain dGedC-containing
sequences such as ATGA (Wang et al, 2000) and may thus have different topological effects
on DNA.

The antiparasitic properties of diamidines have been difficult to ascertain in the
pathogenic microorganisms they target. Appropriate experimental assays are generally
lacking and we used the Drosophila system instead to understand their possible mechanism of
action. This is possible as DNA-bound diamidines have auto-fluorescence properties and their
preferential cellular interaction sites can be visualized directly. This is illustrated in Figure
S5A, which shows permeabilized larval neuroblasts treated with DB75 (blue) and
counterstained with P31TR (red). DB75 strongly fluoresces when bound to AT sequences in

DNA and preferential binding to AT-rich DNA is inferred from bright staining of X-



chromosome SAT III repeats and of chromosome 4, while euchromatic chromosomes arms
are weakly stained. We performed a similar test on the localization of DB293, which also
stained AT-rich sequences, resolved from AG-rich sequences stained by P31TR (Figure 5B).
As described above, DB293 also has a dimer binding mode that can selectively recognize
some dG+dC-containing sequences. As might be expected from this broader sequence binding
ability, DB293 exhibited less specificity in chromatin as judged from the more prominent
staining of euchromatic chromosome arms.

DB351 is closely related to DB75, from which it differs by the substitution of an
oxygen atom (central furan in DB75) by a sulfur (central thiophene in DB351). DB351 was
shown to target topo II interactions with chromatin and drug feeding results in suppression of
white PEV in adult w™* flies (Susbielle et al, 2005). In these experiments, DB351 was used
instead of DB75 because whole Drosophila tissues appear relatively impermeable to the
latter. Suppression of PEV is most likely mediated by the preferential interaction of DB351
with SAT III repeats, as inferred from the binding ptoperties of DB75 to chromatin of
permabilized larval brains (Figure 5A), with SAT III repeats. We tested this hypothesis by
examining the effect of DB75 on the localization of D1 and topo II following treatment of
permeabilized larval neuroblasts. Treated larval brains were immunostained for D1 (red) and
the DB75 signal (blue) was simultaneously detected. This resulted in a selective displacement
of D1 from SAT III repeats (Figure 5C), but not from SAT I sequences on chromosomes 4
and 3 and at the very tip of the X chromosome, an effect identical to that seen following
treatment with P9 (compare to Figure 1D). In contrast, treatment with DB293, which exhibits
a lower selectivity for AT-rich sequences, had no effect on the localization of D1 (Figure 5D).
We conclude from these results that the DB75 antiparasitic drug acts similarly to the P9

oligopyrrole on D1 displacement. The lack of displacement by DB293 may be due to its



broader distribution in chromatin and lower concentration in AT sequences and/or to a
different topological effect on DNA that is compatible with D1 binding.

Does DB75 affects topo II localization as well? Figure SE shows results of drug
treatments followed by topo II immunostaining. In this case, the effect of DB75 was
singularly different from that obtained after treatment with P9. The top inset of panel E shows
interphase nuclei from untreated larvae post-stained with DB75. As described above (Figure
1E), the topo II signal is restricted to the nucleoplasm and is excluded from a DB75-bright
region that corresponds to the chromocenter that includes the fourth chromosomes. Following
treatment with DB75, we observed a complete reversal of the topo II signal from the
nucleoplasm to the chromocenter and a quantitative redistibution of the enzyme to SAT III
repeats on the X chromosomes and to chromosome 4 which is normally devoid of topo II (see
bottom inset in panel E). This result extends those previously reported for DB351 and
demonstrates that DB75 has a direct effect on the localization of topo II in chromatin. In
contrast, DB293 did not affect the localization of topo II (panel F), clearly showing that
diamidine substitutions and structure differentially affect chromatin-bound proteins.

Taken together, these results indicate that diamidines that possess a sufficient affinity
for, and possibly induce structural changes in, AT-rich sequences can specifically target SAT
III repeats and affect their interactions with proteins such as D1 and topo II. In the case of D1,
the displacement may occur via a simple competition mechanism, an effect similar to that of
P9 (Blattes et al, 2006), or a more complex topological mechanism may be involved as
proposed for kinetoplast DNA (Wilson et al, 2005). Unlike P9, DB75 dramatically affects the
intranuclear localization of topo II and quantitatively redistributes it to AT-rich SAT I and
SAT III repeats. This uncoupling between the colocalization of D1 and topo II that is
normally observed (see Figure 2) is unique to DB75 and most likely reflects a novel activity

that may bear on the antiparasitic properties of diamidines.
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DB75-mediated potentiation of topoisomerase II activity on SAT III repeats correlates
with suppression of PEV

The striking DB75-incuced mobilization of topo II from the nucleoplasm to AT-rich
satellites might result in increased enzymatic activity in these regions. We tested this
possibility by incubating Schneider tissue-culture cells with increasing concentrations of
DB75 before a 10-minute treatment with VM26, a time that corresponds to the onset of
detectable VM26-induced topo II cleavage activity in embryos (Figure 3A). We first verified
that DB75 alone did not induce topo II cleavage. Genomic DNA purified from cells treated
for one hour with 500 nM DB75 and hybridized to a radioactive SAT III probe did not reveal
the characteristic ladder of 359-bp topo II cleavage products (Figure 6A, lane 1, compare to
Figure 3A). Treatment with VM26 alone led to the appearance of the 359-bp ladder (lane 2),
which was strongly enhanced in a dose-dependent manner by prior incubation with DB75
(100-500 nM, lanes 3-5). Hence, DB75-induced relocalization of topo II to satellite sequences
is accompanied by a strong increase in cleavage activity. Note that DB75 also relocalizes topo
IT to the SAT I repeats of chromosome 4 (bottom inset of Figure 5E). However, we could not
detect VM26-induced cleavage activity in the AATAT, SAT I sequences under these
conditions (data not shown). This negative result again suggests that topo II cleavage of SAT
III is a characteristic feature of this region of the X chromosome. However, as topo II poisons
exhibit marked differences in their ability to induce cleavage depending on the sequence of
the genomic region studied (Borgnetto et al, 1996), we cannot exclude the possibility that
VM26 cannot trap cleavable complexes on SAT I repeats.

Finally, we show that the mobilization of topo II to SAT III repeats by DB75 and the
enhancement of topo II cleavage activity by the drug correlates with suppression of w"* PEV.
Feeding the closely related DB351 molecule to white-mottled larvae led to a dose-dependent

suppression of PEV that was maximal at a concentration of 1 mM (Figure 6B). Again, the
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control drug, DB293, did not modify the variegation of eye color in white-mottled adults
recovered from these feeding experiments. We conclude from these results that perturbation
of topo II localization and enzymatic activity directly affects heterochromatin-mediated

mechanisms that influence "¢ PEV.

Diamidine/SAT III interactions as a model for antiparasitic activity

An important corollary of this conclusion is that the antiparasitic activity of diamidines
such as DB75 or DB351 is likely determined by selective binding to AT-rich sequences in the
genomes of their target microorganisms and by their ability to directly influence the
localization and activity of topo II. If so, selective preferential binding of DB75 and DB351,
but not DB293, should be observed in AT-rich parasitic genomes or portions thereof,
comparable to that demonstrated for SAT I and SAT III repeats. This hypothesis can be
readily tested in cultured trypanosomes, whose AT-rich kinetoplast DNA (kDNA) is likely to
be a preferred target for DB75 and DB351. These sequences exhibit strong intrinsic DNA
curvature due to the presence of a “bending locus” of phased homopolymeric dA«dT tracts
(Shapiro & Englund, 1995), a characteristic shared by SAT III sequences (Susbielle et al,
2005).

In agreement with the binding characteristics of DB75 in Drosophila tissues, KDNA
displayed the brightest fluorescence in trypanosomes treated with the drug for 1, 2 or 4 hours
and the distribution and intensity of DB75 and of the closely related DB351 were found to be
similar (Figure 7). Nuclear DNA binds these compounds more weakly and is faintly visible
with DB75 and DB351 from the early time points. No other regions of significant
fluorescence were seen in the trypanosomes. Similar to its binding to Drosophila
chromosomes, DB293 showed significantly weaker fluorescence and only kDNA could be

detected, albeit at a much lower intensity, up to the 4-hour time point.
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We conclude from these results that the binding of DB75 and DB351 to trypanosome
kDNA follows from our detailed observations in the Drosophila system. Future experiments
will address the critical question of whether, as on SAT III sequences, selective binding of
diamidines to kDNA induces a massive relocalization of parasite topo II, an enzyme crucial
for the maintenance of kinetoplast circles (Wang & Englund, 2001), and whose accumulation

and, possibly, enhanced activity (see Figure 6), might lead to fragmentation and destruction of

the kDNA that carries essential genetic functions.
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DISCUSSION

We have used the Drosophila white-mottled system to detect perturbations in mass
interactions spanning several million DNA base pairs that occur between satellite sequences
and proteins such as DI, topo II and HP1 (Blattes et al, 2006). Using PEV as a readily
measurable reporter for these perturbations, we have shown that it is possible to follow, in a
developing whole organism, the effects of ingested drugs. As demonstrated here, these effects
can be addressed at the molecular level by analyzing the localization of potential protein
targets, at the biochemical level by measuring drug effects on topo Il enzymatic activity and
by observing overall changes in the functional properties of heterochromatin as reflected by
the extent of silencing of the w”* allele of the white gene. Remarkably, these effects can be
detected at drug doses, delivered by a simple feeding route, that do not noticeably interfere
with development or viability. These properties hence make it possible to address issues of
drug toxicity and mechanism of action in a fully integrated, physiologically relevant system,
circumventing many of the limitations of tissue culture systems.

Our results show that minor-groove interactions between SAT III sequences and
synthetic ligands have profound effects on the protein composition of heterochromatin and its
functional properties. Surprisingly, these perturbations can vary considerably depending on
the structure of the minor-groove binders used. These include the natural D1 protein, its
synthetic P9 mimic and the structurally unrelated DB75 diamidine currently in clinical trials
against parasitic diseases.

P9 induces a displacement of D1 from SAT III repeats that is accompanied by a
subsequent loss of topo II. This activity was demonstrated in a previous study (Blattes et al,
2006) that could not distinguish between direct and indirect P9-induced effects on topo II

localizzation. We have extended these observations here to show that over-expression of
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DIAE, but not full-length D1, induces a similar displacement of topo II (Figure 2), further
supporting the hypothesis that the acidic C-terminal domain absent in DIAE is required for
the localization of topo II to SAT III sequences. We speculate that, in vivo, D1 binding
promotes a secondary interaction with topo II that allows for cleavage by the enzyme, as it
does in vitro (Figure 4). The strikingly different behavior of topo II localized in the region
encompassing rDNA repeats adjacent to the SAT III array, which is not affected by P9
treatment, suggests that assembly of topo II on SAT III and rDNA repeats depends on distinct
D1-dependent and D1-independent pathways, a hypothesis supported by our observation that
a subset of topo II sites on polytene chromosomes is not associated with D1 (Figure 2E).
D1-independent targeting of topo II to the SAT III array is supported by our results
showing that AT-specific diamidines can uncouple D1 and topo II binding in this 11-Mbp
region. This is an unexpected result as the primary consequence of DB75 binding is to
displace D1 from the SAT III array (Figure 5C), an effect similar to that of P9 (Figure 1D).
However, DB75 has the opposite effect on the localization of topo II and redistributes the
enzyme to SAT Il and SAT I sequences (Figure SE). This unique property, which is reflected
by enhancement of VM26-induced cleavage of SAT III repeats and the ability of the closely
related DB351 to suppress white-mottled PEV, demonstrates that different minor-groove
ligands that target AT-rich sequences can selectively affect a subset of DNA/protein
interactions that are normally coupled in vivo. These results also provide additional support

for a functional implication of topo II in heterochromatin assembly.

Topoisomerase II and heterochromatin condensation
Heterochromatin is classically defined as the portion of the genome which fails to
decondense after mitosis. Topo II is required for mitotic chromosome condensation (Adachi

et al, 1991) and it may play a similar role in the packaging of SAT III heterochromatin in a
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condensed state during interphase. /n vivo topo II cleavage of SAT III repeats (Figure 3A) is
likely to play a role in the dynamics of heterochromatin assembly or maintenance, a
possibility supported by the suppression of heterochromatin-mediated silencing by VM26, a
topo II poison (Blattes et al, 2006). While we have been unable to study the effects of
catalytic inhibitors of topo II such as ICRF193, which are lethal during Drosophila
development, we favor a model whereby the suppression of white-mottled PEV by VM26 is a
direct result of trapping active topo II in SAT III repeats and, possibly, in adjacent rDNA
repeats.

It is noteworthy that topo II cleavage occurs in vivo in an internucleosomal region that
may be free of D1 protein, as suggested by DNAse I footprinting experiments (Blattes et al,
2006). This region does not bind P9 and indeed becomes hypersensitive to nuclease digestion
upon binding of DI or distamycin to adjacent sequences (Figure 4). We propose that D1
binding to SAT III sequences serves as a guide for topo II, creating an accessible site where
the enzyme may be recruited for cleavage. This model is in keeping with the results of our in
vitro experiments which demonstrate that the in vivo specificity of topo II cleavage can be
fully reconstituted by complexing SAT III DNA with D1 (Figure 4). This property extends
more generally to small minor-groove binders such as the mammalian High Mobility-Group
A (HMGA) protein (data not shown). Like D1, HMGA contains repeated copies of the AT
hook motif and is associated with alpha-satellites in vivo (Reeves, 2001). Based on these
similarities, we propose that D1 and HMGA might be functional orthologues. /n vitro binding
of D1 or HMGA restricts topo II cleavage to a single site in each 359-bp SAT III repeat and
thus reconstitutes the periodicity of cleavage observed in vivo in one of the two positioned
SAT III nucleosomal linkers (Kds & Laemmli, 1992), albeit in the absence of nucleosomes.
This indicates that the underlying DNA sequence of SAT III repeats and their unexpected

accessibility to minor-groove binders play important roles in determining nucleosome
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positioning and interactions with a select subset of chromosomal proteins, including topo II.
These properties might provide signals for the assembly of heterochromatin on SAT III

repeats, which might then spread to adjacent sequences.

Minor grove interactions and modulation of the functional properties of chromatin
Previous reports have identified several minor-groove binders as AT hook mimics or
competitors that can selectively displace AT-specific proteins from chromatin. This was
originally shown for distamycin (Kés et al, 1993) and MATH20 (Girard et al, 1998), an
artificial protein containing 20 AT hooks which selectively binds SAT III repeats and
displaces the Drosophila D1 protein (Monod et al, 2002). The P9 oligopyrrole, the first
synthetic AT hook mimic designed to bind AT-rich satellites with remarkable sub-nanomolar
affinity (Janssen et al, 2000a), has the same properties and suppresses w"? PEV when fed to
white-mottled larvae (Janssen et al, 2000b). The elucidation of the molecular mechanisms that
account for these effects has helped identify topo II as a novel target for minor-groove ligands
that modulate chromatin structure and function and, more specifically, help determine the
assembly of specialized structures such as heterochromatin (Blattes et al, 2006). Taken
together, these results suggest that it is possible to induce wide-ranging effects in the
functional properties of chromatin by taking advantage of the surprising accessibility of the

minor groove of AT-rich sequences, even in highly compact pericentric regions.

An anti-genome mechanism of activity for antiparasitic drugs

We have extended these results by demonstrating that another class of minor groove
binders that similarly target AT-rich satellites in the Drosophila genome not only share these
properties but, in addition, possess unique activities that may account for their biological

effects. Diamidines have been developed as novel antiparasitic drugs that, a priori, act by
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binding to AT-rich DNA (Tidwell & Boykin, 2003; Wilson et al, 2005), a property which
might serve to target specific protein/DNA interaction sites. Satellite repeats, because of their
highly biased base composition and the huge chromosomal distances they span, can serve as
enormous sinks for these small molecules, and are indeed preferentially stained by these
autofluorescent drugs (Figure 5). The genomes of parasites such as Prneumocystis carinii or
Plasmodium falciparum have approximately 70% and 80% A+T content, respectively
(Ginsburg et al, 1993). Another example of extraordinarily biased sequence content is the
kinetoplast circles of trypanosomes and Leishmania (Shlomai, 2004), a likely target of
diamidines such as DB75, currently in clinical trials, and which indeed binds these structures
preferentially (Mathis et al, 2006).

The striking effects of DB75 and of the closely related DB351 on topo II localization
and activity are discussed next. These molecules can cause structural changes in the
kinetoplast that cause significant disruptions in KDNA replication with subsequent biological
effects that lead to cell death. Topo II is essential for the replication of kinetoplast circles and
relocalization of the enzyme to these regions and the accompanying increase in cleavage
activity induced by drugs such as DB75 might interfere with the replication of these circular
DNA molecules or, alternatively, lead to extensive DNA breakage. Either should prove lethal.
Fluorescence microscopic analysis of trypanosomes from infected mice, taken after treatment
with DB75 or DB351, clearly show strong initial compound fluorescence in the mitochondrial
kinetoplast with much weaker fluorescence in the nucleus (Figure 7). The kinetoplast then
disappears from treated cells over a 24-48 hour period and the cells die (Wilson et al, 2005;
Mathis et al, 2006). Results obtained from the Drosophila system and the demonstrated
ability to use this model to study in detail drug/DNA/protein interactions both in vivo and in
vitro suggest a mechanism for diamidine activity based on the targeting of genomic regions

such as kinetoplasts based on their highly skewed A+T content and selective interference with
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metabolic reactions that implicate these sequences. Other drug-targeted parasites that do not
have kinetoplasts, such as Plasmodium falciparum, might present an even larger target as
their whole genome is remarkably AT-rich. It seems highly likely, based on the results
presented here, that selective targeting of DNA/protein complexes in the nuclei of these
organisms is involved in the antiparasitic action of diamidines.

An important question is that of the identity of the proteins whose localization and/or
activity are perturbed by minor-groove ligands. We have identified topo II as a major target
for a broad array of molecules, ranging from the natural D1 protein to the synthetic polyamide
and diamidines used in our studies. We do not know at present whether topo Il is a target for
DB75 in trypanosomes but, taken together, its central role in kDNA maintenance (Wang &
Englund, 2001), the selective concentration of DB75 in kDNA (Figure 7) and the ensuing
fragmentation and destruction of kDNA (Wilson et al, 2005; Mathis et al, 2006) all lend
support for this model. We propose that these phenomena reflect topo I1 hyperactivity induced
at diamidine-bound genome regions, of which kDNA constitutes a special example. The
dramatic effect of DB75 on the localization of topo II in Drosophila tissues and its strong

stimulation of SAT III cleavage likewise support this intriguing hypothesis.



EXPERIMENTAL PROCEDURES

Immunostaining and fluorescence immunolocalization. Labeling with rabbit polyclonal
antibodies against Drosophila D1 (1:200 dilution) and topo II (1:1,000 dilution), staining with
PO9F or P31TR and drug treatments of permeabilized larval neuroblasts from third-instar
larvae was performed exactly as described (Blattes et al, 2006). Permeabilized brains were
incubated for 60 minutes at room temperature with the indicated concentrations of P9, DB75,
DB351 or DB293 before fixation and immunostaining. The transgenic HS-D1 and HS-D1AE
lines used for the experiment shown in Figure 2 have been described (Aulner et al, 2002) and
express inducible full-length and truncated D1 sequences, respectively, under the control of a
heat-shock promoter. Induction of HS-D1 and HS-D1AE transgene expression and recovery
were as previously described (Aulner et al, 2002) and dissected larval brains were processed
as described above. Samples were counterstained with DAPI or, where indicated, with DB75
or DB293 (50 nM). For visualization of diamidine autofluorescence from drug-treated
samples, excitation was performed in the UV range as for DAPI, yielding a blue fluorescent
signal. Photographs were taken on a Leica DMRB microscope equipped with a CoolSnap
CCD HQ camera (Roper Scientific) and processed for contrast with Adobe Photoshop. /n vivo
drug treatments, topo II cleavage and DNAse I assays, double immunolabeling experiments
and trypanosome culture and drug treatments were performed as described in Supplementary

Material.
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FIGURE LEGENDS

Figure 1. Satellite localization of D1 and topoisomerase II and displacement by P9. A:
female neuroblasts stained with POF (green) and P31TR (red) to detect SAT Il and I and SAT
V repeats, respectively. The inset shows a 2-fold magnified X chromosome with SAT III
repeats prominently stained by P9F. The adjacent rDNA locus is indicated. B: staining with
an antibody against D1 (red) and counterstaining with P9F (green) and DAPI (grey). The inset
shows a 2-fold enlarged X chromosome. D1 (red) was immunolocalized following treatment
with 0 (C) or 250 nM P9 (D) and counterstaining with DAPI (blue). Insets show magnified X
chromosomes. E and F: identical experiments using an antibody raised against topo II (red)
and counterstaining with DAPI (blue). The localization of SAT I, SAT III and rDNA repeats
is indicated in the insets showing 2-fold magnified X chromosomes. Chromosomes are

identified as shown; scale bars = 5 um.

