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Emergence d’un locus producteur de piRNAs chez la drosophile 

 Les éléments transposables d’ADN sont presque ubiquitaires dans le monde vivant et leur 
mobilité peut être délétère pour le génome. Leur régulation dans les tissus germinaux animaux 
passe par la voie de silencing des piRNAs (PIWI-interacting RNAs). Les piRNAs sont produits à
partir de loci contenant des fragments d’éléments transposables insérés en clusters. Nous étudions 
l’émergence de ces clusters de piRNAs chez la drosophile. 

Nous avons activé de novo un cluster de transgènes par héritage maternel de piRNAs
homologues. Il s’agit d’un cas de paramutation, ou conversion épigénétique stable et récurrente. 
Nous avons montré que ce cluster paramuté produit de novo des piRNAs, et étonnement des
siRNAs. 

J’ai caractérisé de façon fonctionnelle et moléculaire ce phénomène de paramutation par 
l’utilisation de mutants. J’ai montré que les propriétés de silencing, ainsi que la production de 
piRNAs et de siRNAs, sont abolies en contexte mutant pour tous les gènes testés de la voie des 
piRNAs (voies primaire et secondaire). Parallèlement, j’ai étudié un cas de paramutation 
« partiellement homologue » dans laquelle le cluster reçoit des piRNAs homologues seulement à 
une partie de sa séquence. J’ai montré qu’il y a production de piRNAs par la totalité du cluster dès 
la 3e génération. 

J’ai montré, enfin, que des clusters activés de novo par la chaleur, présentent des
propriétés fonctionnelles et moléculaires semblables aux clusters activés par les piRNAs 
maternels. 

Ces travaux apportent des éléments clés pour la compréhension de la mise en place de 
l’épigénome, tant d’un point de vue mécanistique qu’évolutif. 

Mots clés : PIWI-interacting RNAs, paramutation, épigénétique, éléments transposables,
Drosophila 

Emergence of a piRNA-producing locus in Drosophila 

DNA transposable elements are almost ubiquitous in the living world and their mobility 
can be deleterious for the genome. Their regulation in germaria is mediated by the piRNA 
silencing pathway (PIWI-interacting RNAs). piRNAs are produced by loci formed by clusters of
fragments of transposable elements. We are studying the emergence of these piRNA-producing 
clusters in Drosophila. 

We have de novo activated a cluster of transgenes via maternal inheritance of homologous
piRNAs. This is a case of paramutation i.e. a stable and recurrent epigenetic conversion process. 
We have shown that this paramutated cluster produces de novo piRNAs and, surprisingly, also
siRNAs. 

I have characterized this paramutation functionally and molecularly, by a mutant 
approach.  I have shown that its silencing properties, as well as piRNA and siRNA production 
are abolished in mutant contexts for all the genes from the primary and secondary piRNA 
pathways I have tested. At the same time, I have studied the case of a partially homologous 
paramutation, in which piRNAs maternally inherited by the cluster are homologous to only a part 
of its sequence. I have shown that piRNA� are produced all along the cluster as early as the 3rd 

generation.
 Finally, I have shown that a cluster activated de novo by an environmental stress shows 
the same functional and molecular properties as a cluster paramutated via maternal piRNA 
inheritance.

These studies provide key elements for understanding the emergence of the epigenome 
from a mechanistic and an evolutionary perspective. 
Key words: PIWI-interacting RNAs, paramutation, epigenetics, transposable elements,
Drosophila
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Introduction générale 





Préambule 

Les éléments transposables (ETs) sont presque ubiquitaires dans le monde vivant.  Le 

séquençage massif des génomes nous montre qu’il existe très peu d’espèces dépourvues 

d’éléments transposables (Pritham et al. 2009). La notion d’élément transposable a été

proposée pour la première fois par Barbara Mac Clintock dans son ouvrage intitulé « The

Origin and Behavior of Mutable loci in maize » publié le 8 avril 1950. Dans cet ouvrage, elle

démontre que des séquences d’ADN sont capables de « transposer », c’est-à-dire de se 

déplacer d’un endroit à un autre dans le génome. Cette découverte a été très largement rejetée 

par la communauté scientifique de l’époque pour qui les chromosomes étaient considérés 

comme des structures stables. Ce ne sera que des années plus tard que l’importance de ses 

travaux sera reconnue et elle se verra décerner le prix Nobel de Médecine en 1983 pour la 

découverte des éléments transposables. 

Ces séquences d’ADN mobiles codent pour la plupart pour des gènes catalysant leur 

mobilité. Cela en fait des séquences à haut effet mutagène, voir même délétère pour la cellule 

lorsqu’elles se déplacent dans le génome. Toutefois de nombreux cas de domestication 

d’éléments transposables ont été identifiés, comme par exemple celui des éléments 

transposables hetT-A, TART et TAHRE qui constituent les télomères de la drosophile et 

protègent l’extrémité des chromosomes de la dégradation (Pride et al. 1997 ; Mason et al.

2008). Néanmoins, la cellule a su développer des mécanismes de régulation de ces éléments 

transposables afin de préserver l’intégrité de son génome, aussi bien dans les tissus 

somatiques que germinaux afin de préparer au mieux sa future descendance. Il existe de 

nombreux mécanismes différents de répression des éléments transposables selon les espèces. 

Il ne s’agira pas ici de faire un catalogue exhaustif de toutes les voies permettant de réguler 

les éléments transposables. Notons toutefois que ces mécanismes peuvent être épigénétiques 

et requièrent souvent l’utilisation d’ARNs non-codants et des marques chromatiniennes 

spécifiques. L’épigénétique désigne les mécanismes qui permettent la transmission de 

changements dans l’expression des gènes qui sont héritables à travers la mitose et/ou la 

méiose, alors que l’agent ayant induit le changement a disparu, et qui ne résultent pas de 

modifications de la séquence d’ADN.  
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De plus en plus de cas d’interactions entre les ARNs non-codants et les marques 

chromatiniennes ont été relatés dans la littérature. Prenons l’exemple du RITS pour RNA-

inducing  Transcriptional Silencing chez S. pombe, où de petits ARNs non-codants issus de

transcrits double-brins reconnaissent les transcrits naissants homologues du génome et 

induisent le recrutement de protéines chromatiniennes sur le locus transcrit (Verdel et al.

2004). Aussi je m’attacherai à vous présenter ici les différents mécanismes de silencing des 

éléments transposables par les petits ARNs non-codants chez la drosophile, plus 

particulièrement au sein de la lignée germinale. En effet, il est primordial pour les cellules de 

la lignée germinale de réguler la transposition de ces éléments car ces cellules sont à l’origine 

de la future descendance. Même si lors de la méiose, puis de la mitose, un certain degré de 

réarrangements est supportable afin de permettre au génome d’évoluer, l’intégrité du génome 

est indispensable à la survie de l’espèce. Cette régulation est réalisée à partir de loci contenant 

des copies dégénérées d’éléments transposables insérées en clusters, qui permettront la 

production de petits ARNs non-codants appelés piRNAs (Piwi-interacting RNAs) qui sont à 

l’origine de la répression en trans des copies insérées dans l’euchromatine. Simultanément, il

a été montré la contribution essentielle de protéines chromatiniennes qui interviennent dans la 

répression des copies euchromatiques, mais également dans le maintien des capacités 

répressives des clusters de piRNAs chez la drosophile.  
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Introduction générale

I/ Les éléments transposables

Les éléments transposables (ETs) sont des séquences d’ADN qui sont capables de se 

déplacer de manière autonome dans un génome, par un mécanisme appelé transposition. Ils 

sont présents dans presque tous les génomes en nombre variable (Tableau 1). Ces séquences 

d’ADN mobiles constituent une part importante de ce qu’on appelle les séquences répétées.  

espèce % ET

Zea mays 80 

Arabidopsis thaliana 10 

Homo sapiens 45 

Mus musculus 40 

Drosophila simulans 5 

Drosophila melanogaster 15 

Caenorhabditis elegans 12 

Saccharomyces cerevisae 3-5 

Tableau 1 : Proportion en éléments transposables des génomes eucaryotes de référence� 
Les proportions en ETs dans les articles de séquençage de référence : Z. mays (Schnable et al.
2009), A. thaliana (Arabidopsis Genome Initiative, 2000), C. elegans (C. elegans Sequencing
Consortium, 1998), H. sapiens (Lander et al. 2001), D. melanogaster et D. simulans 
(Drosophila 12 genome consortium et al. 2007), S. cerevisae (the Yeast genome directory
1997), M. musculus (Mouse genome sequencing consortium et al. 2002)).

1/ La classification des éléments transposables

Les ETs peuvent être classés selon plusieurs critères. Une première classification a été 

proposée par Finnegan en 1989 à partir de la nature de leur intermédiaire de transposition 

(Figure 1). 
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Rétrotransposons Transposons

Classe 1 Classe 2

Non LTR LTR

SINE LINE

Figure 1 : Classification des ETs eucaryotes par Finnegan (1989)�

A/ Les ETs de classe I

Les ETs de la classe I ou rétrotransposons (Feschotte et Pritham, 2007) utilisent une 

molécule d’ARN comme intermédiaire de transposition. Ces éléments sont d’abord transcrits 

en ARN, puis retrotranscrits via une Transcriptase Inverse (ou RT pour « Reverse 

Transcriptase ») en une molécule d’ADN qui sera ensuite intégrée à un nouveau site du

génome par une Intégrase (Figure 2). La transposition se fait ainsi par un mode de 

transposition en « copier-coller ». Les rétrotransposons sont eux-mêmes divisés en deux sous-

classes selon qu’ils disposent ou non à leurs extrémités de longues répétitions terminales 

(LTR, pour « Long Terminal Repeat »). Les rétrotransposons à LTR ont une structure très

proche de celle des rétrovirus et comportent les régions nécessaires à leur transposition ainsi 

que des séquences régulatrices situées dans les séquences LTR (Figure 2b). Les 

rétrotransposons sans LTR sont eux-mêmes divisés en deux familles : les « Long Interspersed 

Nuclear Elements » (LINEs) qui codent leurs propres RT et sont donc autonomes et les

« Short Interspersed Nuclear Elements » (SINEs) qui sont non-autonomes et utilisent la

machinerie des LINEs pour pouvoir transposer (Figure 2c). 
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B/ Les ETs de classe II

Les ETs de la classe II ou transposons à ADN (Feschotte et Pritham, 2007) utilisent 

une molécule d’ADN comme intermédiaire de transposition (Figure 2a). Dans ce cas, la 

transposition consiste en l’excision d’une copie de l’ET puis en son insertion ailleurs dans le 

génome. Ce mode de transposition, appelé « couper-coller », est non réplicatif puisqu’il s’agit 

de la séquence de l’ET elle-même qui se déplace. Les transposons codent le plus souvent une 

Transposase qui est entourée des deux côtés par des répétitions terminales inversées (TIR, 

pour « Terminal Inverted repeats »).

C’est cette classification qui est la plus utilisée. Néanmoins, le développement des 

techniques de séquençage a permis d’accumuler une grande quantité de données génomiques 

et cette méthode de classification ne permet pas de positionner toutes les familles d’ETs. 

Une classification, qui prend en compte l’enzymologie et la similarité de structure 

ainsi que les relations entre les séquences, a permis de mettre en évidence des nouvelles 

familles d’ETs tels que les MITEs pour « Miniature Inverted repeat Transposable Elements »

qui transposent par un mécanisme de « copier-coller ». Les séquences consensus de la plupart 

des familles d’ETs eucaryotes décrites sont présentes dans une seule base de données appelée 

RepBase (Jurka et al. 2005) (http://girinst.org/repbase/) créée en 1990.
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Figure 2 : Mécanismes de transposition des différentes classes d’éléments transposables.  
(a) les transposons à ADN ou classe II transposent selon un mode « couper-coller » en vert. 
Ce type de transposon code pour sa transposase qui va être capable de cliver le transposon via 
les séquences IR et insérer cette séquence ailleurs dans le génome. (b) les rétrotransposons à 
LTR ou classe I transposent selon un mode « copier-coller » en rose. Les rétrotransposons 
produisent un transcrit qui va être traduit en différentes protéines : GAG, Intégrase. Les 
protéines GAG forment une particule virale qui va contenir le transcrit du rétrotransposon à 
LTR. Ce transcrit va être rétrotranscrit et pris en charge par une Intégrase qui permet 
l’insertion de ce rétrotransposon à nouveau site dans le génome. (c) les rétrotransposons non-
LTR ou classe I transposent selon un mode « copier-coller » en bleu. Les rétrotransposons 
non-LTR : LINEs et SINEs vont être transcrits. Seuls les transcrits issus des LINEs vont être 
traduits en protéines ORF1 et ORF2. Les protéines ORF1 et ORF2 ont toutes les deux un 
domaine de reverse transcriptase. Ces deux protéines vont former un complexe RNP (pour 
« ribonucleoprotein ») qui va charger les transcrits issus des LINEs et SINEs pour les 
ramener dans le noyau et leur fonction réverse-transcriptase leur permet d’intégrer ces 
rétrotransposons à un nouveau site dans le génome. (Siomi et al. 2011) 
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Figure 4 : Représentation schématique d’une ovariole. 
L’ovariole est composée de plusieurs follicules en cours de développement selon un axe 
antéro-postérieur où les stades les plus précoces sont dans la partie antérieure et les stades les 
plus tardifs dans la partie postérieure. Le stade le plus précoce est appelé germarium et 
contient les cellules souches permettant la production du cyste. Le cyste est constitué de 16 
cellules germinales au centre qui sont entourées par les cellules somatiques. Au cours du 
développement, l’une des cellules germinales positionnées au pôle postérieur de la chambre 
ovarienne va devenir l’ovocyte et les 15 autres seront appelées cellules nourricières (ou 
« nurse cells »). Les cellules somatiques vont se différencier en cellules folliculaires (ou 
« follicle cells ») et en cellules inter-folliculaires (« stalk »). Dans la partie la plus postérieure, 
il y aura donc les follicules plus matures dans lesquels l’ovocyte est de taille plus importante. 
(Diapositive08.JPG) 

b/ L’unité  structurelle de développement pour l’ovocyte : le 

follicule ovarien  

L’ovocyte se développe au sein du follicule ovarien, encore appelé chambre ovarienne 

(Figure 4). Celui-ci est constitué de deux populations distinctes de cellules. Les cellules 

germinales, qui sont les plus internes du follicule, comprennent 16 cellules qui sont 

connectées entre elles par des ponts cytoplasmiques qui forment un syncytium (ou cyste). 15 

de ces cellules sont les cellules nourricières polyploïdes. La 16e cellule, l’ovocyte, est quant à 

elle bloquée en métaphase de la première division de méiose et reprendra le cycle lors de la 

fécondation. Le deuxième type cellulaire correspond aux cellules folliculaires somatiques qui 

forment une monocouche de cellules épithéliales autour du cyste.  

c/ Le développement de la chambre ovarienne  

- Formation du premier follicule ovarien  

La production des cellules somatiques et germinales a lieu tout au long de la vie des 

femelles et ceci grâce à l’activité continue de deux types de cellules souches présentes dans le 

germarium, qui est la partie la plus antérieure de l’ovariole (Figure 5) : les cellules souches 

germinales (GSC pour « germ stem cells ») et les cellules souches somatiques (SSC pour 
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« somatic stem cells »). Le germarium est divisé morphologiquement en 4 régions appelées 1, 

2a, 2b et 3 de la plus antérieure à la plus postérieure. C’est dans la région 1 que nous trouvons 

les GSC. Celles-ci sont au nombre de 2 à 3 et se divisent de façon asymétrique, de manière à 

former une cellule fille, appelée cystoblaste, qui va s’engager dans la voie de différentiation 

germinale, et une cellule souche, ce qui permet d’entretenir le système (revue : Spradling et

al. 2001 ; Gonzalez-Reyes, 2003). Dans cette partie du germarium les cellules germinales sont 

entourées par des cellules somatiques appelées cellules du manteau intérieur (ou « inner-

sheat »). Ces cellules forment un manchon qui entoure les régions 1 et 2a. Dans la partie la 

plus antérieure de cette région se trouvent les cellules du filament terminal, puis viennent les 

cellules de la coiffe (ou « cap cells ») qui sont en contact direct avec les GSC. 

Détaché de la niche permettant le maintien à l’état cellule souche, constituée par les 

cellules de la coiffe et le filament terminal, le cystoblaste va alors subir quatre mitoses 

synchrones, mais à cytokynèse incomplète. Cela aura pour effet de former, dans la région 2a, 

un cyste germinal de seize cellules interconnectées entre elles par des ponts cytoplasmiques 

(Deng and Lin, 2001). Les cellules constituant ce cyste sont appelées cystocytes. 

A la frontière des régions 2a et 2b se trouvent les SSC (Figure 5). Elles sont au 

nombre de deux ou trois et se divisent également de façon asymétrique pour régénérer des 

SSC et donner une cellule fille qui va alors rentrer en différentiation pour donner les cellules 

pré-folliculaires qui entourent le cyste et permettre de l’individualiser. Cela donnera lieu, dans 

la région 3, à la formation du premier follicule ovarien. C’est dans cette région qu’il va y 

avoir migration de l’ovocyte au pôle postérieur du cyste et ce jusqu’au stade 10. L’expulsion 

hors du germarium (ou bourgeonnement) de la chambre de stade 1 est conditionnée par la 

différenciation des cellules pré-folliculaires en cellules polaires et inter-folliculaires d’une 

part, et en cellules folliculaires épithéliales d’autre part (Zhang and Kalderon, 2001). 
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Figure 5 : Représentation schématique du germarium. 
Le germarium est le stade le plus précoce et contient les cellules souches nécessaires à la 
formation du follicule ovarien. Il a été compartimenté en quatre régions morphologiques 
distinctes de la plus précoce à la plus tardive respectivement appelées régions 1, 2a, 2b et 3. 
La partie la plus antérieure est composée de cellules somatiques composant le filament 
terminal, puis viennent les cellules de la coiffe (ou « cap cell »). Au contact des cellules de la 
coiffe et des cellules du manteau interne (ou «innersheat cell ») se trouvent les cellules 
souches germinales (GSC). Dans la région 2b se trouvent les cellules souches somatiques 
(SSC) qui donneront après division les cellules pré-folliculaires (ou « prefollicular cell »). 
Elles seront différenciées ensuite en cellules folliculaires (ou « epithelial somatic cell »), 
cellules inter-folliculaires (ou « stalk cell ») et cellules polaires (ou « polar cell »).  (Zhang 
and Kalderon 2001) 

- Les différents stades du follicule ovarien : 

 Le développement des follicules a été divisé par King en 14 stades distincts sur des 

critères morphologiques (King, 1970). Le stade 1 correspond au follicule ovarien prêt à être 

expulsé du germarium, alors que le stade 14 correspond à l’ovocyte mature prêt à être 

fécondé. La production d’un follicule de stade 1 à partir des cellules souches germinales 

prend environ quatre jours à 25°C. A partir du stade 1, il faut deux jours de plus pour arriver 

au stade 7 et un jour de plus pour arriver au stade 14. 

On distingue les stades pré-vitellogéniques : du stade 1 à 7 au cours desquels toutes les 

cellules germinales (cellules nourricières et ovocyte) ont à peu près la même taille et les 

stades vitellogéniques à partir du stade 8, au cours desquels la taille de l’ovocyte va 

augmenter considérablement par rapport aux cellules nourricières. Cette augmentation de 

volume est due à l’accumulation d’ARNm et protéines du stade 8 à 11. A partir du stade 11, 

l’augmentation de volume est fortement accentuée par le phénomène de « dumping ». Il s’agit 

d’un phénomène au cours duquel il y a le déversement du contenu des cellules nourricières 

dans l’ovocyte. Les cellules nourricières vont ensuite mourir par apoptose et l’ovocyte 

occupera l’intégralité du follicule.  
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Un ovocyte mature va donc être généré avec une polarisation antéro-postérieure et 

dorso-ventrale, en fonction de l’accumulation de protéines et d’ARNm spécifiques ainsi que 

de la présence de structures morphologiques spécifiques (Ephrussi and Lehmann 1992 ; 

Lehmann and Ephrussi 1994). 

B/ Biogenèse des piRNAs germinaux

La régulation des ETs « germinaux » se fait dans les cellules nourricières et l’ovocyte 

qui contiennent un cytoplasme syncytial commun (Figure 4). Cette régulation se fait par une 

classe de petits ARNs récemment découverte, appelés piRNAs (pour « Piwi-interacting 

RNAs »). Les piRNAs sont générés entre autres par les protéines de la famille PIWI (Piwi 

Aub et AGO3) (Figure 6) et sont des petits ARNs de 23-28nt (Brennecke et al. 2007). 

Cette régulation passe par la production de transcrits précurseurs de piRNAs issus 

d’une transcription atypique des clusters de piRNAs, régions génomiques riches en séquences 

d’ETs dégénérées (Senti and Brennecke 2010 ; Mohn et al. 2014 ; Zhang et al. 2014). Ces

précurseurs de piRNAs seront ensuite clivés en piRNAs primaires et pris en charge par les 

protéines Piwi et Aub. Il a été observé une amplification des piRNAs dits secondaires dans un 

mécanisme appelé cycle Ping-Pong entre les protéines Aub et AGO3. Les piRNAs chargés 

par Piwi vont être capables de rentrer dans le noyau pour permettre d’une part la répression 

des ETs actifs et d’autre part l’entretien de clusters de piRNAs. Nous verrons ici plus en 

détails chacune de ces étapes ainsi que les diverses protéines qui interviennent à chaque étape. 

11



Figure
Il y a tro
PIWI, l
protéine
follicula
voie et l

6 : Protéin
ois sous-gro
les protéin
es, leur lo
aires somat
les référenc

nes impliqu
oupes de pr
es TDRD 

ocalisation 
tiques (germ
ces bibliogra

ées dans la
otéines imp
et les autr
cellulaires 

mline-soma
aphiques qu

a biogenèse 
pliquées dan
res protéin

en cellul
), leurs inte

ui s’y rappor

de piRNAs
ns la biogen
es. Ce tab
les nourric
eractions av
rtent. (Ishiz

s chez la dr
nèse des piR
leau montr

cières (germ
vec les aut

zu et al. 201

rosophile.
RNAs : les p
re la struct
m) et en 
tres protéin
2) 

protéines 
ture des 
cellules 

nes de la 

12



a/ Les clusters de piRNAs et la production des transcrits 

précurseurs de piRNAs  

La cartographie des piRNAs sur le génome montre qu’ils proviennent de deux types 

de régions génomiques. Les principales sont des régions spécifiques appelées clusters de 

piRNAs, qui contiennent de nombreux fragments d’ETs délétés et dégénérés. Ces régions sont 

définies par leur sens de transcription et leurs protéines associées. Il existe deux types de 

clusters de piRNAs : les clusters dits bidirectionnels et les clusters dits unidirectionnels 

(Figure 7). Les clusters de piRNAs sont préférentiellement localisés dans des régions 

hétérochromatiques péricentromériques et subtélomériques des chromosomes. Ils contiennent 

de nombreux fragments d’ETs et peuvent être considérés comme un catalogue des séquences 

d’ETs qu’il est nécessaire de réguler. Ceci signifie qu’en l’absence d’un fragment d’un ET 

donné dans l’un des clusters, celui-ci peut échapper à la répression (Khurana et al. 2011). Le 

second type de régions produisant des piRNAs provient de gènes codants (Brennecke et al. 