Figure 2. Topoisomerase Il is a companion of D1. A: the DI/DIAE signal (red) is shown
for brains dissected from heat-shocked female larvae expressing the HS-D1AE transgene or
from non heat-shocked larvae (inset). Samples were counterstained with DAPI (gray). The
four chromosomes are numbered as shown. Mitotic chromosomes isolated from this line have
a generally puffy appearance, particularly after heat shock. B: the topo II signal (red) is shown
for heat-shocked larvae expressing the HS-D1AE transgene, arrowheads indicate the SAT III
region on the X chromosome. The X chromosomes shown in panel C have been magnified 2-
fold; SAT III repeats are indicated by arrowheads. The adjacent rDNA locus is also identified.
Scale bars = 5 pm. D: polytene chromosome spreads stained for D1 (red) and counter-stained
with DAPI (blue). Arrowheads point to the chromocenter. A broad co-localization of the
protein and the dye is shown in greater detail in the split-signal image of a portion of an

enlarged chromosome arm in the bottom panel. E: polytene chromosomes double-stained for
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D1 (green) and topo II (red). The arrowhead points to the chromocenter. A split-signal image

is shown in the bottom photograph for an enlarged portion of a chromosome arm.

Figure 3. Topoisomerase II cleaves SAT III repeats in vivo. Southern blots were performed
on genomic DNA isolated from whole cellular blastoderm embryos treated with 50 pM
VM26 for the times shown above the gels. DNA samples were hybridized to SAT III (panel
A) or SAT I (panel B) probes. Lane 1 contained DNA from embryos incubated in the absence
of VM26. The band visible near the bottom of the gel in panel A corresponds to the SAT III

monomer cleavage product.

Figure 4. D1 guides topoisomerase II cleavage of SAT III repeats. VM26-induced topo II
cleavage and DNAse I footprints were performed on a 359-bp SAT III fragment 3’ end-
labeled on the lower strand. Lanes 1 and 5 show cleavage products formed in the absence of
protein or drug, while lanes 2-4 show cleavage products formed in the presence of 2, 5 and 10
ng D1 (2.7, 6.75 and 13.5 nM), distamycin (0.5, 1, 2 uM, lanes 6-8) and chromomycin (0.5, 1
uM, lanes 9-10). DNAse I footprints were performed in the absence of drugs (lane 11, ND) or
in the presence of 1 uM distamycin or chromomycin (lanes 12 and 13, respectively).
Unnumbered lanes correspond to chemical sequencing reactions of the SAT III fragment.
Arrowheads indicate the position of the in vivo topo II cleavage site; the filled box to the right
of the gel corresponds to the hypersensitive site induced by distamycin, white rectangles
correspond to distamycin and D1-bound regions. Chromomycin yields a reversed protection

pattern.

Figure 5. Uncoupling of D1/topoisomerase II association with SAT III by diamidines.

Neuroblasts were stained with DB75 (blue, panel A) or DB293 (blue, panel B) and P31TR
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(red). The structures of DB75, of the closely related DB351 and of DB293 are shown. Female
and male neuroblasts were stained in panels A and B, respectively. C and D: permeabilized
neuroblasts treated with 2.5 uM DB75 (C) or DB293 (D) and immunostained for D1 (red).
The blue signal is that from diamidine autofluorescence. The top inset in C shows interphase
nuclei following treatment with a lower concentration (500 nM) of DB75, leading to D1
displacement from DB75-bright regions to the nucleoplasm. Insets at the bottom of each panel
show 2-fold enlarged X chromosomes; SAT III repeats are indicated. E and F: permeabilized
larval neuroblasts treated with 2.5 uM DB75 (E) or DB293 (F) immunostained for topo II
(red). Bottom insets show enlarged X chromosomes and chromosomes 4, normally unstained
for topo II (Figure 1E). F: DB293-treated neuroblasts. Individual chromosomes are indicated

as shown; scale bars =5 um.

Figure 6. Stimulation of topoisomerase II SAT III cleavage by DB7S and suppression of
PEV by DB351. A: Schneider S2 cells treated with 0, 100, 250 or 500 nM DB75 for 1 hour
(lanes 2-5) before subsequent treatment with 50 uM VM26 for 10 minutes. The sample in
lane 1 was from cells treated with 500 nM DB75 alone. Hybridization to a SAT III probe
detects VM26-induced topo II cleavage products. M = molecular weight markers. B: white-
mottled third-instar larvae were fed increasing concentrations of DB351, DB293 or DMSO
alone as shown in each photograph. Representative eyes of 5-day old adult flies are shown.
An Oregon R adult is shown as a control for wild-type eye color. The arrow in the 500 uM
DB351 photograph indicates a small sector of ommatidia in which white PEV has not been

suppressed.

Figure 7. Preferential binding to kDNA by antiparasitic diamidines. S427 Trypanosoma

brucei brucei trypanosomes were incubated in vitro with 500 nM of DB75 (left), DB351



(center), or DB293 (right) for 1, 2 and 4 hours. Washed trypanosomes were resuspended in
mouse blood and viewed as dry smears. For each compound set, phase contrast images are on
the left and fluorescence images are on the right side. Both nuclei and kinetoplasts can be
seen from the blue fluorescence of all three compounds. Nuclei are found in the center of
trypanosomes and the smaller kinetoplasts brightly stained by DB75 and DB351, but not

DB293, are found at cell ends.
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4. Conclusions et discussions

Des études précédentes nous ont permis de démontrer qu’au niveau du chromosome
X, les patrons de localisation des protéines HP1 et topoisomérase II sont similaires (Blattes et
al., 2006). Cette observation nous avait déja amené a envisager un role de la topoisomérase II
dans I’assemblage de la structure hétérochromatinienne. Cette hypothése a été confirmée par
les résultats des expériences de traitement avec le polyamide P9 dans lesquelles la protéine
topoisomérase II était déplacée des séquences SAT III (Blattes et al., 2006). Mais ces
premiers résultats ne permettaient pas de conclure a une relation directe ou indirecte entre la

localisation de la protéine topoisomérase II et celle de la protéine D1.

Afin de pouvoir répondre a cette question, j’ai utilis€¢ une lignée de drosophile
exprimant le mutant D1AE. Suite a I’expression de ce mutant, une perte de la topoisomérase II
des séquences SAT III a été observée. Ces résultats suggerent que la protéine D1 est
nécessaire au recrutement de la topoisomérase II au niveau des séquences SAT III. Plus
précisément, c’est la queue acide C-terminale de la protéine D1 qui semble étre impliquée
dans ce recrutement. L’hypotheése du recrutement indirect de la topoisomérase II sur des
séquences qu’elle clive avait déja était envisagée suite a des expériences in vitro de
compétition entre 1’histone H1, la protéine HMG-A et la topoisomérase II (Poljak and Kis,

1995).

Des expériences complémentaires de colocalisation des protéines D1 et
topoisomérase I ont ét¢é menées sur des chromosomes polyténes, systétme dans lequel la
localisation de la protéine D1 n’est pas restreinte aux séquences SAT I et SAT III. En effet,
I’utilisation des chromosomes polyténes permet de révéler des sites d’association pour la
protéine D1 au niveau de séquences endorépliquées euchromatiniennes, ses cibles classiques
que sont les séquences satellites riches en paires de bases dA«dT étant sous-répliquées. Les
résultats confirment la forte association de ces deux protéines sur de nombreux sites.
Cependant, une petite sous-population de topoisomérase II n’est pas colocalisée avec la
protéine D1. Ce résultat est en accord avec la situation présentée au niveau du rDNA ou la
topoisomérase II est présente, mais pas la protéine D1. De plus, I’interaction entre les

protéines D1 et topoisomérase II peut étre indirecte et impliquer une autre protéine. En effet,
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une ¢étude sur les interactions protéines/protéines potentielles n’avait pas identifi¢ la

topoisomérase Il comme un interactant de la protéine D1 (Giot et al., 2003).

Ces résultats ont montré que la liaison de la topoisomérase II aux séquences SAT III
nécessite la présence de la forme entiére de la protéine D1. Des études complémentaires
menées in vitro nous ont permis de démontrer que la topoisomérase Il fixée a ces mémes
séquences était catalytiquement active et que cette activité nécessitait la présence de la
protéine D1. Cette observation est en corrélation avec les expériences d’ingestion de poisons
de la topoisomérase II par des larves de la lignée white-mottled. Suite a ces expériences, nous
avions démontré que la topoisomérase II était probablement un suppresseur de la PEV. Ces
résultats sont en accord avec les données montrant que la plupart des suppresseurs de la
variégation d’effet de position du géne white sont impliqués dans les mécanismes de

structuration des chromosomes (Le et al., 2004).

Une des activités de la topoisomérase II consiste a cliver I’ADN double brin super
enroulé pour le relacher. Cette activité est nécessaire au cours de la réplication (Mondal and
Parvin, 2001). Au cours de la progression de la fourche de réplication, chaque c6té de la bulle
de réplication va former des super tours d’ADN. L’absence d’activité capable de relacher ces
super tours contraindrait trop la molécule et inhiberait I’avancée de la fourche de réplication.
La topoisomérase II joue donc un role dans la relaxation de I’ADN, nécessaire a la fois a la
réplication mais aussi en début de condensation des chromosomes mitotiques (Cuvier and
Hirano, 2003). Il serait donc envisageable que cette enzyme joue aussi un role topologique au

niveau des séquences SAT III.

L’activité de clivage de la topoisomérase II pourrait générer un relachement de la
chromatine impliquée dans la formation d’une structure hétérochromatinienne et ainsi
permettre I’interaction de certaines protéines avec I’ADN. La topoisomérase II pourrait donc
réguler les interactions protéines/ADN au niveau des séquences SAT III en agissant sur la
topologie de la molécule d’ADN, tout comme la protéine D1 modulerait ces interactions par
recrutement direct ou indirect d’autres protéines. Les protéines D1 et topoisomérase II
seraient donc des protéines capables de réguler les interactions des protéines de
I’hétérochromatine avec les séquences nucléotidiques. Elles seraient donc a la base de la

formation et du maintien d’une telle structure.
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Cette fonction de la topoisomérase II semble étre affectée par les drogues
antiparasitaires de la famille des diamidines. Nous avions déja mis en évidence la différence
d’effet entre les polyamides et les diamidines quant a la localisation de la topoisomérase 11
alors que ces deux composés avaient le méme effet sur la protéine D1 (ce travail et (Blattes et
al., 2006)). Nous avons démontré que lors de 1’utilisation de la diamidine DB75, ou de ses
dérivés, la topoisomérase II accumulée sur les séquences SAT III était catalytiquement active.
Ainsi, les diamidines agiraient non pas en déplacant la topoisomérase II, ¢liminant ainsi
I’activité de cette protéine sur les séquences SAT III, mais au contraire en augmentant la
quantité¢ de protéine fixée. Cette accumulation se traduit par une augmentation massive de
I’activité de clivage au niveau de ces séquences. Ce résultat est a corréler avec 1’effet des
diamidines sur les trypanosomes. Suite a un traitement avec ces drogues, les kinétoplastes
sont totalement fragmentés et non plus caténés comme dans les organismes non traités

(Wilson et al., 2005).

Les résultats obtenus au cours de ce travail suggerent un role de guidage de la
topoisomérase II par la protéine D1 vers les séquences SAT III. En effet, dans un contexte
sans drogue, le recrutement de la topoisomérase II vers ces séquences satellites serait facilité
par la protéine DI1. Cette hypotheése est d’autant plus appuyée que dans les expériences de
footprint a la DNase I réalisées en présence de 1’oligopyrrole P9 ou de la distamycine : ces
deux molécules ne se fixent pas au niveau du site de clivage de la topoisomérase II. Ces
résultats démontrent que la protéine D1 est absente du site de clivage par la topoisomérase II.
De méme, les résultats montrant un découplage entre les protéines D1 et topoisomérase 11
dans les expériences de traitements avec les diamidines suggerent un autre mode de
recrutement de cette derni¢re au niveau des séquences SAT III. La topoisomérase II possede
des propriétés de liaison directes a I’ADN de ce type. Ces propriétés pourraient étre altérées

lorsque I’ADN est impliqué dans une structure de type hétérochromatinienne.

Les effets différents des oligopyrroles et des diamidines sur cette structure
expliqueraient alors la différence de résultats. En présence du polyamide P9, les protéines D1
et topoisomérase I sont déplacées des séquences SAT III alors qu’en présence de DB75,
seule la protéine D1 est déplacée et au contraire, la topoisomérase II est massivement
relocalisée sur ces séquences. Dans un méme temps, le marquage nucléoplasmique
correspondant aux régions euchromatiniennes en interphase diminue au profit d’'un marquage

localisé sur les séquences SAT III. Ce résultat est discuté précédemment (voir chapitre I de
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cette méme section). Cependant, cette perte massive de la topoisomérase II suppose une
liaison de DB75 avec I’euchromatine qui n’est pas clairement démontrée (Susbielle et al.,
2005). La relocalisation de la topoisomérase II sur ces séquences correspondrait a un
rééquilibrage rapide de la quantité de protéine fixée par remobilisation de celle-ci fixée sur
des sites euchromatiniens. De méme, 1’hypothése d’une ouverture massive de la chromatine
sous I’action des diamidines permettrait d’expliquer la présence de topoisomérase II sur les
chromosomes 4, localisation non détectée sans traitement.

Une autre hypothése suppose une ouverture massive de la chromatine par les
diamidines entrainant un déplacement quantitatif de la topoisomérase II des séquences
satellites riches en paires de bases dAedT, effet similaire a celui observé dans le cas d’un
traitement avec le polyamide P31 et la localisation du facteur GAF (Janssen et al., 2000b).
L’utilisation de la distamycine, archétype des ligands tels que le polyamide P9, favorise
¢galement le clivage des séquences SAT III, probablement par un mécanisme d’ouverture de

la chromatine, comme cela avait déja été décrit in vivo (Kés et al., 1993).

Les résultats obtenus suite a des traitements par le DB75 tendent a démontrer
I’existence d’un découplage entre la localisation de la protéine D1 et de la topoisomérase 11
sur les séquences SAT III, conclusion qui va a I’encontre des résultats obtenus avec le
polyamide P9. Des expériences en présence de P9 montrait un déplacement de la
topoisomérase II et de la protéine D1 des séquences SAT III (Blattes et al., 2006). Ces
observations sont confortées par les expériences de colocalisation de ces deux protéines sur
chromosomes polyténes. Les résultats suggerent 1’existence d’une sous-population de
topoisomérase II qui se fixerait a I’ADN sans la présence de la protéine DI1. Certes, la
présence de la protéine D1 pleine taille sur les séquences SAT III semble jouer un rdle dans la
localisation mais aussi I’activité de clivage de la topoisomérase II. Cependant, les expériences
in vitro montrent que la relocalisation de la topoisomérase II causée par les traitements avec le
DB75 n’affecte nullement son activité. Par contre, la relocalisation de la topoisomérase II sur
les séquences SAT I du chromosome 4 ne semble pas corrélé avec 1’activité de clivage de
cette protéine puisque aucun clivage de ces séquences n’a été observé in vitro. 1l est possible
de proposer qu’en se fixant dans le petit sillon de I’ADN riche en paire de bases dA«dT, le
polyamide P9 en déplace la protéine DI alors que les diamidines joueraient un réle
d’ouverture de ce petit sillon dans lequel la protéine D1 ne pourrait plus se fixer, sans pour

autant affecter la localisation de la topoisomérase II.
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Des expériences utilisant le DB351, un dérivé de structure trés proche au DB75,
montrant que ce composé est capable de supprimer la PEV de 1’all¢le white-mottled quand
celui-ci est donné a manger a des larves (Susbielle et al., 2005). Des études complémentaires
in vitro ont été réalisée en présence de VM26, un poison de la topoisomérase II qui bloque
I’activité enzymatique de la protéine apres le clivage du premier brin et stabilise le complexe
enzyme/ADN de manicre réversible. Sans addition de DB75, le clivage des séquences SAT III
en présence de VM26 décroit avec le temps, confirmant la réversibilit¢ du complexe de
clivage formé par la topoisomérase II et le VM26 (Borgnetto et al., 1996). En présence de
DB75 et de VM26, la formation des produits de clivage est augmentée. Ces expériences
confirment que la topoisomérase II relocalisée sur les séquences SAT III est catalytiquement

active et que de plus, le DB75 favorise cette activité de clivage.

L’effet de suppression de la PEV du géne white dans la souche w” par les diamidines
passerait donc par une augmentation de 1’activité de la topoisomérase II sur les séquences
SAT III. La présence massive de topoisomérase II sur ces séquences en limiterait alors
I’accessibilité pour d’autres protéines telle que la protéine D1. Cette derni¢re ne se trouvant
plus sur les séquences SAT III, elle ne pourrait plus y recruter les protéines de mise en place
de la structure hétérochromatinienne (HDACI1, SU(VAR)3-9 et HP1, (Blattes et al., 2006)).
Ainsi, le polyamide P9 supprimerait la PEV dans la lignée white-mottled en déplagant la
protéine D1 et en perturbant le recrutement des protéines de mise en place de la structure
hétérochromatinienne, alors que les diamidines agiraient en saturant les séquences SAT III en

topoisomérase II, entrainant un déplacement indirect de la protéine D1 et de ces partenaires.

De méme, il est intéressant de comparer la suppression de la PEV du géne white dans
le cas de I’utilisation des diamidines (Susbielle et al., 2005) ou du VM26 (Blattes et al., 2006).
Le VM26 agit en séquestrant de manicre réversible la topoisomérase Il sur les séquences
SAT III et cette accumulation pourrait interférer avec la fixation des protéines telles que HP1.
L’effet des diamidines, comme il en est discuté précédemment, entrainerait une accumulation
de la topoisomérase II active sur les séquences SAT III, alors que dans le cas du VM26, la
protéine est temporairement inactivée. Ces deux suppresseurs de variégation semblent donc
agir de manicre similaire entrainant une accumulation massive de topoisomérase II sur les
séquences SAT III, créant une gene stérique et empéchant donc la fixation d’autres protéines.
Cependant, dans un cas la topoisomérase II est inactive, avec le VM26, ou active, avec les

diamidines. Ceci suggeére que toute modification de la fonction de la topoisomérase II sur les
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séquences SAT III se traduit par une suppression de la PEV du géne white. Cela place donc
I’activité de clivage de la topoisomérase Il au centre de la régulation de la structure de

I’hétérochromatine de cette région.
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1V. De I’importance des séquences satellites et des élements frontieres

dans la_variégation d’effet de position « A molecular basis for

variegating position effects »

1. Introduction

Les travaux précédents de 1’équipe ont permis de mettre en évidence le rdle de la
protéine D1 dans la localisation de protéines telles que HP1 ou la topoisomérase II au niveau
des séquences SAT III de la drosophile. Ces études ont été menées grace a I’utilisation de
molécules synthétiques telles que le polyamide P9 dont nous avons caractérisé les propriétés
(Blattes et al., 2006). 11 avait dé¢ja été montré que le polyamide P9 était un suppresseur de la
PEV de I’alléle white-mottled (Janssen et al., 2000a).

Nos résultats précédents nous ont permis de démontrer que 1’'utilisation du polyamide
P9 ¢était capable d’affecter la localisation de la protéine DI1. Cette délocalisation a pour
conséquence la perte de la protéine HP1 des séquences SAT III mais pas du locus rDNA

adjacent.

D’autre part, les mécanismes par lesquels la protéine HP1 est recrutée au niveau des
séquences SAT III et sur le rDNA sont différents. Nous avons montré qu’au niveau des
séquences SAT III, ce recrutement est dépendant de la protéine D1, et requiert probablement,
comme dans le cas de la topoisomérase II, la présence de la queue C-terminale acide de la
protéine D1. Par contre, le recrutement de la protéine HP1 sur le rDNA est indépendant de la
présence de la protéine D1. Ce mécanisme pourrait refléter un aspect de la régulation de la
transcription des geénes ribosomiques. En effet, 1’inactivation de certaines copies des génes
ribosomiques passe par la mise en place d’une structure de type hétérochromatinienne (Prior
et al., 1983; Santoro et al., 2002). Des résultats obtenus précédemment nous avait permis de
démontrer qu’en présence de TSA, un inhibiteur des HDAC, la protéine HP1 était déplacée
des sites hétérochromatiniens, et plus précisément des séquences SAT III et du rDNA, et que
la protéine D1 envahissait ces régions laissées vacantes (Blattes et al., 2006). Il existerait donc
un cloisonnement de ces deux types de séquences a I’intérieur du noyau, hypothése probable

du fait de ’engagement du rDNA dans la formation du nucléole en interphase.
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De méme, la régulation de la transcription des génes ribosomiques pourrait faire
intervenir des petits ARN, comme cela a déja ét¢é démontré chez I’homme (Mayer et al.,
2006). Ces petits ARN transcrits a partir des séquences SAT III ont été mis en évidence a la
suite d’une recherche a grande échelle de petits ARN exprimés de maniere dépendante du
développement (Aravin et al., 2003). De nombreuses études ont pu mettre en évidence un role
des petits ARN dans la recrutement de protéine impliquées dans la mise en place de structure
hétérochromatinienne, via le recrutement de la machinerie d’interférence a ARN par une
protéine a CD (voir figure 26 et (Pal-Bhadra et al., 2004)). Cette protéine liant ’ARN et
possédant un CD pourrait étre HP1. En effet, il a ét¢ récemment démontré que la protéine

HP1 possédait une telle activité de liaison a ’ARN (Muchardt et al., 2002).

Le cloisonnement des séquences SAT III et DNA dans deux compartiments différents
mais adjacents suggere la présence de séquences capables de séparer les régions
hétérochromatiniennes et euchromatiniennes. La présence de telles séquences, appelées
¢léments frontieres ou isolateurs, avait ¢ét¢ prédite dés 1939 (Schultz, 1939). Un élément
frontiere localisé entre la partie hétérochromatine et euchromatine du chromosome X
permettrait, dans un contexte normal, de protéger les génes euchromatiniens a proximité de
I’hétérochromatine de la mise en silence médiée par cette structure. De la méme maniére, un
¢lément frontiere placé dans un tel contexte, pourrait protéger le locus du rDNA des effets de
position générés par la proximité de I’euchromatine. En effet, il est possible que I’expression

des genes ribosomiques nécessite un contexte hétérochromatinien pour sa régulation normale.

L’hypothése de la présence d’une telle séquence est d’autant plus fondée que dans le
contexte white-mottled, I’'inversion pourrait déplacer cet ¢lément frontiere, et ainsi expliquer
I’effet de I’hétérochromatine dans le patron d’expression soumis a PEV du géne white. Une
séquence possédant les propriétés d’¢lément fronticre, le BE28, avait été décrite comme étant
présente sous forme de cluster dans cette région mais sa localisation précise n’était cependant

pas connue (Cuvier et al., 2002).

2. Objectifs de [’étude

Les expériences réalisées dans une lignée sauvage suggéraient que 1’effet de

suppression de la variégation par le polyamide P9 passait par une délocalisation de la protéine
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D1 des séquences SAT III. Une délocalisation de cette protéine a pour conséquence une
délocalisation de la protéine HP1 de ces mémes séquences mais pas du rDNA adjacent, mis a
I’écart par formation du nucléole. Cet effet expliquerait le mécanisme a 1’origine de
I’expression relativement normale du gene white dans ce contexte particulier. Nous avons
donc voulu vérifier cette hypothése. De méme, nous avons voulu vérifier I’effet du polyamide
P9 sur la localisation de la protéine HP1 dans les mémes conditions. La protéine HP1 étant
normalement localisée sur les séquences SAT III et sur le rDNA adjacent, un traitement avec
le polyamide P9 peut affecter la localisation de la protéine HP1 sur les séquences SAT III

mais aussi sur le rDNA suite a au déplacement de la protéine D1.

Afin d’expliquer le phénoméne de cloisonnement observé lors de la délocalisation de
la protéine HP1 par le polyamide P9, la localisation de 1’élément fronticre BE28 a été
recherchée grace a des expériences d’hybridation in situ en fluorescence (FISH) sur
chromosome mitotiques. Cette technique a permis de localiser les régions
hétérochromatiniennes avec une précision plus grande que celle obtenue généralement sur les

chromosomes polyténes, ou ces régions sont sous-répliquées.

La perte de cette s€quence dans ’inversion white-mottled pourrait expliquer pourquoi
le géne white est affecté par la structure hétérochromatinienne. Un tel déplacement pourrait
¢galement exercer des effets sur la régulation de la transcription des genes ribosomiques.
Enfin, la perte de 1’élément frontiere BE28 pourrait affecter les génes euchromatiniens autant
que les geénes hétérochromatiniens. Afin de vérifier ces hypothéses, des expériences de

Nortern-blot ont été réalisées.

De méme, nous avons voulu savoir si les petits ARN dérivés des séquences SAT 111
(SATIII-si) jouaient un rdle dans la régulation de I’expression des geénes ribosomiques. Dans
un premier temps, I’existence de ces SATIII-si a ét€¢ recherchée par des expériences de
Northern-blot. Dans un deuxiéme temps, le cas échéant, nous avons recherché leur présence a
proximité du ou dans le nucléole grace a des expériences de FISH contre I’ARN. Cette
localisation permettrait de confirmer notre hypothése de régulation des génes ribosomiques

par des petits ARN issus des séquences SAT III.
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3. Résultats

a. Effet du traitement par le polyamide P9 sur la localisation des

protéines D1 et HP1 dans la lignée white-mottled

Nos travaux précédents ont mis en évidence la capacité du polyamide P9 a rentrer en
compétition avec des protéines endogenes, telles que les protéines D1 et topoisomérase I, au
niveau des séquences SAT III (figure 40, (Blattes et al., 2006) et voir partie précédente).

Il a donc été supposé que I’effet de suppresseur de variégation du polyamide P9
impliquait le déplacement de protéines reconnaissant spécifiquement les séquences ciblées.
Pour autant, ce mécanisme n’avait jamais été vérifié¢ dans de la lignée white-mottled. En effet,
outre le phénotype bien connu de variégation au niveau des yeux, ces mouches présentent un
cycle de vie plus long que celui des mouches sauvages et de plus, elles semblent se

reproduirent beaucoup plus difficilement, ce qui les rends plus difficile a élever.

Afin de confirmer cette hypothése, j’ai tout d’abord réalis¢ des immunolocalisations
avec des anticorps dirigés contre les protéines D1 et HP1 dans la lignée sauvage Oregon R
(voir figure 41). Dans ce contexte, la protéine D1 se localise sur les séquences SAT III. De
méme, la protéine HP1 est localisée massivement au niveau du rDNA. Un marquage est
présent sur les séquences SAT III, mais seulement au niveau de la partie distale de ces
régions. Ces immunolocalisations ont été ensuite comparées aux résultats obtenus dans le

contexte de la lignée white-mottled.

Nous pensions que le polyamide P9 allait également entrainer une délocalisation des
protéines D1 et HP1 des séquences SAT III dans un contexte white-mottled. En effet, dans un
contexte sauvage, un traitement au polyamide P9 entraine un déplacement de la protéine D1
des séquences SAT III et une délocalisation de la protéine HP1 au niveau de ces séquences,

mais pas du rDNA (Blattes et al., 2006).

J’ai donc réalisé des expériences de déplacement de protéines ex vivo avec ou sans

traitement avec le polyamide P9 a partir de larves white-mottled.
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Figure 40 : localisation des séquences
satellites sur des chromosomes mitotiques

grdce a lutilisation du polyamide P9.

Des cerveaux disséqués a partir de larves
femelles de troisieme stade de type sauvage
(Oregon R), sont fixés et colorés en
utilisant le polyamide fluorescent P9F. Ce

polyamide est un dérivé du polyamide P9
sati [ # sATIl

X

directement couplé a la fluorescéine. Il est
synthétisé pour reconnaitre spécifiquement

les séquences SAT I et SAT IIL.

L’image de microscopie a fluorescence présentée ici est un exemple de marquage obtenu avec le
polyamide P9F (en vert), fortement spécifique des séquences SAT I et SAT III. Sur les
chromosomes : le marquage du chromosome X correspond majoritairement aux séquences SAT III,
seule la pointe de ce chromosome présente des séquences SAT I, comme les autres chromosomes
marqués (paires 3 et 4). Sur le noyau interphasique : le marquage se présente sous la forme d’un
focus relativement intense, correspondant probablement a la majorité des séquences SAT III et
SAT I. Cette localisation se superpose avec le point brillant obtenu avec un marquage au DAPI (en

gris) et décrit comme étant une zone hétérochromatinienne.

SAT I

\ \
SATIL pNA

Figure 41 : immunolocalisations des protéines D1 et

HPI sur chromosomes mitotiques de larves sauvages.

Les chromosomes mitotiques issus de neuroblastes larvaires sont marqués avec un anticorps dirigé
contre la protéine D1 (en rouge, A.) ou la protéine HP1 (en rouge, B.), et contremarqués avec le
polyamide Lex9F (en vert, A. et B.). Ce polyamide reconnait spécifiquement les séquences SAT 1
mais tres peu les séquences SAT 111 (Blattes ef al., 2006). Dans les deux cas, les chromosomes sont
contremarqués avec du DAPI (en gris). Les marquages contre les protéines D1 et HP1 semblent
former un gradient de sens opposé suggérant une interaction mutuellement exclusive des ces deux

protéines avec les séquences SAT III.



Dans un premier temps, j’ai recherché I’effet d’un traitement avec le polyamide P9 sur
la localisation de la protéine D1. Sans traitement et dans les conditions des ces expériences, la
protéine D1 est localisée sur les séquences SAT III (voir figure 42A). Aprés un traitement
avec 2,5 uM de P9, la protéine D1 est non seulement délocalisée des séquences SAT III mais
elle est relocalisée massivement sur le rDNA (voir figure 42B). Contrairement a ce qui était
attendu, la protéine D1 n’est donc pas perdue au niveau des chromosomes, mais est

relocalisée.

Dans un deuxiéme temps, les mémes expériences ont été reproduites, mais en
recherchant cette fois les effets du changement de localisation de la protéine D1 sur la
protéine HP1. Pour cela, la localisation de la protéine HP1 a été comparée sans (figure 42C)
ou suite a un traitement avec 2,5 pM de P9 (figure 42D).

Sans traitement, le marquage obtenu pour la protéine HP1 est semblable a celui
observé dans un contexte sauvage sur les séquences SAT III (comparer figure 41B et figure
42C). Pourtant, il apparait un nouveau point de marquage pour la protéine HP1. Celui-ci se
localise sur I’extrémité distale du bras euchromatinien du chromosome X. Ce marquage
pourrait correspondre au point distal de cassure de I’inversion white-mottled. Cette région
serait donc capable de recruter la protéine HP1 et de créer une région ectopique
d’hétérochromatine.

Apres traitement au P9, la protéine HP1 n’est plus localisée au niveau du rDNA mais
est maintenant présente sur les séquences SAT III, a la place de la protéine D1 (voir figure

42D). Par contre, le point de marquage ectopique n’est pas affecté par le traitement avec P9.

Ces résultats aussi surprenant qu’inattendus suggerent que les protéines D1 et HP1
interagissent de manic¢re mutuellement exclusive avec les séquences SAT III mais aussi avec
le rDNA sur des chromosomes portant 1’inversion w”’. Par contre, le point de marquage
ectopique observé en utilisant un anticorps contre la protéine HP1 suggere la formation d’une
structure de type hétérochromatinienne en conséquence de l’inversion white-mottled. Ces
résultats supposent 1’existence de déterminants différents entre les contexte sauvage et white-
mottled, qui permettraient d’expliquer la différence d’effet du traitement par le polyamide P9

dans ces deux lignées.

Une possibilité intrigante est celle émise par J. Schultz, prédisant I’existence de

séquences capables de stopper 1’expansion de la structure hétérochromatinienne et de séparer
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Figure 42 : effet du traitement au P9 sur la localisation des protéines D1 et HPI1 dans des

larves white-mottled 4h.

Des cerveaux de larves de troisieme stade de la lignée white-mottled sont perméabilisés, traités (B.
et D.) ou non (A. et B.) avec du polyamide P9 a 2,5 uM. Des immunolocalisations contre les
protéines D1 (en rouge, A. et B.) et HP1 (en rouge, C. et D.) sont ensuite effectuées, et les
chromosomes sont contremarqués avec du DAPI.

Des barres vertes et bleues indiquent respectivement les positions des séquences satellites de type
III (en vert) et du locus des génes ribosomiques (rDNA, en bleu).

A. et B. : sans traitement, la localisation de la protéine D1 correspond a ce qui est décrit dans la
lignée sauvage (voir figure 42) alors qu’apres traitement, la protéine D1 est déplacée des
séquences SAT III et occupe maintenant la place habituelle de la protéine HP1 sur le rDNA.

C. et D. : sans traitement, la localisation de la protéine HP1 correspond a ce qui est décrit dans la
lignée sauvage (voir figure 42) excepté au niveau de I’extrémité du chromosome X ou un nouveau
point de marquage apparait (not¢ TEL pour région proche du télomeére). Apres traitement, la
protéine HP1 est déplacée du rDNA et prend maintenant la place de la protéine D1 sur les

séquences SAT III. Le nouveau point de marquage n’est pas affecté par ce traitement.



I’hétérochromatine de I’euchromatine (Schultz, 1939). Une telle séquence, si elle existe,
pourrait donc étre inversée dans la lignée white-mottled et sa perte serait a I’origine des

différences observées.

b. Localisation de séquences « marqueurs » a proximité des points

de cassures dans la lignée white-mottled

Afin de mieux décrire les effets de I’inversion au niveau de la localisation des
protéines étudiées, il est tout d’abord important de savoir quelles sont les séquences affectées
par D’inversion. Pour cela, j’ai choisi de m’intéresser aux séquences proches de chaque
extrémité des points de cassures décrits pour 1’inversion white-mottled.

D’un c6té de la cassure, il est connu depuis longtemps que les génes white et Notch
¢taient inversés (Schultz, 1936). La séquence du géne white a donc été utilisée en tant que
sonde dans des expériences de FISH afin de servir de marqueur pour une des extrémités de
I’inversion. De I’autre c6té de la cassure, a proximité du rDNA, des génes ont été caractérisés
comme le géne su(f) (Yamamoto et al., 1990). J’ai cherché a savoir si ce géne était lui aussi
inversé dans la lignée white-mottled. J’ai donc réalisé des expériences de FISH en utilisant des
sondes contre la séquence génomique des genes white, su(f) et d’ une répétition du gene codant
les ARN ribosomiques (figure 43), dont il ne peut étre physiquement résolu. Ces résultats sont
en accord avec les résultats décrivant le point de cassure de I’inversion dans le locus des

genes ribosomiques et plus précisément dans un insertion de type I (Ebert et al., 2004).

Sur des chromosomes X de la lignée sauvage, le géne white est localisé a I’extrémité
du bras euchromatinien (figure 43A). Dans la lignée white-mottled, suite a 1’inversion le géne
white est maintenant localis¢ comme attendu a proximité immédiate du rDNA (figure 43B).
Les mémes expériences ont été réalisées avec une sonde dirigée contre le géne su(f). Dans la
lignée sauvage, le geéne su(f) est localisé a proximité du rDNA (figure 43C). Dans ’inversion,
le géne su(f) est relocalisé sur la partie distale du bras euchromatinien du chromosome X
(figure 43D).Ces résultats montrent donc que dans l’inversion white-mottled, la cassure
intervient dans une région comprise entre le géne su(f) et le IDNA. Le géne su(f) est donc un

bon marqueur de cette extrémité de I’inversion.
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Figure 43 : FISH contre le locus des génes ribosomiques et contre les génes white et

su(f) sur chromosomes mitotiques.

Dans ces expériences d’hybridation in situ de fluorescence (FISH), des sondes contre les
séquences génomiques du géne white (en rouge, A. et B.) ou du geéne su(f) (en rouge, C. et
D.) et contre le locus des geénes ribosomiques (vert) sont utilisées. La localisation du gene
white a été recherchée dans des larves de type sauvage (Oregon R, A. et C.) ou de type
white-mottled (B. et D.).

Dans la lignée sauvage, le gene white est sur I’extrémité distale du bas euchromatinien du
chromosome X (A.). Dans I’inversion white-mottled (B.), le signal correspondant au geéne
white est localisé a proximité du locus des geénes ribosomiques (rDNA), voire méme dans
son extrémité centromérique-distale.

Inversement, dans la lignée sauvage (C.), le géne su(f) (en rouge) est localisé a proximité
du rDNA (en vert). Dans la lignée white-mottled (D.), le géne su(f) est relocalisé a I’autre

extrémité dun chromosome X



c. L’¢lément fronticre BE28 est déplacé par I’inversion

chromosomique white-mottled

L’hypothése émise par J. Schultz suggere 1’existence d’un ¢élément fronticre
permettant de séparer I’hétérochromatine péricentromérique du chromosome X et la partie
euchromatinienne (Schultz, 1939). Un élément frontiére, le BE28, a été décrit comme étant
localisé dans cette région grace a des expériences de FISH sur des chromosomes polyténes
(Cuvier et al., 2002).

J’al donc effectué¢ des expériences de FISH sur chromosomes mitotiques afin de
localiser plus précisément cette séquence (voir figure 44). L’¢lément fronticre BE28
correspond a une séquence de 269 pb présente au sein d’une séquence plus large de 1,2 kb.
Cette dernicre est répétée environ une trentaine de fois sur le chromosome X dans la région
séparant 1’hétérochromatine de 1’euchromatine ((Cuvier et al.,, 2002) et O. Cuvier,
communication personnelle).

Je me suis servie de la séquence de 1,2 kb comme sonde dans les expériences de FISH.
Dans ces mémes expériences, j’ai utilisé des sondes dirigées contre les séquences SAT III et
contre une copie d’une unité de transcription codant les rRNA.

J’ai ainsi pu montrer que 1’élément frontiére était localisé, sur un chromosome X de
lignée sauvage, entre le rDNA et le bras euchromatinien (figure 44A). Les mémes expériences

ont ét¢ menées sur des chromosomes X de la lignée white-mottled (figure 44B).

Les résultats démontrent que 1’élément frontiere BE28 est déplacé dans I’inversion
chromosomique white-mottled. Pour compléter la cartographie des séquences de cette région,
j’ai réalisé des expériences de FISH en utilisant des sondes dirigées contre 1’élément fronticre
BE28 et le gene su(f) (figure 45).

Des données préalables supposaient que le géne su(f) se trouvait localisé a proximité
du rDNA, c'est-a-dire dans la partie hétérochromatinienne, et non pas du co6té¢ du bras
euchromatinien (O'Hare et al., 2002; Yamamoto et al., 1990). Des données plus récentes on
montré que le geéne su(f) était séparé du rDNA par une séquence de 5,9 kb répétée en tandem
(O'Hare et al., 2002). Cependant, I’activité de fronticre de cet élément n’a pas encore été
confirmée.

Dans la lignée sauvage, il apparait que le géne su(f) est effectivement localisé entre

I’¢lément frontiere et le rDNA (figure 45A). Conformément & ce qui est attendu, apres
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Figure 44 : FISH contre les séquences SAT III et I’élément frontiére BE28 sur chromosomes

mitotiques et noyaux interphasiques.

Dans ces expériences .S\T ml g SATII
d’hybridation in  situ de :. TONA / {’
fluorescence  (FISH), des SATIII

sondes contre les séquences
SAT 1II, la séquence de

I’élément frontiere BE28 et le

SAT III

locus des genes ribosomiques
(rDNA) sont utilisées. Dans la

lignée sauvage (A.), le IDNA

e
. 1A )
est encadré par 1’élément SATIT  sarmi®e |
frontiere BE28 (en rouge) 'y
w
d’un coté et par les séquences X D SATI

SAT III (en vert) de I’autre.
La méme expérience réalisée sur une lignée sauvage (B.), mais avec cette fois avec trois sondes
confirme cette observation. Ici, les sondes sont dirigées contre les séquences SAT III (en rouge), le
rDNA (en vert) et I’é1ément frontiére BE28 (en rouge). Dans I’inversion white-mottled (C.), le signal
correspondant a 1’¢lément frontiére (en rouge) est localisé de I’autre coté sur le chromosome X, et se

retrouve donc tres éloigné du rDNA (signalé par un trait bleu) et des séquences SAT III (en vert).

Oregon R | B. white-mottled

. o
- — SATIO

BE2s IDNA

Figure 45 : FISH contre I’élément frontiére BE2S et le géne Su(f) sur chromosomes mitotiques.

Dans ces expériences d’hybridation in situ de fluorescence (FISH), des sondes contre la séquence de
I’¢lément frontiere BE28 (en vert, A. et B.), et le géne su(f) (en rouge, A. et B.) sont utilisées.

Sur la lignée sauvage (C.), le gene su(f) (en rouge) est localisé entre 1’élément frontiere BE28 (en
vert) et le locus des génes ribosomiques. Dans I’inversion white-mottled (D.), les deux séquences
sont inversées et le géne su(f) est plus prés de la région télomérique que 1’élément frontiére. La
localisation du gene su(f) mise en évidence ici tend donc a le caractériser comme un gene

hétérochromatinien.



inversion le géne su(f) et localisé entre I’élément frontiére et la région télomérique. Dans les
deux contextes, le géne su(f) n’est donc pas dans la partie euchromatinienne du chromosome
X mais pourrait constituer un nouveau membre de la famille réduite des genes

hétérochromatiniens.

d. Effet de la perte de I’¢élément frontiére sur la transcription des

genes ribosomiques

La régulation de la transcription des génes ribosomiques fait intervenir, entre autre,
des déterminants s’apparentant a la machinerie de mise en place de la structure
hétérochromatinienne. Les nucléosomes présents au niveau des copies actives contiennent le
variant d’histone H3.3 (Ahmad and Henikoff, 2002; Schwartz and Ahmad, 2005) alors qu’au
niveau des copies inactives, la lysine 9 de I’histone H3 est méthylée (Prior et al., 1983;
Santoro et al., 2002). Nous avons donc recherché I’effet de certaines mutations suppresseur de
variégation sur la transcription des genes ribosomiques. La perte de I’¢élément fronticre BE28
dans le contexte white-mottled pourrait en effet perturber la transcription des genes

ribosomiques.