2007 ; Robine et al. 2009 ; Saito et al. 2009) et de copies euchromatiques d’ETs. L’argument 

le plus direct provient de l’élément I de la famille des LINEs. En effet, l’élément I est présent 

dans le génome au niveau du cluster de piRNAs, ainsi que sous forme de copies 

euchromatiques actives. Les séquences de ces différentes copies de l’élément I sont très 

divergentes, ce qui a permis l’identification de piRNAs spécifiques des copies actives de 

l’élément I (Brenneke et al. 2008).  
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Figure 7 : Profil de piRNAs des 2 principaux clusters unidirectionnels : cluster 20A et 
flamenco et cluster bidirectionnel majeur (cluster 42AB).  
Il s’agit du profil de piRNAs (23-30nt) issus du cluster 20A (cluster 2), cluster flamenco et du 
cluster 42AB représentés en gris. Pour faire une comparaison des profils, les banques ont été 
normalisées à 1 million de petits ARNs de 23-30nt issus de séquences répétées. Les banques 
des piRNAs somatiques ont été faites sur les cellules OSS qui sont des cellules en culture 
dérivées de cellules somatiques folliculaires (a et b) alors que les banques des piRNAs 
germinaux ont été faites sur des embryons très jeunes possédant un cytoplasme d’origine 
germinale (c et d). (a) Ce graphique montre que les clusters 20A et flamenco produisent des 
piRNAs uniquement sens dans les cellules somatiques alors que le cluster 42AB (b) ne 
produit pas de piRNAs. (c) Ce graphique montre que dans les embryons précoces, il y a 
production de piRNAs par le cluster 20A et pas par le cluster flamenco. Donc flamenco est un 
cluster spécifique des cellules folliculaires somatiques alors que le cluster 20A s’exprime dans 
les deux tissus et produit toujours des piRNAs uniquement sens. Par contre, le cluster 42AB 
produit des piRNAs sens et antisens uniquement dans les tissus germinaux. Cela montre que 
ce cluster est spécifique de la lignée germinale. (Senti and Brennecke 2010) 

- Les clusters bidirectionnels germinaux: 

La majorité des clusters dans la lignée germinale est bidirectionnelle, ce qui signifie 

qu’ils sont transcrits dans les deux sens (Figure 7 et 8). Le cluster principal est le cluster 

42AB qui contient entre autres une séquence altérée de l’élément I (Brennecke et al. 2007). Il 

a été montré par des expériences de ChIP-seq que les clusters bidirectionnels sont des régions 

hétérochromatiques riches en marque H3K9me3 et pauvre en marque H3K4me2 (Mohn et al. 

2014) (Figure 8). La marque H3K9me3 est établie par la protéine Eggless qui est une histone 

méthyltransférase (Rangan et al. 2011). Il a été montré, toujours par ChIP seq, que la protéine 

Rhino (protéine homologue de HP1 qui est une protéine chromatienne) est présente 
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spécifiquement sur les clusters bidirectionnels (Vermaek et al. 2005 ; Klattenhoff et al. 2009 ; 

Mohn et al. 2014 ; Zhang et al. 2014) (Figure 8).  

Figure 8 : Signatures transcriptionnelles des clusters bidirectionnels et unidirectionnels. 
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(A) Expérience de RNA Fish (hybridation in situ fluorescente) en vert des clusters 42AB
bidirectionnel et 20A unidirectionnel (encore appelé cluster 2) en colocalisation avec la
protéine de fusion Rhino-GFP en rouge. Rhino colocalise avec les ARNs du cluster 42AB
mais pas avec ceux du cluster 20A. (B) Expériences de DNA (en rouge) et RNA (en vert) Fish 
du cluster 42AB. Les ARNs du cluster 42AB colocalisent avec le cluster 42AB. (C-D) 
 Expériences de RNA-seq (total RNA et cap-seq), ChIP-seq de l’ARN polII, H3K4me2, 
H3K9me3 et Rhino ainsi que séquençage à haut débit des piRNAs en contexte sauvage et 
mutant pour rhino pour les clusters 20A (C) et 42AB (D). En (C) analyse concernant le
cluster 20A qui est le cluster unidirectionnel de référence, localisé sur le chromosome X situé
à proximité du gène Cyp6t. Le RNA-seq nous montre qu’il y a production uniquement du
transcrit sens et le Cap-seq qui permet de visualiser la localisation de la coiffe des transcrits 
naissants, nous montre que ce cluster produit des transcrits sens coiffés. Les analyses de 
ChIP-seq des protéines ARN polII, H3K4me2, H3K9me3 et Rhino nous montrent un 
enrichissement de l’ARN pol II et H3K4me2 au début du cluster 20A. Concernant la marque 
H3K9me3, il y a un enrichissement de part et d’autre des bornes du cluster. Il n’y a pas 
d’enrichissement de Rhino. Le profil de piRNAs montre la présence de piRNAs sens 
uniquement en contexte sauvage et ce profil est peu affecté en contexte mutant pour rhino. Le
dernier module nous montre que le cluster 20A est composé essentiellement d’ETs à LTR et 
la présence de quelques LINEs. En (D) il s’agit de la même analyse faite sur le cluster 42AB 
qui est le cluster bidirectionnel de référence, localisé sur le bras droit du chromosome 2. Ce
cluster est localisé à proximité du gène bin3 et Pld. Le RNA-seq nous montre que le cluster
42AB est effectivement transcrit dans les deux sens mais de façon faible. Nous n’observons 
pas d’enrichissement de la coiffe au niveau du cluster 42AB contrairement au gène adjacent. 
Cela signifie que les transcrits issus du cluster 42AB ne sont pas coiffés. Les ChIP-seq de 
l’ARN polII et H3K4me2 ne présentent pas non plus d’enrichissement au niveau du cluster 
42AB contrairement aux gènes adjacents. Par contre, il y un fort enrichissement en marque 
H3K9me3 et en Rhino. L’analyse des piRNAs montre la présence de piRNAs sens et antisens 
en contexte sauvage qui sont perdus en contexte mutant pour rhino. Nous constatons
également que le cluster 42AB est composé essentiellement de LINEs et ETs à LTR avec la 
présence de quelques transposons, alors que les régions adjacentes en contiennent très peu. 
L’ensemble de ces résultats montre que les clusters 42AB bidirectionnel et 20A 
unidirectionnel ont des signatures transcriptionnelles différentes. (Mohn et al. 2014)

La protéine Rhino est une protéine hétérochromatique composée de trois domaines : 

un domaine CD (pour « chromo domain ») en N terminal qui lui permet des interactions avec

la chromatine (elle se lie aux marques H3K9me2/3), un domaine hinge au centre et un 

domaine CSD (pour « chromo-shadow domain ») en C terminal. Bien qu’il y ait transcription

de ces clusters, le ChIP seq de l’ARN polII ne révèle pas un fort enrichissement de l’ARN 

PolII sur les clusters mais on trouve un fort enrichissement sur les promoteurs adjacents au 

cluster (Mohn et al. 2014) (Figure 8). Les travaux de Mohn montrent la présence d’un

complexe de protéines spécifiques aux clusters bidirectionnels appelé le RDC complexe. En 

effet, il a été montré la présence sur la chromatine de la protéine Rhino qui reconnait les 

marques H3K9me2/3 par le biais de son domaine CD mais également que la protéine Rhino 

est elle-même liée au niveau du domaine CSD à la protéine Deadlock au niveau de son 

domaine N terminal (Klattenhoff et al. 2009 ; Mohn et al. 2014). La protéine Deadlock a été
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identifiée comme impliquée dans la biogenèse de piRNAs lors d’un crible par RNAi réalisé 

dans le but d’identifier de nouveaux facteurs impliqués dans la biogenèse de piRNAs 

germinaux (Czech et al. 2013). Il a été montré que le knockdown de deadlock diminue la

quantité de piRNAs sens et antisens des clusters bidirectionnels mais pas des clusters 

unidirectionnels. Cela montre que cette protéine a une action spécifique aux clusters 

bidirectionnels. De plus, il a été montré que cette protéine colocalise avec la protéine Rhino 

(Czech et al. 2013 ; Mohn et al. 2014). La protéine Deadlock est composée d’un domaine N

terminal et C terminal. La protéine Deadlock interagit avec la protéine Cutoff. Cutoff est 

homologue à la protéine Rai1 chez la levure, la protéine Dom3Z chez les métazoaires et DXO 

chez la souris. Ces protéines sont connues pour avoir un rôle dans le contrôle qualité des 

extrémités 5’ des transcrits naissants (ARNm) en se liant aux ARNm et en les dégradant (Jiao 

et al. 2010 ; Jiao et al. 2013) ainsi que dans la terminaison de la transcription (Kim et al. 

2004). Néanmoins l’activité exonucléase 5’ vers 3’ de Rai1/DXO n’est pas conservée dans 

Cutoff (Chen et al. 2007 ; Pane et al. 2011). Les expériences d’immunofluorescence montrent

que ces trois protéines sont présentes spécifiquement dans les noyaux des cellules germinales, 

forment des focis et colocalisent toutes les unes avec les autres (Pane et al. 2011, Mohn et al.

2014). 

 Le complexe RDC est donc spécifique des clusters bidirectionnels et pourrait bloquer 

la terminaison de la transcription des gènes adjacents aux clusters de piRNAs ce qui 

permettrait à l’ARN polII de transcrire ces clusters (Figure 9) (Mohn et al. 2014). Une

seconde hypothèse, avancée par les travaux conjoints de Mohn et Zhang, est que ce complexe 

pourrait également favoriser l’absence d’épissage des transcrits précurseurs de piRNAs 

(Figure 9). De plus, la protéine Cutoff pourrait interagir avec l’extrémité 5’ des transcrits 

précurseurs de piRNAs et empêcher leur dégradation par les protéines Rat1/Xrn2 et/ou 

bloquer le recrutement à l’extrémité 5’ du complexe de coiffe (CBC pour « cap-binding 

complexe »). Tout ceci conduirait à une transcription non-canonique des clusters de piRNAs

(Figure 9). 
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Figure 9: Modèle de transcription non canonique des clusters bidirectionnels.  
Le complexe RDC permettrait de bloquer la terminaison de la transcription des gènes 
adjacents aux clusters de piRNAs ce qui permettrait une transcription par l’ARN polII. De 
plus, la protéine Cutoff pourrait se lier aux transcrits naissants et bloquer la dégradation de ces 
transcrits par Rat1 et Xrn2 et/ou bloquer le recrutement du complexe de coiffe (CBC). (Mohn 
et al. 2014) 

La recherche de nouvelles protéines impliquées dans la voie des piRNAs a permis 

d’identifier la protéine UAP56 (Zhang et al. 2012 et Zhang et al. 2014). UAP56 (Hel25E) est 

une protéine possédant un domaine DEAD box qui permet la fixation des ARNs. Elle est 

impliquée dans le remodelage de la chromatine (Eberl et al. 1997), dans l’export des ARNm 

hors du noyau (Gatfield et al 2001) ainsi que dans la régulation l’épissage alternatif via la 

splicesosome (Park et al. 2004 ; Katzenberger et al. 2009). De plus, des femelles hétéro-

alléliques pour UAP56 sont stériles et montrent des défauts dans la localisation asymétrique 
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des ARNm (Eberl et al. 1997 ; Meignin and Davis 2008) tout comme certaines protéines de la

voie des piRNAs. Des expériences d’immunofluorescence montrent qu’UAP56 est nucléaire 

et colocalise avec les foci de Rhino (Zhang et al. 2014). En perte de fonction pour rhino, une

réduction drastique de la présence d’UAP56 est observée dans le noyau. De plus, la perte de 

fonction pour UAP56 affecte la localisation des autres protéines de la voie des piRNAs dans

le nuage, à l’exception de Piwi, ainsi qu’une baisse des piRNAs germinaux et plus 

particulièrement ceux issus des clusters bidirectionnels. Le nuage est une région 

cytoplasmique qui entoure le noyau d’apparence plus dense et qui contient les protéines de la 

voie des piRNAs (Eddy EM, 1974 et 1975 ; Lim et al. 2007 ; Olivieri et al. 2010).

L’ensemble de ces résultats montre qu’UAP56 est impliquée dans la biogenèse de piRNAs 

germinaux et plus particulièrement des précurseurs de piRNAs issus de clusters 

bidirectionnels. L’effet de la perte de fonction d’UAP56 sur la localisation des ARNm

suggère que cette protéine pourrait intervenir dans le transport des précurseurs de piRNAs 

pour les amener dans le cytoplasme, et plus particulièrement dans le nuage (Pane et al. 2007).

Mais il reste encore de nombreuses questions quant à la spécification de précurseur de 

piRNAs. Il a longtemps été proposé qu’une protéine particulière pourrait rendre ces transcrits 

spécifiques et reconnus comme précurseur de piRNAs. 

Il a été montré qu’il y a des défauts d’épissage de précurseurs de piRNAs qui sont 

dépendants des protéines Rhino, Cutoff et UAP56 (Zhang et al. 2014 ; Figure 10). Des

expériences de RT q-PCR spécifiques des sites d’épissage montrent que les précurseurs de 

piRNAs ne sont pas épissés contrairement aux transcrits des gènes codants. Ils décrivent un 

très bel exemple du locus sox102F qui est composé de séquences uniques et produit quatre

transcrits distincts dans les cellules somatiques (Figure 10). Dans les cellules germinales, par 

contre, ce même locus produit des piRNAs. En contexte mutant pour rhino et cutoff, il y a non

seulement perte de la production de piRNAs mais également une augmentation de transcrits 

au niveau des exons en adéquation avec le profil d’un gène codant. Des expériences de RT q-

PCR sur les sites d’épissage montrent qu’en ovaire, il y a plus de transcrits de sox102F non

épissés qu’épissés par rapport aux carcasses (tissus somatiques de référence). Par contre en 

mutant rhino et cutoff, il y a plus de transcrits de sox102F épissés.
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Figure 10 : Rhino et Cutoff suppriment l’épissage des clusters 42AB et sox102F.   
(A) et (D) montrent les profils de ChIP-seq de Rhino et de RNA-seq en contexte sauvage, 
mutant pour cutoff et rhino pour les clusters 42AB et sox102F. Rhino est présent sur le cluster 
42AB et sur le cluster sox102F au niveau des régions transcrites. Le profil RNA seq, en 
contexte sauvage, montre qu’il y a des transcrits sens et antisens qui sont perdus sauf pour 
certaines petites régions pour le cluster 42AB en contexte mutant pour cutoff et rhino. Par 
contre, ils sont réduits sur le cluster sox102F sauf au niveau des introns de ce gène inséré en 
sens inverse dans génome. Il y a une augmentation des transcrits antisens au niveau des 
introns de ce cluster. (B) Il s’agit d’un zoom du cluster 42AB sur une région contenant un 
intron. En contexte sauvage, il y a une transcription faible mais quasi-continue de la région. 
Alors qu’en contexte mutant pour cutoff et rhino, il y a une plus forte transcription de cette 
région mais avec un trou qui correspond à la présence de l’intron. En (C) et (F), il s’agit d’une 
analyse par RT q-PCR de la région d’épissage de l’intron révélé en (B) sur 42AB et d’une 
région de sox102F contenant un intron. Le ratio transcrits épissés/non épissés est calculé. En 
(C) concernant le cluster 42AB, il y a plus de transcrits non-épissés dans les deux fonds 
génétiques sauvages en ovaire par rapport à la carcasse. Par contre, il y a plus de transcrits 
épissés dans les mutants cutoff et rhino. En (F) concernant le cluster sox102F, on retrouve les 
mêmes résultats qu’en (C) pour le cluster 42AB. (E) montre les profils des petits ARNs 
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respectivement du cluster sox102F en contexte sauvage et mutant pour cutoff et rhino. Il y a
production de petits ARNs sens et antisens tout le long du cluster en contexte sauvage. En 
contexte mutant pour cutoff et rhino, il y a réduction des petits ARNs sens et anti-sens mais il
y a présence de quelques petits ARNs antisens spécifiquement au niveau de la jonction de 
deux exons. (Zhang et al. 2014)

Un modèle est alors proposé par cette équipe qui permettrait d’expliquer comment les 

précurseurs de piRNAs peuvent être distingués des autres transcrits. En effet, l’une des 

grandes énigmes de cette voie de piRNAs est de savoir comment les précurseurs de piRNAs 

sont différenciés des autres et conduits dans le nuage pour y être clivés en piRNAs. Ce 

modèle propose que la présence de Rhino sur les clusters de piRNAs permette le recrutement 

de Cutoff et donc la formation du complexe RDC. Cutoff pourrait interagir avec l’extrémité 

des transcrits naissants et à la place du complexe CBC. Ensuite, il y aurait recrutement de 

UAP56 et l’absence du complexe CBC qui aurait pour conséquence le non-épissage des 

transcrits. Ces transcrits chargés par Cutoff et UAP56 seraient reconnus comme précurseurs 

de piRNAs (Figure 11). 

Figure 11: Modèle du rôle du Rhino, Cutoff et UAP56 dans la biogenèse des piRNAs. 
(En haut) Séquence d’ADN contenant un intron. Cette région est transcrite et génère un 
transcrit sur lequel il va y avoir recrutement du complexe CBC au niveau de l’extrémité du 
transcrit naissant. Cela aura pour conséquence le recrutement d’UAP56 qui permettra 
l’épissage de l’intron, puis il y aura un relarguage d’UAP56. Ensuite, il y aura recrutement de 
eIf4E qui permettra d’initier la traduction du transcrit. (En bas) Même séquence d’ADN avec 
présence de Rhino. Cela aura pour conséquence le recrutement de Cutoff qui bloquera le 
recrutement du complexe CBC. UAP56 sera recrutée mais l’absence du complexe CBC 

21



bloquera l’épissage de l’intron et cela aura pour conséquence une stabilisation de UAP56 sur 
le transcrit. Le complexe transcrit, Cutoff et UAP56, pourrait être à l’origine de la spécificité 
des précurseurs de piRNAs. (Zhang et al. 2014) 

Il a été montré qu’au sein de la lignée germinale, il y a deux populations de clusters : 

les clusters dépendants de Rhino et les clusters indépendants de Rhino (Mohn et al. 2014). Le 

cluster référence des clusters indépendants de Rhino est le cluster 2 qui est unidirectionnel. 

Mais les données suggèrent qu’il y aurait également des clusters bidirectionnels indépendants 

de Rhino (Mohn et al. 2014). Une comparaison moléculaire d’un cluster bidirectionnel 

dépendant de Rhino et d’un cluster bidirectionnel indépendant de Rhino, telle qu’elle a été 

menée dans la figure 8, peut apporter beaucoup de réponses. 

- Les clusters unidirectionnels germinaux  

Concernant les clusters unidirectionnels, il y en a un seul référencé et appelé cluster 2 

(Brennecke et al. 2007) (Figure 7). Il est localisé dans la région péricentromérique du 

chromosome X au site cytologique 20A. Il est composé de fragments d’ETs dégénérés et tous 

insérés en antisens. Ce cluster n’est pas sensible à Rhino c'est-à-dire qu’il n’est pas observé de 

baisse de la production des piRNAs en condition mutant pour rhino bien que ce mutant 

affecte la localisation d’Aub et AGO3, ainsi que de Piwi, mais uniquement très précocement 

(Klattenhoff et al. 2009 ; Mohn et al. 2014 ; Figure 8). De plus, des expériences de ChIP-seq 

de Rhino montrent qu’il y a peu ou pas de Rhino sur le cluster 2 (Klattenhoff et al. 2009 ; 

Mohn et al. 2014 ; Figure 8). L’étude de la signature transcriptionnelle du cluster 2 (Figure 8 

: cluster 20A) montre que ce cluster est différent du cluster bidirectionnel 42AB. L’analyse de 

RNA-seq montre la présence de transcrits uniquement sens au début et à la fin du cluster 2 et 

l’analyse de Cap-seq montre la présence d’un transcrit coiffé issu de la transcription du cluster 

2. De plus, les expériences de ChIP-seq de l’ARN PolII et H3K4me2 montrent un

enrichissement de cette protéine et de la marque histone au début du cluster 2 au niveau du 

TSS (pour « Transcription Star Site ») et de l’émergence du transcrit coiffé. Les expériences 

de ChIP-seq de H3K9me3 montrent un enrichissement de cette marque au début et à la fin de 

ce cluster et sur les régions adjacentes. Ces résultats font du cluster 2 une région qui 

ressemble à une unité de transcription génique, ce qui est le cas des clusters de piRNAs décrit 

chez la souris (Li et al. 2013). Il n’y a donc pas de recrutement du complexe RDC sur le 

cluster unidirectionnel germinal.  

Bien que ce cluster 2 ne soit pas sensible à Rhino, il est sensible aux protéines Cutoff 

et AGO3 (Klattenhof et al. 2009 ; Pane et al. 2011 ; Mohn et al. 2014). En effet, en contexte 
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mutant pour cutoff et AGO3, il y a une baisse de la production des piRNAs issus du cluster 2

(Klattenhoff et al. 2009 ; Pane et al. 2011). Il semblerait que les protéines Cutoff et AGO3

aient un effet sur la biogenèse générale des piRNAs germinaux (Li et al. 2009 ; Pane et al.

2011). En effet, des expériences d’immunomarquages de chambres ovariennes en contexte 

mutant pour AGO3 montrent que les protéines Aub et Vasa ne sont plus présentes dans le

nuage et que Piwi n’est plus présent dans le noyau contrairement au phénotype sauvage (Li et 

al. 2009). Concernant le mutant cutoff, il y a perte des protéines AGO3, Aub, Vasa et Tejas

(Figure 6) dans le nuage, alors que la localisation de Piwi ne semble pas être affectée (Pane et

al. 2011). Ces résultats semblent contradictoires car les travaux de Klattenhoff en 2009

montrent qu’en contexte mutant pour rhino, les 3 protéines Piwi, Aub et AGO3 impliquées

dans la biogenèse des piRNAs ont également leurs localisations cellulaires perturbées. 

Néanmoins, l’absence de Rhino sur ce cluster ne change pas le fait que le cluster 2 est localisé

dans une région hétérochromatique enrichie en protéines telles que HP1. En effet, il a été 

montré par ChIP-seq que les régions riches en ETs sont enrichies en marques H3K9me3 dans 

les ovaires et HP1 dans les ovaires et dans les têtes (Moshkovich et al. 2010 ; Rangan et al.

2011). 

L’ensemble de ces résultats suggère que les modèles proposés précédemment pour les 

clusters bidirectionnels, concernant le blocage de la terminaison de la transcription et du 

recrutement du complexe CBC (Figure 9), ne soient pas valables pour le cluster 

unidirectionnel germinal puisque ce cluster possède une transcription canonique. De plus, les 

travaux de Zhang en 2012 sur la caractérisation de la protéine UAP56 dans la biogenèse des 

piRNAs montrent que cette protéine n’est pas impliquée dans la biogenèse des transcrits issus 

du cluster 2. Ceci implique également que le modèle proposé en Figure 11 n’est pas valable

pour le cluster 2. En effet, s’il n’y a pas la présence du complexe RDC pour bloquer le

recrutement du complexe CBC au niveau de la coiffe des transcrits naissant, UAP56 sera 

recrutée par le complexe CBC, ce qui impliquera que l’épissage se fera normalement, 

conduisant à un relargage d’UAP56. Il n’y aurait donc pas non plus de recrutement de Cutoff 

au niveau de la coiffe des transcrits naissants ni de stabilisation de la protéine UAP56 sur ces 

transcrits. Les transcrits précurseurs de piRNAs issus du cluster unidirectionnel germinal sont 

donc différents de ceux issus des clusters bidirectionnels.  

Les modèles proposés par Mohn (Figure 9) et Zhang (Figure 11) permettent de 

proposer que la présence des protéines Cutoff et UAP56 au niveau des transcrits issus des 

clusters bidirectionnels serait suffisante pour définir ces transcrits comme transcrits 
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précurseurs de piRNAs par la machinerie de piRNAs. Mais ces différences de profil 

transcriptionnel soulèvent une question : comment les transcrits issus des clusters 

unidirectionnels sont-ils reconnus en tant que précurseurs de piRNAs  dans les tissus 

germinaux ? Ces résultats mettent le doigt sur l’une des énigmes de ces voies de piRNAs : 

quelles sont la ou les protéines qui permettent de donner à un transcrit le statut de 

précurseur de piRNAs ? 

b/ La biogenèse des piRNAs primaires 

La biogenèse des piRNAs se fait donc à partir des précurseurs de piRNAs qui sont des 

ARNs simple brin contrairement aux autres voies de petits ARNs : les miRNAs et les endo-

siRNAs (voir partie 3 e) qui sont générés à partir d’un précurseur double brin par les protéines 

Dicer (Kim et al. 2009). Les piRNAs sont associés aux protéines de la sous-famille PIWI qui

qui fait partie de la famille ARGONAUTE. Les piRNAs ont une taille comprise entre 24 et 

29nt chez la drosophile contrairement aux miRNAs qui ont une taille de 22-23nt et aux endo-

siRNAs qui ont une taille de 21nt. Cette différence de taille est peut-être due à l’empreinte 

laissée sur les ARNs précurseurs par les protéines associées lors de la biogenèse des piRNAs. 