J’ai donc réalisé des expériences de Northern-blot en utilisant des sondes capables de
reconnaitre différentes formes des ARN ribosomiques (voir figure 46 et (Fox, 1997; Giordano
et al., 1999; Long and Dawid, 1980)). Contrairement a ce qui est décrit dans les autres
organismes, la drosophile posséde la particularité¢ de présenter un ARN « mature » de 28S
scindé en deux parties, le 28Sa et le 28Sb, qui restent cependant associées au sein des
ribosomes. L’étape de maturation du 28S en 28Sa et 28Sb enle¢ve une courte séquence d’ARN
de 27 nucléotides. Cette particularité permet de détecter tous les ARN précurseurs de I’ARN
de 28S mature en utilisant une sonde dirigée contre la partie clivée. Les autres sondes ont été
choisies afin de détecter des précurseurs précoces (sonde ETS1), plus tardifs (sonde ITS1) ou

la forme mature (sonde 18S).

En comparant les différentes pistes sur chaque membrane, il semble que Ia
transcription des genes ribosomiques n’est visiblement pas affectée dans la lignée white-
mottled. Par contre, il semblerait que la transcription des génes ribosomiques soit diminuée

dans les lignées wm™"/Su(var)2-5 et Wm4h/Su(var)3—9. Ces lignées correspondent a des lignées
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Figure 46 : schéma de maturation de I’ARN ribosomique de la drosophile (d’aprés Long
etal., 1980).

La formation des ARN ribosomiques matures nécessite de nombreux clivages mais aussi
des modifications post-transcriptionnelles. Sont représentées ici les deux principales voies
de maturation décrites chez la drosophile (Long et al/, 1980), avec les principaux points de
clivage (clivages séquentiels du site 1 au site 6).

Contrairement a la plupart des autres especes, la voie de maturation de I’ARN de 28S chez
la drosophile présente une particularité. L’ARN ribosomique de 28S est clivé en deux
sous-parties qui resteront associées dans la particule ribosomale.

Sur ce schéma, sont représentées les sondes utilisées dans les expériences de Northern-
blot. Il est a noter que la sonde appelée ITS3 correspond a la totalité de la partie clivée au

sein du 28S.



white-mottled (wm®) respectivement mutées au niveau de génes suppresseurs de variégation
comme le géne Su(var)2-5, qui code la protéine HP1, et le géne Su(var)3-9 codant I’histone
méthyl-transférase spécifique de la lysine 9 de I’histone H3. Cette observation est faite en
comparant les signaux obtenus en utilisant les sondes dirigées contre les précurseurs des ARN
ribosomiques (figure 47A, C et D) et ceux obtenus en utilisant la sonde dirigée contre la

forme mature de I’ARN de 18S (figure 47B).

Ces résultats suggérent donc I’intervention des protéines HP1 et SU(VAR)3-9 dans la
régulation positive de la transcription des geénes ribosomiques. Dans un contexte white-
mottled, la présence de ces protéines n’affecte pas la transcription des geénes ribosomiques.
Par contre, ces protéines influencent 1’expression du géne white, localisé a proximité de ces
séquences. Dans un contexte ou ces protéines sont moins présentes (effet de dose suite a la
mutation d’un des genes codant la protéine d’intérét), le géne white semble retrouver une
expression normale alors qu’au contraire, il semblerait que la transcription des génes

ribosomiques soit affectée.

e. Roles des petits ARN issus des séquences SAT III

La caractérisation de ces petits ARN souléve la question de I’initiation de la mise en
place de la structure hétérochromatinienne grace a I’intervention de la machinerie RNAI,
comme cela a déja été décrit chez la levure S. pombe (Volpe et al., 2002). Cette intervention a
¢été recherchée chez la drosophile, grace a des expériences mettant en jeu des phénotypes de
variégation. Certes, la PEV de certains génes mini-white peut étre supprimée dans des lignées
mutantes pour des protéines de la machinerie RNAi (Pal-Bhadra et al., 2004). Mais les lignées
utilisées dans cette ¢tude ne sont pas des souches de type white-mottled. Elles possédent des
insertions de genes mini-white répétés sur les chromosomes 2 ou 4.

Les tests réalisés sur la lignée white-mottled dans un contexte mutant pour les
protéines de la machinerie RNAi (PIWI et ARGONAUTE]I, mutations transhétérozygotes) ne
montrent pas de variation dans le phénotype de PEV du géne white (communication
personnelle, U. Bhadra). Seule la mutation de DICER altere la variégation du gene white mais
ne la supprime pas (communication personnelle, U. Bhadra). Ces résultats suggérent donc
qu’il existerait une autre voie d’initiation de l’assemblage de I’hétérochromatine, non

directement liée a la machinerie RNAI.
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Figure 47 : effet des mutations suppresseurs de variégation sur la transcription des

geénes ribosomiques .

Ces figures représentent des membranes de Northern blot hybridées avec différentes
sondes (voir figure précédente pour la position des sondes). Quatre types d’ARN totaux
ont été séparés sur gel : des ARN extraits a partir de mouches sauvages (Oregon R), de
mouches de la lignée white-mottled (wm*), et de mouches de la lignée white-mottled qui
portent des mutations du géne codant la protéine HP1 (wm?/Su(var)2-5) ou la protéine
Su(var)3-9 (wm**/Su(var)3-9). En comparant les pistes, il est possible de voir que dans le
cas des lignées wm*/Su(var)2-5 et wm*/Su(var)3-9, la transcription des génes
ribosomiques semble diminuée. De méme, il semblerait qu’une des voies de maturation
soit affectées car une espéce, minoritaire dans les autres pistes, est surreprésentée dans les

pistes correspondantes (voir I’astérisque dans la partie C.)



Malgré ces résultats, la présence de petits ARN, les SATIII-si, issus probablement de
la transcription des séquences SAT III (Aravin et al., 2003) pourrait suggérer ’existence d’un
mécanisme impliquant des petits ARN dans la mise en place de la structure
hétérochromatinienne. Ces SATIII-si ayant été découvert suite a une approche de clonage, j’ai
tout d’abord recherché leur existence dans les cerveaux de larves de drosophile de 3°™ stade.
Dans un premier temps, je ne me suis intéressée qu’a la plus longue des especes décrites : une

forme de 28 nucléotides que j’appellerai SATIII-si28.

J’ai tout d’abord recherché 1’existence du SATIII-si28 grace a des expériences de
Northern-blot. Pour cela, une sonde correspondant a la séquence antisens du SATIII-si28 a été
synthétisée puis radiomarquée. Ces expériences ont été réalisées a la fois sur des ARN totaux
extraits a partir de larves de type sauvage ou white-mottled. Dans les deux cas, la sonde révele
plusieurs espeéces qui forment une échelle dont la plus petite bande détectée est de 28
nucléotides (figure 48A). Ces résultats suggerent 1’existence de plusieurs transcrits

hétérogenes ou de leurs précurseurs issus de la transcription des séquences SAT III.

Ces résultats préliminaires confirment I’existence in vivo de ces SATIII-si28. Méme
s’il sera difficile d’établir un rdle, s’ils en ont un, pour ces SATIII-si, des données
significatives peuvent étre obtenues en examinant leur localisation au niveau des noyaux de
tissus larvaires. Pour cela, des expériences de FISH contre I’ARN ont été réalisées en utilisant

une sonde synthétisée antisens a la séquence décrite pour le SATIII-si28.

En nous basant sur notre hypothése que les séquences SAT III jouent un role dans la
régulation des genes ribosomiques, nous avons supposé que ce SATIII-si28 puisse Etre
impliqué dans ce mécanisme et pourrait donc étre accumulé dans le nucléole. Suivant cette
hypotheése, nous avons réalisé des co-marquages a la fois contre le SATIII-si28 et contre le
snoARN U3, connu pour s’accumuler dans le nucléole. L’utilisation d’un double marquage
s’est avéré indispensable du fait de la difficulté a observer la structure nucléolaire par des
techniques classiques de microscopie optique (contraste de phase ou Nomarski).

Comme le montre la figure 48B, la sonde dirigée contre le snoARN U3 décore une
structure sphérique qui correspond au nucléole. De maniére remarquable, la sonde dirigée

contre le SATIII-si28 révele un ou deux foci d’accumulation qui ne sont significativement
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Figure 48 : détection des petits ARN issus des séquences SAT III (SATIII-si) .

A. Northern-blot effectué sur des ARN totaux extraits a partir de larves de troisiéme stade
de la lignée sauvage (Oregon) ou white-mottled (wm*").

Dans chaque ligne, une échelle correspondant a des petits ARN apparait. La bande de plus
faible taille correspond a un petit ARN d’environ 28 nucléotides. Le marqueur correspond

au plasmide PhiX174 (FERMENTAS) digéré par Hinf I et marqué radioactivement.

B. Hybridation in situ de fluorescence (FISH) contre I’ARN.

La sonde contre le SATIII-si28 (en rouge) montre que ces petits ARN forment entre 0 et 2
foci par noyau. Ces foci ne colocalisent pas avec le nucléole révélé par la sonde contre le
snoARN U3 (en vert). Ces foci ne présentent pas de localisation définie dans le noyau et

peuvent étre détectés soit proches, soit loin I’un de 1’autre.

Les sondes utilisées dans ces expériences correspondent a la séquence antisens du
SATIII-si28 (d’apres Aravin ef al., 2003), et sont soit marquées radioactivement (A.), soit

couplées a un fluorochrome rouge (Cy3, B.).



jamais associés a la structure nucléolaire. Ces résultats suggérent donc que le SATIII-si28

n’est pas impliqué dans la régulation de 1’expression des genes ribosomiques.

4. Conclusions et discussions

Les expériences menées sur la lignée white-mottled ont montré que le polyamide P9
n’avait pas le méme effets sur les protéines D1 et HP1, par rapport a ce qui avait été décrit sur
la lignée sauvage. Dans cette lignée, un traitement au P9 entraine une délocalisation de la
protéine HP1, conséquente a la perte de la protéine D1 des séquences SAT III. Au contraire,
dans la lignée white-mottled, P9 entraine un échange de la localisation des deux protéines sur
deux domaines adjacents que sont les séquences SAT III et le rDNA. Cette différence pourrait
s’expliquer par la perte de 1’élément frontiere BE28. Cette hypotheése émise en 1939 par J.
Schultz a été confirmée par notre étude (voir figure 49). Cependant, le BE28 peut ne pas étre
le seul élément frontiere de cette région. En effet, une séquence de 5,9 kb répétée en tandem a
¢été décrite comme étant localisée entre le géne su(f) et le rDNA (O'Hare et al., 2002). Méme
si I’activité de cette séquence en tant qu’élément frontiére n’a pas encore été validée, sa
localisation en fait aussi un candidat pour la fonction de frontiére entre hétérochromatine et
euchromatine. De plus, cette séquence est elle aussi déplacée dans I’inversion white-mottled.
Cependant, le déplacement du BE28 a plusieurs conséquences qui laissent penser que cette

séquence est un bon candidat pour étre la frontiére entre hétérochromatine et euchromatine.

La relocalisation du BE28 au niveau de I’extrémité du bras euchromatinien va
entrainer la formation d’un domaine hétérochromatinien ectopique, caractérisé par la présence
de la protéine HP1. Les éléments frontieres fonctionnant généralement par paires, la
formation d’un tel domaine suppose donc la présence d’un autre ¢lément frontiére et permet
donc de formuler plusieurs hypothéses. Une possibilité est que 1’élément frontiere BE28 soit
relocalisé¢ « a proximité » d’un autre ¢lément frontiére déja existant dans cette région sub-
télomérique et dont le role serait de protéger le bras euchromatinien des effets de
I’hétérochromatine télomérique. Une telle hypothése est compatible avec 1’apparition d’une
nouvelle région trés délimitée d’hétérochromatine ectopique dans la partie distale du bras

euchromatinien du chromosome X.

242



A. Oregon

white Su

TEL _ | vy rDNA o0

<«—— EUCHROMATINE > < HETEROCHROMATINE ————p

B. White-mottled

Su

Figure 49 : schémas de chromosomes X de drosophile comparant le positionnement des
différentes séquences étudiées et la localisation des protéines HPI et D1 entre une lignée

sauvage et la lignée white-mottled.

A. Lignée sauvage de type Oregon

B. Lignée white-mottled 4.



Une autre possibilité est que, lors de la cassure, I’inversion inclue un autre ¢lément
frontiére qui serait normalement localisé¢ entre le géne su(f) et le rtDNA. Une séquence qui
pourrait avoir une activité de fronticre a été décrite dans cette région et son analyse en tant
que telle est en cours. Cette séquence est répétée et est riche en paires de bases dA+dT (O'Hare
et al., 2002). Une autre évidence qui renforce cette théorie provient de diverses observations
réalisées lors de 1’analyse des résultats d’expériences de FISH. En utilisant une sonde dirigée
contre une répétition des génes ribosomiques, il est apparu un marquage du c6té proximal de
I’inversion, a proximité du signal correspondant au géne su(f).

L’une ou l’autre de ces hypothéses est envisageable. Mais en fonction de la taille
relative de 1’hétérochromatine ectopique formée dans cette région télomérique-proximale, la
premiére hypothése semble la plus probable. Il est aussi possible que, lors de I’inversion, un
¢lément frontiére soit déplacé avec le géne white, et que celui-ci ne soit plus actif dans sa
nouvelle localisation par perte de son compagnon. Au contraire, I’élément BE28 serait, lui,

capable de recréer une frontiére active dans sa nouvelle localisation.

La perte de 1I’¢lément fronticre BE28 qui semble séparer 1’hétérochromatine et
I’euchromatine pourrait aussi avoir une influence sur la régulation de la transcription des
génes adjacents. Nos résultats semblent déja montrer que la transcription des génes
ribosomiques n’est visiblement pas affectée dans les lignées white-mottled. Ces résultats
semblent appuyer I’hypothése de 1’existence d’un autre élément fronticre entre le géne su(f) et
les genes ribosomiques. Néanmoins, les lignées white-mottled sont viables mais leur cycle de
vie est plus lent en comparaison a celui de mouches sauvages. Le phénotype de variégation
peut étre accentué¢ ou allégé en fonction de certains parameétres de culture : température,
nombre d’individus par tubes, alimentation.... Par exemple, une augmentation de la
température de culture de 18 a 22 °C accentue le phénotype de variégation, les mouches ayant
les yeux pales sont plus nombreuses, et entraine une diminution du nombre d’individus
viables. Il serait donc intéressant de reproduire ces expériences en faisant varier certaines

conditions de culture.

Un autre résultat important nous a permis de montrer que la perte des protéines HP1 et
SU(VAR)3-9 avait un impact négatif sur la régulation de la transcription des genes
ribosomiques. Les lignées utilisées, wm™/Su(var)2-5 et wm™/Su(var)3-9, présentent un
contexte chromatinien différent d’une lignée sauvage. Dans ces deux lignées, il semblerait

que la présence de la protéine HP1 soit nécessaire a la transcription normale des génes
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ribosomiques. L’effet semble moins marqué dans la lignée wm*"/Su(var)3-9 car I’absence de
I’activité de cette protéine semble pouvoir étre compensée par ’activité d’autres histone
méthyltransférases telles que la protéine G9a (voir introduction). Cependant, il serait aussi
intéressant de reproduire ces expériences en faisant également varier des parametres de

culture, comme pour les lignées white-mottled.

La diminution de la transcription des génes ribosomiques en absence de la protéine
HP1 pourrait s’expliquer par un mécanisme impliquant, au contraire, une augmentation de
I’accessibilité du locus. L’absence de la protéine HP1 augmenterait le nombre de génes actifs,
et augmenterait donc le nombre de cibles pour les complexes de transcription. Le mécanisme
impliquant le facteur UBF indique que ce facteur resterait associé aux promoteurs des geénes
actifs. Ceci pourrait conduire & une titration de ces protéines, résultant, contradictoirement, a
une perte d’efficacité de ces facteurs de transcription. De méme, la différence de structure
nucléosomale entre génes transcrits et non transcrits (Toussaint et al., 2005) peut expliquer
I’importance de la présence de la protéine HP1. En effet, si une majorité¢ des génes présente
une structure nucléosomale de type active, la structure globale du nucléole pourrait étre

altérée et donc générer des défauts de croissance.

Dans ces lignées wm4h/Su(var)2—5 et wm™/Su(var)3-9, nous avons aussi mis en
¢vidence I’augmentation du signal pouvant correspondre a un précurseur des ARN
ribosomiques de 5,8S, 2S et 28S. Cette accumulation pourrait traduire un ralentissement dans
la voie de maturation de ces formes, peut étre du a 1’absence d’un facteur essentiel a cette
¢tape de maturation.

Cette dérégulation de la transcription des génes ribosomiques génererait des petits
ARN qui pourraient étre a la base du recrutement de la protéine HP1 sur ces séquences. Nous
avons mis en évidence que le recrutement de la protéine HP1 sur le rDNA ne dépendait pas de
la présence de la protéine D1 mais impliquait un autre mécanisme. La protéine HP1 pourrait
donc soit interagir directement avec I’ADN au niveau du rDNA, mais il n’est pas exclu que
des formes immatures des ARN ribosomiques soient impliqués dans son recrutement. Cette
hypothése souléve donc la question du role essentiel de la protéine HP1 dans la régulation des
genes ribosomiques. La protéine HP1, qui serait donc impliquée directement dans le controle
de I’expression des geénes ribosomiques, assurerait donc un controle fortement régulé du

nombre de copies de génes actifs.
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Nous avons vu que la structure hétérochromatinienne, et plus exactement les protéines
associées a I’hétérochromatine, pouvait jouer un rdle dans la régulation des genes
ribosomiques. Au cours de ce travail, je me suis aussi intéressée au role éventuel des SATIII-
si dans ce méme mécanisme de régulation. Les résultats que j’ai obtenu ont permis de valider
leur existence, et plus particulierement celle de la forme la plus longue qui avait été décrite :

le SATIII-si28.

Les résultats préliminaires obtenus par les expériences de FISH contre I’ARN
¢tablissent deux informations importantes. Tout d’abord, le SATIII-si28 s’accumule de
manicre frappante sous forme de foci, dont le nombre peut varier de aucun a deux par noyaux.
Ensuite, contrairement a ce que nous pensions, ces foci ne colocalisent pas avec le nucléole,
suggérant donc une fonction distincte de celle de régulation de 1’expression des genes
ribosomiques. En effet, les foci d’accumulation des SATIII-si28 sont retrouvés éloignés du
nucléole et apparaissent soit sous forme de paires, soit proches, soit distants. Ce patron de
marquage est indépendant du sexe, permettant d’écarter I’hypothése d’une accumulation sur
le chromosome X, et de la lignée utilisée pour ces expériences (sauvage ou white-mottled). La
variation de la distance entre les deux foci de la méme paire permet aussi d’écarter la
possibilité d’une accumulation sur un autosome. En effet, les chromosomes homologues

restent appariés pendant I’interphase chez la drosophile.

Afin de déterminer si ces SATIII-si28 s’accumulent sur sites chromosomiques précis,
il sera nécessaire de réaliser le méme type d’expériences sur des chromosomes polytenes.
Cependant, la sous-réplication de ces séquences dans les glandes salivaires pourrait ne pas
permettre la transcription d’une quantité suffisante de SATIII-si28 pour étre détectable.

Cependant, il est possible d’envisager que ces SATIII-si28 ne soient pas originaires du
bloc de séquences SAT III présent sur le chromosome X. En effet, les séquences SAT III sont
retrouvées dispersées dans le génome de la drosophile et il ne faut pas négliger la possibilité
que ces SATIII-si proviennent d’une de ces séquences. Nous devons aussi démontrer que ces
SATIII-si sont de vrais siARN, plutdt que des petits transcrits d’origine aléatoire. Leur
présence devra donc étre recherchée dans des lignées mutantes pour des protéines de la

machinerie RNAI.

Une autre possibilité serait que les SATIII-si ne soient pas associés avec des sites

spécifiques dans la chromatine mais plutdt avec des sous-structures nucléaires. Si SATIII-si28
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est effectivement un siARN, on devrait d’attendre a ce que ses sites d’accumulation
contiennent une cible ARN, aient une localisation précise et soient présents en nombre
variable. Une des sous-structures nucléaires qui remplit ces conditions est le corpuscule de

Cajal (Liu et al., 2006).

Nos efforts afin d’identifier des cibles potentielles pour le SATIII-si28 sont biaisées de
par le séquengage incomplet des séquences répétées de la drosophile. Cependant, la derniere
version du séquencage du génome de la drosophile permet de mettre en évidence certains
alignements entre la séquence du SATIII-si28 et des séquences non encore annotées. De
méme, certains alignements montrent que la séquence du SATIII-si28 posséde des cibles
potentielles dans la région SAR/MAR de I’isolateur gypsy. Il est connu que la protéine
SU(Hw) et son compagnon Mod(Mdg4) sont capables de se lier a ces séquences afin de lui
conférer son activité¢ d’isolation (Ghosh et al., 2001). De plus, les protéines SU(Hw) et D1
colocalisent sur un sous-ensemble restreint de séquences gypsy (communication personnelle,
Pamela Geyer). La correspondance entre les séquences du SATIII-si28 et de I’insulateur
gypsy se trouve au niveau de la partie riche en paires de bases dA+dT de ce dernier, partie qui
pourrait potentiellement étre reconnue par la protéine D1. Des expériences de localisation de
la protéine D1, des SATIII-si28 et des insulateurs gypsy pourraient de révéler intéressantes
puisque ces séquences peuvent étre retrouvées sous forme de clusters dans les noyaux (Byrd
and Corces, 2003). Enfin, nous pourrons rechercher si la protéine D1 joue un rdle dans la
transcription de ces SATIII-si au niveau des séquences SAT III grace a des techniques de

siARN dont la cible serait ’ARNm de D1.
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F. CONCLUSIONS et PERSPECTIVES
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1. Objectifs de cette étude

Dans un premier temps, 1’objectif de mon projet de thése était de valider 1'utilisation
de ligands synthétiques du petit sillon de I’ADN afin d’étudier la structure biochimique de
I’hétérochromatine. Aprés avoir mis au point certaines techniques spécifiques, j’ai étudi¢ les

mécanismes d’action de ces drogues, a la fois in vitro, ex vivo et in vivo.

Dans un deuxiéme temps, 1’élaboration de techniques d’utilisation de ces molécules
nous a permis d’accéder a de nouveaux outils pour I’étude de la fonction de
I’hétérochromatine. Ainsi, nous avons pu mettre en évidence le role central de la protéine D1
dans le recrutement des protéines responsables de la mise en place de la structure
hétérochromatinienne. La compréhension du rdle de la protéine DI au sein de
I’hétérochromatine nous ameéne donc a envisager plusieurs hypothéses sur la fonction de

I’hétérochromatine elle-méme.

Il. Les ligands du petit sillon de I’ADN : un_nouvel outil d’étude de

I’hétéerochromatine

Les ligands du petit sillon de I’ADN, comme les oligopyrroles (Janssen et al., 2000a;
Janssen et al., 2000b) ou les diamidines (Susbielle et al., 2005), ont tout d’abord été¢ utilisés
pour leur capacité¢ a interagir spécifiquement avec des séquences cibles présentant des
propriétés structurales particuliéres. Les séquences d’ADN riches en paires de bases dAedT
possédent un petit sillon beaucoup plus profond et plus étroit que celui des séquences mixtes

(Crothers et al., 1990).

L’ hétérochromatine possede une composition en paires de bases fortement biaisée car
les séquences satellites qui la constituent sont en majorité riches en paires de bases dAdT
(Lohe et al., 1993). Les enchainements réguliers de ces paires de bases alterent la structure
générale de la double hélice. De ce fait, le petit sillon étroit et profond de ces séquences

représente une cible préférentielle pour ces petites molécules.
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Nous avons montré que I’interaction de molécules telles que les oligopyrroles ou les
diamidines entrainent un changement de conformation de ces séquences et influencent ainsi

les interactions entre I’ ADN et les protéines qui reconnaissent ces structures.

Les différentes familles de composés possédant cette capacité de liaison au petit sillon
présentent aussi la particularité d’affecter la localisation et/ou ’activité de la topoisomérase 11
(Adachi et al., 1989; Bell et al., 1996; Bell et al., 1997; Fesen and Pommier, 1989;
Woynarowski et al., 1989a; Woynarowski et al., 1989b), et plus particuliérement sur les

séquences SAT III (Kds and Laemmli, 1992; Kés et al., 1993).

Nos études nous ont permis de conforter la plupart de ces résultats. Actuellement,
outre le fait de représenter des outils puissants pour 1’étude des interactions entre
I’hétérochromatine et les protéines qui la reconnaissent, les ligands du petit sillon de I’ADN
riche en paires de bases dAedT pourraient s’avérer étre des molécules relativement
prometteuses dans des thérapies cellulaires. En effet, sans interagir avec des séquences
codantes, ils sont cependant capables de moduler 1’activité transcriptionnelle de certains génes
(Dervan and Edelson, 2003), mais aussi d’agir sur la disponibilité d’enzymes essentielles telle
que la topoisomérase II (Blattes et al., 2006). La compréhension des mécanismes par lesquels
ils influence la localisation et 1’activité de la topoisomérase II représente donc un axe de

recherche majeur a développer.

IIl. La protéine DI : plateforme de recrutement de protéines de

D’héterochromatine

La protéine DI de la drosophile avait été décrite comme pouvant interagir
spécifiquement avec les séquences SAT I et SAT III, riches en paires de bases dAedT
(Levinger and Varshavsky, 1982). Mais son rdle au sein de ces séquences restait a déterminer.
Grace a l'utilisation de ligands du petit sillon de ’ADN synthétisés pour reconnaitre
spécifiquement les séquences SAT I et SAT III de la drosophile (Janssen et al., 2000a), nous
avons pu déterminer que la protéine D1 était capable de recruter des protéines essentielles a la
formation ou au maintien de la structure hétérochromatinienne sur ces séquences (Blattes et
al., 2006). Ces résultats renforcent ceux des approches plus classiques précédemment mises

en ceuvre (Aulner et al., 2002; Monod et al., 2002).
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Ainsi, la protéine D1 est capable d’influer sur la localisation de la protéine HP1 au
niveau des séquences satellites a « hétérochromatiniser ». La protéine HP1 est impliquée dans
la mise en place des marques épigénétiques caractérisant I’hétérochromatine (Eissenberg and
Elgin, 2000). De méme, la protéine D1 intervient dans la localisation de la topoisomérase II
sur ces mémes séquences. Nous avons pu démontrer que cette interaction était essentielle au
maintien de D’activité cette enzyme et a sa localisation. La protéine D1 est I’orthologue de la
protéine humaine HMG-A, qui est elle-méme localisée préférentiellement au niveau des
séquences riches en paires de bases dA+dT (Reeves and Nissen, 1990). Il serait intéressant de
poursuivre 1’étude du role des protéines MATH, dont les protéines D1 et HMG-A font parties,
dans des cellules humaines grace a une stratégie utilisant des molécules chimiques spécifiques
des séquences cibles de la protéine HMG-A. Nous pourrions ainsi proposer un modele plus
général pour la fonction des protéines MATH au niveau de ces séquences riches en paires de

bases dA+dT, fonction qui reste a déterminer dans le cas de la protéine HMG-A.

Nos ¢études de la localisation des protéines D1 et HP1 sur une lignée modele de
drosophile, la lignée white-mottled, nous ont aussi permis de valider 1’hypothése selon
laquelle un ¢lément frontiére était présent dans la région séparant hétérochromatine et
euchromatine. Afin d’étudier I’influence de cet élément frontiere, le BE28 (Cuvier et al.,
2002), des études visant a I’inactiver biochimiquement pourraient conforter ces résultats. Cet
¢lément frontiére correspondant a une séquence répétée, ces études pourraient mettre en
ceuvre 'utilisation de ligands du petit sillon spécifiques de cette séquence, ou la dégradation
des protéines qui le reconnaissent, BEAF32 (Zhao et al., 1995), par des techniques
d’interférence @ I’ARN. L’inactivation de cet élément frontiere pourrait avoir des

répercussions sur les génes qui se trouvent a proximité, tels que le rDNA et le géne su(f).

Nos observations sur les localisations des protéines D1 et HP1 nous ont aussi amené a
nous intéresser au rDNA. Les génes ribosomiques sont toujours retrouvés associés a des
séquences satellites de type alphoides chez les eucaryotes supérieurs comme chez la souris et
I’homme (Hirai et al., 1999). Les séquences SAT III sont les seuls représentants de cette
famille chez la drosophile. La conservation de cette juxtaposition et nos résultats sur la
localisation de la protéine HP1 nous ont amené a proposer un role pour ces séquences

satellites.
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1V. Les séquences satellites alphoides : régulateur de la transcription

des génes ribosomiques 2

Les premiers résultats que nous avons obtenus semblent indiquer que les séquences
SAT III pourraient servir de site « stockage » pour la protéine HP1, une fonction qui pourrait
jouer un role important dans la régulation de la transcription des geénes ribosomiques. Les
modifications épigénétiques de type méthylation de la lysine 9 de I’histone H3 sont déja
connues pour intervenir dans la régulation de la transcription de certaines copies de génes
ribosomiques (Santoro and Grummt, 2001; Santoro et al., 2002; Zhou et al., 2002). La
présence de la protéine HP1 sur des promoteurs inactifs a été confirmée (Santoro et al., 2002).
Nous avons montré qu’une perte de dose de protéine HP1 semblait entrainer une diminution

du taux de transcription de ces genes.

La juxtaposition entre les séquences satellites alphoides et le rDNA suggere donc un
role de stockage des protéines capables d’intervenir dans la régulation de la transcription des
genes ribosomiques. Cette hypothése relance donc la théorie selon laquelle I’hétérochromatine
serait un site de stockage de protéines et leur séquestration au niveau de cette structure
permettrait d’en réguler la disponibilité. Les évidences montrant que toute perturbation des
interactions entre I’hétérochromatine et les protéines qui la reconnaissent influent sur la

régulation génique confortent cette hypothese (Lu et al., 2000).

Nous avons aussi pu démontrer que la perte de 1’¢lément frontiere BE28 dans la lignée
white-mottled ne semblait pas affecter la régulation des geénes ribosomiques. Cette
constatation suggere plusieurs hypothéses quant aux mécanismes possibles de
compartimentalisation du nucléole. Il est connu de longue date que la séquence codante des
genes ribosomiques sont capables de former le nucléole, quelle que soit leur localisation
(Ritossa and Spiegelman, 1965). Mais la question de leur compartimentalisation reste
cependant en suspens, et plus particulierement suite a nos résultats concernant les
localisations des protéines D1 et HP1. Nous avons démontré que ces deux protéines avaient la
méme localisation sur les séquences SAT III et le rDNA, a la fois dans une souche sauvage et
dans une souche white-mottled. Par contre, nous avons aussi pu établir une différence de
localisation de ces deux protéines entre une souche sauvage et une souche white-mottled suite

a un traitement au P9.
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Ces différents résultats supposent un role a la fois des protéines HP1 et D1 dans la
régulation de la transcription des génes ribosomiques. Il est aussi possible d’envisager que la
perte de I’élément frontiere BE28 ne perturbe pas 1’équilibre de localisation de ces protéines
¢tablit entre les séquences SAT III et le rDNA. Ces données suggerent donc que le nucléole
est un compartiment qui fonctionne de maniére autonome et est capable de s’exclure du
contexte environnant. Cependant, la proximité des séquences SAT III lui serait nécessaire afin
de mobiliser le plus rapidement possible les protéines dont il a besoin pour sa régulation.

Mais qu'en est il des séquences situées a proximit¢é de la jonction
euchromatine/hétérochromatine ? Lors de la perte de 1’é1ément frontiere BE28, la régulation
de la transcription du gene white dans la souche white-mottled est affectée par la présence
d’une structure de type hétérochromatinienne avoisinante. Cette hypothése suggere une
expansion spatiale de 1’hétérochromatine, des séquences SAT III vers le geéne white, sans
affecter le rtDNA. Dans ce mod¢le, le compagnon de ’élément frontiere BE28 pourrait se
situer a plusieurs endroits : soit entre le rDNA et les séquences SAT III, soit entre le rDNA et
le géne su(f). Cette hypothése semble la plus probable du fait de 1’apparition d’un point
d’hétérochromatine ectopique a I’extrémité télomérique proximale, site du deuxieme point de
cassure de I’inversion white-mottled, le premier point se situant a proximité directe, ou méme

directement dans la partie distale du rDNA.

Méme si la fonction de I’hétérochromatine reste encore a définir, il est envisageable
qu’elle évolue au cours du développement. Cette hypothése peut étre émise suite a 1’analyse
des petits ARN non codants a différents stades du développement de la drosophile (Aravin et
al., 2003). Des petits ARN non codants transcrits a partir des séquences SAT III ont été isolés
seulement dans des drosophiles au stade embryonnaire ou larvaire. La structure
hétérochromatinienne et ses propriétés fonctionnelles pourraient donc évoluer. Une autre
hypothése peut étre soulevée quant aux mécanismes temporels agissants pour la mise en place
d’une structure hétérochromatinienne. Ces petits ARN pourraient intervenir dans
I’assemblage d’une telle structure a certains moments du développement afin de suppléer au
mécanisme impliquant la protéine DI1. Cependant, les premiers résultats que nous avons
obtenus au laboratoire tendent a indiquer un role différent de ces petits ARN. En effet, ni leur
localisation, ni leur expression ne semble refléter un role dans la mise en place ou le maintien
d’une structure de type hétérochromatinienne.

De méme, il semble maintenant peu plausible qu’ils soient impliqués dans la

régulation de la transcription des génes ribosomiques, comme nous 1’avions envisagé. Leur
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localisation précise en foci réguliers reste encore élucider. Elle pourrait correspondre aux
« corps de Cajal » (Liu et al., 2006). Les corps de Cajal correspondent a une sous région
nucléaire et sont le lieu de maturation des petits ARN du spliceosome. Leur présence chez la
drosophile a été confirmé, et leur nombre varie entre 0 et 2 par cellule (Richard et al., 2003).
I1 serait donc intéressant de réaliser des expériences de co-localisation entre les SAT IIl-si et
un petit scaARN (small cajal body ARN), dU85 (Jady and Kiss, 2001), afin de vérifier si les

SAT III-si ne se localisent pas au sein de ces structures. .

L’absence d’évidences directes sur la fonctionnalité de 1’hétérochromatine ne signifie
aucunement qu’il n’en existe pas. Si elle n’avait aucune utilité, pourquoi serait-elle si
hautement conservée ? La méme question se pose au sujet de la conservation des protéines qui
lui sont associées. D’autres évidences pragmatiques suggerent I’existence d’une fonction
essentielle pour cette structure. En effet, la protéine DI qui reconnait spécifiquement ces
séquences est essentielle (Aulner et al., 2002). Sa délétion est l1étale a un stade trés précoce ce
qui confirme I’hypothése de 1’existence d’une fonction majeure de 1’hétérochromatine au

cours des premicéres étapes du développement.

V. Perspectives

Outre les pistes développées suite aux résultats obtenus au cours de ma these, les
futurs travaux du laboratoire s’orientent vers la caractérisation des effets des protéines de
I’hétérochromatine sur la régulation de la transcription de certains geénes. En effet, grace a une
technique d’interférence a I’ARN sur des cellules en culture, nous allons analyser les
conséquences de la perte des protéines D1, HP1 et SU(VAR)3-9 sur la transcription des genes
ribosomiques. La déplétion des protéines de I’hétérochromatine nous permettra aussi d’étudier

la structure du nucléole dans de telles conditions.

Dans ce systéme in vitro, nous allons pouvoir mimer I’effet de la perte de I’élément
frontiére par extinction de la protéine BEAF32, nécessaire a 1’activité de frontiére du BE2S.
Ainsi, nous rechercherons les effets d’une telle perte sur la transcription des geénes
ribosomiques mais aussi du geéne su(f), choisi du fait de sa proximité avec 1’hétérochromatine.
De méme, la structure du nucléole sera observée dans de telles conditions. Le ciblage de deux

protéines pourrait aussi s’avérer intéressant comme par exemple dans le cas de la déplétion
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des protéines D1 et BEAF32, ces deux protéines étant toutes deux impliquées dans la

régulation de I’¢lément frontiere BE2S.

D’autre part, le résultat concernant les SATIIl-si ouvrent une nouvelle voie
d’investigation mais aussi de nouvelles hypothéeses sur le role des séquences SAT III. Quelle
est I’origine de ces transcrits ? Ou sont-ils localisés dans le noyau ? Dans quel mécanisme

sont-ils impliqués ? Autant de questions auxquelles nos futures expériences devront répondre.

De méme, notre modele d’étude, la lignée white-mottled, se préte maintenant a
I’¢lucidation du rbéle de molécules d’intérét thérapeutique ciblant les séquences satellites
alphoides. En effet, nos travaux soulignent la possibilité d’étendre a I’avenir I’utilisation de ce
modele a I’évaluation des propriétés pharmacologiques de ces composés. Les larves de
drosophile offrent ainsi un nouveau moyen d’étudier, dans un organisme métazoaire vivant et
au cours du développement, I’impact de la prise par voie orale de ces molécules. Le test
fonctionnel de la modification de la PEV du geéne white dans la lignée white-mottled autorise
le criblage rapide de nombreux composés, tout en permettant de s’affranchir dans un premier
temps de modeles animaux plus lourd & manipuler et donc moins adaptés aux premicres

étapes de sélection de larges familles de molécules a intérét thérapeutique.
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G. MATERIEL et METHODES
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1. Culture de lignées de drosophiles

1. Conditions de culture

Tous les stocks de mouches ont été maintenus dans un milieu standard contenant de la
levure, du sucre, de la polenta et de I’agar. Les températures de culture étaient de 22°C ou de
18°C selon la vitesse de développement souhaitée (rapide a 22°C, plus lente a 18°C). Seuls les
stocks de la lignée white-mottled ont été maintenus a 18°C afin de préserver leur phénotype.
L’induction de I’expression de transgene, comme par exemple pour D1AE (voir plus bas), par

choc thermique a été réalisée par incubation a 37°C pendant 30 min.

2. Lignée sauvage

La lignée sauvage utilisée dans 1’étude est de type Oregon R.

3. Lignées mutantes

a. Lignées white-mottled

La lignée présentant le phénotype de variégation d’effet de position du géne white

utilisée au cours de cette étude est la lignée white-mottled 4h (wm™).

D’autres souches dérivées de cette méme lignée ont été utilisées :
- la lignée white-mottled 4h/Su(var)2-5 (wm™; Su(var)2-5/In2R+In2L) portant une
mutation pour le géne codant la protéine Su(Var)2-5 (HP1)
- la lignée white-mottled 4h/Su(var)3-9 (wm*; Su(var)3-9'7/TM3) portant une mutation

pour le geéne codant la protéine Su(Var)3-9.
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b. Lignées mutantes pour la protéine D1

Plusieurs lignées de drosophile présentant des modifications affectant le géne D1 ont
été utilisées :

- la lignée EP*” présente I'insertion d’un élément transposable (EP) & la position -271,
correspondant au promoteur du géne codant la protéine D1. Cette insertion est 1étale a
I’état homozygote et est maintenue sur différents types de chromosomes balancers.

- lalignée hsD1 1d posseéde une insertion d’un élément transposable sur le chromosome X,
portant le cDNA du géne codant D1, en aval du promoteur du géne codant la protéine
hsp70.

- la lignée hsDIAE 27a porte un ¢élément transposable inséré sur le chromosome II. Cet
¢lément transposable contient le cDNA du geéne codant pour la protéine D1 délétée de son
domaine acide C-terminal placé sous le controle du promoteur du géne codant la protéine

hsp70.

c. Lignées mutantes pour des protéines de la machinerie

d’interférence a I’ARN

La machinerie d’interférence a I’ARN fait intervenir différentes protéines dont le géne
codant certaines ont ét¢ mutées. Les souches utilisées dans cette étude portent des mutations
affectant les génes codant les protéines Argonaute I (Agol) et Piwi :

- les lignées Agol K08121/CyO, Agol 04845/CyO et Agol K00208/CyO présentent des
mutations dans le géne codant la protéine Argonaute I.

- lalignée Piwi 06845/CyO est mutée au niveau du géne codant la protéine Piwi.
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I1. Culture de cellules de drosophile

La lignée utilisée au cours de cette étude est de type « Schneider S2 ». Ce sont des
cellules de type épithéliales embryonnaires dérivées de Drosophila melanogaster.

Les cellules S2 sont cultivées dans un milieu adapté : Schneider Drosophila Medium
(GIBCO/Invitrogen) supplémenté de 10% sérum de veau foetal (SIGMA) et additionné
d’antibiotiques (10 000 unités/ml Pénicilline et 10 000 pg/ml Streptomycine, GIBCO). Les
cellules sont maintenues a une température de 23°C sous une atmosphere dépourvue de
dioxyde de carbone. Elles sont passées par simple décollement a la pipette tous les 2 ou 3
jours afin de les maintenir en phase exponentielle de croissance (entre 2.10° cellules/ml et

3.10° cellules/ml).

III. Techniques de biologie moléculaire

1. Gel retard

a. Préparation de la sonde radiomarquée par le grand fragment de

I’ADN polymérase I (fragment de Klenow)

La sonde est issue d’un vecteur portant une répétition de la séquence SAT III, insérée
entre les sites BamHI et EcoRI. Une premicre digestion (avec I’une ou I’autre des enzymes)

permet de dégager une extrémité a bouts cohésifs.