En effet, la protéine fixée à un transcrit va protéger de la dégradation par des nucléases, la 

séquence du transcrit recouverte par la protéine. Nous verrons ici comment sont générés les 

piRNAs dit primaires ainsi que les protéines impliquées, bien que cette étape de biogenèse 

soit encore très peu connue (Figure 12). 
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Figure 12 : Modèle de la biogenèse de piRNAs primaires et secondaires chez la 
drosophile en contexte germinal. 
(A) Biogenèse des piRNAs primaires chez la drosophile. Le cluster de piRNAs produit un 

transcrit qui va être clivé par la protéine Zucchini pour être chargé ensuite par les protéines 

PIWI : Piwi et Aub. La protéine Hen1 va permettre la 2’O-methylation de l’extrémité 3’ après 

la dégradation en 3’ par une ou des protéines inconnues. Les piRNAs 2’O-méthylés et chargés 

par les PIWI protéines sont appelés piRNAs primaires. (B) Biogenèse de piRNAs secondaires 

chez la drosophile : les piRNAs chargés par Aub vont reconnaître un transcrit complémentaire 

et Aub va cliver l’extrémité 5’ de ce transcrit qui va être pris en charge par la protéine AGO3. 

Il y a ensuite dégradation de l’extrémité 3’ et 2’-O-methylation pour générer un piRNA 

secondaire. Ce piRNA secondaire chargé par AGO3 pourra à son tour reconnaître un transcrit 

complémentaire, le cliver à l’extrémité 5’. Ce transcrit sera alors pris en charge par Aub, 

l’extrémité 3’ va être dégradée et 2’-O-méthylée et générer ainsi des piRNAs secondaires 

chargés par Aub. Il y aura ainsi amplification des piRNAs secondaires. Les piRNAs primaires 

chargés par Piwi vont eux entrer dans le noyau pour aller réprimer les séquences homologues 

cibles. (Ishizu et al. 2012)  

 Il a été montré que les clusters de piRNAs en contexte germinal, qu’ils soient 

unidirectionnels ou bidirectionnels, produisent des transcrits simple brin appelés précurseurs 

de piRNAs. Ces longs transcrits vont être conduits jusqu’aux pores nucléaires probablement 

par la protéine UAP56 mais il y a sûrement d’autres protéines impliquées et non identifiées. 

Une fois arrivés aux pores nucléaires, ces précurseurs de piRNAs vont passer dans le 

cytoplasme dans une région subcellulaire optiquement dense et diffuse appelée le nuage. Une 

des premières protéines décrites dans le nuage est la protéine Vasa qui est requise pour le 

développement de la lignée germinale et dans la production des piRNAs (Hay et al. 1990, 

A� B
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Lasko and Ashburner, 1990 ; Liang et al. 1994 ; Pane et al. 2007 ; Figure 5). Il s’agit d’une

protéine possédant un domaine DEAD (box helicase) qui est un motif de fixation des ARNs 

(Linder and Jankowsky, 2011). La protéine Vasa serait donc capable de fixer les précurseurs 

de piRNAs afin qu’ils soient clivés tout comme il l’a été montré chez Bombyx mori (Xiol et

al. 2014). Il y a d’autres hélicases présentes dans le noyau pouvant intervenir également telles

que SpnE dont les mutants affectent la biogenèse des piRNAs (Vagin et al. 2004 ; Figure 6).

Les facteurs responsables du clivage et de la dégradation des extrémités 5’ et 3’ sont encore 

inconnus mais il a été montré que la protéine Zucchini pouvait être un bon candidat pour le 

clivage des précurseurs de piRNAs (Nishimasu et al. 2012). En effet, basée sur des études

cristallographiques, la structure de la protéine Zucchini chez la drosophile révèle une activité 

endonucléase contrairement aux articles précédents qui proposaient Zucchini comme étant 

une phospholipase (Huang et al. 2011). Zucchini a été montrée comme étant associée aux

précurseurs de piRNAs et capable de générer des extrémités 5’ mono-phosphate, qui sont 

l’une des caractéristiques des piRNAs matures (Ipsaro et al. 2012 ; Nishimasu et al. 2012 ;

Figure 12-A). La particularité de Zucchini est que cette protéine est localisée sur la 

membrane des mitochondries. Des travaux de Pane en 2007 ont montré que Zucchini est 

localisée dans le nuage. La question est : quelle est l’implication de la mitochondrie et son 

rôle potentiel dans la biogenèse des piRNAs ? L’une des hypothèses est que les mitochondries 

pourraient fournir l’ATP nécessaire aux hélicases telles que Vasa pour clamper les transcrits 

(Xiol et al. 2014).

Ces résultats montrent que Zucchini serait l’endonucléase qui permettrait de faire le 

clivage 5’ des précurseurs de piRNAs et ainsi de générer des pré-piRNAs. Ces pré-piRNAs 

seraient chargés par les protéines Piwi et Aub dans le nuage à l’aide des protéines Shutdown 

et Hsp83, qui sont des protéines co-chaperones dont la perte de fonction conduit à des défauts 

de localisation des protéines de la voie des piRNAs (Schüpbach and Wieschaus 1991 ; 

Olivieri et al. 2012 ; Specchia et al. 2010 ; Figure 12-A). Le mécanisme d’action de ces

protéines reste encore inconnu. Les travaux de Pane en 2007 ont montré l’existence d’une 

interaction physique entre Zucchini et Aub. Il est possible que la formation d’un complexe 

avec ces protéines permette le recrutement des protéines Piwi et Aub. Car ce n’est qu’une fois 

les pré-piRNAs chargés par Piwi ou Aub, qu’il y aurait dégradation de l’extrémité 3’ par une

ou plusieurs protéines inconnues (Figure 12-A). Les cribles menés pour la recherche de 

nouveaux gènes impliqués dans la voie des piRNAs n’ont pas permis d’identifier de nucléase. 

Il est possible que cette fonction soit effectuée par plusieurs nucléases différentes, il y aurait 

donc redondance ce qui ne permettrait pas d’isoler les nucléases impliquées (Czech et al.
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2013 ; Muerdter et al. 2013). Une fois la dégradation de l’extrémité 3’ faite, la protéine Hen1

qui est une RNA méthyltransférase va venir modifier l’extrémité 3’ en effectuant une 2’-O-

methylation (Horwich et al. 2007 ; Saito et al. 2007 Figure 12-A). Cette modification est,

selon les espèces, également présente sur les siRNAs mais pas sur les miRNAs (Horwich et

al. 2007). Néanmoins, l’importance de cette modification reste incertaine car en contexte

mutant pour le gène Hen1, il n’y a pas de phénotype particulier détecté (Horwich et al. 2007 ;

Saito et al. 2007). Il a été observé un biais de séquences des piRNAs chargés par Piwi et Aub.

En effet, la majorité des piRNAs chargés par Piwi et Aub ont un Uracile en position 1 à 

l’extrémité 5’ (Brennecke et al. 2007 ; Figure 12). A ce jour ce biais n’est pas expliqué. Il est

possible que cela provienne du clivage de Zucchini qui cliverait préférentiellement après une 

uridine ou des protéines PIWI qui se fixerait préférentiellement à un pré-piRNA commençant 

par une uridine. Cette dernière hypothèse est supportée par des travaux sur les protéines 

ARGONAUTE qui montrent que le site actif de fixation d’ARNs nécessite une spécificité du 

nucléotide en 5’ (Frank et al. 2010 et 2012).

A l’issue de l’ensemble de ces modifications, nous obtenons donc des piRNAs 

primaires chargés par Piwi ou Aub. D’autres protéines identifiées lors de cribles se trouvent 

être impliquées dans la biogenèse des piRNAs primaires mais leur rôle précis est encore 

inconnu. C’est le cas de la protéine Armitage qui est une RNA helicase (Tomari et al. 2004 ;

Saito et al. 2010 ; Olivieri et al. 2010 ; Figure 6). En contexte mutant pour Armi, la

localisation de Piwi est affectée mais pas celle d’Aub et AGO3 (Saito et al. 2010). Ces

données suggèrent que la protéine Armi serait impliquée dans le chargement des pré-piRNAs 

par Piwi. Cette fonction serait possible grâce à la présence de Vreteno, une protéine à 

domaine Tudor dont la perte de fonction conduit à une perturbation de la production des 

piRNAs primaires et la localisation de Piwi, Aub et AGO3 (Olivieri et al. 2010 ; Handler et

al. 2011 ; Zamparini et al. 2011 ; Figure 6). Cette protéine interagit physiquement avec Piwi,

Aub et AGO3 et Armitage dans les cellules nourricières. (Figure 6). L’ensemble de ces 

données permet de proposer que ces protéines sont impliquées dans le recrutement de Piwi et 

Aub sur les pré-piRNAs.  

Comme nous venons de le voir, il existe de nombreuses inconnues dans cette partie de 

la biogenèse des piRNAs. Cependant, le fait que les piRNAs primaires soient chargés par 

Piwi ou Aub va orienter leur devenir. En effet, les piRNAs chargés par Piwi vont être 

capables de rentrer dans le noyau pour aller agir sur les copies euchromatiques des ETs ou sur 

les clusters producteurs de piRNAs (Figure 12-B). Par contre, les piRNAs chargés par la 
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protéine Aub vont rentrer dans une boucle d’amplification appelée cycle Ping-Pong et générer 

les piRNAs secondaires (Figure 12-B). 

c/ La biogenèse des piRNAs secondaires  

Les piRNAs primaires chargés par Aub vont permettre la production de piRNAs 

secondaires à l’aide de la troisième protéine PIWI : AGO3. Ces deux protéines Aub et AGO3 

sont spécifiques de la lignée germinale et sont localisées dans le nuage (Brennecke et al. 

2007). Elles possèdent toutes les deux une activité endonucléase tout comme Piwi. 

Cependant, l’activité endonucléase de Piwi n’est pas indispensable (Saito et al. 2006 et 2009 ; 

Brennecke et al. 2007 ; Gunawardane et al. 2007 ; Li et al. 2009 ; Malone et al. 2009 ; Figure 

6, 12 et 13). Ce sont les activités endonucléases d’Aub et AGO3 qui permettent de générer les 

piRNAs secondaires. 

Figure 13 : Biogenèse de piRNAs secondaires (suite). 
Biogenèse de piRNAs secondaires (complément de la Figure 11). Dans cette Figure nous 
pouvons nous rendre compte du biais de séquence 1U en extrémité 5’ des piRNAs en rouge 
chargés par Piwi et Aub en violet. Lors de la biogenèse des piRNAs secondaires appelée cycle 
Ping-Pong, il est observé un biais de séquences des piRNAs secondaires avec un nucléotide A 
en position 10 en bleu (cadre du bas). En effet, le piRNA chargé par Aub avec un 1U va être 
complémentaire d’un transcrit bleu (précurseurs de piRNAs ou transcrits d’une copie active 
d’un ET), le transcrit complémentaire bleu va être clivé par Aub aura un nucléotide A en 
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position 10 car Aub va cliver à 10 nucléotides de son extrémité 5’ (cadre du bas). Le piRNA 
en bleu va être pris en charge par AGO3, l’extrémité 3’ va être dégradée et 2’-O-méthylée par 
Hen1. Le piRNA en bleu chargé par AGO3 va être complémentaire à un transcrit rouge 
précurseur de piRNAs et AGO3 va cliver le transcrit rouge en 5’ à 10 nucléotides de son 
extrémité 5’ avec un 1U (cadre du haut). Ceci va générer un piRNA secondaire rouge pris en 
charge par Aub. De la même façon, il y aura dégradation de l’extrémité 3’ et 2’-O-
methylation de cette extrémité 3’ par Hen1. Un piRNA secondaire rouge chargé par Aub peut 
à son tour produire un piRNA secondaire et ainsi de suite. (Ghildiyal and Zamore 2009) 

Les piRNAs primaires chargés par Aub proviennent des précurseurs de piRNAs qui 

peuvent être sens et antisens. Il y aurait dans le nuage des transcrits précurseurs sens et 

antisens et des transcrits sens issus des ETs actifs. Les piRNAs primaires vont donc trouver 

dans le nuage des transcrits qui leur sont complémentaires. Aub va cliver ce transcrit 

complémentaire à 10 nucléotides de son extrémité 5’ de la position de son premier nucléotide 

1U (Figure 13). La protéine AGO3 va être recrutée par un mécanisme peu connu et prendre 

en charge le transcrit clivé en 5’ et qui porte un nucléotide Adénine en position 10 (Figure

12-B et 13). Il va y avoir dégradation de l’extrémité 3’ par des protéines non identifiées et 2’-

O-méthylation de l’extrémité 3’ par la protéine Hen1. Ceci génère donc un piRNA secondaire 

chargé par AGO3. Ce piRNA secondaire chargé par AGO3 va à son tour reconnaître un 

transcrit complémentaire présent dans le nuage. Grâce à son activité endonucléase, AGO3 va 

cliver les transcrits complémentaires à 10 nucléotide de son extrémité 5’ et générer un 

transcrit avec une uridine en position 1. Par un mécanisme inconnu, la protéine Aub va être 

recrutée et le transcrit clivé va être chargé en grande majorité par Aub et une très faible 

proportion par Piwi (Brennecke et al. 2007). Il y aura de la même façon dégradation de

l’extrémité 3’ et 2’-O-méthylation de celle-ci. Il y a donc production de piRNAs secondaires 

chargés par Aub. On obtient donc un mécanisme d’amplification de la production de piRNAs 

secondaires encore appelé cycle Ping-Pong (Brennecke et al. 2007).��

Des cribles par RNAi ont permis d’identifier des protéines qui pourraient participer à 

cette amplification. C’est le cas de protéines à domaine TUDOR appelé Tudor, Qin/Kumo 

(Siomi et al. 2010 ; Zhang, Koppetsh et al.2014 ; Figure 6). La protéine Tudor est localisée

dans le nuage et interagit physiquement avec Aub et AGO3 et servirait de plateforme pour la 

production de piRNAs secondaires par le biais de ses 11 domaines TUDOR qui permettent les 

interactions protéine-protéine (Nishida et al. 2009 ; Figure 6). La protéine Qin/Kumo possède

un domaine RING, deux domaines B-box et cinq domaines TUDOR (Figure 5). Cette 

protéine est localisée dans le nuage et perturbe la localisation des protéines présentes dans le 

nuage comme Aub et AGO3 (Anand and Kai, 2012). Il a été constaté qu’en contexte mutant 
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pour qin/kumo, il y a perturbation des piRNAs secondaires et plus particulièrement du ratio de

piRNAs secondaires chargés par Aub et AGO3 (Anand and Kai, 2012). Cette protéine 

permettrait le bon recrutement des protéines Aub et AGO3 lors de la biogenèse de piRNAs 

secondaires. Ce mécanisme d’amplification requiert donc la présence d’un certain nombre de 

protéines probablement encore non identifiées ou identifiées mais dont le rôle exact n’a pas 

encore été mise à jour. Il est très probable cependant que les protéines qui composent le 

nuage, puissent potentiellement former des complexes. Ceux-ci permettraient le 

rapprochement des transcrits (aussi bien précurseurs de piRNAs que transcrits des ETs) des 

protéines PIWI afin de générer un pool de piRNAs primaires et secondaires.  

Ce modèle d’amplification présente de nombreuses inconnues. Néanmoins, si on 

analyse ce modèle, il est possible de faire plusieurs constatations. Tout d’abord, les piRNAs 

primaires, issus du clivage de Zucchini, ne sont chargés que par Piwi et Aub. AGO3 ne 

charge que des piRNAs secondaires. Mais dans le pool de piRNAs secondaires, il y en a aussi 

chargés par Aub et en moindre mesure par Piwi. Il est à ce stade impossible, par les 

techniques d’analyses bio-informatiques actuelles, d’identifier un piRNA primaire d’un 

piRNA secondaire chargé par Aub car il présente le même biais de séquence à savoir un 1U. 

Par contre, il existe un biais de séquence qui permet de déterminer ce que l’on appelle la 

signature Ping-Pong car il se crée des couples de piRNAs sens et antisens qui se chevauchent 

de 10nt et donc avec un piRNA commençant par un U en position 1 et son piRNA 

complémentaire avec nucléotide A en position 10. Cette signature est spécifique du cycle 

Ping-Pong et de la lignée germinale car Aub et AGO3 ne sont présents que dans la lignée 

germinale. De plus, le cluster 2 qui est un cluster unidirectionnel, ne produit que des transcrits

sens ne présentant pas de signature Ping-Pong (Brennecke et al. 2007). Ceci permet de

soulever une remarque qui est que lors de cette amplification, les transcrits sens des ETs 

peuvent participer à la production de piRNAs secondaires. Bien que le cluster 2 produise des

transcrits précurseurs sens, tous les fragments ETs insérés dans ce cluster sont insérés en sens 

inverse. Cela signifie que les piRNAs primaires issus de ce cluster sont sens par rapport au 

sens de transcription du cluster mais la séquence de ces piRNAs est la séquence antisens des 

fragments ETs. Ceci signifie que les piRNAs primaires sont complémentaires aux transcrits 

des ETs actifs. Il serait donc possible de générer des piRNAs secondaires issus des copies 

d’ETs actifs comme cela a été montré avec l’élément I (Brennecke et al. 2008). Ceci devrait

permettre d’observer une signature Ping-Pong ce qui n’est pas le cas. Ceci peut être dû au fait 

qu’il y a peu de piRNAs secondaires générés et qu’ils ne sont pas détectés à l’échelle 

d’observation de ce cluster. Une autre explication serait que les analyses de profils de petits 
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ARNs sont faites sur les séquences uniques du cluster (pour être sûr d’analyser uniquement 

les piRNAs issus de ce cluster). Donc par définition, les piRNAs secondaires générés à partir 

des copies d’ETs actifs sont éliminés des analyses. Ce type de résultats nous montre que les 

analyses que l’on peut faire sur les petits ARNs comportent de nombreux biais non seulement 

techniques lors du séquençage mais également lors de l’analyse des données. Les conclusions 

que l’on peut tirer de ces analyses doivent être prises avec précaution. 

La biogenèse de piRNAs secondaires permet de générer un pool de piRNAs 

secondaires qui peuvent être impliqués dans plusieurs processus. La petite proportion de 

piRNAs secondaires chargés par Piwi peut potentiellement entrer dans le noyau pour agir sur 

ses cibles (copies actives des ETs ou clusters). Lors de la biogenèse de piRNAs secondaires, 

les transcrits issus de copies actives d’ETs peuvent être clivés en piRNAs secondaires et cela 

signifie que ces transcrits sont dégradés. Il s’agit d’un mécanisme de régulation par PTGS 

(pour « Post transcriptionnal Gene Silencing »). La biogenèse des piRNAs secondaires

permet une amplification de la quantité de piRNAs secondaires. Il a été montré qu’il y a une 

accumulation des protéines Aub et Piwi chargées avec leurs piRNAs au pôle postérieur des 

embryons, qui est le lieu où se forment les cellules de la future lignée germinale (Harris and 

Madocnald, 2001 ; Megosh et al. 2006 et Brennecke et al. 2008). Ce dépôt de piRNAs

maternels semble essentiel à la mise en place de la biogenèse de piRNAs pour la descendance 

et la régulation de ces ETs. Ceci permettrait le maintien trans-générationnel de la production

de piRNAs et donc de la régulation des ETs. Des résultats allant dans ce sens ont été trouvés 

lors de l’étude de l’émergence du cluster de piRNAs que j’étudie et ce point sera discuté dans 

les parties Résultats et Discussion. 

C/ Répression des ETs euchromatiques par les piRNAs germinaux 

La biogenèse des piRNAs permet la régulation des ETs présents dans le génome et 

dont la transposition peut être délétère pour la future descendance. Nous allons voir comment 

ces ETs peuvent être régulés par les piRNAs. 

a/ Régulation Post-transcriptionnelle : PTGS 

La biogenèse de piRNAs secondaires se fait par le biais d’une boucle d’amplification à 

partir des protéines Aub et AGO3. Lors de ce processus, les piRNAs chargés par l’une ou 
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l’autre des protéines Aub ou AGO3 vont reconnaître un transcrit qui leur est complémentaire 

et ce transcrit peut être, soit un précurseur de piRNAs, soit un transcrit issu d’une copie active 

d’un ET. Dans le cas où le transcrit complémentaire est un transcrit issu d’une copie active 

d’un ET, ce transcrit va être clivé par les protéines PIWI pour générer un piRNA secondaire. 

Le fait de produire un piRNA secondaire va provoquer la dégradation de ce transcrit.  

Les travaux sur l’élément I, un ET qui peut conduire à des phénomènes de dysgénésie

hybride, a permis de mettre en évidence l’existence d’un PTGS lié au modèle Ping-Pong 

(Brennecke et al. 2008). La dysgénésie est observée lorsque des femelles d’une souche sans

élément I sont croisées par des mâles possédant des copies euchromatiques de l’élément I. La

descendance issue de ce croisement présente une forte stérilité liée la transposition active de 

ce transposon (Picard et al. 1976). Par contre, le croisement réciproque donne une

descendance fertile. L’analyse de piRNAs ovariens des souches parentales et de leurs 

descendances a permis de montrer qu’il y a production de deux types de piRNAs. Les 

piRNAs issus des clusters de piRNAs et des piRNAs issus des copies actives des éléments I,

identifiés grâce à la divergence de séquences des éléments dans les clusters de piRNAs. Il a 

été montré dans le cas des éléments I que les piRNAs issus de copies actives sont sens tandis

que ceux des piRNAs issus des clusters sont sens et antisens. Ces piRNAs issus des copies 

actives ne peuvent exister que s’ils ont été générés par le clivage d’Aub (Figure 13). C’est 

d’ailleurs de cette façon qu’a été proposé le modèle de Ping-Pong par Brennecke en 2007, car 

il a été observé un biais de séquences de clusters. Néanmoins, l’analyse des clusters de 

piRNAs a montré que la majorité des clusters de piRNAs sont bidirectionnels et donc 

produisent des précurseurs aussi bien sens qu’antisens. Donc un cluster de piRNAs 

bidirectionnel peut produire des piRNAs primaires sens et antisens et des piRNAs secondaires 

sens et antisens indépendamment des transcrits de copies actives d’ETs. L’analyse de profil 

de piRNAs est complexe car il est difficile d’isoler les différents piRNAs ovariens et de leur 

attribuer une origine non seulement tissulaire (présence des deux types de tissus) mais 

également génomique. 

b/ Régulation transcriptionnelle : TGS 

La régulation des ETs peut donc passer par une régulation post-transcriptionnelle de 

leurs transcrits via le cycle Ping-Pong mais cette régulation ne peut avoir lieu que dans la

lignée germinale, puisque Aub et AGO3 sont spécifiques de ce tissu. L’un des mécanismes de 

répression des ETs serait la formation de l’hétérochromatine qui permet de bloquer la 
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transcription en empêchant le recrutement de l’ARN polII. De plus, les ETs sont retrouvés 

dans des régions hétérochromatiques riches en marques H3K9me3 et HP1, qui sont affectées 

par un mutant spnE impliqué dans la voie des piRNAs (Klenov et al. 2007 ; Rangan et al.

2011 ; Figure 6). Il s’agit d’un mécanisme difficile à étudier à cause précisément de la nature 

répétée des ETs et de la coexistence des clusters de piRNAs et des copies « actives » des ETs. 

L’une des hypothèses suspectées depuis longtemps est que Piwi serait à l’origine du dépôt de 

ces marques hétérochromatiques et qu’il y aurait un lien entre les voies de piRNAs et 

formation d’hétérochromatine. Ceci est suggéré par le fait que la protéine Piwi, qui peut

charger des piRNAs est localisée dans le noyau (Brennecke et al. 2007). Des études sur un

mutant de piwi qui affecte uniquement sa capacité à entrer dans le noyau (délétion du domaine

NLS (pour « nuclear localisation signal ») : piwiNt) ont montré qu’il y a perte de la régulation

des ETs et que le profil de marques chromatiniennes de certains ETs est affecté (Klenov et al.