Des nucléotides sont rajoutés au niveau de cette extrémité grace a Dactivité
5’ polymérase de la Klenow. Cette réaction se fait dans un milieu contenant 50 a 100 ng de
vecteur digéré repris dans 109 pl d’eau et préalablement dénaturé a 100°C pendant 5 minutes,
additionné de 4 pl de Random primers a 500 pg/ml (ROCHE), 6 pl de ANTP froids a 10 mM,
5 ul de o’’P-dATP, 14 pl de tampon de réaction 10X pour la Klenow et 2 pl de Klenow a
9 U/ul. Le tout est incubé 1 heure a 37°C puis la réaction est stoppée par addition de 8 pl
d’EDTA a4 0,25 M pH 8, 4 ul de NaCl a 5 M, 2 ul de SDS a 20%, 2 pl d’ADN de sperme de
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saumon (SSDNA) soniqué a 10 mg/ml puis de 144 ul de TE. La sonde est ensuite purifiée a
partir de ce milieu de réaction par une extraction au phénol/chloroforme/alcool isoamylique
(24 : 24 : 1) volume a volume, précipitée dans 1’éthanol puis reprise dans 30 ul de TE. La
deuxieme réaction de digestion est alors effectuée afin de séparer la sonde SAT III du reste du

vecteur.

Afin de purifier le fragment SAT III marqué, la réaction de digestion est mise a migrer
sur un gel de polyacrylamide a 6% dans du tampon de migration TBE 1X. La migration est
effectuée a 25 mA et ce pendant 5 heures environ. Aprés la migration, un film
autoradiographique est mis en contact avec le gel et aprés 5 minutes d’exposition, le film est
révélé. La bande correspondant a la taille désirée (environ 370 pb) est découpée sur le gel en

utilisant le film comme repére.

La sonde est alors extraite du gel polyacrylamide en ajoutant 1 ml de tampon d’élution
d’ADN (0,5 M Acétate d’Ammonium, 10 mM Acétate de Magnésium tétrahydrate, 1 mM
EDTA pH 8, 0,1% SDS sauf si utilisation de la sonde dans des expériences de retard sur gel).
La bande écrasée dans un tube contenant ce milieu est mise sous agitation toute la nuit a
température ambiante. Le tube est ensuite vortexé, centrifugé quelques secondes afin de
récupérer toutes les gouttes, puis le surnageant est prélevé. Ce surnageant est mis dans un
nouveau tube et conservé tandis que le culot de gel de polyacrylamide restant dans le premier
tube est rincée deux fois avec 500 pul de tampon d’élution, qui sera ensuite récupéré et ajouté
au précédent. Le surnageant est enfin filtré dans une seringue au travers d’un filtre dont les
pores sont de 0,75 um. Le surnageant est alors aliquoté puis compté dans un compteur a

scintillation.

b. Préparation des échantillons et migration

Des quantités variables (2, 5 ou 10 ng) de protéine D1 (D1) purifiée sont mises en
présence de 1 ng de sonde SAT III préalablement radiomarquée additionnée de 250 ng de
SSDNA le tout dans un volume de 20 pl contenant 10 mM de Tris-HCI pH 7,5, 50 mM de
NaCl, 1 mM d’EDTA pH 8 et 5% de glycérol. Le tout est incubé 30 minutes a 28°C puis la
réaction est stoppée par ajout de 3 pl de Ficoll 20 % repris dans du TBE 0,25X.
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Les mémes expériences sont réalisées avec le polyamide P9 (P9) a des concentrations
variables (25, 50, 100, 250 ou 500 nM). Pour les expériences de compétition, des complexes
préformés entre la sonde SAT Il et D1 (1, 5 ou 10 ng) sont ensuite incubés avec des quantités
croissantes de P9 (100, 250 ou 500 nM). Cette expérience consiste tout d’abord a incuber la
sonde SAT IIl avec D1 ou P9 pendant les 15 premicéres minutes puis de rajouter le
compétiteur (respectivement P9 ou DI1) pendant 15 minutes supplémentaires. Avant de
charger les réactions sur le gel de polyacrylamide a 6%, TBE 0,25X, celui-ci est
préalablement mis a prémigrer 1 heure 30 minutes a 150 V. La migration dure toute la nuit a
4°C et a 175 V. Aprés migration, le gel est séché puis un film autoradiographique est mis en

contact pour une exposition.

2. Footprint a la DNAse [

a. Préparation de la sonde

La sonde est préparée de la méme facon que pour le gel retard. L’¢lution du fragment

marqué est effectuée dans le méme tampon en I’absence de SDS.

b. Préparation des échantillons et migration

Des échantillons contenant des quantités croissantes de P9 (50, 100, 250 ou 500 nM)
sont préparés en ajoutant 3 pl de sonde SAT III radiomarquée a une extrémité, 2 ug SSDNA
et 4 pl de tampon 5X d’incubation (50 mM Tris-HCI, 250 mM NacCl, 5 mM EDTA pH 8, 25%
glycérol et 0,5% digitonine, ces deux derniers composés ne sont rajoutés que dans le cas de
I’utilisation de P9). Les tubes sont incubés a 30°C pendant 30 minutes.

Au bout de 30 minutes, 5 pl d’une solution contenant de la DNAse I est ajoutée. Cette
solution est préparée comme suit: 3,75 pl d’une solution stock de DNAse I a 100 ng/ul
(10 mM Tris-HCI pH 8, 10 mM NaCl, 1 mM CaCl,, DNAse I) additionnés de 15 ul de
tampon 5X d’incubation (décrit ci-dessus, sans glycérol et sans digitonine), 18,75 ul de

MgCl, a 100 mM et de I’eau en quantité suffisante pour compléter a 75 pl.
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30 secondes aprées addition de la DNAse I, 12 ul de I’échantillon sont prélevés et mis
dans un tube maintenu au froid et contenant 25 pl d’une solution permettant de stopper la
réaction (0,6 M Acétate de Sodium, 50 mM EDTA pH 8, 10 ng/ml SSDNA). 30 secondes
apres le premier prélévement, les 13 pl restants sont a leur tour prélevés et mis dans les tubes
contenant la solution de blocage et les 12 ul déja prélevés. Le volume de chaque tube est
ramené a 200 pl en ajoutant 130 pl de TE et 20 pl d’Acétate de Sodium a 3 M. Les
¢chantillons sont purifiés par une extraction phénol/chloroforme/alcool isoamylique (24 : 24 :
1), puis précipités en ajoutant 600 pl d’éthanol a 100% et laissés toute la nuit a -80°C. Apres
centrifugation, lavage a 1’éthanol a 70% et séchage, les échantillons sont repris dans 6 ul

d’eau avant d’étre mis a migrer.

Le gel de séquence correspond a un gel polyacrylamide de 6% additionné d’urée a une
concentration finale de 8 M. Avant de charger les échantillons sur le gel, celui-ci est mis a
prémigrer 30 minutes a 2000 V. De méme, les échantillons sont chauffés 3 minutes a 100°C,
couvercles ouverts. Les dépdts se font en deux partie : la moiti¢ du tube est déposée en
premier, et la deuxieme moitié 1 heure 30 minutes aprés dans d’autres puits. Apres la
migration, le gel est fixé pendant 20 minutes dans un bain contenant 10% de méthanol et 10%

d’acide acétique, puis mis a sécher et mis a exposer avec un film autoradiographique.

3. Préparation de sondes pour hybridation in situ de fluorescence (FISH) contre

[’ADN

Les sondes utilisées pour les FISH contre I’ADN correspondent au cDNA ou au gene
de la séquence ciblée. Les plasmides portant ces séquences proviennent de différentes
sources :

- le cDNA correspondant au géne white a été fourni par Benoit Augé (CBD, Toulouse)

- le cDNA correspondant au géne Notch a été¢ fourni par Francois Schweisguth (ENS,
Paris)

- le cDNA et la séquence totale du geéne su(f) ont été fournis par Kevin O’Hare (Division of
Cell and Molecular Biology, Imperial College, Londres, UK)

- D’'unité transcriptionnelle codant les ARN ribosomiques (rDNA) provient du laboratoire

de Igor B. Dawid (NCI, NIH, Bethesda, USA)
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- les sondes dirigées contre SAT III et I’élément frontiére BE28 (BE28) proviennent de nos

stocks.

Dans un premier temps, les plasmides portant ces séquences d’intérét ont été¢ amplifiés
par transformation bactérienne suivie d’une extraction d’ADN plasmidique. Les plasmides
sont ensuite digérés par les enzymes de restriction adaptées puis les produits de digestion sont
séparés sur un gel d’agarose. Les bandes migrant aux tailles attendues sont découpées du gel

puis I’ADN en est extrait.

Les séquences d’ADN ainsi purifiées sont alors dosées par spectrophotométrie. Les
sondes sont préparées grace a I’utilisation d’un kit de couplage a la Digoxigénine ou a la
Biotine (DIG ou BIOTIN-Nick Translation Mix, ROCHE). Le protocole de marquage permet
de coupler 1 pug de sonde et d’obtenir des fragments de 200 a 500 pb, selon le temps
d’incubation. Aprés vérification des réactions, le temps d’incubation qui a été choisi est de
1 heure a 15°C. Cette durée permet d’obtenir des sondes dont la taille, aprés vérification sur
gel agarose, est en moyenne de 500 pb. Les sondes sont reprises a une concentration finale de

50 ng/ul.

4. Préparation de sondes pour hybridation in situ de fluorescence (FISH) contre

[’ARN

Les sondes utilisées dans les expériences de FISH contre I’ARN sont en général de
courts oligonucléotides dont la taille varie entre 24 et 28 nucléotides. Elles sont synthétisées et
couplées a un fluorochrome, Cy3 ou Fluoresceine, directement par le fournisseur (SIGMA

GENOSYYS).

Séquences des sondes utilisées :
- SATII-si28 : 5’ Cy3-ATAGGGATCGTTAGCGCTGGTAATTAGT 3’
- snoARN U3 : 5" GGTGCACTTGGCTTTCAGCTAGTG-Fluoresceine 3’
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5. Northern blot

a. Préparation des échantillons

Les ARN totaux sont extraits a partir de 50 mg de mouches adultes (soit 50 femelles et
80 males). Les mouches sont homogénéisées dans 1 ml de Trizol (INVITROGEN). Les tubes
sont laissés entre 5 minutes et 3 heures a température ambiante puis centrifugés 10 minutes a
13 000 g et a 4°C. Le surnageant est alors transféré dans de nouveaux tubes, laissé¢ 5 minutes a
température ambiante et additionné de 200 pl de chloroforme. Les tubes sont vortexés
pendant 15 secondes, incubés 3 minutes a température ambiante avant d’étre centrifugés
15 minutes, a 4°C et a 13 000 g. La phase supérieure aqueuse est transférée dans un nouveau
tube dans lequel sont ajoutés 500 pl d’isopropanol.

Aprés homogénéisation, les tubes sont incubés 15 minutes a température ambiante
avant d’étre centrifugés 5 minutes, a 4°C et a 13 000 g. Le culot est ensuite rincé avec 1 ml
d’éthanol a 75%. Aprés 5 minutes d’incubation a température ambiante, les tubes sont
centrifugés 5 minutes, a 4°C et a 8§ 000 g. Le surnageant est alors enlevé et les culots sont
ensuite repris dans 100 pl d’eau. Pour faciliter la remise en solution des culots, les tubes sont
incubés 10 minutes a 65°C.

Les ARN totaux ainsi extraits sont dosés par spectrophotométrie et vérifiés sur gel
agarose. La migration sur gel agarose nécessite 1’addition d’un tampon de migration 5X
contenant du TBE 5X, formamide 65% et formaldéhyde 9,25%, a une concentration finale de

1X.

b. Préparation du gel et migration

Un gel agarose 1% dénaturant est préparé. L’agarose, 3 g, est mis a fondre dans
216 ml d’eau stérile. Apres ébullition, la température de la solution est ramenée a 55°C puis
sont ajoutés 30 ml de MOPS 10X (0,2 M MOPS pH 7, 0,1 M Acétate de Sodium, 0,01 M
EDTA pH 8) et 54 ml de formaldéhyde déionisée a 37%. Le gel est alors coulé dans une cuve

horizontale et mis a sécher sous une hotte.
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Les échantillons d’ARN, de 5 a 10 pg dans un volume final maximal de 2,5 pl, sont
préparés en ajoutant 7,5 pl de tampon de migration (100 ul MOPS 10X, 165 ul de
formaldéhyde a 37%, 500 pl de formamide, 13 pl de BEt a 10 mg/ml et 222 pl d’eau). Les
¢chantillons sont alors chauffés 5 min a 65°C puis refroidis dans la glace. Avant d’étre mis a

migrer, 2 pl de tampon de charge 6X sont rajoutés aux échantillons.

Le gel est mis a migrer 5 a 6 heures, dans du tampon de migration MOPS 1X et
formaldéhyde 6%. Aprés la migration, le gel subit différents traitements :
2 lavages de 1 minute dans 500 ml d’eau stérile
- 1 lavage de 20 minute dans 500 ml de soude a 75 mM (3,75 ml NaOH 10 N dans 500 ml

d’eau)

- 2 lavages de 1 minute dans 500 ml d’eau stérile

- 2 lavages de 15 minutes dans du Tris-HCI pH 8 a 0,5 M, NaCl 1,5 M (dans 1,5 L d’eau
dissoudre 131,7 g de NaCl et 90,8 g de Tris et ajuster le pH a 8)

- 1 lavage de 1 minute dans 500 ml d’eau

- 1 lavage de 10 minutes dans 500 ml de SSC 10X (175,3 grammes de NaCl, 88,2 g de
citrate de sodium dans 800 ml, ajuster le pH avec de I’HCI puis ramener le volume a
1 litre)

Les ARN contenus dans le gel sont alors transférés de manicére passive sur un
membrane en nylon de type Hybond N+ (Amersham). Le schéma du montage pour ce type de

transfert est représenté dans la figure suivante :

Bouteille remplie de 1 1 d’eau
Poids de 1 kg
Plaque de Plomb

Papier absorbant 3 x 30 Tours

X 2 papiers Whatman secs 12.5 cm x 19 cm
2 papiers Whatman humides SSC 10X
125cmx 19 cm
§ ; Membrane Hybond N+ humide SSC 10X
)
x

E 12.5cmx 19 cm
EEEEEEEEEEEE Parafilm
T N === == === == 2 Gell25ecmx 19cm
=== ¢ | Whatman humide SSC 10X 14 cm x 34 cm
_J ‘el ssciox
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Ce montage est laissé toute la nuit et apres le transfert, la membrane est récupérée et
les ARN y sont pontés par deux cycles automatiques successifs dans le Stratalinker

(Stratagéne) soit deux fois 1500 J/cm?.

c. Préparation des sondes

Les sondes utilisées pour hybrider les ARN ribosomiques cibles sont de courtes
séquences et sont synthétisées par SIGMA GENOSYS. Elles ciblent différentes parties des

précurseurs des ARN ribosomiques (voir figure 46).

Les séquences des sondes sont les suivantes :
- sonde ETS1: GAACT GAGAA ACAAA TTTGT ACGGA TAATA ATATC
- sonde 18S: CGCAA GGCGT CACAG TGATC ACGTC CGG
- sonde ITS1 : GTTGC GAAAT GTCTT AGTTT CATAT AAGC
- sonde ITS3 : GTATT ATAAT TCGCT TTGTT TATAT AG

Les sondes sont radiomarquées a leur extrémité 5’ avec du y-P*? par action de la
T4 polynucleotide kinase (T4 PNK, Promega). La sonde a marquer est tout d’abord diluée a
100 ng/ul puis 100 ng sont mis en présence de 1,5 ul de tampon 10X pour la T4 PNK
(Promega), 2,5 ul de y-P**-ATP, 1 pl de T4 PNK (10 unités/ul), le tout dans un volume final
de 15 pl. La réaction est laissée 45 minutes a 37°C. Les sondes sont ensuite séparées des
nucléotides non incorporés par passage sur une colonne de chromatographie (Micro Bio-Spin

Chromatography Column, BIORAD), puis comptées dans un compteur a scintillation.

d. Hybridation de la sonde sur la membrane

La membrane est mise a préhybrider a 37°C pendant 1 heure dans un four a
hybridation, en présence de tampon de préhybridation (rajouté afin respecter une proportion
de 0,1 ml de tampon pour 0,1 cm? de membrane). Le tampon de préhybridation contient du

SSC 6X, du Denhart’s 5X, du SDS 0,5% et du SSDNA a 25 pg/ml.
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Aprées préhybridation de la membrane, la sonde radioactive est rajoutée a raison d’au
moins 1 10° cpm par membrane et I’hybridation se poursuit toute la nuit a 37°C. Aprés
hybridation, la membrane subit des bains de lavages successifs :

- 2lavages de 10 minutes dans 250 ml de SSC 2X, SDS 0,1% a 37°C
- 2 lavages de 10 minutes dans 250 ml de SSC 1X, SDS 0,1% a 37°C.

La membrane est alors exposée sur un écran de Phosphorlmager durant des temps

variables qui dépendent de I’intensité du signal, estimé a 1’aide d’un compteur Geiger.

6. Northern blot contre les petits ARN

a. Préparation des échantillons

Les ARN totaux sont extraits a partir de larves (50 larves) comme décrit
précédemment pour des mouches. Apreés extraction, les ARN totaux sont dosés par

spectrophotométrie et vérifiés sur gel d’agarose.

b. Préparation du gel et migration

Un gel dénaturant a 15 % acrylamide et 7 M urée est préparé. L’urée, 16,82 grammes,
est mise a fondre dans 9 ml d’eau stérile additionné de 4 ml de TBE 10X (1X final). Apres
dissolution, 15 ml d’acrylamide (19 : 1) sont rajoutés. Le mélange est mis a dégazer et apres
¢bullition, 350 pul de TEMED et 17,5 ul d’APS frais sont rajoutés. Le gel est alors rapidement
coulé dans une cuve verticale.

Apres polymérisation du gel, celui-ci est préchauffé¢ avant la migration pendant 30
minutes a 2 000 V. La migration s’effectuera dans un tampon TBE 1X.

Les échantillons d’ARN, 30 pg dans un volume final maximal de 30 pl, sont préparés
en ajoutant un tampon de migration 5X (TBE 5X, formamide 65% et formaldéhyde 9,25%), a
une concentration finale de 1X, et un tampon de charge classique 6X (15 % Ficoll type 400,
0,25 % bleu de bromophénol, 0,25 % xyléne cyanol) a une concentration finale de 1X. Les

¢chantillons sont alors chauffés 5 min a 65°C puis refroidis dans la glace.
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Les échantillons sont alors chargés sur le gel, en ayant auparavant pris le soin
d’évacuer I'urée accumulée au fond des puits. Le gel est mis a migrer 1 a 2 heures, dans du
tampon de migration 1X TBE.

Aprées migration, les ARN contenus dans le gel sont alors transférés sur une membrane
de type Brightstar Plus (AMBION) par électrotransfert dans un tampon 0,5X TBE, pendant 2
heures a 1 A et a 4°C. Les ARN sont ensuite pontés a la membrane par deux cycles

automatiques successifs dans le Stratalinker (Stratagene) soit deux fois 1500 J/cm?.

c. Préparation des sondes

Les sondes utilisées pour hybrider les ARN SATIII-si28 cibles sont de courtes
séquences synthétisées par SIGMA GENOSYS (voir la séquence dans la partie I1I. 4. de cette

section).

Les sondes sont radiomarquées a leur extrémité 5’ par action de la T4 polynucleotide

kinase (T4 PNK, Promega) comme décrit précédemment.

d. Hybridation de la sonde sur la membrane

La membrane est mise a préhybrider a 37°C pendant 1 heure dans un four a
hybridation, en présence de tampon de préhybridation (rajouté afin respecter une proportion
de 0,1 ml de tampon pour 0,1 cm? de membrane). Le tampon de préhybridation contient du
SSC 6X, du Denhart’s 5X, du SDS 0,5% et du SSDNA a 25 pg/ml.

Apres préhybridation de la membrane, la sonde radioactivité est rajoutée a raison d’au
moins 1. 10° cpm par membrane et I’hybridation se poursuit toute la nuit a 37°C. Aprés
hybridation, la membrane subit des bains de lavages successifs :

- 2lavages de 10 minutes dans 250 ml de SSC 2X, SDS 0,1% a 37°C
- 2lavages de 10 minutes dans 250 ml de SSC 1X, SDS 0,1% a 37°C.

La membrane est alors exposée sur un écran de Phosphorlmager durant des temps

variables qui dépendent de I’intensité du signal, estimé a I’aide d’un compteur Geiger.
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1V. Techniques de biologie cellulaire

1. Traitement in vivo de larves par des drogues : « expériences de feeding »

Les larves sont sélectionnées en fonction de leur stade développement. Des larves de
3" stade de la lignée Oregon R sont choisies afin de réaliser ces expériences d’ingestion de
drogues car elles sont dans une phase ou elles se nourrissent beaucoup avant de pouvoir

rentrer en pupaison.

Des pondoirs (boites de Pétri de 5,1 cm de diametre dont le fond est recouvert par une
couche d’agar d’un volume de 6 ml) qui serviront de chambre d’incubation pour les larves
sont préalablement recouverts de 60 pl de colchicine a 25 mM (SIGMA). La colchicine
permet de bloquer le cycle cellulaire en métaphase et ainsi d’augmenter la probabilité
d’observer des chromosomes. Elle est utilisée ici a une concentration finale de 250 uM, dans
I’agar, ce qui correspond a une dose sublétale. Afin que les larves puissent continuer a se
nourrir, une préparation a base de levure et de colchicine (I ml de solution saline a
0,7% NaCl, 0,3 grammes de levure déshydratée, 20 pl de colchicine a 10 mM) est rajoutée.
Les larves, entre 50 et 100, sont alors rajoutées sur les pondoirs et laissées toute la nuit. Cette
technique n’a été utilisée que dans les expériences publiées dans (Blattes et al., 2006), elle a
été délaissée car nous avons remarqué que la structure des chromosomes mitotiques était tres

affectée suite a ce traitement.

Le traitement avec le polyamide P9 est effectué de la méme maniére en rajoutant du
P9 a la fois sur ’agar et dans la nourriture a une concentration finale de 100 uM. Il en est de
méme pour le traitement a la Trichostatine A (TSA), utilisée a une concentration finale de

10 pM.

Apres le traitement, les cerveaux de ces larves seront utilisés dans des expériences

d’immunolocalisations décrites dans la partie suivante.
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2. Traitement ex vivo des cerveaux perméabilisés par des drogues

Les cerveaux de larves de 3°™ stade sont disséqués dans du tampon salin (0,7% NaCl),
incubés 15 minutes dans du Na-Citrate a 0,5% puis transférés dans une goutte de solution
HENMT (10 mM HEPES-NaOH pH 7,4, 1 mM EDTA pH 8, 50 mM NaCl, 5 mM MgCl,,
0,1% Triton X-100). Les cerveaux sont alors laissés 2 fois 1 heure dans cette solution en
présence ou non de drogues.

Apres incubation, les cerveaux sont rincés 2 fois 5 minutes dans la solution HENMT
sans drogue puis sont transférés sur une lame poly-L-Lysine. Les cerveaux sont alors fixés
pendant 10 minutes dans une solution HENMT/PFA (paraformaldéhyde) 2%, puis 10 minutes

dans une solution contenant PFA 2%/acide acétique 45%.

Une lamelle siliconisée (10 minutes dans la solution de siliconisation puis séchage a
I’air libre) préalablement rincée a 1’éthanol est placée sur les cerveaux, puis les tissus sont
écrasés entre lame et lamelle grice a une forte pression exercée avec le pouce pendant
10 secondes. Les lames sont alors rapidement plongées dans 1’azote liquide, la lamelle est
retirée et les lames sont réhydratées dans un tampon de blocage avant que I’expérience

d’immunolocalisation ne soit poursuivie.

3. Immunolocalisations sur des cerveaux de larves

Les cerveaux sont disséqués a partir de larves de 3™ stade ayant subi ou non un
traitement in vivo. Les larves choisies sont généralement celles qui ne se nourrissent plus et
commencent a sortir de la nourriture pour aller vers un endroit sec afin de réaliser leur
pupaison.

La dissection se fait dans du tampon salin 0,7% NaCl. Les cerveaux sont ensuite
incubés 15 minutes dans du Na-Citrate 0,5% avant d’étre transférés sur une lame Poly-L-
Lysine et fixés 10 minutes dans une solution PT (PBS 1X, 0,1% Triton X-100, 10 mM
MgCl,) contenant de la PFA a 2%, puis 10 minutes dans une solution contenant PFA 2%

/acide acétique 45%.

Les cerveaux sont ensuite écrasés entre lame et lamelle comme décrit précédemment,

puis les lames sont réhydratées dans une solution de blocage composée de solution PLT
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(solution PT additionnée de 5% de lait en poudre écrémé). Les lames sont incubées au

minimum 45 minutes, a température ambiante, ou toute la nuit a 4°C, dans cette solution.

La solution de blocage est enlevée de la lame puis ’anticorps primaire, dilué dans
100 pl de solution PLT a 0,5% de lait, est rajouté. Le temps d’incubation avec cet anticorps
primaire est d’environ 2 heures. Les lames sont ensuite lavées, cinq lavages de 5 minutes,
avec de la solution PLT a 0,5% de lait, puis I’anticorps secondaire couplé a un fluorochrome
et dilué¢ dans 100 pl de solution PLT a 0,5% de lait est rajouté et I’incubation se poursuit

pendant 1 heure 30 minutes.

Les différents anticorps primaires et secondaires utilisés, ainsi que leur dilution, sont
les suivant :
- anti-D1 (lapin), utilisé au 1/1.000°™, anti-lapin TRITC au 1/2.000°™ (SIGMA)
- anti-Topoisomérase II (lapin) 1/500°™, anti-lapin TRITC au 1/10.000°™ (SIGMA)
- anti-HP1 (lapin) 1/10.000°™, anti-lapin TRITC au 1/20.000°™ (SIGMA)

Aprés incubation avec I’anticorps secondaire, les lames sont rincées trois fois
5 minutes dans la solution PLT a 0,5% de lait, puis deux fois 5 minutes dans la solution PT. A
ce stade, le milieu de montage contenant du DAPI peut étre mis sur les lames avant
observation.

Les lames peuvent aussi étre incubées avec les polyamides fluorescents afin de
contremarquer les séquences satellites. Dans ce cas, le polyamide fluorescent est dilué¢ dans
100 pl de solution PT (P9F 5 nM, P31TR 2 nM, Lex9F 20 nM, P49TR 5 nM) puis incubé
15 minutes sur la lame. Apres I’incubation, la lame est rincée cinq fois 5 minutes avec la
solution PT avant ajout du milieu de montage additionné de DAPI.

Le milieu de montage contient 100 mM NaCl, 2 mM KCI, 1 mM MgSO4, 2 mM
CaCl,, 0,1 mM K-EGTA, 5 mM K-HEPES pH 7,8, 1 mg/ml de P-Phenylenediamine, 78%
glycérol. Au dernier moment, 5 pl de DAPI a 10 pg/ml sont rajoutés a 500 ul de milieu de
montage, puis 10 ul de ce milieu sont déposés sur lame. Le tout est monté entre lame et
lamelle puis observé sur un microscope LEICA DMRB équipé d’une caméra CCD CoolSnap
HQ. Les photographies sont prises grace au logiciel d’acquisition MetaView et reprises dans

le logiciel Adobe Photoshop (ajout des couleurs, réglage des contrastes et de la luminosité).

271



4. Marquage rapide par les polyamides fluorescents

Pour des marquages rapides utilisant seulement les polyamides, les cerveaux peuvent
étre traités plus rapidement que pour des immunolocalisations. Les cerveaux sont disséqués,
fixés et écrasés comme décrit précédemment. Les lames sont alors réhydratées non plus avec
une solution de blocage mais avec la solution PT. Aprés 5 min, la solution PT est enlevée et
100 pl de solution PT dans laquelle les polyamides ont été dilués sont rajoutés pendant 15
minutes. Les lames sont ensuite rincées et préparées pour l’observation comme décrit

précédemment.

5. Hybridation in situ de fluorescence (FISH) contre [’ ADN

a. Préparation des tissus

Les expériences de FISH sont adaptées du protocole de M. L. Pardue (Pardue, 1986).
Les cerveaux de larves de 3°™ stade sont disséqués comme décrit précédemment puis fixés
pendant 10 minutes dans 10 pl d’une solution contenant 75% d’éthanol et 25% d’acide
acétique. Les cerveaux sont alors transférés sur une lame poly-L-Lysine préalablement
chauffée a 40°C et 10 ul d’une solution d’acide acétique a 60% chauffée a 40°C sont rajoutés.
Les cerveaux sont étalés sur la lame par des mouvements d’inclinaison. Les lames sont

ensuite laissées a 1’air libre afin d’étre séchées.

b. Dénaturation des tissus

Les lames sont incubées 30 minutes & 70°C dans une solution de SSPE 2X (SSPE 20X
pH 7,4 : 3,6 M NaCl, 0,2 M NaH;POg, 0,02 M Na,-EDTA pH 7,7) puis transférées dans un
bain d’alcool a 70% a température ambiante pendant 10 minutes. Les lames sont déshydratées
dans des bains d’éthanol & 70% pendant 10 minutes a température ambiante, puis a 95%
pendant 5 minutes a température ambiante. Les lames sont ensuite séchées a 1’air libre et a

température ambiante.
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La dénaturation de I’ADN est effectuée par incubation des lames portant les cerveaux
dans une solution de soude a 0,07 M pendant 3 minutes. La dénaturation est stoppée par
immersion des lames dans une solution d’éthanol a 70% a température ambiante et pendant
10 minutes. Les lames sont déshydratées par deux lavages successifs de 10 minutes et a
température ambiante dans un bain d’éthanol a 70%, puis par deux lavages successifs de
5 minutes dans un bain d’éthanol a 95% a température ambiante. Les lames sont ensuite

séchées a ’air libre et a température ambiante.

c. Dénaturation des sondes

Les sondes préparées comme décrit précédemment sont mises en présence de 1 pl de
SSDNA et le volume est ramené a 25 ul avec de I’eau. La quantité de sonde par lame est
d’environ 100 ng. La sonde est alors dénaturée 10 minutes a 100°C puis le tout est refroidi
dans la glace. Le milieu d’hybridation (Dextran Sulfate 8%, SSPE 2X, Urée 6M) est alors
rajouté de manicre a ramener le volume a 50 pl.

Le milieu d’hybridation contenant la sonde est alors réparti sur deux lames (25 pl par

lame) puis le tout est placé dans une chambre humide et incubé toute la nuit a 42°C.

Apres incubation les lames sont rincées comme décrit ci-dessous :
- 2 lavages de 5 minutes a température ambiante dans une solution de SSPE 2X
- 2 lavages de 5 minutes a 55°C dans une solution de SSPE 2X
- 2 lavages de 5 minutes a 55°C dans une solution de SSPE 1X.

d. Révélation des sondes

Apres les lavages, les lames sont incubées 30 minutes, & température ambiante dans
une solution de blocage (SSPE 4X, lait écrémé 5% dans solution PT). Les lames sont ensuite
incubées pendant 1 heure en présence d’anticorps couplés a un fluorochrome dilués dans une
solution contenant du SSPE 0,4X, 0,5% de lait dans la solution PT (anti-BIOTIN-Cy3 dilu¢ a
1/400°™ et anti-DIGOXIGENIN-FITC dilué au 1/100°™ selon les instructions du fournisseur,
ROCHE).
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Aprés incubation, les lames sont lavées deux fois 5 minutes dans la solution SSPE
0,4X, 0,5% de lait dans la solution PT, puis deux fois 5 minutes dans du PBS 1X. Les lames

sont ensuite préparées pour 1I’observation comme décrit précédemment.

6. Hybridation in situ de fluorescence (FISH) contre [’ARN

Les cerveaux sont disséqués comme décrit précédemment, transférés sur une lame
poly-L-lysine puis fixés 20 minutes dans 10 pl d’une solution contenant 4 % PFA et 1X PBS.
Apres incubation, les cerveaux sont écrasés entre lame et lamelles, puis trempés dans 1’azote
liquide et la lamelle est retirée comme décrit précédemment. Les lames sont réhydratées dans
la solution PT, puis incubées toute la nuit a 4°C dans de 1’éthanol a 70 %.

Avant ’hybridation, les lames sont rincées a température ambiante deux fois 5
minutes dans une solution contenant 2X SSC et formamide 10 %. Les sondes fluorescentes
(50 ng par lame) sont ajoutées a une solution contenant 10 % formamide, 2X SSC, 20 pg/ul
tRNA, le tout dans un volume final ramené a 14,5 pl. La sonde est alors dénaturée 10 minutes
a 100°C avant d’étre refroidie sur glace. 10,5 pl d’une solution contenant 10 % de dextran
sulfate, 5 pg de BSA et 10 mM de vanadium ribonucleoside sont rajoutés. Les 25 ul du
tampon d’hybridation sont alors rajoutés sur la lame et le tout est incubé au minimum 3
heures a 37°C.

Aprées incubation, les lames sont rincées deux fois 30 minutes a température ambiance
dans une solution contenant 2X SSC et 10 % formamide, puis une fois 10 minutes a
température ambiante dans une solution de PBS 1X. Les lames sont alors préparées pour

I’observation comme décrit précédemment.
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Functional partitioning of chromosomes into BEAF domains

ABSTRACT

Boundary Element-Associated Factor (BEAF) blocks enhancer-promoter
communication and heterochromatin spreading and binds to hundreds of unknown sites in the
Drosophila genome. Here, we used a genome-wide approach combining bioinformatic and in
vivo analyses and identified 2094 BEAF elements sharing a highly conserved dual-core
signature. These elements further cluster within 227 BEAF domains ~ 50-kbp. Transcriptome
analysis supports a role for dual-cores as chromatin regulators of transcription within BEAF
domains. siRNA-mediated depletion demonstrates that BEAF restricts heterochromatin
spreading and regulates the heterochromatin/euchromatin ratio of epigenetic marks. Our in
situ data identify BEAF dual-cores as key modules that functionally regulate higher levels of

chromatin organization.
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INTRODUCTION

A key determinant for the regulation of transcription is the accessibility of a promoter
within chromatin, which is epigenetically regulated by histone modifications (Jenuwein and
Allis 2001). Of interest is the identification of the cis-acting elements that drive the
deposition of specific epigenetic marks within chromosome territories/domains to direct
developmentally regulated or constitutive gene expression. Boundary elements/insulators
(BE, Bell and Felsenfeld 1999; Capelson and Corces 2004) may sub-divide the genome into
functional domains through epigenetic regulation (West et al. 2002). Although several groups
of BEs have been identified (Cuvier et al. 1998; Ramos et al. 2006; Parnell et al. 2006), few
factors are known that possess insulating activity and bind to hundreds of genomic sites, as
required for their proposed function. These include CTCF in vertebrates (Bell et al. 1999),
Boundary Element-Associated Factor (BEAF; Zhao et al. 1995) and suppressor of hairy-wing
(Corces 1995) in Drosophila and TFIIIC in S. cerevisiae (Noma et al. 2006).

The beaf gene encodes the BEAF-32A and —32B proteins that form a BEAF complex
(Zhao et al. 1995; Hart et al. 1997). BEAF blocks promiscuous interactions between
enhancers and promoters (Zhao et al. 1995; Cuvier et al. 2002; Gilbert et al. 2006) as well as
heterochromatin spreading in a heterologous context (Ishii and Laemmli 2003). Although
BEAF was proposed to sub-divide the Drosophila genome into chromatin domains (Zhao et
al. 1995), very few of its hundreds of genomic binding sites have been characterized (Cuvier
et al. 1998). Here, we identify highly conserved BEAF elements bracketing hundreds of
genes within BEAF domains. We demonstrate that BEAF has a global positive effect on
transcription, is required to regulate epigenetic marks of chromatin and to restrict
heterochromatin  spreading, supporting its role as a regulator of chromatin

compartmentalization in vivo.
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RESULTS AND DISCUSSION

BEAF dual-cores: a signature for higher-order organization of BEAF elements

The DNA-binding activity of BEAF-32B (referred to as BEAF hereafter) has been
well characterized in vitro and in vivo (Hart et al. 1997; Cuvier et al. 1998). Each BEAF
subunit targets a CGATA consensus motif. In the known boundary elements (BE) of the
BEAF family (scs’, BE-28 -51 and -76; Cuvier et al. 1998), the CGATA motif is present at
least 3 times, forming clusters that are targeted by BEAF or by BEAF complexes purified
from nuclear extracts. These and six additional genomic sites co-precipitated by BEAF
antibodies all contain at least 3 CGATA motifs within a DNA sequence window of 100-200
bp (see “known elements” in our database). In contrast, various DNA fragments containing
fewer or unclustered CGATAs were more poorly bound by BEAF in vitro and in vivo (see
below). Point mutations within CGATA abolish BEAF binding and insulating activity (Zhao
et al. 1995; Cuvier et al. 1998).

Based on these data, we scanned the Drosophila melanogaster genome for all unique
200-bp sequences that contain at least three CGATA BEAF consensus sites. This Gbrowse
generated a set of 7045 predictions (Figure 1A), which includes all previously isolated BEAF
binding sequences. Comparison of these predictions with the immunolocalization of BEAF
on polytene chromosomes was inconclusive as predicted elements were present in all regions
of the genome, including those where no staining was observed. Closer inspection showed
that predicted BEAF elements were often juxtaposed (Figure 1B). This higher level of
organization, with two consecutive clusters of CGATAs separated by a few hundred base
pairs, had been previously reported in the scs’ element, where BEAF binds cooperatively to
each of the two clusters (Hart et al. 1997). This raised the possibility that a similarly

conserved organization may be found among BEAF elements. Accordingly, we defined a
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BEAF dual-core element that consists of two predicted BEAF elements separated by less than
800 bp. We scored 494 dual-core elements, with an impressive p-value of le-21.

We tested next the relevance of our BEAF dual-core database by analyzing their
overlap with the BEAF immunostaining map of polytene chromosomes. A significant
improvement was found compared to single BEAF-element predictions. Remarkably, all
major BEAF signals which had been previously mapped on chromosomes 2 and 4 fell into
regions harboring a dual-core element (Figure 1C-E; 2A). 4/5 dual-cores matched within the
strong BEAF signals on chromosome 4 (dual-cores 2-3, 4, 5; Figure 1E) and 11/13 for
chromosome 2 (Figure 2A). For chromosome 4, only one region weakly stained with anti-
BEAF had no dual-core (see *, Figure 1E). Hence, BEAF dual-cores are strong predictors of
BEAF binding.

As a control, we also mapped the signals obtained for DREF (Figure 1E), a factor
required for transcriptional activation of genes involved in DNA replication and cell
proliferation (Hirose et al. 1993) and which was shown to compete with BEAF for binding to
DNA (Hart et al. 1999). DREF signals on chromosome 4 fell into two BEAF dual-cores
harboring a TATCGATA DREF consensus site (Hirose et al. 1993). The overlap with the
BEAF consensus indicates that DREF competition for BEAF binding may also occur there.
Two additional anti-DREF signals (see *, Figure 1E) mapped to regions where numerous
elements unique to DREF are present (see Gbrowser database).

These results suggest that BEAF dual-cores possess a distinct organization, which we
analyzed in more detail. In the case of scs’, an AT-rich spacer of approximately 200 bp
separates two distantly located BEAF binding sites (Udvardy et al. 1985; Zhao et al. 1995).
Strikingly, plotting the distribution of 200 CGATA motifs from randomly selected dual-cores
revealed that hundreds of these elements harbor an AT-rich spacer (=70% A+T) averaging

200-300 bp in length (Figure 1F). Further analysis of known BEAF elements showed a
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similar organization: a 200-bp AT-rich sequence separates BE76 from a second cluster
including 2 CGATAs and repeated BE28-51 elements are organized in tandem with AT-rich
spacers (see Figure S1). Therefore, all known BEs recognized by BEAF are highly similar to
BEAF dual-cores. Together with our immunostaining results, these data show that the dual-
core organization defines a clear conserved signature for BEAF elements, which may be

important for the activity of BEAF.

Clustering of BEAF elements around dual-cores define BEAF chromatin domains

Lower-resolution inspection of genomic regions shows that BEAF elements tend to
cluster into regions of 25-75 kb (Figure 2B; Figure S2). We quantified this distribution by
making predictions for BEAF chromatin domains defined as 50-kb windows containing 7 or
more single BEAF elements (p-value = 0.025). 227 BEAF chromatin domains were thus
scored (52 expected by chance; Figure 2B and Figure S2). As a control, we found that DREF
clusters are not similarly distributed within large domains.

All BEAF chromatin domains were positively stained by anti-BEAF antibodies on
polytene chromosomes (Figure 2A-B; Figure S2, shadowed regions). Significantly, staining
was absent outside BEAF domains, where only single BEAF elements are scattered (Figure
1A; Figure S2, light-shadowed regions). Nearly all BEAF domains contained a dual-core
surrounded by additional single elements (Figure 1B). The assignment of BEAF domains
significantly improves the correlation with BEAF immunostaining data over that of dual-
cores alone. As the size of BEAF domains and intervening regions can be resolved on
polytene chromosomes, the co-localization of BEAF domains and anti-BEAF staining is not
fortuitous. Moreover, BEAF domains included the few regions lacking dual-cores which stain
positive for BEAF (region marked s*, Figure 1E; region 22A6-7, Figure 2A). Finally, BEAF

domains matched extremely well with BEAF signals which occasionally cover a more
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extended region (e.g. 21BI1-3; 22E-F; 24A1-C9, Figure 2B; Figure S2). These results
validate our database of BEAF chromatin domains that harbor clustered BEAF elements
surrounding dual-cores.