2011 ; 2014). En effet, des expériences de ChIP q-PCR ont montré qu’en contexte 

hétérozygote pour piwiNt, il y a présence de H3K9me3 et HP1 sur certains ETs mais qu’en

contexte mutant pour piwi (piwiNt/2), il y a une réduction de H3K9me3 et HP1 et une

augmentation de la marque H3K4me2. Néanmoins, ces résultats ne s’appliquent pas à 

l’ensemble des ETs car cela dépend de leur localisation génomique, de leur lieu de 

transcription et du cluster qui les régule. En effet, il a été observé que tous les ETs ne 

répondent pas de la même façon en contexte mutant pour piwiNt (Klenov et al. 2014). Pour

certains ETs, la présence de H3K9me3 et HP1 réprime leur transcription mais pour d’autres le 

fait d’être enrichis en H3K9me3 et HP1 non seulement n’affecte pas leur transcription mais 

au contraire la favorise. C’est en partie pour cela qu’il est difficile d’étudier le TGS des ETs 

par la voie de piRNAs. Néanmoins, des études menées avec des transgènes contenant des 

séquences d’ETs et insérés de façon aléatoire dans le génome, ont montré la répression du 

gène rapporteur associé aux transgènes (Sentmanat and Elgin, 2012). La délétion de la région 

ciblée par les piRNAs affecte la répression du transgène. De plus, ils ont montré que ces 

transgènes permettaient le recrutement de marques H3K9me3 et HP1 au niveau de la région 

d’insertion, euchromatique à l’origine.  

Un second élément permettant de penser qu’il y a une interaction entre la voie de 

piRNAs et la formation de l’hétérochromatine, est une étude faite sur l’interaction physique 

des protéines Piwi et HP1 (Brower-Toland et al. 2007). En effet, ils ont montré sur

chromosomes polytènes de glandes salivaires de larves que Piwi colocalise avec la protéine 

HP1a mais pas HP1b et c. De plus, des expériences de double hybride en levure ont montré

que Piwi interagit physiquement avec HP1a sous forme de dimère au niveau d’un motif 

33



PRVKV de Piwi. Pour confirmer ces résultats, ils ont testé fonctionnellement cette 

interaction. Ils ont utilisé un transgène rapporteur white variégué : wvar (sensible au PEV :

position effect variegation) qui montre un phénotype d’œil blanc en contexte sauvage. Les 

yeux sont rouges en contexte mutant pour piwi. S’ils insèrent un transgène portant un allèle

sauvage de piwi, dans des mouches mutées pour piwi, il y a à nouveau répression du transgène

wvar, les yeux des mouches sont clairs. Il y a donc sauvetage fonctionnel. Par contre, avec un

transgène portant une forme mutée de piwi au niveau du motif PRVKV, il n’y a pas sauvetage

et les yeux sont très rouges. Cela montre que le motif PRVKV de Piwi est bien impliqué dans 

le silencing par la formation de l’hétérochromatine. Ces résultats soulèvent une question : est-

ce que cette répression est faite par Piwi dans les cellules de l’œil à l’âge adulte ou est-ce que 

cette répression est l’action de Piwi précocement au cours du développement, qui aurait 

déposé des marques répressives qui seraient maintenues ensuite dans les tissus somatiques 

jusqu’à l’âge adulte ? Des études faites sur les cellules somatiques ovariennes montrent que 

Piwi est capable de réprimer les ETs par TGS. L’argument le plus pertinent est une étude faite 

spécifiquement dans les tissus germinaux qui montre qu’une déplétion de Piwi dans les 

cellules germinales conduit à une dérépression de certains ETs accompagnée d’une 

diminution de la quantité HP1 et H3K9me2 sur ces mêmes ETs comparé au sauvage (Wang et 

al. 2011).

Bien que ces données soient indirectes, elles permettent de montrer qu’il est possible 

de faire un lien entre la voie de biogenèse des piRNAs et la formation de l’hétérochromatine. 

Un cas de boucle RNAi et formation d’hétérochromatine a été mis en évidence chez S. pombe

via un complexe appelé le RITS (pour « RNA-induced Initiation of Transcriptional gene 

Silencing ») (Volpe et al. 2002 ; Verdel et al. 2004).  La purification du complexe RITS a

montré la présence des protéines AGO1, Chp1 (protéine hétérochromatique à chromo-

domaine) et la protéine Tas3 (binding protein) avec des siRNAs dépendants de Dicer. La 

protéine Chp1 est liée aux régions répétées centromériques et requise pour la méthylation de 

H3K9 ainsi que la localisation de la protéine Swi6 (protéine homologue de HP1) (Partridge et

al. 2000 ; 2002). Verdel et ses collaborateurs ont également montré que la protéine Tas3 était

importante pour la méthylation de H3K9 et le recrutement de Swi6 et son interaction avec 

Chp1 sont essentiels pour l’assemblage du RITS car elle permet d’associer Chp1 et AGO1 

(Schalch et al. 2011). La protéine AGO1 est également présente dans le complexe RISC

(RNA-Induced Silencing Complex) qui permet de cibler un ARNm spécifique et de 

l’inactiver par la complémentarité de séquences avec le siRNA contenu dans le complexe 

RISC. La présence d’AGO1 dans le complexe RITS suggère la présence de siRNAs. Les 
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petits ARNs identifiés dans le complexe RITS montrent qu’ils font la taille des siRNAs et 

qu’ils sont dépendants de Dicer. De plus, leur analyse par Northern-Blot a montré que ces 

siRNAs sont issus de régions hétérochromatiques centromériques spécifiques. En effet, 

l’analyse des siRNAs chez S. pombe a montré que les siRNAs sont issus de deux régions

centromériques distinctes : dh repeats et une région en aval de dg repeats (Reinhart and

Bartel 2002). L’ensemble de ces données a permis de proposer un modèle dans lequel André 

Verdel et ses collaborateurs proposent que des siRNAs issus de régions hétéchromatiques 

centromériques sont générés puis pris en charge par un complexe AGO1-Chp1-Tas3 pour 

former un complexe RITS actif (Figure 14). Ce complexe RITS va pouvoir reconnaître un 

transcrit naissant complémentaire aux siRNAs et permettre la formation d’hétérochromatine 

au niveau de cette région. De plus, il a été montré que le recrutement du siRNA sur le transcrit 

naissant permettait le recrutement d’un complexe RDRC (pour « RNA-dependant RNA 

polymerase Complex ») qui permet de polymériser le brin complémentaire du transcrit

naissant formant ainsi un ARN double-brins reconnu par Dicer qui génère les siRNAs 

(Creamer et al. 2011, revue ; Figure 14). Il s’agit donc d’une boucle de rétro-contrôle où les

siRNAs issus des régions centromériques ciblent et détruisent les transcrits de ces mêmes 

régions en produisant des siRNAs. 
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Figure 14 : Boucle RNAi-
formation d’hétérochromatine 
via le complexe RITS chez S.
pombe.
(a) Les différents complexes 
intervenant dans le complexe 
RITS. (b) Mécanisme moléculaire 
du RITS sur les régions 
centromériques répétées. Les 
transcrits de ces régions répétées 
sont clivés en siRNAs par Dicer et 
vont être pris en charge par le 
complexe ARC (Ago1 chaperone 
complexe) puis RITS. Le
complexe RITS chargé avec un 
siRNA va reconnaître les 
transcrits naissants de ces régions 
répétés centromériques et 
permettre le recrutement de 
protéines hétérochromatiques. 
Dans un second temps, ce 
complexe RITS va permettre 
l’initiation de production d’ARN 
double-brins à partir du transcrit 
naissant grâce au complexe 
RDRC qui permettra avec la 
protéine Dicer la production de 
siRNAs et donc la dégradation de 

ce transcrit. (Bulher et al. 2007)

Ce modèle est particulièrement intéressant car il permet de montrer que les siRNAs 

peuvent permettre la formation d’hétérochromatine au niveau de ses cibles et à la fois 

permettre le maintien de sa production. Si on applique ce modèle aux piRNAs, il est possible 

d’envisager une boucle similaire : l’existence des piRNAs favorise la production de nouveaux 

piRNAs. Ce modèle permet de soulever une question majeure. Si on admet que Piwi chargé 

par un piRNA réprime par TGS une séquence qui lui est homologue, de qui parle-t-on : des 

séquences d’ETs actifs ou des fragments de séquences des ETs dans les clusters ? Comment 

un piRNA chargé par Piwi peut-il discriminer une séquence d’ETs actifs d’un fragment de 

séquence d’ETs présent dans un cluster de piRNAs ? Ce problème n’est pas toujours pris en 

compte dans la littérature. 
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c/ Maintien des clusters de piRNAs 

Nous avons vu qu’il existe un certain nombre d’arguments en faveur de l’existence 

d’un lien entre RNAi et formation d’hétérochromatine. Or, l’analyse chromatinienne des 

clusters a montré que les clusters sont insérés dans des régions hétérochromatiques et sont 

enrichis en marques hétérochromatiques H3K9me3 et Rhino dans le cas des clusters 

bidirectionnels et enrichis en HP1 dans le cas des clusters unidirectionnels impliqués dans le 

RCCs (pour « Repressive Chromatin Centers ») (Yoon et al. 2008 ; Rangan et al. 2011 ;

Mohn et al. 2014 ; Figure 8). En effet, il a été montré entre autres par Rangan et ses

collaborateurs en 2011 que la formation d’hétérochromatine est primordiale à la répression 

des ETs.   

De plus, les travaux de Mohn et ses collaborateurs en 2014 montrent qu’en contexte 

mutant pour piwi, il y a une réduction de Rhino sur les clusters bidirectionnels et que cela

affecte la production de piRNAs de ces clusters. L’ensemble de ces données permet de 

suggérer que Piwi permettrait le maintien de l’état hétérochromatique des clusters, primordial 

à la biogenèse des piRNAs (Figure 15). La voie de piRNAs peut être considérée comme une 

boucle de régulation dans laquelle des clusters de piRNAs hétérochromatiques produisent des 

piRNAs primaires et secondaires qui permettent la régulation des copies d’ETs actifs mais 

aussi le maintien des propriétés fonctionnelles des clusters de piRNAs hétérochromatiques 

eux-mêmes (Figure 15). Ce modèle ressemble à ce qui est proposé pour le mode de 

fonctionnement du RITS chez S pombe.
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Une autre possibilité est que la nature hétérochromatique constitutive des régions 

péricentromériques ne requiert pas l’intervention des piRNAs et favorise, par un 

déterminisme génétique, la production des transcrits précurseurs de piRNAs. Un autre cluster 

présente des contradictions : les TAS du bras chromosomique 3R, un cluster bidirectionnel de 

piRNAs. Ce cluster produit des piRNAs avec un fort biais de piRNAs sens. Les TAS sont des 

régions hétérochromatiques constitutives pour lesquels une mutation de piwi conduit à une

augmentation de la marque H3K9 me3 et HP1 associée à une dérépression des ETs (Yin et 

Lin 2007). Ceci signifie que selon les marques chromatiniennes et leur quantité, un cluster de 

piRNAs peut produire ou non des précurseurs de piRNAs. Donc, la notion 

d’hétérochromatine, que ce soit dans le cas de la répression des ETs actifs ou dans le maintien 

des clusters de piRNAs, reste encore imprécise et parfois même contradictoire. 

Ce modèle soulève une autre question. Pourquoi y aurait-il un recrutement de Rhino 

sur certains clusters bidirectionnels seulement et au contraire un recrutement de HP1 sur 

certains clusters bidirectionnels et unidirectionnels ainsi que sur les copies actives d’ETs ? 

L’idée est que Piwi permet le recrutement de la marque H3K9me3 et le recrutement de HP1 

de façon générale, mais il existerait probablement des facteurs spécifiques (marques histones 

ou protéines chromatiniennes) sur certains clusters bidirectionnels qui permettraient en plus le 

recrutement de la protéine Rhino. Il y aurait donc une balance entre les protéines HP1 et 

Rhino au niveau de ces clusters qui favoriserait ou pas la production de piRNAs.  

Le bilan de cette partie est que la biogenèse des piRNAs ainsi que leur mode de 

régulation sont encore très partiellement compris et certaines données se contredisent. 

L’hétérogénéité des ETs, de leur localisation et de leur état chromatinien fait qu’il est difficile 

de tirer des conclusions générales sur cette voie germinale de « Silencing ».

Nous venons de voir la biogenèse de piRNAs germinaux qui permettent une régulation 

efficace des ETs. Mais cette régulation est aussi nécessaire dans les cellules folliculaires 

somatiques des ovaires (Figure 4 et 5) mais aussi dans tous les autres tissus somatiques.  
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2/ Régulations somatiques par les petits ARNs non-

codants chez la drosophile 

Certains ETs ont la faculté de transposer dans n’importe quelle cellule. Bien que la 

transposition au niveau de la lignée germinale puisse avoir des répercussions sur la future 

descendance, il est également nécessaire que leur transposition soit réprimée également dans 

les tissus somatiques. En effet, ces transpositions peuvent générer des mutations qui peuvent 

participer à des processus de cancérogenèse. De plus, il a été montré que certains ETs avaient 

la capacité de transposer et de passer d’une cellule d’un tissu à une cellule d’un autre tissu. 

C’est le cas par exemple de Gypsy, rétrotransposon à LTR transcrit dans les cellules 

folliculaires, qui possède la capacité d’envahir les cellules germinales et dont la régulation est 

faite par le locus flamenco en cellules folliculaires (Lécher et al. 1997 ; Mevel-Ninio et al. 

2007). Il y a vis-à-vis de la régulation des ETs, deux types de tissus somatiques, les tissus 

somatiques de la carcasse et les tissus somatiques folliculaires qui entourent les cellules 

germinales (Figure 4 et 5). Nous verrons dans cette partie qu’il existe deux types de 

régulations différents : la voie somatique des piRNAs qui prédomine dans les tissus 

somatiques folliculaires et la voie des siRNAs qui prédomine dans les tissus somatiques de la 

carcasse. 

A/ Biogenèse des piRNAs somatiques folliculaires 

Les cellules folliculaires sont des cellules somatiques qui entourent les cellules 

nourricières et l’ovocyte. Il existe des ETs qui ont la capacité de transposer à partir des 

cellules folliculaires vers les cellules germinales. Un système de régulation a été mis en place 

en cellules folliculaires, qui ressemble à celui observé dans la lignée germinale. En effet, ces 

cellules folliculaires contiennent des clusters de piRNAs qui permettent la production de 

piRNAs uniquement primaires car nous verrons que ces cellules n’ont pas les protéines 

nécessaires à la biogenèse de piRNAs secondaires. Ces piRNAs primaires sont chargés par 

Piwi et peuvent entrer dans le noyau pour réprimer leurs cibles. Toutes ces analyses ont pu 

être faites sur des cultures de cellules issues de cellules folliculaires appelées OSS 

(pour « Ovarian Somatic Sheet ») et OSC (pour «Ovarian Somatic Cells ») et confirmées dans 

de nombreux cas sur ovaire. 
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a/ Les clusters de piRNAs et la production des transcrits 

précurseurs de piRNAs  

Tout comme dans les cellules germinales, les piRNAs peuvent être issus de clusters. 

La particularité des clusters de piRNAs somatiques, est qu’ils sont principalement 

unidirectionnels. Le cluster de piRNAs somatiques de référence est flamenco/COM est un 

cluster spécifique des cellules somatiques folliculaires. Ce cluster est localisé sur le 

chromosome X dans une région péricentromériques hétérochromatique qui fait environ 

180Kb. Il a été montré capable de réguler différentes familles d’ETs : ZAM, Idéfix et Gypsy 

(Tcheressi et al. 2002 ; Desset et al. 2003). Il est composé à 85% d’ETs qui sont 

majoritairement tous insérés dans la même orientation, en antisens du sens de transcription 

(Robert et al. 2001 ; Celniker et al. 2002 ; Bergman et al. 2006 ; Brennecke et al. 2007 ; 

Malone et al. 2009). Il a été montré que, comme les clusters 42AB et cluster 2 de la lignée 

germinale, le cluster flamenco/COM est sensible au mutant dSETDB1 (ou eggless) qui est une 

méthyle transférase de l’histone H3K9 et donc enrichie en marques H3K9me3 (Rangan et 

al.2011). En contexte mutant pour dSETDB1, il y a une réduction de la quantité de piRNAs 

issus de ces clusters (Rangan et al. 2011). En effet, l’analyse des petits ARNs de ce cluster a 

montré qu’il y a production que de piRNAs issus du brin plus et que ce cluster ne produit des 

piRNAs que dans les cellules folliculaires (Brennecke et al. 2007 ; Malone et al. 2009, Figure

7). Il a été pendant longtemps difficile de détecter les transcrits précurseurs de 

flamenco/COM. Une étude de Saito et ses collaborateurs en 2010 a permis d’isoler des 

transcrits issus de flamenco/COM de 25 à 70 nt dans les Yb body, structure cytoplasmique 

particulière contenant certaines protéines impliquées dans la biogenèse de piRNAs 

somatiques. Ceci montre que les piRNAs somatiques sont générés à partir de plus grands 

transcrits. Mais ce n’est que récemment qu’une étude transcriptionnelle de flamenco a pu être 

menée (Goriaux et al. 2014). Cette étude a permis d’identifier le promoteur de flamenco 

nommé Inr DPE promoter et localisé à 1743pb du gène DIP1 situé en amont de 

flamenco/COM. Cette étude a permis de montrer que le cluster flamenco/COM produisait des 

transcrits épissés différents dont le seul exon commun est l’exon 1 et que l’expression de ce 

cluster dépend d’un facteur de transcription CI (pour « cubitus interruptus »). De plus, des 

expériences de RNA Fish des transcrits de flamenco ont permis de montrer que les transcrits 

précurseurs de piRNAs de flamenco/COM étaient localisés sous forme de foyer ponctiforme 

appelé DOT COM dans le noyau ou à sa périphérie dans le cytoplasme et que le DOT COM 
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est situé à proximité des Yb body cytoplasmiques (Dennis et al. 2013 ; Murota et al. 2014). Il

y aurait donc une accumulation de transcrits précurseurs de piRNAs somatiques à la 

périphérie du noyau en vis à vis du Yb body cytoplasmique contenant les protéines 

nécessaires à la biogenèse de piRNAs primaires. 

b/ Biogenèse des piRNAs primaires somatiques  

Une fois les transcrits précurseurs de piRNAs produits, ils vont être emmenés dans le 

cytoplasme par des protéines encore non identifiées et ce jusqu’aux Yb body. Les Yb body 

sont des structures cytoplasmiques contenant les protéines nécessaires à la biogenèse des 

piRNAs primaires (Figure 6 et 16). Les protéines retrouvées dans les Yb body sont Yb, 

protéines à domaines helicases et DEAD, spécifiques de la lignée somatique folliculaire 

(Saito et al. 2010), So Yb, protéines à domaine DEAD (Handler et al. 2011), Shutdown

(Olivieri et al. 2012), Vreneto (Handler et al. 2011) et Armitage (Saito et al. 2010) impliquées

également dans la biogenèse de piRNAs primaires germinaux. Dans les cellules folliculaires, 

il n’y a donc que la production de piRNAs primaires. En effet, les précurseurs de piRNAs 

folliculaires vont être clivés en 5’, pour générer des piRNAs prématures, par Zucchini présent 

sur la membrane des mitochondries localisées à proximité des Yb body, aidé par des protéines 

contenues dans les Yb body (Malone et al. 2009 ; Figure 16).  Ces piRNAs prématures vont

être chargés par la protéine Piwi et tout comme pour les piRNAs germinaux, il y aura 

dégradation de l’extrémité 3’ et 2’O-méthylation par la protéine Hen1 ou une autre protéine

non identifiée. Il est ainsi généré des piRNAs primaires matures chargés par Piwi uniquement 

car c’est la seule protéine PIWI exprimée dans les cellules folliculaires (Malone et al. 2009).
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Figure 16 : Biogenèse des piRNAs primaires folliculaires.
(A) Modèle de production des piRNAs folliculaires et de leur mode de répression. Production 
de piRNAs à partir des clusters de piRNAs en bleu qui produiront des piRNAs matures par 
l’intervention de protéines contenues dans les Yb body et à la surface des mitochondries et 
chargés par la protéine Piwi. Les piRNAs matures chargés par Piwi rentrent ensuite dans le 
noyau pour réprimer les copies actives d’ETs en rouge. (B) Schéma expliquant le rôle et les 
interactions entre les Yb body et la mitochondrie. La mitochondrie se trouve accolée aux Yb 
body. Les protéines à domaine Hélicase Armitage et Yb présentes dans les Yb body vont 
former un complexe avec les précurseurs de piRNAs. Zucchini qui se trouve à la surface de la 
membrane des mitochondries va cliver les piRNAs précurseurs apportés par le complexe 
Armi-Yb à l’extrémité 5’. In vitro, Zucchini ne clive pas avec un biais de séquence en 5’ mais
tout comme pour les piRNAs germinaux, un biais de séquence 1U a été montré pour les 
piRNAs folliculaires. Il est donc possible que des cofacteurs soient responsables de ce biais 
ou que seuls les piRNAs prématures commençant par un uracile soient sélectionnés et chargés 
par Piwi. Il y aurait donc une sélection des piRNAs 1U par Piwi. Piwi va donc prendre en 
charge les piRNAs prématures qui seront dégradés en 3’ par une ou des protéines inconnues 
puis 2’-O-méthylés par des protéines non identifiées. La présence de protéines Vreteno et 
Shutdown a été montrée dans les Yb body mais leurs rôles sont encore indéfinis. (Ishizu et al.
2012) 

Le mécanisme de biogenèse des piRNAs folliculaires reste encore peu compris. Les 

mécanismes de biogenèse des piRNAs primaires germinaux et folliculaires montrent des 

facteurs communs mais également des facteurs tissus présentant une spécificité tissulaire 

(Czech et al. 2013 ; Muerdter et al. 2013 ; Handler et al. 2013). L’identification de facteurs

dans ces deux tissus a fait l’objet d’études exhaustives par le biais de cribles et leur rôle dans 

la biogenèse et/ou la répression des ETs en cours (Czech et al. 2013 ; Muerdter et al. 2013 ;

Handler et al. 2013). De plus, un certain nombre de protéines ont été identifiées dans la voie

de silencing de piRNAs mais leur rôle exact n’est pas encore clarifié. 
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B/ Mécanismes de répression folliculaires  des éléments 

transposables

Les piRNAs matures, qui sont produits dans les cellules folliculaires et chargés par 

Piwi vont permettre le silencing des ETs potentiellement actifs. Etant donné qu’il n’y a pas la 

présence des protéines Aub et AGO3 et donc de cycle Ping-Pong, il n’y aurait à priori donc 

pas de mécanisme de PTGS via le cycle Ping-Pong dans les cellules folliculaires. Il a été

montré qu’il y a du PTGS dans ces cellules (Dufourt et al. 2011). A l’aide d’un transgène

UAS-GFP-Idefix, il a été montré une répression de la GFP sans qu’il y ait de recrutement des

marques H3K9me3, H3K27me2/3 et des protéines HP1 et PRC1 PC et PRC1 PH au niveau de 

ce transgène. En l’absence de la séquence d’Idefix sur ce même transgène, il y a expression de

la GFP. Ceci montrerait que la répression de la GFP se ferait par PTGS et non par TGS. 

Néanmoins, il est possible que la répression de la GFP passe par des facteurs chromatiniens 

non identifiés. 

Il est propable que les ETs soient aussi réprimés par TGS. C’est ce que montrent les 

travaux des Sienski et ses collaborateurs en 2012. Il a été montré que la protéine Piwi est 

nucléaire et n’a pas d’activité de clivage (Saito et al. 2009 et 2010 ; Figure 6). Malgré tout, il

a été montré que c’est par Piwi chargé par les piRNAs matures que se fait la répression 

(Sienski et al. 2012). En effet, ces auteurs ont montré en cellules OSS/OSC, culture cellules

ovariennes folliculaires, qu’en contexte mutant pour piwi, il y a une augmentation d’ARN pol

II sur les ETs actifs qui s’accompagne d’une augmentation de leur transcrits naissant par 

rapport au sauvage. Il a été également observé une diminution des marques H3K9me3 sur ces 

séquences ETs comparé au sauvage. De plus, ces travaux ont permis de montrer l’implication 

de Maelstrom (Mael) dans la voie de répression par les piRNAs (Findley et al. 2003 ; Lim et 

al. 2007). Il a été également montré qu’en contexte mutant pour mael, il y a une augmentation

de l’ARN pol II et des transcrits naissant des ETs actifs mais pas de changement du niveau de 

H3K9me3, ni de changement de la quantité de piRNAs matures (Sienski et al. 2012). Ces

résultats indiquent que Mael agirait en aval de l’action de Piwi. La protéine HP1 serait 

également impliquée (cf partie régulation transcriptionnelle par TGS en germinal) puisque

HP1 colocalise avec Piwi sur chromosomes polytènes et sa déplétion conduit à une 

dérépression des ETs en tissu germinal (Brower-Toland et al. 2007 ; Wang et al. 2011).  Il a

été alors proposé un modèle pour expliquer la régulation transcriptionnelle des ETs actifs 

dans les cellules folliculaires (Sienski et al. 2012 ; Figure 17).
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Figure 17 : Modèle de 

régulation transcriptionnelle 

des ETs dans les cellules 

folliculaires. 

(En haut) En contexte sauvage, 
les auteurs présentent trois types 
de séquences en noir : 1- les ETs 
non-exprimés et non sensibles à 
Piwi qui ne montrent ni la 
présence de H3K9me3, ni celle 
de l’ARN pol II ; 2- les ETs 
sensibles à Piwi, qui montrent 
une accumulation de la marque 
H3K9me3 au niveau des 
séquences d’ETs en noir qui sont 
alors inactifs ; 3- des gènes 
contenant des séquences ETs en 
noir qui sont alors déréprimées et 
montrant également la présence 

de la marque H3K9me3. En contexte mutant pour Piwi uniquement, il n’y a pas de 
changement pour les ETs insensibles à Piwi. Par contre, il y a une diminution de la marque 
H3K9me3 au niveau des deux autres catégories ainsi qu’une augmentation de l’ARN pol II
conduisant à une activation des ETs sensible à Piwi et une expression des gènes contenant des 
fragments d’ETs. En contexte mutant pour mael uniquement, il n’y a pas de changement pour
la première catégorie d’ETs insensibles à Piwi. Par contre, il y a présence d’H3K9me3 et 
d’ARN Pol II au niveau des séquences d’ETs sensibles à Piwi et des gènes contenant un 
fragment d’ETs conduisant à leurs expressions. (En bas) Modèle pour le silencing des ETs. 
Les transcrits naissants des ETs pourraient être reconnus via l’homologie de séquences par les
piRNAs chargés par Piwi. Ceci permettrait le recrutement des marques H3K9me3 favorisant 
la répression des ETs mais de façon incomplète. Il y aurait alors intervention de Mael, soit par 
le biais de Piwi, soit par le biais de marques H3K9me3 qui bloquerait le recrutement de 
l’ARN pol II et donc permettrait le silencing des ETs et des gènes contenant des fragments 
d’ETs. (Sienski et al. 2012)

Ce modèle propose qu’il y ait recrutement des piRNAs chargés par Piwi au niveau des 

transcrits naissant qui permettrait alors le dépôt de marques H3K9me3. La protéine Mael 

serait alors à son tour recrutée et bloquerait le recrutement de l’ARN Pol II. Il y aurait 

inhibition de la transcription des ETs. Cette étude a été menée dans les cellules OSC/OSS 

mais il est possible qu’une telle régulation transcriptionnelle se réalise également dans les 

cellules germinales puisque Piwi y est également nucléaire ainsi que Mael. Toute la difficulté 

de l’analyse de cette voie de silencing par les piRNAs est que de nombreuses études sont 

menées sur ovaires entiers, ce qui pose le problème du mélange des deux types cellulaires. Il 

est donc difficile de conclure sur les résultats. Il existe des lignées de cellules folliculaires 

mais pas de cellules germinales provenant de la drosophile. Plusieurs équipes ont essayé de 
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séparer les cellules par FACS car ces cellules folliculaires sont très petites comparées aux 

cellules germinales. Néanmoins, le fait que les 16 cellules germinales soient reliées par des 

ponts cytoplasmiques ne rend pas aisée cette expérience. 

La régulation des ETs dans les tissus folliculaires passerait donc par une régulation 

transcriptionnelle ou TGS principalement. Un papier récent de Mohn et ses collaborateurs en 

2014 a permis de montrer l’implication des piRNAs chargés par Piwi dans le maintien des 

clusters de piRNAs dans le cas de clusters bidirectionnels. Comme il l’a été discuté pour les 

clusters unidirectionnels germinaux, les clusters unidirectionnels somatiques pourraient faire 

l’objet d’une boucle de rétrocontrôle positif par les piRNAs chargés par Piwi par le biais du 

maintien des marques H3K9me3 et HP1 au niveau de ces clusters. Néanmoins, il est possible 

que la nature hétérochromatique constitutive des régions où sont localisés les clusters de 

piRNAs ne requiert pas l’intervention des piRNAs ni de Piwi. 

Nous venons de voir que les ETs dans les tissus ovariens somatiques et germinaux 

sont régulés par une catégorie des petits ARNs, les piRNAs. Mais qu’en est-il de la régulation 

des ETs dans les tissus somatiques non ovariens ? 

C/ Biogenèse des siRNAs : petits ARNs non-codants dans les tissus 

somatiques 

En 1998, Fire et Mello ont montré l’existence d’une régulation via dsRNA 

(pour « double strand RNAs ») ou ARN interférent (RNAi) ainsi que la description du 

mécanisme chez C.elegans (Fire et al. 1998). Ils ont montré que l’injection d’ARN double 

brins pouvait induire une répression faible d’un ARNm complémentaire et qu’elle est 

également maintenue dans la descendance ce qui suggère un mécanisme d’amplification des 

ARNs interférents. Ces travaux leur ont valu le Prix Nobel de Physiologie et de Médecine 

en 2006.  De nombreuses études menées dans différents organismes ont ensuite montré 

l’existence d’une régulation via les dsRNA appelés siRNA provenant d’agents exogènes 

comme des infections virales, des transgènes répétés inversés ou de longs dsRNAs injectés 

(Guildiyal and Zamore 2009). Ce mécanisme permettrait la protection du génome contre 

l’entrée d’ARN exogène double brins puisque ces dsRNAs initient la production de petits 

ARNs (siRNA) qui permettent par la suite la dégradation de tout transcrit qui leur est 

complémentaire (Hamilton et al. 1999 ; Zamore et al.2000 ; Hammond et al. 2000).
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 Ensuite, il a été montré chez les plantes et C.elegans, qu’il pouvait y avoir une production 

endogène de siRNAs à partir de régions contenant des ETs ou des séquences très répétées 

(Hamilton et al. 2002 ; Ambros et al. 2003 ; Zilberman et al. 2003). Ces siRNAs 

endogènes sont plus généralement appelés endo-siRNA et permettent la régulation de gènes 

et des ETs.  

C’est sur la biogenèse des siRNAs endogènes chez la drosophile et leur mode 

répression que je me focaliserai par la suite. Tout comme les piRNAs, les endo-siRNAs 

proviennent de locis de production qui peuvent être, entre autres, des locis bidirectionnels 

pouvant être composés d’ETs, des transcrits chevauchant complémentaires ou encore des 

ARNs structurés en tige-boucle (Ghildiyal et al. 2008 ; Okamura et al. 2008 ; Okumara, Balla

et al. 2008 ; Chung et al. 2008 ; Czech et al. 2008 ; Figure 18 et 19). La production des

siRNAs requiert l’intervention des protéines DICER, une dsRNA-specifique RNAse III de la

famille des Ribonucléases qui a une activité endonucléase très conservée dans le règne animal 

et végétal. Il y a deux protéines Dicer chez la drosophile : Dicer-1 impliquée dans la 

biogenèse des miRNAs et Dicer-2 impliquée dans la biogenèse des siRNAs (Lee et al. 2004).

Dicer-2 va permettre de générer des petits ARNs double-brins d’environs 21nt (Bernstein et

al. 2001, Figure 18). Ensuite, les protéines de la famille ARGONAUTE et plus

particulièrement AGO2 chez la drosophile, vont former le complexe appelé RISC (pour 

« RNA-induced silencing complex ») qui va prendre en charge les siRNAs double brins clivés

par Dicer-2. L’un des brins appelé le brin passager sera dégradé. Le brin conservé appelé brin 

guide avec un groupement 5’ monophosphate, servira à la reconnaissance du transcrit cible et 

sa dégradation par la protéine AGO2 qui possède une activité endonucléase (Hammond et al.

2000, Miyoshi et al. 2005). Le brin guide va être modifié à son extrémité 3’ par la protéine

Hen1, tout comme les piRNAs, et donc 2’-O-méthylé (Horwich et al. 2007 ; Saito et al.

2007). Les analyses d’immunoprécipitation de la protéine AGO2 ont montré que les siRNAs 

matures simples brins ont une taille exacte de 21nt, et ont une orientation sens et antisens 

(Czech et al. 2008 Figure 20).
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Figure 18 : Sources génomiques des précurseurs des endo-siRNAs chez la drosophile et 
les mammifères.  
Les endo-siRNAs peuvent être issus de loci structurés issus d’une structure 2D d’un long brin 
d’ARN, de transcrits chevauchants complémentaires ou de loci bidirectionnels. (Ghildiyal and 
Zamore 2009) 

Figure 19 : Biogenèse des siRNAs chez la 
drosophile. 
Les précurseurs de siRNAs peuvent avoir deux 
origines : des longs ARNs double brins ou des 
ARNs structurés en forme de tige-boucle 
(Figure 18). Dans le cas des précurseurs issus de 
longs ARNs double-brins, la protéine Dicer-2 va 
cliver les précurseurs de siRNAs en siRNAs 
double-brins à bout sortant appelés duplex 
siRNAs. Ces duplex siRNAs vont être pris en 
charge par le complexe RISC contenant entre 
autres la protéine AGO2. Il y aura dégradation 
du brin bleu appelé brin passager. La protéine 
Hen1 va permettre la 2’-O-méthylation de 
l’extrémité 3’. Une fois méthylé le siRNA chargé 
par le complexe RISC est mature pour le clivage 
de sa cible. Les précurseurs issus d’ARNs 
structurés en tige-boucle sont clivés par Dicer-2 
mais nécessitent l’intervention de la protéine 
Loqs pour être pris en charge par le complexe 
RISC. (Ghildiyal and Zamore 2009) 
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Figure 20 : AGO2 lie les endo-
siRNAs. 
(a) ARNs isolé à partir d’IP 
d’AGO1 impliqué dans la 
biogenèse des miRNAs et AGO2 
issus d’embryon et de cellules S2 
de drosophile. Dans les deux 
types de cellules, on constate 
qu’AGO2 et AGO1 sont liés à 
des petits ARNs d’une taille 
inférieure à 30nt et les petits 
ARNs liés à AGO2 sont 
légèrement plus petits que ceux 
liés à AGO1 (b) Profil de taille 
des petits ARNs isolés par des IP 
précédentes.  En cellules S2, 
l’analyse des ARNs totaux 
montre la présence de deux 
populations : les miRNAs (22-

23nt) et une population de petits ARNs de 21nt. L’IP d’AGO2 et AGO1 sur les cellules S2 
montre qu’AGO2 est liée aux petits ARNs de 21nt et AGO1 aux miRNAs. Dans les tissus 
germinaux, le profil des ARNs totaux montre la présence de trois populations de petits 
ARNs : ARNs de 21nt, les miRNAs et ARNs de 24-29nt : les piRNAs. L’IP d’AGO2 montre 
qu’AGO2 est lié aux ARNs de 21nt. Les IP d’AGO3, Aub et Piwi montrent que ces protéines 
sont liées aux piRNAs. (c) Annotation des petits ARNs issus des IP précédentes. L’IP 
d’AGO2 en ovaire et en cellules S2 montrent qu’AGO2 est liée à des petits ARNs issus 
majoritairement de transposons et en plus des régions exoniques dans le cas des cellules S2 
contrairement à l’IP de AGO1 qui est liée majoritairement aux miRNAs. (Czech et al. 2008) 

D/ Mécanisme de répression somatiques des éléments transposables  

L’étude des endo-siRNAs somatiques chez la drosophile montre qu’ils sont entre 

autres impliqués dans le silencing des ETs (Ghildiyal et al. 2008 ; Czech et al. 2008 ; Chung 

et al. 2008 ; Figure 20). En effet, le complexe RISC chargé avec son siRNA va permettre de 

cibler un ARNm complémentaire. AGO2 l’un des composants du complexe RISC possède 

une activité endonuclease V (Rand et al. 2004). Cette activité endonucléase permettrait de 

dégrader un ARNm complémentaire ciblé par le siRNA et donc induit un mécanisme de 

PTGS. 

Il a été montré que les ETs peuvent être réprimés par TGS par le recrutement des complexes 

Polycomb: PRC1 et 2 (Dufourt et al. 2011). En effet, il a été montré en larve par l’utilisation 

de transgène UAS-GFP-Idefix activé par un Gal4 spécifique, un recrutement des protéines de 

PRC1 PC et PH  ainsi que de la marque H3K27 me2/3  reconnue par le complexe PRC2 au 
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niveau de ce transgène. Ceci montre que dans les tissus somatiques il y aurait également la 

formation  de structures répressives au niveau des ETs impliquant les protéines du groupe 

polycomb. 

E/ siRNAs produit par les clusters de piRNAs  

Nous venons de voir qu’il existe une régulation via les petits ARNs dans les tissus 

somatiques et germinaux. Les ETs sont réprimés par la voie des siRNAs dans les tissus 

somatiques non ovariens et par la voie des piRNAs dans les tissus somatiques ovariens. 

Néanmoins, la dichotomie n’est pas si nette. En effet, il a été observé à plusieurs reprises que 

des siRNAs sont produits à partir des clusters de piRNAs dans les tissus somatiques 

(Ghildiyale et al. 2008) mais aussi dans les tissus ovariens (Czech et al. 2008, Chung et al. 

2008 ; Malone et al. 2009 ; Figure 20). Même si la présence des siRNAs dans les tissus 

germinaux à plusieurs fois été observé, leur fonctionnalité n’a pas été clairement analysée.  

F/ piRNAs like dans les tissus somatiques

De la même façon que des siRNAs sont produits dans les tissus ovariens, des piRNAs 

ont été détectés dans des tissus somatiques : dans la tête de drosophile (Yan et al. 2011). En 

effet, des petits ARNs de la taille de piRNAs et montrant une signature Ping-Pong ont été 

identifiés dans les têtes de drosophiles et sont appelés piRNA-like (Yan et al. 2011). De plus, 

il a été détecté la présence des protéines Aub et AGO3 dans les mushroom body (neurones � � 

du cerveau), ainsi qu’une dérégulation de certains ETs en contexte mutant pour Aub et AGO3 

(Perrat et al. 2013). La biogenèse et le rôle de ces piRNAs restent encore à être élucidés. 

L’une des parties de ma thèse a consisté à étudier l’implication possible des piRNAs dans la 

tête. Je présenterai donc mes résultats et discuterai de ce phénomène dans la suite de ce 

manuscrit. 

Au cours de ma thèse, j’ai étudié l’émergence d’un nouveau cluster de piRNAs 

composé de transgène P-lacZ. Ces transgènes ont été initialement générés pour étudier la 

répression de l’élément P dans la lignée germinale. Donc avant de vous présenter mes 

travaux, je vais vous présenter ce mécanisme de répression via les transgènes P-lacZ appelé 

TSE (pour « Trans Silencing effect »). 
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III/ Clusters de piRNAs transgéniques : outils pour l’étude 

de l’émergence de loci producteurs de piRNAs 

L’origine de l’utilisation des transgènes P-lacZ est l’étude de la répression de

l’élément P, de la famille des transposons, dans la lignée germinale femelle de drosophile

(Figure 21). En effet, il a été constaté un phénomène de dysgénésie des hybrides lié au 

croisement entre individus contenant ou pas des éléments P (Kidwell, 1977). Lorsque des

femelles sans élément P (provenant de souches M, collectées avant 1970) sont croisées avec

des mâles contenant des éléments P (provenant de souches P), la descendance femelle de ce

croisement présente à 29°C un phénotype de gonades atrophiées, appelé GD (pour « Gonade 

dysgénique ») (Kidwell, 1977 ; Bingham et al. 1982 ; O’Hare et al.1983). Au contraire, lors

du croisement réciproque, la descendance femelle est normale (Engels 1989 ; Rio 1991 ; 

Ronsseray 1993). L’étude des populations naturelles a montré qu’une copie de l’élément P

insérée dans l’hétérochromatine subtélomérique (TAS) du chromosome X est capable de

réprimer les autres copies actives de l’élément P présentes dans le génome (Ronsseray et al.

1991 ; Ronsseray et al. 1996 ; Marin et al. 2000 ; Simmons et al. 2004). Cette capacité de

répression de l’élément P transmis maternellement est appelée cytotype P et est spécifique de

la lignée germinale (Engels 1979 -1989, Ronsseray et al. 1991-1996 ; Marin et al. 2000).  Le

phénotype de stérilité GD observé chez les femelles dysgénésiques est dû à une transposition 

des éléments P. Dans le cas des femelles non dysgénésiques, l’élément P télomérique apporté

maternellement suffit à réprimer les copies actives des éléments P apportées paternellement

(Figure 22A). Il n’y a donc pas de transposition de l’élément P.

 Bien avant la mise en évidence de la voie de silencing par les piRNAs, il était déjà 

décrit des cas d’effets transgénérationnels sur le long terme pour la transmission ou la mise en 

place des capacités répressives des ETs.   
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régulateur télomérique (Figure 22B). Le transgène P-lacZ inséré dans les TAS ne présente

pas de coloration LacZ, montrant que les TAS sont dépourvus d’enhancer fonctionnant en 

lignée germinale femelle. Il a ensuite été testé si une femelle contenant un transgène P-lacZ

dans les TAS pouvait réprimer un transgène P-lacZ inséré dans l’euchromatine apporté par le

mâle. La coloration des ovaires des femelles issues de ce croisement montre l’existence d’une 

répression du transgène P-lacZ cible par le transgène télomérique puisque les ovaires sont

blancs alors que lorsque le transgène P-lacZ euchromatique est seul, les ovaires sont bleus

(Roche et Rio 1998 ; Ronsseray et al. 2003 ; Figure 22D et C). Ils ont donc montré qu’un

transgène P-lacZ inséré dans les TAS pouvait réprimer un transgène P-lacZ homologue dans

l’euchromatine. Ce mécanisme de répression avec les transgènes a été appelé TSE ou Trans

Silencing Effect (Roche et Rio 1998). Le TSE est donc un mécanisme de répression dans 

lequel un transgène hétérochromatique, appelé silencer, va réprimer en trans un transgène

euchromatique homologue appelé cible. Les propriétés fonctionnelles et moléculaires ont été 

étudiées par mon équipe. 

2/ Propriétés génétiques et moléculaires du TSE 

- Spécificité tissulaire 

Tout d’abord, l’analyse du TSE a montré que cette répression apparait spécifique de la 

lignée germinale femelle (Josse et al. 2008). L’utilisation de transgènes cibles s’exprimant

d’une part chez l’adulte  (dans le cerveau, les corps gras, les glandes salivaires) et d’autre part 

dans les larves (dans les disques d’ailes, d’œil et de pattes), montre qu’il n’y a pas de 

répression de ces transgènes dans ces différents tissus somatiques. De plus, un transgène cible 

s’exprimant dans les testicules (lignée germinale mâle) ne subit pas non plus de répression. Il 

a également été montré  qu’un transgène silencer n’était pas capable de réprimer un transgène 

cible ne s’exprimant que dans les cellules folliculaires (Josse et al. 2008).  Ceci signifie que

cette répression est spécifique de la lignée germinale et plus particulièrement de la lignée 

germinale femelle. 

- Effet maternel 

Il a également été montré par l’équipe que cette répression présente un effet maternel 

tout comme la répression de l’élément P (Ronsseray et al. 2001). En effet, lorsque le

transgène silencer est apporté maternellement, il y a répression du transgène cible (Figure
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mutant pour tous ces gènes, le TSE est très fortement affecté. C’est-à-dire que le transgène 

silencer télomérique n’est plus capable de réprimer un transgène cible. De plus, une analyse 

de séquençage à haut débit des petits ARNs ovariens d’une lignée contenant un transgène 

silencer (P-1152) a été faite et montre la présence de deux types de petits ARNs associés au 

transgène P-1152 des siRNAs et des piRNAs (de Vanssay et al. 2012).  

Comme je l’ai décrit précédemment l’un des mécanismes de répression des piRNAs 

serait le TGS. En 2007, l’équipe a proposé l’implication de la formation d’hétérochromatine 

dans la répression des transgènes cibles via les petits ARNs par TGS (Josse et al. 2007). En 

effet, il a été testé l’état du TSE en contexte mutant pour Su(var)205 qui code pour HP1 

(composante de l’hétérochromatine) et Su(var)3-7 qui code pour une autre protéine 

composante de l’hétérochromatine centromérique et télomérique. L’ensemble de ces mutants 

montre que le TSE est partiellement affecté. Tous ces résultats sont autant d’arguments allant 

dans le sens que la répression des transgènes P-lacZ, donc de l’élément P, passe par la voie de 

silencing des piRNAs. Les transcrits des transgènes cibles peuvent être dégradés par PTGS 

par le Ping-Pong mais il pourrait également y avoir une répression transcriptionnelle (TGS). 

En effet, il a été montré par ChIP Q-PCR qu’en présence d’un transgène silencer télomérique, 

il y a réduction de la marque H3K4me2/3 et de l’ARN polII alors qu’il y a une augmentation 

des marques H3K9me2 et H3K9me3 ainsi que de HP1 sur un transgène cible (Le Thomas et

al. 2013). 

Remarques : Nous venons de voir que le TSE passait par la voie des piRNAs. Or, les 

piRNAs sont présents dans les cellules germinales mais également les tissus somatiques 

ovariens. Dans le cas du TSE, il a été observé qu’il n’y avait pas de répression dans les 

cellules folliculaires. Il est possible que le fait que le TSE ne soit pas détecté dans les cellules 

folliculaires, résulte du fait que les clusters dans lesquels sont insérés les transgènes 

télomériques ne sont pas actifs dans les cellules folliculaires. Mais cela ne signifie pas que le 

mécanisme de répression utilisé par le TSE n’existe pas dans les tissus folliculaires. En effet, 

les transgènes silencers testés sont principalement insérés dans les TAS. Or, les TAS sont 

considérés comme des clusters bidirectionnels. Il a été montré que le cluster 42AB, par 

exemple, ne s’exprime pas dans les cellules folliculaires (Figure 7). Il est possible 

d’envisager qu’un transgène inséré en antisens dans un cluster unidirectionnel comme 

flamenco (tout comme la majorité des fragments d’ETs qui le composent) s’exprimant dans 

les cellules folliculaires puisse réprimer un transgène cible sens. Cette expérience refléterait 

les conditions réelles de la voie de silencing par les piRNAs somatiques tels qu’elle a été 
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décrite. Donc, le fait de n’avoir pas détecté de TSE dans les cellules folliculaires dans les 

conditions testées ne signifie pas qu’un TSE dans les cellulaires folliculaires soit en soi 

impossible.  

Le TSE permet donc de visualiser la répression de séquences contenant des fragments 

d’ETs par les piRNAs. Il est possible de considérer le TSE comme un « read-out » de la 

répression des ETs par les piRNAs en contexte germinal. L’étude du TSE a permis ensuite de 

mettre en évidence un phénomène de paramutation. Ce sujet fait l’objet principal de ma thèse.  