Our findings suggest that BEAF binding may not be restricted to the unique dual-core
element present, but may also extend to surrounding single BEAF elements. Since the
boundary activity of BEAF requires that it binds to two separate sites bracketing an insulated
gene (Cuvier et al. 1998; Ishii et al. 2002), it was important to test whether surrounding single
BEAF elements are also bound by BEAF in vivo. Chromatin immunoprecipitations (ChIP)
were performed in the 9E2-3 region of BE76 (locus 9E3; Figure 2C). The dual-core present
in this region is indeed bound by BEAF in vivo (Figure 2D). While BE76 is located 6 kbp
away (Figure 2C), we confirmed by ChIP that it is also bound by BEAF in vivo, whereas we
find that BEAF does not bind to the intervening region (Figure 2D). Thus, a strict dual-core
organization (with 3 CGATAs in each cluster) is not absolutely required for BEAF binding
and we found that two other single BEAF elements (Jan/Sry and Rga/Atu) resembling dual
cores were also co-precipitated in anti-BEAF chromatin pellets (Figure 2D).

We next asked whether many single elements similarly resemble dual-cores. We
found that a statistically significant proportion of 1700 single BEAF elements have a second
cluster of 2 CGATAs separated by an intervening sequence of approximately 200-300 bp
(Figure S3) and share a >70% AT-rich spacer. These results again demonstrate the highly
conserved nature of the BEAF dual-core signature. This signature is also quite specific as the
region 5’ to the actin 5C promoter was not enriched in anti-BEAF ChIP pellets (Figure 2D).
This region contains 6 CGATA motifs within 1 kbp (Figure S3); as these motifs are not
clustered, no BEAF element had been scored for this region in our database.

In summary, the presence of dual-cores together with numerous additional single

elements resembling dual-cores is, genome-wide, the feature most relevant to BEAF binding
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within ~ 50-kbp chromatin domains. As the boundary activity of BEAF relies on its binding
to two elements bracketing a gene (Ishii and Laemmli 2003), our database of multiple BEAF
elements within BEAF domains shows that this function of BEAF is reflected by a genomic

distribution of hundreds of binding sites.

BEAF dual-cores are enriched near promoters and for specific sub-classes of genes

The insulating function of BEAF has been evidenced using reporter constructs
(Kellum and Schedl 1991) where a BE insulates a gene from position effects (Cuvier et al.
1998), from enhancers (Zhao et al. 1995; Cuvier et al. 2002; Gilbert et al. 2006) or from
heterochromatin spreading (Ishii et al. 2002; Ishii and Laemmli 2003). Are these activities
correlated with a non-random distribution of BEAF dual-cores with respect to genes? A
search of our database revealed a statistically significant enrichment of these elements within
+/- 500 bp of promoter start sites (Figure 3A): 2521 BEAF elements were found near
promoters (748 expected) with a strong enrichment for 347 dual-cores juxtaposed to
promoters (107 expected). Moreover, we also found that BEAF elements were strikingly
enriched between divergent genes (Figure 1B): of 2652 such gene pairs with an intergenic
space < 5 kb, 912 contained a BEAF element. We note that this situation is also shared by
TFIIIC binding sites (Noma et al. 2006). The scs’ element and the dual-core-like BE76,
jan/Sry and Rga/Atu elements all fall within this class of promoter-associated BEAF
elements. Within the context of larger BEAF domains, BEAF elements often bracket a gene,
or a group of genes, indicating that BEAF could play an important role in insulating them
from neighboring domains.

As a positive control, 1311 DREF elements were found near promoters (290
expected), an unsurprising result for a transcription factor. In addition, based on the

previously reported consensus of zeste (Benson and Pirrotta 1988), we found that putative
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zeste elements are not enriched near promoters (see our Gbrowser), but are found instead in

gene-coding regions or gene-poor regions, opposite to what we find for BEAF and DREF.

Interestingly, BEAF elements were significantly enriched within several specific
gene-class ontology (GO) groups that affect mitosis, organelle generation, chromosome
organization/segregation, the cell cycle, DNA packaging, microtubule-based processes, actin
organization and cell-shape (Table S1). These essential cellular processes require constitutive
activation. In contrast, genes associated with non-constitutive processes such as sensing and
behavior were not enriched for BEAF elements. BEAF might also be involved in X
chromosome-specific processes as BEAF elements are enriched on the X chromosome (1677
predictions, 1227 expected, p-value ~ le-42) while their frequency is less than expected on
autosomes. This might reflect the potential role of BEAF in dosage compensation (Gilbert et
al. 20006), as also suggested for DREF sites which often overlap with BEAF elements and are
enriched in male-specific lethal (MSL)-related genes (Legube et al. 2006). However, for
genes harboring a DREF promoter element, the enriched GO groups showed marked
differences with BEAF target genes. For instance, DREF target genes are enriched for
functions involved in biosynthesis, metabolism and cell death, the latter being in agreement
with the known effects of dref mutants on apoptosis (Hirose et al. 2001). We conclude from
these observations that BEAF elements are enriched within specific gene classes, particularly

those involved in the structure and/or dynamics of chromosomes and of the cytoskeleton.

BEATF as a global positive activator of transcription

Given that BEAF elements are juxtaposed to hundreds of promoters, we next asked if
they might have any effect on transcription. Analysis of micro-array expression data for
Drosophila embryos showed that many genes bracketed by BEAF elements had a high

expression profile in early embryogenesis which significantly decreased at later stages
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(Figure S4). This resembles the profile of expression of beaf (which contains a BEAF
element in its own promoter), suggesting that BEAF could act as a global positive regulator
of transcription. Strikingly, genes that share a BEAF-like expression profile are also enriched
for promoter-linked BEAF elements genome-wide (Fig. 3B(i)). A correlation coefficient
greater than the statistically optimal cutoff of 0.43 was found for 2674 genes; of these, 387
contain a BEAF element (p-value ~ le-15). As a control, we found that DREF target genes
are enriched for a subpopulation that is co-expressed with DREF (Fig. 3B(ii)). Interestingly,
the correlation for BEAF extends over a much broader region than for DREF, indicating that
BEAF may act as a more global positive regulator of transcription. Moreover, genes with
anti-correlated expression were clearly under-represented in BEAF elements (Fig. 3B(1)),
further illustrating the genome-wide impact of BEAF elements on transcription.

In line with this interpretation, we show next that numerous BEAF foci (often found
at the nuclear periphery) co-localize with acetylated histone H4 (H4Ac; Figure 3B), an
epigenetic mark associated with active or potentially active genes (Schubeler et al. 2004;
Pokholok et al. 2005). The frequent association of BEAF with active chromatin is in full
agreement with our conclusion that BEAF acts as a global positive regulator of genes
bracketed by clustered BEAF elements within BEAF chromatin domains. Significantly, the
availability of genome-wide mapping data for H4Ac (Schubeler et al. 2004; Pokholok et al.
2005) makes it possible to determine that BEAF domains are often enriched for this
epigenetic mark (Figure 3D), in contrast to sites located outside BEAF domains. Together
with our gene expression analyses, these data show that BEAF elements may participate in
the homeostasis linking the regulation of a specific subset of genes with the regulation of
chromatin structure within BEAF domains. This involves a regulated deposition of chromatin

epigenetic marks, as demonstrated next by BEAF depletion experiments.
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BEAF globally hinders the spread of heterochromatin

Although gene-poor regions are generally devoid of BEAF elements, a classification
of BEAF domains reveals that those with the highest density of BEAF elements are found at
the heterochromatin border of all chromosomes, including 2L, 2R, 3L, 3R, X and 4 hetero-
/euchromatin junctions (Figure 4A; Figure S5A). Accordingly, we detected strong BEAF,
but not DREF, signals in these regions (Figure 4B). As BEAF can insulate a gene against
heterochromatin repression (Ishii and Laemmli 2003; Gilbert et al. 2006), these sites likely
define a sub-category of BEAF elements that protect against spreading of constitutive
heterochromatin.

To assess this possibility, we depleted BEAF proteins from Schneider (SL2) cells by
siRNA treatment (Figure 4) followed by detection of several chromatin proteins, including
histone H3 methylated on lysine 9 (H3MeK9), a characteristic epigenetic mark of
heterochromatin (Bannister et al. 2001). BEAF staining was reduced to background levels
after five days of siRNA treatment (Figure S5), showing efficient depletion of this protein.
BEAF depletion led to a striking increase in overall H3MeK9 staining levels (Figure 4C); the
same nuclei showed only a slight decrease of the RNA polymerase II signal and no changes
in the staining of unmodified histone H3 (data not shown and see below). An increase in
H3MeK9 may result from the spreading of heterochromatin into euchromatin regions. Closer
inspection showed that approximately 35 +/-10 more weakly stained H3MeK9 foci could be
detected in control cells (3x panels, Figure 4C), in addition to the 3-5 strong foci
corresponding to constitutive heterochromatin (Blattes et al. 2006). BEAF depletion did not
significantly change the total number of H3MeK9 foci detected (to 40 +/-10), but instead led
the formation of much broader foci (Figure 4C, 3x enlarged panels). Taken together, these
results demonstrate that one important function of BEAF is to restrict heterochromatin

spreading to euchromatin regions. Our data further indicate that the blocking activity of
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BEAF does not solely apply to constitutive heterochromatin.

As discussed above, H4Ac marks have been implicated in the positive epigenetic
regulation of chromatin structure. If BEAF serves to protect active domains against invasion
by repressive marks, its depletion should have an opposite effect on modifications such as
H4Ac. Indeed, the strong spreading of H3MeK9 levels induced by BEAF depletion was
accompanied by marked decrease in H4Ac levels (Figure 4D). Although differences were
found among siRNA-treated or control cells, H4Ac staining generally varied according to
BEAF levels remaining after 3 days of siRNA treatment (not shown), while the overall
chromatin staining of controls such as replication protein A (RPA) and RNA polymerase II,
was largely unchanged (Figure S5B-C). We conclude that BEAF depletion specifically
increases the nuclear ratio of heterochromatin to euchromatin. Therefore, epigenetic
regulation of chromatin structure accounts for the role of BEAF as a global activator of gene

expression for genes bracketed by BEAF elements in BEAF domains.

BEAF dual-cores partition the genome into BEAF domains

Our in silico analysis identifies the BEAF dual-core as a highly conserved signature
for BEAF binding sites. A typical BEAF dual-core typically harbors two clustered sets of >3
CGATA sequences separated by a >200-bp AT-rich sequence and is juxtaposed to one or two
promoters. While they do not appear to play a direct role in boundary activity (Hart and
Laemmli 1998), these AT-rich sequences may promote interactions with other proteins (see
below) or, as in the case of the gypsy insulator, tether chromatin loops to the nuclear matrix
(Gerasimova et al. 2000).

In the case of scs’, BEAF binds cooperatively to the two CGATA clusters across a
200-bp spacer (Hart et al. 1997). This dual interaction creates a DNA loop which may form a

specialized nucleoprotein structure, which could be stabilized through the binding of
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additional unknown proteins or by a positioned nucleosome (Zhao et al. 1995). Our results
provide a sound basis for understanding how BEs function and for identifying additional
factors required to stabilize/regulate the activity of BEAF dual-cores. Indeed, in many dual-
cores, our data identify a new AGCAA/TTCGT consensus sequence which may constitute a
binding site for BEAF-32A (see Figure S1), in line with the ability of this isoform to form a
hetero-complex with BEAF-32B (Hart et al. 1997).

Our genome-wide analysis of gene expression profiles highlights a global positive
effect of BEAF dual-cores on the regulation of hundreds of genes, including many that
regulate key functions of chromosome or cytoskeletal structure. These conclusions are
consistent with the proposed role of BEAF in chromatin structure and with the finding that
dominant negative BEAF mutants impair the establishment of BE activity and are lethal to
flies (Gilbert et al. 2006). Moreover, we find that BEAF depletion doubles the number of
cells with chromosome segregation defects (data not shown). BEAF appears to act as a
positive regulator of transcription within large BEAF chromatin domain and to control the
deposition of epigenetic marks important for the regulation of chromatin structure. Many
BEAF foci co-localize with acetylated histone H4, which was recently shown to impair the
higher-order organization of the 30-nm chromatin fiber (Shogren-Knaak et al. 2006). In
addition, BEAF domains are largely enriched in H4Ac levels. Therefore, one function of
BEAF dual-cores may be to participate in chromatin opening, in line with the localization of
strong nucleases hypersensitive sites within many characterized BEs, including the two
BEAF-binding sites in scs’ and BE76 (Udvardy et al. 1985; Cuvier et al. 1998). Dual-cores
may also limit the spreading of heterochromatin H3MeK9 epigenetic marks into active
regions, as H3MeK9 is not restricted to constitutive heterochromatin but to numerous
additional sites. As shown for pericentric heterochromatin (Taddei et al. 2001), the interplay

between H4Ac and H3MeK9 epigenetic marks may also apply to euchromatic sites,
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particularly those where Heterochromatin Protein 1 (HP1) binds (de Wit et al. 2005).

In pericentric heterochromatin regions, we propose that the high density of BEAF
dual-cores is necessary to overcome high concentrations of repressing factors. These may
include HP1 and the satellite-associated D1 protein (Aulner et al. 2002). D1 has recently been
implicated in heterochromatin dynamics through a competitive interactions with HP1 for
binding to satellite repeats in X-chromosome heterochromatin (Blattes et al. 2006).
Intriguingly, the AT-rich domain of the BE28 dual-core element located nearby is bound by
D1 in vivo (Cuvier et al. 2002) and, through its physical interaction with BEAF, may
participate in the determination of heterochromatin and euchromatin domain boundaries.

The CTCF boundary factor mediates long-range communication between distant loci
(Ling et al. 2006). Several lines of evidence suggest that BEAF acts similarly. One of the
BEAF elements identified here has been implicated in mediating frans-repression by bringing
a gene close to the satellite sequence array inserted in the brown” gene (Sage et al. 2005) and
the distant scs and scs’ BEs have been shown to interact (Blanton et al. 2003). The number of
BEATF foci detected per nucleus is 3-4 times lower than its number of distinct binding sites on
polytene chromosomes (Zhao et al. 1995; Hart et al. 1997), suggesting that they cluster in
diploid cells. Most importantly, the boundary activity of BEAF involves communication
between two elements bracketing an insulated gene and its binding to these two sites (Ishii
and Laemmli 2003). A number of dual-cores identified here also participate in long-range
communication (Martin Muller, personal communication; O.C., unpublished results), further
supporting a role for BEAF in establishing cross-talk between distant sites. We propose that
local disruption of the 30-nm fiber, resulting from BEAF binding to two separate dual-cores
clusters to target epigenetic marks such as H4Ac and to generate hypersensitive sites, favors

the invasion of, or interaction with, additional chromatin sites, including other BEs.
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MATERIALS AND METHODS

Complete bioinformatic analysis results are available for download at:
http://www.sfu.ca/~eemberly/insulator/. Additional details are available in the Supplemental
data section. siRNA-mediated BEAF depletion, immunostaining, ChIP procedures and

polytene chromosome staining are described in Materials and Methods of Supplemental data.
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FIGURE LEGENDS

Figure 1. BEAF dual-cores define a highly conserved organization of BEAF elements

(A) Examples of BEAF element predictions downloaded from our BEAF Gbrowse. Each
element contains > 3 BEAF CGATA/TATCG consensus sites within a 200-bp sequence. “D”
indicate BEAF elements containing a consensus for DREF (TATCGATA). Bar, 5 kbp.

(B) Example of two BEAF elements organized into a dual-core element that resides between
divergent promoters. Bar, Skbp.

(C) A chromosome 4 download showing predictions for genes (red), cytology (blue), BEAF
dual-cores (blue boxes) and single BEAF elements (shadowed if clustered).

(D) Mapping of BEAF and DREF signals on polytene chromosome 4 (see E). Solid or
dotted-lines indicate strong or weak signals, respectively.

(E) Immunostaining with anti-BEAF and anti-DREF antibodies. Dual-cores are indicated (1-
5). Arrow, strong D1 band of chromosome 4. S* indicates a region stained with anti-BEAF
outside a dual-core region. ¢, chromocenter.

(F) The BEAF dual-core signature. The graph shows the distances between 200 CGATAs
randomly selected out of our dual-core database. Note the high preference for an intervening
sequence of 200-300 bp between the two CGATA clusters (middle gap). AT-richness is

>70% A+T. See our dual-core database for details.

Figure 2. Highly clustered single BEAF elements surrounding dual-cores define ~50kbp
BEAF domains

(A) Alignment of all chromosome 2 dual-cores (shadowed boxes) with anti-BEAF staining.
Dual-cores 3-13 fit within strongly stained regions and dual-cores 1-2 within more weakly

stained sites. Only one region (*22A6-7) clearly stained with anti-BEAF does not harbor a
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dual-core.

(B) Example of BEAF domains: many (>7) single elements are found within 25-kbp regions
surrounding BEAF dual-cores. All BEAF domains are stained with anti-BEAF while all
intervening regions (25-400 kbp) are not (see Figure S2 for a full map of all domains).

(C) Details of a BEAF domain in the BE76 region. BE76 is located 6 kbp from a dual-core
element bracketing the ras gene. Bars 1-2-3 indicate the probes used for ChIP analyses.

(D) ChIP analyses: the top three panels show results for the BE76 region. BEAF single
elements resembling dual-cores (BE76 and Jan/sry and Atu/rga regions) were analyzed using
the probes indicated by bars. The actin 5C 5’ region was further analyzed as a negative

control (see text).

Figure 3. BEAF elements positively regulate hundreds of genes

(A) Graphical representation of the distance between BEAF elements and the nearest
promoter. Other consensus sequences including DREF elements were used as controls (see
our database for further details). Dual-cores are also highly enriched in the category of
elements very close to two promoters, most prominently between divergent genes (see
classification of dual-cores according to the sum distances to two promoters in our database).

(B) Distributions of correlation coefficients between the expression profile of genes with
(red) or without (black) BEAF (i) or DREF (ii) elements. Correlation coefficients were
calculated by comparison to the expression profile of the beaf (i) or dref (ii) genes. “+” signs
above the graphs indicate statistical enrichment for co-regulated genes (correlation
coefficient >0.43 for BEAF, and 0.80 for DREF (green bars). “-” signs denote anti-correlated
gene profiles significantly enriched for genes lacking nearby BEAF sites.

(C) Double immunostaining using anti-BEAF (green) and anti-acetylated histone H4 (H4Ac;

red) antibodies in Schneider (SL2) cells. The arrowheads mark sites where strong BEAF foci
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are observed at the nuclear periphery and co-localize with H4Ac. The white arrow points to a
DAPI-bright DNA region where reproducibly reduced staining of both BEAF and acetylated
H4 is observed.

(D) BEAF domains are enriched in acetylated H4. In the example shown, two putative BEAF
domains are present (shadowed regions). Position of genes are indicated together with their

H4Ac levels measured by ChIP (Schubeler et al. 2004; Pokholok et al. 2005).

Figure 4. BEAF restricts the spread of heterochromatin

(A) Graphical representation showing that the most highly enriched BEAF domains in dual-
cores are located at the heterochromatin borders of all Drosophila chromosomes. CEN,
centromere.

(B) BEAF immunostaining surrounding the chromocenter (c).

(C) H3MeK9 immunostaining after siRNA treatment of Schneider cells against beaf (left
panels) or of control cells (right panels). 3x enlargements of confocal images are shown
below.

(D) Same as in (C) except nuclei were stained with anti-BEAF (green) and H4Ac (red).

Merged images are also shown. See Figure Sé for further details.
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Emberly, Figure 3
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Emberly, Figure S1
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Emberly, Figure S2
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MOLECULAR BASIS OF POSITION EFFECT VARIEGATION IN DROSOPHILA
MELANOGASTER

ABSTRACT :

Satellite I1I sequences (SATIII) represent the bulk of drosophila X chromosome heterochromatin
and play a key role in position effect variegation (PEV) of the white gene in the white-mottled
strain. Their structural characteristics, based on their biased dA+dT rich nucleotidic composition,
make them good targets for artificial DNA minor groove binders. Such new tools allowed us to
improve the SATIII sequences’ function in heterochromatic structure formation. Our work allows
us to shed light on the functional role of the D1 protein, which specifically binds SAT III
sequences, as well as topoisomerase II, in the initiation of the heterochromatin assembly. Our
results suggest that SATIII sequences represent a reservoir for proteins regulating ribosomal
DNA arrays (rDNA) transcription located next to SATIII sequences. We also show involvement
of a boundary element in heterochromatin partitioning, which plays a role in regulation of rDNA

expression.
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RESUME :

Les séquences satellites III (SATIII) représentent la majeure partie de 1’hétérochromatine du
chromosome X de drosophile et jouent un role dans la variégation d’effet de position du géne
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I, dans Dinitiation de 1’assemblage de I’hétérochromatine. Nos résultats suggerent que les
SATIII pourraient constituer un réservoir de protéines servant a la régulation de la transcription
du locus des génes ribosomiques (rDNA) adjacent aux SATIIIL. Enfin, nous avons pu identifier un
¢lément frontiere qui controle le cloisonnement de 1’hétérochromatine et jouerait un réle dans la
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