IV/ Phénomène de paramutation lié à l’effet maternel du 

TSE

1/ Définition de la paramutation 

La paramutation constitue une conversion épigénétique stable. Pour rappel, 

l’épigénétique désigne les mécanismes qui permettent la transmission de changements dans 

l’expression des gènes à travers la mitose et/ou la méiose alors que l’agent ayant induit le 

changement a disparu, et qui ne résultent pas de modifications de la séquence d’ADN.  

Il est alors possible de définir des épi-allèles comme ayant la même séquence d’ADN 

mais ne présentant pas les mêmes propriétés épigénétiques et conduisant donc à des profils 

d’expression différents. Lors de la paramutation, il y a un transfert des propriétés 

épigénétiques d’un épi-allèle à l’autre (Brink et al. 1956 ; Figure 25). L’épi-allèle qui donne 

ses propriétés épigénétiques est dit « paramutagénique ». Avant la paramutation, l’épi-allèle 

qui reçoit les propriétés épigénétiques est dit « paramutable ». Après la paramutation, l’épi-

allèle qui a reçu les propriétés épigénétiques est dit « paramuté ». Pour parler d’une vraie 

paramutation, il faut que l’allèle paramuté le reste de façon stable au cours des générations 

suivantes et qu’il soit lui-même paramutagénique. C’est-à-dire que s’il est mis en présence 

d’un allèle paramutable, il le transforme à son tour en allèle paramuté. Le phénomène est donc 

potentiellement récurrent. 
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dominance ne reflète pas une génétique classique puisque l’épi-allèle B-I est converti en B’ 

par l’épi-allèle B’. Le nouvel épi-allèle paramuté est appelé B’* (Coe 1966). Cette 

paramutation est stable et 100% de la descendance en G2 est de type B’/B’* et donc paramuté. 

Il a été identifié une séquence non-codante répétée en tandem à environ 100kb en amont du 

start de transcription du locus b1 et dont le profil de méthylation des histones est différent 

entre les deux épi-allèles B-I et B’ (Stam et al. 2002). En effet, les séquences répétées en 

tandem du locus de B-I montrent une chromatine plus ouverte que celles de B’. De plus, il a 

été montré l’implication de petits ARNs dans le mécanisme de paramutation. En effet, il a été 

montré que les séquences répétées en amont de b1 sont transcrites dans les deux sens et 

pourraient être à l’origine de la production d’ARNs double brins (Alleman et al. 2006). Dans 

ce même article, il a été identifié une RdRP (pour « RNA-dependant RNA polymerase ») 

appelé MOP1 (pour « mediator of paramutation 1 ») nécessaire à la paramutation de B-I en 

B’* (Alleman et al. 2006 ; Dorweiller et al. 2000). La transcription bidirectionnelle des 

séquences répétées est nécessaire mais pas suffisante pour induire le phénomène. La 

paramutation dépend du nombre de répétitions en tandem. En effet, il faut 7 copies de 

séquences répétées  en tandem pour que la paramutation soit stable au cours des générations 

(Alleman et al. 2006). Il a finalement été montré la production de siRNAs de 25nt issus des 

séquences répétées dans les 3 génotypes : les deux homozygotes B-I et B’ ainsi que l’hybride 

B-I/B’ (Siderenko et al. 2009 ; Arteago-Vasquez et al. 2010). Ces petits ARNs sont sensibles à 

un mutant MOP1 (Arteago-Vasquez et al. 2010). Cela signifie que les siRNAs sont requis 

dans l’établissement de la paramutation mais pas suffisants. Par contre, une fois la 

paramutation établie, ils ne sont plus requis pour son maintien au cours des générations. De 

nombreuses interrogations persistent. Pourquoi les répétitions en tandem sont-elles requises ? 

Comment l’épi-allèle B-I peut-il être fortement actif transcriptionnellement alors qu’il produit 

des siRNAs ? Quelle est la nature des molécules ou marques qui sont héritées lors de la 

paramutation et de son maintien ?  
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Figure 25 : Paramutation chez le maïs et la souris. 
(A gauche) Paramutation chez le maïs au locus b1 qui code pour un pigment, l’anthocyanine 
violette. Il existe deux épi-allèles de ce locus B’ et B-I. Ces deux épi-allèles ont la même 
séquence d’ADN mais n’ont pas le même profil d’expression. Des individus homozygotes 
pour B’ montrent une répression de b1 et ont des tiges vertes claires alors que des individus 
homozygotes pour B-I montrent une expression élevée de b1 et ont des tiges violet foncé. Il a 
été identifié une séquence de 7 répétitions de 853pb en tandem, symbolisée en orange, en 
amont du start de transcription de b1. L’état chromatinien de cette séquence répétée est 
différent entre B-I et B’. Dans le cas de B’, il y a une méthylation des histones de la séquence 
répétée responsable de la répression de b1 symbolisée par des ronds clairs. Il a été montré que 
la protéine MOP1 est requise dans l’état méthylé de B’. Le croisement de deux homozygotes 
B’ et B-I donne une descendance hétérozygote avec toujours des tiges vertes claires. Cela 
signifie que l’épi-allèle B’ a donné ses propriétés épigénétiques à B-I et B-I est donc devenue 
B’*. Si des hétérozygotes B’/B’* sont croisés avec des homozygotes B-I, toute la descendance 
F2 aura des tiges claires et sera B’/B’*.
(À droite) Paramutation chez la souris au locus Kit qui code pour un récepteur de thyrosine 
kinase. Ces souris hétérozygote pour l’allèle Kittm1Alf, qui ne produit pas de protéine, 
présentent un phénotype de queue et pattes blanches. Lorsque des souris hétérozygotes sont 
croisées avec le sexe opposé sauvage, certains descendants sont génétiquement sauvages 
(kit+/+) mais montrent le phénotype de queue et pattes blanches. Ils montrent une réduction 
de la quantité d’ARNm de Kit tout comme l’hétérozygote. Ces descendants avec un 
phénotype paramuté sont désignés Kit*. La fréquence de Kit* n’est pas de 100% et varie selon 
le croisement. De même que l’étendue de la zone blanche est variable d’un individu à l’autre. 
Bien le phénotype de queue et pattes blanches soit encore observé dans la seconde génération 
après out-cross de Kit* avec Kit+/+, la fréquence est faible et le phénotype a disparu après 
quatre générations. (Chandler 2007) 
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3/ La paramutation au locus Kit chez la souris

Il a été décrit un cas de paramutation instable chez la souris (Rassoulzadegan et al. 

2006, Figure 25). Cette paramutation serait liée au locus Kit qui code pour un récepteur de 

thyrosine kinase impliqué dans la mélanogenèse, la différenciation des cellules germinales et 

l’hématopoïèse. Le mutant perte de fonction Kittm1Alf provoque la mort précoce des souriceaux 

après la naissance. Mais des souris hétérozygotes portant l’allèle Kittm1Alf et un allèle sauvage 

sont viables et présentent un phénotype particulier : les souris femelle et mâle ont la queue 

blanche et les pattes blanches. Le croisement d’individus hétérozygote et sauvage produit 

entre autres des descendants génétiquement sauvages (Kit+/+) mais qui présentent un 

phénotype de queue blanche et pattes blanches. Il a été observé une réduction de la quantité 

d’ARNm de Kit pour cette descendance Kit+/+ comme pour les hétérozygotes. Ces 

descendants sont appelés Kit*. L’équipe de Rassoulzadegan a proposé l’intervention de 

molécules d’ARNs qui seraient transmis à la descendance via les gamètes et qui seraient 

responsables de la dégradation des ARNm de Kit. Il a été montré, toujours par cette équipe, 

une accumulation d’ARNs non polyadénylés et de tailles anormales dans les hétérozygotes. 

Pour tester l’implication des ARNs dans le phénotype de paramutation, ils ont injecté des 

ARNs issus d’hétérozygotes dans des embryons sauvages et ont observé une haute fréquence 

d’individus paramutés. Ils ont répétés l’expérience avec des miRNAs de Kit et ont observé 

également l’apparition d’une proportion d’individus aux pattes blanches. Ils en concluent que 

l’héritage épigénétique serait associé à un transfert d’ARNs. Par contre, il n’a pas été identifié 

de profils chromatiniens différents au niveau du promoteur de Kit entre les deux allèles muté 

et sauvage. Néanmoins, les régions à proximité n’ont pas été explorées. Cette paramutation 

est instable au cours des générations et toute la descendance n’est pas affectée. De plus, 

l’entendue du phénotype varie d’un individu à l’autre. 

Jusqu’à nos travaux, aucune paramutation stable n’avait été décrite dans le monde 

animal. 
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Mon travail de thèse s’est déroulé en 3 phases.  

A mon arrivée au laboratoire un phénomène de paramutation venait d’être découvert 

avec un cluster hétérochromatique de transgènes. Ce cluster peut exister en deux états  selon 

les lignées : dans certaines lignées le cluster est dans un état « actif », c’est-à-dire qu’il peut 

effectuer un trans-silencing en lignée germinale femelle. Dans d’autres lignées il n’est pas 

actif. Ces deux types de lignées sont totalement stables au cours des générations. Nous avons 

converti une lignée possédant un cluster de transgène non-silencer en cluster silencer par 

transmission maternelle de piRNAs homologues aux transgènes. Celle-ci représentait le 

premier cas stable de paramutation animale. J’ai donc, dans un premier temps, participé à la 

première phase  de caractérisation de ce phénomène de paramutation menée en vue d’une 

première publication. J’ai mené l’analyse de l’effet d’un mutant (aubergine) sur les propriétés 

d’un locus paramuté. 

Nous avons donc activé de novo un cluster de piRNAs. Or très peu de choses sont 

connues sur les mécanismes d’émergence des clusters de piRNAs. Dans un second temps, j’ai 

développé l’analyse des propriétés fonctionnelles et moléculaires de ce nouveau cluster de 

piRNAs par une approche gène candidat et par l’analyse des petits ARNs produits par ce 

cluster. Ce cluster produit deux sortes de petits ARNs : des piRNAs et des siRNAs. J’ai 

analysé le rôle fonctionnel de ces deux types de petits ARNs dans le silencing et dans la mise 

en place et/ou le maintien de la paramutation. 
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V/ Présentation du sujet 

L’équipe de « Répression épigénétique et ADN mobile », dans laquelle j’ai réalisé mes 

travaux de thèse, étudie des phénomènes de régulation à transmission épigénétique à travers la 

méiose. En effet, le travail initié à partir de l’analyse des mécanismes de régulation des ETs a 
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Nous avons ici paramuté un cluster non-silencer en cluster producteur de piRNAs par 

la transmission maternelle de piRNAs. Mais qui de l’œuf et de la poule est arrivé en premier ? 

Comment a émergé le premier cluster de piRNAs ? Nous nous sommes penchés sur la 

question en testant un certain nombre de conditions environnementales ou gains et pertes de 

fonction de gènes qui pourraient déstabiliser un cluster composé de séquences répétées qui 
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Résultats

VI/ Emergence d’un locus producteur de piRNAs par un 

phénomène de paramutation 

1/  Présentation des lignées T-1 et BX2

Le TSE a été mis en évidence et caractérisé avec des transgènes télomériques comme 

transgènes silencer. Ces régions télomériques sont constituées de clusters de séquences 

hétérochromatiques non-codantes qui produisent de façon abondante des piRNAs. Afin de 

généraliser le phénomène de répression par le TSE, il a été activement recherché par le 

laboratoire des transgènes non-télomériques susceptibles d’être silencer (Ronsseray et al.

2001). Des lignées portant des clusters de transgènes P{lacW}  avaient été générées pour

l’étude des phénomènes de répétitions en tandem sur l’expression génique (Dorer and 

Henikoff 1994, 1997). Il a été montré que ces clusters de transgènes conduisent à une 

répression de l’expression du transgène dans l’œil (appelée RIGS pour « Repeat Induced 

Gene Silencing ») et forment des îlots hétérochromatiques en contexte euchromatique (Dorer

and Henikoff 1994, 1997; Fanti et al. 1998). Ils pouvaient donc être de bons candidats pour

générer une répression en trans. Deux des lignées, appelées T-1 et BX2, ont particulièrement

retenu l’attention car il s’agissait de deux lignées possédant le même cluster de 7 transgènes 

P{lacW}  inséré au même locus (site cytologique 50C) sur le bras droit du chromosome 2. Il

s’avère que la lignée T-1 est issue de la lignée BX2 suite à un traitement aux rayons X. Des

réarrangements chromosomiques ont été identifiés par Dorer et Henikoff dans cette souche T-

1 dont une translocation des chromosomes 2 et 3 mais une analyse par Southern Blot a montré

que la lignée T-1 possède toujours 7 copies du transgène au même site cytologique. Les tests

de répression de ces deux lignées ont montré que la lignée T-1 est un fort silencer alors que la

lignée BX2 n’est pas silencer. Il s’agit donc de deux épi-allèles qui ont le même cluster de

transgènes mais qui n’ont pas les mêmes propriétés épigénétiques car l’une a des capacités 

répressives contrairement à l’autre.  

Il était probable que locus T-1 produisait des piRNAs alors que le locus BX2 n’en

produisait presque pas. Serait-il possible de démarrer BX2 par héritage maternel de piRNAs

homologues ? Si tel est le cas, il s’agit alors d’une conversion épigénétique et plus 

particulièrement d’une paramutation. Ces travaux ont fait l’objet d’un article auquel j’ai 

participé (de Vanssay et al. 2012). En effet, Augustin a généré une lignée nommée BX2*
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paramutée qui est devenue Silencer et ce de façon stable au cours des générations (>100 

générations). De plus, la lignée BX2* s’est montrée paramutagénique, c’est-à-dire qu’elle est

elle-même capable de transférer ses propriétés épigénétiques à un autre épi-allèle  naïf et de le 

paramuter de façon stable. L’analyse des petits ARNs ovariens a confirmé que T-1 produisait

des petits ARNs homologues sur toute la longueur du transgène alors que le cluster BX2naïf

n’en produisait qu’une très faible quantité. Par contre, BX2* produisait des petits ARNs tout

comme T-1. L’analyse de ces petits ARNs a montré la présence de deux populations d’ARN :

piRNAs de 24 à 28nt et ARNs de 21nt qui pourraient être des siRNAs.

Lors de la « Review » de cet article, il a été demandé de tester l’effet de mutants de

gènes impliqués dans ces deux voies de silencing par les petits ARNs. L’un de mes projets de 

thèse a été de tester l’effet de mutations d’aubergine, gène impliqué dans la biogenèse des

piRNAs secondaires, sur les propriétés répressives d’un locus paramuté. J’ai généré par 

recombinaison deux lignées : BX2*, aubN11 (2 lignées indépendantes) et BX2*, aubQC42 (2

lignées indépendantes). J’ai confirmé la présence de l’allèle aub- en effectuant des tests de

stérilité puisque que cette mutation est viable et stérile à l’état homozygote. J’ai, ensuite, 

croisé mes lignées : BX2*, aubN11 et BX2*, aubQC42 avec respectivement des lignées aubQC42 ; 

BQ16 (transgène cible) et aubN11 ; BQ16 afin de tester les propriétés répressives de BX2* en

contexte mutant pour aub. J’ai donc obtenu des individus BX2* hétéro-alléliques pour aub 

dans les deux sens de croisements dont j’ai testé leur stérilité. J’ai réalisé 4 réplicats 

biologiques et ai testé à chaque fois deux lignées indépendantes pour chaque génotype. J’ai, 

également, extrait les ARNs totaux ovariens des femelles BX2* hétéro-alléliques pour aub 

(BX2*, aubQC42/aubN11) et hétérozygote (BX2*, aubQC42/Cy), confirmé par des tests de

stérilité, afin de faire le séquençage à haut débit des petits ARNs. Leur analyse est faite dans 

l’article Hermant et al. en préparation.

2/ Article: « Paramutation in Drosophila linked to emergence of 

piRNA-producing locus » (de Vanssay et al. 2012)
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Paramutation inDrosophila linked to emergence of a
piRNA-producing locus
Augustin de Vanssay1{, Anne-Laure Bougé2{, Antoine Boivin1, Catherine Hermant1, Laure Teysset1, Valérie Delmarre1,
Christophe Antoniewski2{ & Stéphane Ronsseray1

A paramutation is an epigenetic interaction between two alleles of
a locus, through which one allele induces a heritable modification
in the other allele without modifying the DNA sequence1,2. The
paramutated allele itself becomes paramutagenic, that is, capable
of epigenetically converting a new paramutable allele. Here we
describe a case of paramutation in animals showing long-term
transmission over generations. We previously characterized a
homology-dependent silencing mechanism referred to as the
trans-silencing effect (TSE), involved in P-transposable-element
repression in the germ line3–5. We now show that clusters of
P-element-derived transgenes that induce strong TSE6,7 can convert
other homologous transgene clusters incapable of TSE into strong
silencers, which transmit the acquired silencing capacity through50
generations. The paramutation occurs without any need for chro-
mosome pairing between the paramutagenic and the paramutated
loci, and is mediated bymaternal inheritance of cytoplasm carrying
Piwi-interacting RNAs (piRNAs) homologous to the transgenes.
The repression capacity of the paramutated locus is abolished by a
loss-of-functionmutation of the aubergine gene involved in piRNA
biogenesis, but not by a loss-of-function mutation of the Dicer-2
gene involved in siRNAproduction. The paramutated cluster, previ-
ously producing barely detectable levels of piRNAs, is converted into
a stable, strong piRNA-producing locus by the paramutation and
becomes fully paramutagenic itself. Our work provides a genetic
model for the emergence of piRNA loci, aswell as for RNA-mediated
trans-generational repression of transposable elements.
Paramutations have beenwell described in plants1,2,8–12. The best char-

acterized is the b1 paramutation in maize, which involves a small RNA
silencing pathway13–15, changes in DNA methylation levels and chro-
matin modifications16, and shows full penetrance and stability across
generations. Paramutation-like phenomena involving microRNAs have
been described in mice17,18. However, long-term inheritance of a para-
mutation through generations has not been reported so far in animals.
In Drosophila melanogaster, transposition of P elements causes

hybrid dysgenesis, a syndrome of genetic abnormalities including a
high mutation rate, chromosome rearrangements and sterility19,20. In
natural populations, telomeric P elements inserted in heterochromatic
telomere-associated sequences (TAS) are master sites for establishing
P-element repression in the germ line21–23. In laboratory lines (for
example, P-1152), P-lacZ transgenes inserted in TASmimics telomeric
P elements by repressing germline expression of reporter transgenes
inserted at distant euchromatic sites, through a homology-dependent
silencing mechanism, TSE3–5,24. TSE is strongly sensitive to mutations
affecting the piRNA pathway5,25. Its establishment involves both
genetic and epigenetic components: a chromosomal copy of the
telomeric silencer transgene must be either paternally or maternally
inherited, and a cytoplasmic component containing small RNAs
homologous to the transgene must be maternally inherited4,5. In

addition to telomeric loci, we found that T-1, a tandem repeat cluster
of P-lacZ transgenes inserted in the middle of chromosome arm 2R
(50C), can also trigger a strong TSE7. T-1 and other P-lacZ clusters
inserted at the same locus (Supplementary Fig. 1) induce ectopic
heterochromatin and show variegation of the white gene marker in
the eye, a phenomenon termed repeat-induced gene silencing6,26.
However, T-1 triggers strong silencing of various TSE reporter trans-
genes in the germ line7, whereas the other transgene clusters at this
locus, including BX2, which contains the same number of transgene
repeats asT-1, did not induce detectable TSE (Supplementary Table 1).
The epigenetic properties of T-1 were analysed together with those

of the P-1152 telomeric silencer and the BX2 cluster as controls. T-1
and P-1152 showed typical maternal transmission of TSE: strong
repression occurred in the germ line of progeny when the silencer
was maternally inherited (Fig. 1a), whereas weak or null repression
was detected when the silencer was paternally inherited (Fig. 1b). BX2
showed no repression capacity in these crosses. To analyse the rela-
tionship between TSE and piRNAs, we sequenced 19–29-nucleotide
RNAs from ovaries of T-1, P-1152 or BX2 females (Supplementary
Table 2). Abundant small RNAs matched the T-1 sequences in the
library from hemizygous females having inherited the T-1 locus
maternally (Fig. 1c), but not paternally (Fig. 1d). Among these species,
the 23–28-nucleotide RNAs showed the typical ‘ping-pong’ signature
of piRNA biogenesis27, including a bias for a 59 U (1U) and a strong
tendency to form sense–antisense pairs with complementarity over
their first ten nucleotides (Supplementary Fig. 2). In addition to
piRNAs, short interfering RNAs (siRNAs) have been shown to be
produced by previously characterized piRNA loci28. Similarly, T-1
produced a significant fraction of 21-nucleotide RNAs (Fig. 1c) that
do not show the ping-pong signature of piRNAs and probably corre-
spond to siRNAs (Supplementary Fig. 3a). In agreement with a pre-
vious report29, small RNAs with similar features were produced by
P-1152 in hemizygous females having inherited the P-1152 locus
maternally (Fig. 1f). Homozygous P-1152 females produced about
twice as many piRNAs as these hemizygous females (Supplementary
Fig. 4). Finally, only a very low level of small RNAs was produced that
matched BX2 in hemizygous females from the BX2 line (Fig. 1e).
Hence, maternal inheritance of T-1, as well as P-1152, is associated
with both the production of piRNAs derived from these loci and the
capacity of these loci to mediate TSE, thereby linking silencing and
piRNAs in this system.We next tested epigenetic interactions between
the P-1152 telomeric silencer and T-1, and found that chromosomal
and maternally transmitted components of T-1 and P-1152 can
complement each other to induce TSE (Supplementary Fig. 5), con-
sistent with the presence of piRNAs matching P-lacZ sequences in
ovaries of both T-1 and P-1152 females.
To investigate possible transfer of epigenetic information between

T-1 and the inactive BX2 locus, we crossed hemizygous T-1 females
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with hemizygous BX2 males, and recovered female progeny that had
not inherited the T-1 locus and carrying a paternally inherited BX2
locus (Fig. 2). These females showed marked silencing of the TSE
reporter transgene, indicating that the cytoplasm of T-1 oocytes can

confer new silencing capacities to the inactive allele of the BX2 locus.
This de novo silencing allele will be hereafter referred to as BX2* to
differentiate it from the initial BX2 allele never having been exposed to
a T-1 cytoplasm.
A BX2* line was established and analysed in successive generations

(Fig. 3a). Notably, second generation (G2) BX2* females from test
crosses with males carrying a TSE reporter transgene still showed a
complete TSE (Fig. 3b). This capacity to mediate TSE was fully main-
tained over 25 generations of the BX2* line (TSE5 100%, n5 4,600).
TSE remained very strong between G32 and G55 (99.4%, n5 22,700)
showing a reversion rate less than 0.5% per generation at 25 uC
(Supplementary Discussion). We conclude that maternally inherited
factors from the T-1 strain stably paramutated the BX2 locus.
In contrast to BX2 females, ovaries of G2 BX2* females contained

abundant small RNAs matching the BX2 sequence (Fig. 3c and
Supplementary Table 2) with a profile similar to the one observed in
T-1 females (see Fig. 1c). The size distribution of these small RNAs
showed a large peak corresponding to 23–28-nucleotide small RNAs
with the piRNAping-pong signature (Supplementary Fig. 2), as well as
a discrete peak corresponding to a 21-nucleotide siRNA-like species of
RNAs. Therefore, the acquired capacity of the BX2* allele to mediate
TSE correlates with the de novo production of lacZ-derived small
RNAs from this locus. Finally, BX2*-derived small RNAs were con-
tinuously produced in ovaries over at least 42 generations of a BX2*
line (Fig. 3d and Supplementary Figs 2 and 3). Together, these data
indicate that the BX2* paramutation is associated with stable produc-
tion of high levels of small RNAs from the BX2 locus in ovaries.
We next tested whether the paramutated BX2* allele is paramuta-

genic. We crossed hemizygous BX2* females with hemizygous
naive BX2 males and recovered female progeny having inherited the
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cytoplasm of BX2*mothers and the BX2 locus from fathers (Fig. 4a).
This BX2 allele was then assessed in generation G2 for its capacity to
silence a TSE reporter transgene in the germline. Notably, we observed
a complete TSE (Fig. 4a), indicating that the paternally inherited BX2
allele was paramutated through maternal inheritance of BX2* cyto-
plasm. This newly paramutated BX2 allele, which corresponds to a
second-order paramutation, will be hereafter referred to as BX2*2. A
BX2*2 line was established and showed stable TSE over 36 generations
(Fig. 4a). Moreover, this line retained the capacity to produce large
amounts of BX2*2-derived small RNAs after 36 generations (Fig. 4b).
Following an identical mating scheme, BX2*2 females were able to
paramutate a paternally inherited BX2 locus, generating a third-
order BX2*3 paramutated allele that showed full TSE capacity over
10 generations. Applying this procedure recurrently, we generated a

fifth-order paramutated BX2*5 allele that showed full TSE capacity
(Supplementary Fig. 6). In conclusion, the conversion of BX2 to
BX2* by T-1maternal cytoplasm has all the properties of a paramuta-
tion, because it is stable over generations and the paramutated allele
shows secondary paramutagenicity.
Interestingly, T-1 also fully paramutated C2, another seven-copy

transgene inserted at the same location (Supplementary Fig. 1),
whereas lower-copy-number transgenes at this location were paramu-
tated only transiently (Supplementary Table 3). A similar unstable
paramutation interaction was also observed between the non-allelic
P-1152 and BX2 loci (Supplementary Fig. 7).
As paramutation in this system is correlated with the production of

BX2*-derived piRNAs and siRNAs, we investigated the effect of
aubergine and Dicer-2 loss of function on a paramutated BX2 cluster.
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The silencing capacity of the BX2*2 cluster was completely abolished
in homozygous auberginemutants, whereas strong silencing still took
place in Dicer-2 homozygous mutants (Supplementary Fig. 8).
Moreover, the BX2*2 locus still showed full repression capacity after
four generations in aDicer-2 homozygous mutant context. Hence, the
BX2* silencing activity requires piRNAs, whereas neither BX2* activ-
ity nor inheritance rely on siRNAs. In maize, paramutation can be
induced by a non-allelic transgene producing b1-repeat double-
stranded RNA (dsRNA) and siRNAs15 and epigenetic inheritance of
theKittm1Alf mutant allele inmice seems to result from paternal as well
as maternal transmission of small RNAs17. These data indicate that
paramutations may in some instances involve small RNAs without
interactions between alleles at the DNA or chromatin levels. Our find-
ings that, in Drosophila, the BX2 paramutation is triggered by cyto-
plasmic inheritance strongly support this view.
Finally, we investigated the effect of the paramutation on transcrip-

tion of the BX2 locus by quantitative polymerase chain reaction with
reverse transcription (RT–qPCR). BX2 and BX2* showed similar
steady-state levels of both sense and antisense transcripts (Supplemen-
tary Fig. 9). This observation suggests that paramutation, rather than
increasing the pool of piRNA precursor transcripts, activates their
downstreamprocessing into piRNAs. Thus, thematernally transmitted
piRNAs could trigger productionof primary piRNAs and/or ping-pong
amplification of secondary piRNAs in the nuage. As paramutation is
accompanied bydenovo production of high levels of piRNA, it provides
an invaluable model to determine the molecular events involved in the
genesis of piRNA loci.

METHODS SUMMARY
All crosses were performed at 25 uC. lacZ expression assays were carried out using
X-gal overnight staining30. The P-lacZ-white construct (named P{lacW}) contains
the P-lacZ translational fusion and is marked by the mini-white gene
(Supplementary Fig. 1 and Supplementary Table 4). Small RNA libraries from
hand-dissected ovaries were prepared using the Illumina kit and sequenced using
an Illumina Genome Analyzer II or an Illumina HiSeq-2000, following the
manufacturer’s instructions. For library comparisons, read countswere normalized
to the total number of small RNAs that matched the D. melanogaster genome and
did not correspond to abundant cellular RNAs (ribosomal RNA, transfer RNA and
small nucleolar RNAs). Overlap signatures were computed for each sequence data
set by collecting the appropriate RNA readsmatching P transgenes and calculating
overlap frequencies with RNA reads on the opposite strand.

Full Methods and any associated references are available in the online version of
the paper.
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METHODS
Experimental conditions. All crosses were performed at 25 uC and involved 3–5
couples in most cases. lacZ expression assays were carried out using X-gal over-
night staining as described previously30, except that ovaries were fixed for 6min.
Transgenes and strains. P-lacZ fusion enhancer trap transgenes P-1152, BQ16,
BC69 andP-1039 all contain an in-frame translational fusion of theEscherichia coli
lacZ gene to the second exon of the P transposase gene and a rosy transformation
marker31. The P-1152 insertion (Supplementary Table 4) was mapped to the
telomere of the X chromosome (cytological site 1A) and consists of two P-lacZ
insertions in the same TAS unit and in the same orientation5. P-1152 is homo-
zygous, viable and fertile. BQ16 is located at 64C in euchromatin of the third
chromosome4 (Supplementary Table 4) and is homozygous, viable and fertile.
BC69 is inserted in chromosome 2 (Supplementary Table 4) in the first exon of
the vasa gene and results in a vasa loss-of-function allele; consequently, it is
homozygous, female and sterile. P-1039 is located at 60B on the second chro-
mosome (Supplementary Table 4) and is homozygous lethal. P-1152 shows no
lacZ expression in the ovary, BQ16 and BC69 are strongly expressed in the nurse
cells and in the oocyte and P-1039 shows strong lacZ staining in numerous tissues
including the follicle cells, the nurse cells and the oocyte.
P-lacZ clusters. Lines with different numbers of P-lacZ-white transgenes32 located
at cytological site 50C on the second chromosome6,26 were used (Supplementary
Table 4). The transgene(s) insertion site is located near the mRpL53 gene, in an
Ago1 intron. This site is not a piRNA-producing locus, as observed for instance in
the deep-sequencing data set from P-1152 ovaries (data not shown). The P-lacZ-
white construct contains theP-lacZ translational fusion and ismarked by themini-
white gene (P{lacW}, FBtp0000204). BX2 carries seven P-lacZ copies including at
least one defective copy inserted in direct orientations. T-1 derives from BX2
following X-ray treatments (Supplementary Fig. 1). T-1 has chromosomal
rearrangements including translocations between the second and the third chro-
mosomes. After overnight staining, weak lacZ expression is detected in the follicle
cells ofBX2 andT-1 female ovaries, presumably because of a position effect at 50C,
but no staining is observed in the germ line (data not shown).
Lines carrying transgenes haveM genetic backgrounds (devoid of P transposable

elements), as do themulti-marked balancer stocks used in genetic experiments. The
Cantony and w1118 lines were used as controls completely devoid of any P element
or transgene. Crosses involving P-1152 were performed with females carrying the
telomeric transgenes in the homozygous state (except where indicated), whereas
crosses performed with BX2 or T-1 were performed with females carrying the
cluster in the heterozygous state (referred to as hemizygous in case of insertions)
because of the sterility (BX2) and lethality (T-1) induced by transgene clusters.
Two strong hypomorphic mutant alleles of aubergine induced by EMS were

used. Both of them are homozygous, female and sterile, and TSE was previously
shown to be abolished by a heteroallelic combination of these alleles5. aubQC42

comes from the Bloomington Stock Center (stock no. 4968) and has not been
characterized at the molecular level33. aubN11 has a 154-bp deletion, resulting in a
frameshift which is predicted to add 16 novel amino acids after residue 740
(refs 34, 35). Dicer-2L811fsX is a loss-of-function allele induced by EMS that has a
sequence variant at residue 811 resulting in a stop codon36. It is homozygous,
viable and fertile.
Quantification of TSE.When TSE is incomplete, variegation is observed because
‘on/off’ lacZ expression is seen between egg chambers: that is, egg chambers can
show strong expression (dark blue) or no expression, but intermediate expression
levels are rarely found. TSEwas quantified as previously described5 by determining
the percentage of egg chambers with no expression in the germ line.
Deep sequencing analyses. Small RNAs from hand-dissected ovaries were cloned
using theDGE-Small RNA Sample Prep Kit and the Small RNASample Prep v.1.5
Conversion Kit from Illumina (libraries 1 to 5), following the manufacturer’s
instructions, or using the TruSeq (TM) SBS v.5 Kit at Fasteris (http://www.fasteris.
com/) (libraries 6 to 8). Libraries 1 to 5 were sequenced using an Illumina
Genome Analyzer II and libraries 6 to 8 were sequenced using an Illumina Hi-
Seq 2000. Sequence reads in fastq formatwere trimmed from the adaptor sequence
59-TCGTATGCCGTCTTCTGCTTG-39 (libraries 1 to 5) or 59-CTGTAGG
CACCATCAAT-39 (libraries 6 to 8) and matched to theD. melanogaster genome
release 5.43 using Bowtie37, as well as to the sequences of the P-element constructs
P{lArB} (FlyBase accession FBtp0000160) and P{lacW} (FlyBase accession
FBtp0000204). Only 19–30-nucleotide reads matching the reference sequences
with 0 or 1 mismatch were retained for subsequent analysis. For global annota-
tion of the libraries (Supplementary Table 2), we used release 5.43 of fasta
reference files available in FlyBase, including transposon sequences (dmel-all-
transposon_r5.43.fasta) and release 18 of miRNA sequences from miRBase
(http://www.mirbase.org).
Sequence length distributions, small RNA mapping and frequency maps were

generated using in-house Python scripts and R (http://www.r-project.org/) to

analyse Bowtie outputs. Scripts were integrated and run in a Galaxy instance
hosted by the laboratory. The corresponding Mississippi suite of analysis work-
flows and codes is accessible from http://www.drosophile.org upon request. For
library comparisons, read counts were normalized (Supplementary Table 2) to the
total number of small RNAs thatmatched theD.melanogaster genome anddidnot
correspond to abundant cellular RNAs (rRNA, tRNA and snoRNAs). For small
RNAmapping, we matched each individual RNA sequence to P{lArB} or P{lacW}
and gave to each matched position a weight corresponding to the normalized
occurrence of the sequence in the small RNA library. When RNA sequences
matched P{lArB} or P{lacW} repeatedly, the weight was divided by the number
of hits to these P-element constructs.
Distributions of piRNA overlaps (ping-pong signatures) were computed by

collecting, for each sequencing data set, all the 23–28-nucleotide RNA reads
matching P{lArB} or P{lacW} whose 59 ends overlapped with another 23–28-
nucleotide RNA read on the opposite strand. Then, for each possible overlap of
1–28 nucleotides, the number of read pairs was counted. Distributions of siRNA
overlaps were computed using a similar procedure, except that 20–22-nucleotide
RNA reads were collected instead of the 23–28-nucleotide RNA reads. The dis-
tributions of piRNA/siRNAs overlaps were computed by collecting separately the
20–22-nucleotide and 23–28-nucleotide RNA readsmatching P{lArB} or P{lacW},
and counting for each possible overlap of 1–22 nucleotdies the number of
read pairs across these two distinct read data sets. To plot the overlap signatures,
a z-score was calculated by computing, for each overlap of 1 to i nucleotides,
the number O(i) of read pairs and converting it using the formula
z(i)5 (O(i)2mean(O))/standard deviation (O).
RT–qPCR experiments. Total RNA was extracted (Qiagen kit) from ovaries
dissected from 1A-6, BX2 and BX2* females and quantified (NanoDrop). Four
to six biological replicates were made for each genotype. For each sample, 10mg of
RNA was treated with DNase (Fermentas). 1mg of DNase-treated RNA was used
for reverse transcription (Fermentas) using either no primer (control RT) or two
primers simultaneously (specific RT): one specific to the nanos transcript used as
the sample RNA quantification reference (59-GGATTCGCCCTCTCTAAACC-
39) and the second specific to a region of the P{lacW} transgene. P{lacW} RT
primers were designed to be specific to the sense (s) or to the antisense (a) tran-
scripts of five regions of the P{lacW} transgene: 59P, 59lacZ, 39lacZ, 59white and
39P. Sequences are: a1 (59-ATTCAAACCCCACGGACAT-39), a2 (59-AGTA
CGAAATGCGTCGTTTAGAGC-39), a3 (59-GGGGAAAACCTTATTTATCAG
CCG-39), a4 (59-GCTGTTTGCCTCCTTCTCTG-39), s1 (59-GTTTTCCCAGT
CACGACGTT-39), s2 (59-AATGCGCTCAGGTCAAATTC-39), s3 (59-TATGG
AAACCGTCGATATTCAGCC-39), s4 (59-ATTTTTGTGGGTCGCAGTTC-39),
s5 (59-TTAAGTGTATACTTCGGTAAGCTTCG-39), s6 (59-TTTGGGAGTT
TTCACCAAGG-39). One primer was both antisense and sense (as) because it is
located in the inverted repeat of the P element. It is (59-TGATGA
AATAACATAAGGTGGTCCCGTCG-39). RT primers are shown on the trans-
genemap (Supplementary Fig. 9). qPCRwas then performed on triplicates of each
RT with a primer pair specific for the nanos gene in order to quantify the nanos
transcripts. Simultaneously, qPCR was performed on triplicates of the same RT
using different primer pairs corresponding to the former five regions of interest of
P{lacW}. qPCRprimer sequences are: 59P (59-CTGCAAAGCTGTGACTGGAG-39
and 59-TTTGGGAGTTTTCACCAAGG-39), 59 lacZ (59-GAGAATCCGACGG
GTTGTTA-39 and 59-AAATTCAGACGGCAAACGAC-39), 39 lacZ (59-ACT
ATCCCGACCGCCTTACT-39 and 59-GTGGGCCATAATTCAATTCG-39), 59
white (59-GTCAATGTCCGCCTTCAGTT-39 and 59-GGAGTTTTGGCACAGC
ACTT-39) and 39 P (59-CCACGGACATGCTAAGGGTTAA-39 and 59-GTCGG
CAAGAGACATCCACT-39). The same series of dilutions composed of a mix of
different RT preparations was used to normalize the quantity of nanos transcripts
in all RT preparations leading to standard quantity (Sq) values for nanos
transcripts in specific RT (using nanos primer5 Sq(nanos)) or in control RT
(without primer5 Sq(control nanos)) preparations. A series of dilutions of a
plasmid containing the P{lacW} transgene was used to normalize the quantity of
transcripts of the clusters leading to Sq values for cluster transcript (Sq(specific)
and Sq(control specific)). Variations between technical triplicates seem to be
very low when compared to variations between biological replicates. The mean
of the three technical replicates was then systematically used (Sq). The measure of
the quantity of transcripts from a given region for one biological sample was
then calculated using the formula: (Sq(specific)2 Sq (control specific)) /
(Sq(nanos)2 Sq (control nanos)). This allowed us to eliminate the background
noise due to both sense and antisense transcripts (Sq(control transcript)) and to
take into account variations in the quantity of RNA between biological samples
(Sq(nanos)).
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1A-6

6-4

6-2

DX1

BX2

C-2

T-1

4 copies

7 copies

7 copies

7 copies

6 copies

2 copies

1 copy

P{lacW} transgene

P5’ lacZ white P3’

Transposase Transposase X-ray

a

b

1 582 4,016 8,408 10,69110,310

Supplementary Figure 1. P-lacZ transgene clusters at the cytological site 50C of chromosome 2. 
(a) The P{lacW} transgene (Flybase FBtp0000204) contains an in-frame translational fusion of the E. 
coli lacZ gene to the second exon of the P-element transposase gene and a mini-white marker gene. 
The P5' and P3' black boxes indicate P element sequences. (b) Chromosomes carrying varying 
numbers of tandemly repeated P{lacW} transgenes were generated previously1, 2. The relationships 
between P{lacW} clusters are indicated. Transposase-mediated mobilization of the initial 1A-
6P{lacW} tandem repeat generated both the single-copy 6-2 and the four-copy cluster 6-4. Additional 
mobilization generated the six-copy DX1 and the seven-copy BX2 clusters. X-ray mutagenesis of BX2 
males2 generated two additional strains carrying the 7-copy clusters C-2 and T-1, respectively. No 
alterations of the 7-copy cluster structure in these strains were detected by Southern analysis3, but they 
show various rearrangements at distant chromosomal sites. In addition, clusters appear stable over 
time in Southern analysis (data not shown). The single insertion 6-2 is fertile and viable at the 
homozygous state. The other clusters are lethal or sterile at the homozygous state and are therefore 
maintained in fly stocks over a CyO balancer chromosome.�
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Supplementary Figure 2. Small RNAs matching P-1152, T-1 and BX2 show the “ping-pong” 
signature of piRNAs. Small RNAs in ovaries from females having inherited the indicated allele 
maternally (on the left) were analyzed. Right panels show the relative frequency (z-score) of 
overlapping sense-antisense small RNA pairs in the subsets of 23-28nt small RNAs matching 
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P{lacW} or P{lArB}. The sequence composition of all matched 23-28nt small RNAs (middle
panels) reveals a strong bias for a U at the first position. The matched 23-28nt small RNAs that 
formed sense-antisense pairs with complementarity over their 10 first nucleotides (right panels) 
were strongly enriched in 1U-10A pairs, a typical feature of piRNAs. Small RNAs in ovaries from 
females having inherited the BX2 naive allele, as well as in ovaries from females having inherited
the T-1 allele paternally, did not show significant “ping-pong” signatures (not shown).
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Supplementary Figure 3. P-1152, T-1 and a paramutated BX2* cluster produce siRNA-like 
species. Bar plots show the abundance of 20-22nt small RNAs matching the P{lacW} (a, b, e, f) or 
P{lArB} (c, d) sequences in ovaries from female progeny of the indicated cross. Positive and
negative values correspond to sense and antisense reads, respectively. z-score plots show, when 
applicable, the relative frequencies of 20-22nt matching small RNAs that pair with the indicated 
overlap with 23-28nt small RNAs. Seqlogos show, when applicable, the sequence composition of
matched 21nt small RNAs. 
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Supplementary Figure 4. Comparison of 19-30nt small RNAs in homozygous and hemizygous 
P-1152 females. Bar plots showing the abundance of 19-30nt small RNAs matching the P{lArB}
sequences in ovaries from hemizygous (a – reprint from Fig.1) or homozygous (b) P-1152 females
obtained from the indicated cross. Positive and negative values correspond to sense and antisense 
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reads, respectively. Middle histograms show the length distributions of small RNAs matching 
P{lArB} (dark) or the lacZ sequence only (blue). Graphs to the right show the relative frequency (z-
score) of overlapping sense-antisense small RNA pairs in the subset of 23-28nt small RNAs 
matching P{lArB}. For direct comparison, sense reads, in c, or antisense reads, in d, from
hemizygous (green) and homozygous (red) P-1152 females are plotted again together on the same
graph. Homozygous P-1152 females produce about twice as many 20-28nt small RNAs than
hemizygous females.  
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Supplementary Figure 5. Chromosomal and maternally-transmitted components of T-1 and 
P-1152 complement each other. LacZ staining of ovaries of G1 females from the indicated crosses
was performed and TSE on the P-1039 reporter transgene was expressed as the percentage of egg
chambers displaying repressed lacZ staining of germline cells among the total number (n) of egg
chambers analyzed. Note that lacZ staining of somatic follicle cells surrounding egg chambers is
observed in all ovaries irrespective of the genotype. P-1152 is carried by the X chromosome. T-1
and the P-1039 reporter transgenes are carried by chromosome 2. M5 and Cy are balancer
chromosomes. Females that inherited cytoplasm from T-1 mothers, but not the T-1 chromosome,
show no TSE (a), whereas females that inherited both cytoplasm and the T-1 chromosome from T-1
mothers show complete TSE (b). Females that only inherited the P-1152 chromosome from fathers
show a weak TSE (d). In contrast, females that inherited cytoplasm from T-1 mothers and the P-
1152 chromosome from fathers show strong TSE (c). Females that inherited cytoplasm from P-
1152 mothers, but not the P-1152 chromosome, show no TSE (e), whereas females that inherited
both cytoplasm and the P-1152 chromosome from P-1152 mothers show strong TSE (f). Females
that only inherited the T-1 chromosome from fathers show no TSE (h). In contrast, females that
inherited cytoplasm from P-1152 mothers and the T-1 chromosome from fathers show complete
TSE (g).   
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Supplementary Figure 6. BX2 paramutations of third to fifth orders. Following the depicted
genetic strategy, BX2*2 females were tested for their capacity to be paramutagenic, thereby
generating a third order paramutation (BX2*3). The procedure was recurrently performed to
generate BX2*5 females (fifth order paramutation). BX2*2, BX2*3, BX2*4 and BX2*5 lines were
established. The tests show complete and stable TSE over generations. Measures for TSE in first 
and last generations, the global percentage for all tests and the corresponding number of egg 
chambers counted (n) are indicated on the right-hand side. 
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Supplementary Figure  7. Non-allelic "paramutation". We investigated whether an epigenetic 
conversion similar to paramutation can occur between non-allelic loci. (a) Hemizygous females 
carrying the telomeric P-1152 silencer locus on the X chromosome were mated to BX2 males in 8
independent crosses. G1 BX2* female progeny were mated to males carrying the P-1039 reporter
transgene and TSE was scored in the G2 BX2* female progeny from these crosses. Bal1, Bal2 and
Bal3 are balancer chromosomes carrying distinct phenotypic markers. (b) P-1152BX2G2 females show
partial repression capacities (35 females with complete TSE and 24 females with no TSE, resulting 
in 59.3% TSE). We further derived independent lines from the initial crosses. Out of 8 established 
BX2* lines, 2 still showed TSE capacity after 5 generations. Together, these data indicate that the P-
1152 locus is able to paramutate the non-allelic BX2 locus, although with incomplete penetrance.
This partial penetrance may result from the partial sequence homology between the P-lacZ-rosy
transgenes of the telomeric P-1152 locus and the P-lacZ-white transgene cluster of the BX2 locus.
TSE in Cantony, P-1152 and BX2 females are shown as controls. TSE was scored as indicated in
Fig. 1. 
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Supplementary Figure 8. The repression capacity of a paramutated cluster is abolished by 
mutations affecting a piRNA pathway gene but not a siRNA pathway gene. Recombinant 
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chromosomes carrying a BX2 cluster and a mutant allele of aubergine (aub) or Dicer2 (Dcr2),
involved in the piRNA and siRNA silencing pathways, respectively, were generated. Males 
carrying these chromosomes were crossed, as in Figure 4, with BX2* females allowing recovery of
paramutated BX2*2 aub- or BX2*2 Dicer2- (Dcr2-) chromosomes. Lines were established as in
Figure 4 and BX2*2 aub- or BX2*2 Dcr2- females were crossed with males carrying a P-lacZ target
(BQ16) and a mutant allele of aub or Dcr2, respectively. This produced females carrying a BX2*
cluster and a target transgene in a heteroallelic or homozygous mutant context for aub or Dcr2 (a or 
b, respectively), together with sisters which have the same set of transgenes but are heterozygous 
for the mutation tested. Expression controls of BQ16 in heterozygous aub and Dcr2 mutant contexts
are shown (c). Figure shows that aub loss of function results in a complete loss of the BX2*2

silencing capacities (a), whereas Dcr2 loss of function has no effect on these capacities (b). In each
case, the BX2*2 silencing capacity of heterozygous aub or Dcr2 females is almost complete or
complete, showing that the paramutation process was not impaired by a single dose reduction of 
these genes. In addition, a BX2*2 Dcr2- chromosome was maintained over a Dcr2 mutant
chromosome during 4 generations and females were crossed with BQ16 males at each generation.
In each case, complete repression was observed showing that Dcr2 loss of function does not impair
the maintenance of the BX2 paramutated state (G4, TSE = 100%, n = 1,310). The same loss of
function assay was not possible for aub because of the sterility of aub homozygous mutant females.
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Supplementary Figure 9. Paramutation does not affect the BX2 cluster transcription profile. 
The mean and standard deviation of the measure of the quantity of steady-state sense and antisense 
transcripts for four to six biological replicates for each genotype (1A-6 green, BX2 blue and BX2*
red) are shown. A map of the P{lacW} transgene is given with the position  and orientation of the
RT primers indicated in red boxes-arrow (antisense) or white boxes-arrow (sense).  Paired t-test
analysis reveal significant statistical differences between the quantities of 1A-6 and BX2 antisense
transcripts (*=p<0.5; **=p<0.1; ***=p<0.01) while no difference is observed when BX2 and BX2*
are compared. The paramutation thus is not correlated to a change in the steady state level of 
transcription of the BX2 locus for both sense and antisense transcripts. Interestingly, overlapping
antisense transcripts are observed (PCR P5’ using a1 RT primer) at comparatively similar levels to
antisense transcripts measured by the as RT primer. This result suggests that “long antisense
transcripts” span over the BX2 and BX2*clusters. At the other end (3’P), overlapping sense
transcripts can also be detected but only with the s5 RT primer. RT primers located beyond the P-
promoter (s6 and s1) were unable to generate P3’ overlapping transcripts. This suggests that,
contrary to antisense transcripts, production of sense transcripts depends on transgene structure, in 
particular, on the position of the promoter.  
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Supplementary Table 1. Trans-Silencing by transgene clusters at the 50C site on chromosome 
2. TSE induced by the clusters was tested using three different P-lacZ TSE reporter transgenes
expressed in the germline (BQ16, BC69 and P-1039)4, 6. After lacZ staining of ovaries, TSE was
scored as the percentage of repressed egg chambers among the total number (n) of egg chambers 
analyzed6. LacZ silencing of the TSE reporters was determined in the presence (P-1152) or absence
(Cantony and w1118) of the strong telomeric silencer as positive and negative controls, respectively.
T-1 was the only transgene cluster showing TSE capacities. These capacities appear complete on all
three TSE reporters and are greater than those of  the strongest P-1152 telomeric silencer. Cy
females produced  by  the cross of  T-1/ Cy females  with BQ16  males did not exhibit  silencing
(TSE= 0% , n=  2300) showing  that inheritance of cytoplasm without the cluster is not sufficient to 
induce silencing.  

Row Parental cross Genotype analyzed % of TSE n

1 � P-1039/Cy X � P-1039/Cy P-1039/Cy 0.0 1,300

2 � w1118  X � P-1039/Cy +/P1039 0.0 900

3 � Canton y  X � P-1039/Cy +/P-1039 0.0 2,200

4 � P-1152 X � P-1039/Cy P-1152/+ ; +/P-1039 88.6 2,200

5 � 6-2 X � P-1039/Cy 6-2/P-1039 0.0 2,450

6 � 1A-6/Cy X � P-1039/Cy 1A-6/P-1039 0.0 2,200

7 � 6-4/Cy X � P-1039/Cy 6-4/P-1039 0.0 2,350

8 � DX1/Cy X � P-1039/Cy DX1/P-1039 0.0 2,100

9 � BX2/Cy X � P-1039/Cy BX2/P-1039 0.0 2,650

10 � C-2/Cy X � P-1039/Cy C-2/P-1039 0.0 2,100

11 � T-1/Cy X � P-1039/Cy T-1/P-1039 100.0 2,600

12 � BC69/Cy X � BC69/Cy BC69/Cy 0.0 1,700

13 � w1118  X � BC69/Cy +/BC69 0.0 2,550

14 � Canton y  X � BC69/Cy +/BC69 0.0 2,300

15 � P-1152 X � BC69/Cy P-1152/+ ; +/BC69 54.2 2,602

16 � 6-2 X � BC69/Cy 6-2/BC69 0.0 2,200

17 � 1A-6/Cy X � BC69/Cy 1A-6/BC69 0.0 1,350

18 � 6-4/Cy X � BC69/Cy 6-4/BC69 0.0 1,150

19 � DX1/Cy X � BC69/Cy DX1/BC69 0.0 1,600

20 � BX2/Cy X � BC69/Cy BX2/BC69 0.0 1,750

21 � C-2/Cy X � BC69/Cy C-2/BC69 0.0 1,900

22 � T-1/Cy X � BC69/Cy T-1/BC69 100.0 3,200

23 � BQ16 X � BQ16 BQ16/BQ16 0.0 1,400

24 � w1118  X � BQ16 +/BQ16 0.0 2,750

25 � Canton y  X � BQ16 +/BQ16 0.0 2,500

26 � P-1152 X � BQ16 P-1152/+ ; +/BQ16 85.6 1,800

27 � 6-2 X � BQ16 6-2/+ ; +/BQ16 0.0 1,300

28 � 1A-6/Cy X � BQ16 1A-6/+ ; +/BQ16 0.0 1,350

29 � 6-4/Cy X � BQ16 6-4/+ ; +/BQ16 0.0 1,200

30 � DX1/Cy X � BQ16 DX1/+ ; +/BQ16 0.0 1,050

31 � BX2/Cy X � BQ16 BX2/+ ; +/BQ16 0.0 1,450

32 � C-2/Cy X � BQ16 C-2/+ ; +/BQ16 0.0 1,200

33 � T-1/Cy X � BQ16 T-1/+ ; +/BQ16 100.0 2,250
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Library ID #1 #2 #3 #4 #5 #6 #7 #8

Parental origin

T-1/+
x

Cny

Cny

x
T-1/+

P-1152
x

Cny

BX2/+
x

BX2/+

P-1152
x

P-1152

BX2*G1
x

Cantony

BX2*G41
x

Cantony

BX2*2G35
x

Cantony

Female genotype T-1/+ +/T-1 P-1152/+ BX2/+ P-1152/P-1152 BX2*G2/+ BX2*G42/+ BX2*2G36/+
miRs 8.79% 9.97% 12.16% 9.62% 12.87% 24.30% 20.12% 18.26%

Ribosomal, tRNA, snoRNA 37.95% 32.21% 29.27% 29.67% 27.41% 12.71% 11.98% 21.41%

ncRNA 0.62% 0.67% 0.60% 0.98% 0.79% 0.92% 0.89% 0.71%

Transposons 39.51% 42.85% 43.70% 45.66% 43.38% 42.85% 44.36% 38.98%

Introns 4.94% 5.03% 5.52% 5.99% 6.54% 10.14% 12.98% 12.07%

Transcripts 1.50% 1.63% 1.83% 1.49% 1.89% 2.00% 2.12% 1.85%

Intergenics 5.81% 6.69% 6.18% 5.96% 6.37% 6.36% 6.78% 6.02%

Others 0.87% 0.94% 0.74% 0.64% 0.75% 0.72% 0.77% 0.69%

Dm Matched 3,769,248 3,190,201 4,499,407 5,154,924 3,185,733 15,759,141 15,301,238 17,264,174

Dm UM 121,806 100,174 194,876 166,523 116,695 272,394 322,721 329,525

Total number of reads 3,891,054 3,290,375 4,694,283 5,321,447 3,302,428 16,031,535 15,623,959 17,593,699

Normalization factor 1.5438525 1.6694864 1.1329814 1 1.5630228 0.9794828 1 0.9916008

Supplementary Table 2. Annotation of small RNA libraries. Small RNAs were prepared from 
ovaries of females of the indicated genotype (Female genotype row). The parental origin of these 
females is indicated in the Parental origin row. The Cantony strain (Cny) is devoid of any transgene. 
Values for the different categories of sequences are expressed as their percentage of the total 
number of sequence reads that matched the D. melanogaster genome 5.43 in each library (Dm
Matched row). Normalization factors used for library comparisons are indicated in the table. 
Libraries #1 to #5 and #6 to #8 were treated as 2 separate data subsets because they were prepared 
using different adapters and sequenced using different Illumina sequencing technologies (see 
experimental procedures). 
Library #4 and library #7 were then taken as references to normalize libraries #1 to #5 and #6 to #8, 
respectively. 
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Cluster
Number of 

transgenes
G1 G2 G5

6-2 1 +v (27) - (50) - (15) - (15) [G10]

1A-6 2 + (24) +/- (19/24) - (10) - (10) [G10]

6-4 4 + (26) + (50) +/- (7/4) - (10) [G15]

DX1 6 + (19) + (44) +/- (71/5) +/- +v (18/11/4) [G25]

C2 7 + (14) + (8) + (10) + (10) [G10]

BX2 7 + (32) + (71) + (100) + (46) [G25]

G!10

Supplementary Table 4. Genotype and references of transgene insertions used. Name of the 
insertion (column 1); Transgene cytological location on polytene chromosomes (column 2); 
Insertion symbol (column 3); Transgene structure name as referenced in Flybase (column 4);
Transgene structure Flybase ID (column 5); Reference describing the transgene structure (column
6); Flybase ID of the insertion (column 7); Reference describing the insertion (column 8). Grey
empty lines separate chromosomes. 

Line name 
Cytological 

location 
Transgene(s) genotype(s) 

Transgene 
structure 

Transgene 
flybase ID 

Transgene 
reference 

Insertion 
flybase ID 

Insertion 
reference 

P-1152 1A P{ry[+t7.2]=lArB}A171.1F1 P{lArB} FBtp0000160 (6) FBti0005700 (7)

BC69 35B-C P{A92}vas[BC69] P{A92} FBtp0000154 (8) FBti0003420 (9, 4) 

1A-6 50C P{w[+mC]=lacW}50C.x2 P{lacW} FBtp0000204 (10) FBti0016762 (1)

6-2 50C P{w[+mC]=lacW}50C P{lacW} FBtp0000204 (10) FBti0016763 (1)

6-4 50C P{w[+mC]=lacW}50C.x4 P{lacW} FBtp0000204 (10) FBti0016765 (1)

BX2 50C P{w[+mC]=lacW}50C.x7 P{lacW} FBtp0000204 (10) FBti0016766 (1)

DX1 50C P{w[+mC]=lacW}50C.x6 P{lacW} FBtp0000204 (10) FBti0022549 (3)

T-1 50C Ab(2;3)T-1,P{w[+mC]=lacW}50C.x7/Cy P{lacW} FBtp0000204 (10) FBti0027547 (2)

C-2 50C Ab(2LR)C-2,P{w[+mC]=lacW}50C.x7/Cy P{lacW} FBtp0000204 (10) FBab0027548 (2)

P-1039 60B P{ry[+t7.2]=PZ}eIF-5A[01296]/CyO P{PZ} FBtp0000210 (11) FBti0005186 (3)

BQ16 64C P{A92}fs(3)BQ16[BQ16] P{A92} FBtp0000154 (8) FBti0003435 (9, 4) 

 Supplementary Table 3. Paramutation of other P{lacW} clusters allelic to T-1 and BX2. Males
carrying the indicated P{lacW} cluster were crossed with T-1 females and lines were established as
previously done for BX2* lines (see Fig. 3a). TSE tests were performed at various generations,
including G1, G2, G5 and G�10, and were scored as indicated in Fig. 1. + indicates that all tested 
females showed complete TSE in ovaries. +v indicates that all females showed partial TSE resulting 
in variegation of lacZ staining among egg chambers. +/- indicates co-occurrence of females 
showing either complete TSE or no TSE. +/-/+v indicates that females showed all three phenotypes, 
i.e. complete TSE, no TSE and partial TSE. Counts for the phenotypic classes are given in
parentheses. The results obtained with BX2 are reported again for comparison. All transgene repeats
acquired the capacity to mediate a complete TSE, whereas the 6-2 single copy transgene was only
able to mediate partial TSE. The TSE capacity of the 7-copy C2 repeat was stably transmitted over
several generations, whereas those of the 6-2, 1A-6, 6-4 and DX1 clusters, carrying 1, 2, 4 and 6
transgene copies, respectively, were not maintained. The TSE capacity associated with 6-2, 1A-6
and 6-4 was lost in G2, G5 and G10, respectively. The one associated to DX1 started to segregate in
G5 but still could be observed in individuals at G25. 
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Supplementary Discussion

Paramutation  reversion rate. Stability of the paramutation at 25°C was measured in BX2*

replicate lines between G32 and G55, using different P-lacZ targets. Among 446 females produced

by the cross of BX2* females with males bearing a P-lacZ target, 440 females showed 100%

TSE, 5 females showed altered TSE (with a phenotype ranging from a single blue egg chamber to 

a single blue ovariole after lacZ staining) and 1 female lost silencing capacities, resulting in an

overall TSE of 99.4% (n=22,700). High stability of TSE was similarely observed in other 

independent BX2* lines. Taken together, these data indicate a reversion rate below 0.5% per

generation at 25°C. Some BX2* lines maintained at 18°C in the stock collections more frequently

produced females having lost silencing capacities, suggesting that paramutation stability is 

temperature-sensitive . Note that P-element repression capacities, which have been linked to

piRNAs elements, were also found to be temperature-sensitive, being less stable  at 18°C than at 

25°C12-14. BX2* reversions are consistent with epigenetic modifications and parallel some cases

of paramutations in plants15, but they differ from the b1 paramutation for which no revertant was

observed over decades16.

Paramutation and P-element repression.

Brennecke et al.17 showed that maternal transmission of P-element piRNAs appear to

stimulate, in the progeny, production of piRNAs by the paternally-inherited P strain 

chromosomes. Without such maternal contribution, this production is very low and three to six 

generations of maternal transmission of P-chromosomes are necessary to restore strong P-

repression capacities18. Thus, maternally-inherited P-element piRNAs affect mainly the kinetics

of trans-generational amplification. A similar trans-generational kinetic effect was shown for

TSE5. In striking contrast, the paramutation described here is associated with a new capacity of 

the paramutated locus to produce a high level of piRNAs and results in a true epigenetic 

conversion process. The key point is that the naive BX2 allele has neither the capacity to induce

silencing, nor to produce a significant amount of piRNAs on its own, even after a several-year 

period of maternal transmission. However, upon inheritance of T-1 cytoplasm alone, without the

T-1 transgene, it takes only a single generation for BX2 to start producing high levels of piRNAs

and showing strong repression capacity stably maintained over many generations. Paramutation 

could thus play a role, that was not previously suspected, in P-element repression dynamics.
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Indeed, some natural Drosophila populations show strong polymorphism for regulatory telomeric

P-insertions, which means that females hemizygous for such insertions must be frequent in these

populations19. In these hemizygous females, paramutation of non-telomeric tandem P-copies by

telomeric copies might be crucial to maintain repression capacities in the progeny that do not 

inherit the telomeric P-elements. Furthermore, in populations with fixed telomeric P-elements,

paramutation of non-telomeric copies may increase the efficiency and stability of transposable 

element repression.
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Ces travaux ont permis de mettre en évidence le premier cas de paramutation stable 

chez l’animal. Nous avons montré qu’il est possible d’activer de novo au locus composé de

séquences répétées en tandem et hétérochromatiques, pour la production de piRNAs par 

transmission maternelle de piRNAs homologues. Ces loci activés de novo produisent des

piRNAs, de façon dépendante d’Aub mais également des ARNs de 21nt qui pourraient être 

des siRNAs. Ces piRNAs présentent une signature Ping-Pong et un fort biais de Uracile en 

position 1 (de Vanssay et al. 2012 ; Hermant et al. en préparation). Néanmoins, les capacités

répressives du locus BX2* ne sont pas dépendantes de Dicer-2, impliqué dans la biogenèse

des siRNAs. Les analyses des petits ARNs ovariens du locus BX2* en contexte mutant pour

aub et Dicer-2 sont inclues dans l’article Hermant et al. en préparation.

3/ Extra-View: « piRNAs and epigenetic conversion in 

Drosophila. »

Suite à la publication de l’article de Vanssay et al. 2012, Stéphane Ronsseray, chef de

l’Equipe, a été sollicité afin d’écrire un « Extra-View » au sujet du phénomène de

paramutation de BX2, premier cas de paramutation stable dans le règne animal. J’ai donc

participé à l’écriture de ce papier. Le but était de discuter de la paramutation et de proposer de 

façon plus détaillée un modèle moléculaire. 
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EXTRA VIEW

Transposable element (TE) activity
is repressed in the Drosophila germ-

line by Piwi-Interacting RNAs (piR-
NAs), a class of small non-coding RNAs. 
These piRNAs are produced by discrete 
genomic loci containing TE fragments. 
In a recent publication, we tested for the 
existence of a strict epigenetic induction 
of piRNA production capacity by a locus 
in the D. melanogaster genome. We used 
2 lines carrying a transgenic 7-copy tan-
dem cluster (P-lacZ-white) at the same 
genomic site. This cluster generates in 
both lines a local heterochromatic sec-
tor. One line (T-1) produces high levels 
of ovarian piRNAs homologous to the 
P-lacZ-white transgenes and shows a 
strong capacity to repress homologous 
sequences in trans, whereas the other line 
(BX2) is devoid of both of these capaci-
ties. The properties of these 2 lines are 
perfectly stable over generations. We 
have shown that the maternal transmis-
sion of a cytoplasm carrying piRNAs 
from the first line can confer to the inert 
transgenic locus of the second, a totally 
de novo capacity to produce high levels 
of piRNAs as well as the ability to induce 
homology-dependent silencing in trans. 
These new properties are stably inherited 
over generations (n > 50). Furthermore, 
the converted locus has itself become 
able to convert an inert transgenic locus 
via cytoplasmic maternal inheritance. 
This results in a stable epigenetic con-
version process, which can be performed 
recurrently—a phenomenon termed 
paramutation and discovered in Maize 

60 y ago. Paramutation in Drosophila 
corresponds to the first stable paramu-
tation in animals and provides a model 
system to investigate the epigenetically 
induced emergence of a piRNA-produc-
ing locus, a crucial step in epigenome 
shaping. In this Extra View, we discuss 
some additional functional aspects and 
the possible molecular mechanism of this 
piRNA-linked paramutation.

Piwi-Interacting RNAs are non-cod-
ing small RNAs (24–29nt) which repress 
mobile DNA activity in the Drosophila 
germline,1-4 but can also regulate essen-
tial genes during development.5 In ovary 
nurse cells, piRNA biogenesis involves 
2 main steps. First, a limited number of 
loci containing fragments of transposable 
elements (TEs) produce piRNA precur-
sor transcripts, which would be sliced by 
Zucchini in a surrounding perinuclear 
structure called the nuage, to produce pri-
mary piRNAs loaded on Piwi or Aubergine 
Argonaute proteins (for reviews see refs. 4, 
6, and 7). These primary piRNAs have a 
strong preference for 5′ U. Second, in the 
nuage, primary piRNAs can initiate an 
amplification loop that induces slicing 
of homologous TE transcripts mediated 
by Aubergine and Ago3.8,9 This slicing 
loop called the ping-pong loop generates 
complementary sense and antisense sec-
ondary piRNAs showing a 10 bp overlap, 
thus including U1 and A10 positions on 
complementary strands.1,2 In addition, 
primary piRNAs loaded on Piwi can enter 
the nucleus and induce Transcriptional 
Gene Silencing (TGS) of homologous 
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sequences, for example euchromatic cop-
ies of TEs.10-13 Thus, the piRNA path-
way appears to be a double mobile DNA 
repression mechanism that can work in the 
nucleus via TGS and in the nuage through 
Post-transcriptional Gene Silencing 
(PTGS). Extensive work has analyzed the 
machinery of piRNA biogenesis, but little 
is known about what makes a piRNA-
producing locus, i.e., a locus that is able 

to produce primary piRNAs. Two non-
exclusive hypotheses are proposed.14,26,34 In 
a genetic determination hypothesis, some 
sequence motifs could be the causal factor 
for establishing a piRNA-producing locus. 
Evidence suggests that this could occur in 
C.elegans.15 In an epigenetic determina-
tion hypothesis, the causal actor could be 
cytoplasmically transmitted piRNAs. We 
have tested whatever maternal inheritance 

of piRNAs in Drosophila can start de novo 
the production of abundant piRNAs by a 
locus which was previously quiescent for 
this production over generations.16

We have taken advantage of a somatic 
phenomenon termed Repeat Induced 
Gene Silencing (RIGS), in which a tan-
dem array of P-lacZ-white (P-lacW ) trans-
genes can generate a local heterochromatic 
sector in a previously euchromatic 

Figure 1. Paramutation linked to maternal transmission of piRNAs. (A, C, E, G, and I) The trans-silencing assay measures the capacity of a tested P-lacW 
transgene cluster to repress a homologous P-lacZ transgene target in the female germline. Females carrying the cluster were crossed with males car-
rying the P-1039 transgene (not indicated in the mating scheme), which is expressed in both nurse cells and follicle cells. Female progeny of this cross 
were stained for lacZ activity. Trans-silencing is germline specific and occurs only in the nurse cells and the oocytes, but not in the somatic follicle cells 
surrounding the egg chamber. The percentage of repressed egg chambers is given as TSE (Trans-Silencing Effect) percentage. In each case, more than 
1500 egg chambers were observed. (B, D, F, H, and J) Deep sequencing of small RNAs (19–30nt) from ovaries: histograms show the length-distribution 
of small RNAs matching the P-lacW sequence. Positive and negative values correspond to sense and antisense reads, respectively. The T-1 and BX2 lines 
carry a 7-copy P-lacZ transgene cluster, generating a heterochromatin island in the middle of the 2R chromosomal arm (50C). The transgenic locus of the 
T-1 line does not show detectable lacZ staining in the germline (not shown) and can silence in trans the expression of a homologous transgene in the 
germline tissue (A). Moreover, T-1 produces abundant ovarian piRNAs homologous to the transgenes (B). The transgenic locus of the BX2 line does nei-
ther show lacZ staining in the germline (not shown), nor induce trans-silencing (C), nor produce abundant transgene matching piRNAs (D). These prop-
erties are stable over generations. G2 females, which inherit both a cytoplasm deriving from T-1 grandmothers (but not the T-1 cluster) and a BX2 cluster 
can induce complete trans-silencing in the germline (E) and produce abundant P-lacW homologous piRNAs (F). These properties are stably maintained 
over generations in derived lines (G and H), called BX2*/CyRoi. * symbolizes the epigenetic conversion process and the green background the presence 
of maternally inherited P-lacW homologous small RNAs. The T-1 cluster thus has paramutagenic properties and the BX2 cluster is paramutable. Maternal 
transmission of the cytoplasm from paramutated BX2*/CyRoi females can again induce a conversion process similar to that induced by the T-1 cytoplasm, 
generating thus a second order paramutation (symbolized by *2). BX2*2 females induce trans-silencing (I) and produce abundant ovarian piRNAs (J). We 
performed the same experimental scheme starting with the reciprocal G0 cross (Females BX2 x Males T-1). Progeny carrying the BX2 locus never showed 
a repression capacity at any generation (data not shown).
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region.17,18 Indeed, such clusters generate a 
strong de novo HP1 binding site on larval 
polytene chromosomes, and cause a strong 
variegation of the white marker in the 
adult eye.19 The intensity of the phenom-
enon is linked to the number of transgene 
repeats: 7-copy clusters induce a strong 
phenomenon whereas a 4-copy cluster 
shows a weaker effect.17,18 In addition, 
chromosomal rearrangements induced 
by X-rays can increase the strength of 
RIGS. We showed previously that the T-1 
line, carrying 7 tandem transgenes, can 
induce a homology-dependent silencing 
of a single P-lacZ transgene expressed in 
the female germline.20 This silencing was 
termed Trans-Silencing Effect (TSE) and 
was discovered in the course of P-element 
repression studies.21,22 TSE was shown to 
be strongly sensitive to mutants affecting 
the piRNA pathway and to be linked to 
maternal piRNA transmission.23-26 By 
contrast, a line called BX2, also carrying 
a 7-copy P-lacW tandem cluster at the 

same locus, did not induce TSE.20 T-1 was 
derived from BX2 following X-ray treat-
ment, and variegation of T-1 is stronger 
than that of BX2. We followed silencing 
capacities of the T-1 and BX2 lines over 
more than 1 decade and these capacities 
were perfectly stable. We further ques-
tioned whether the BX2 cluster could be 
induced to produce abundant piRNAs 
by the cytoplasm of T-1. We generated 
females having maternally inherited the 
cytoplasm of the T-1 line—but not the 
T-1 cluster—and paternally inherited 
the BX2 cluster. Surprisingly, these G1 
females were capable to establish a com-
plete silencing of a homologous P-lacZ 
transgene.16 By brother-sister mating, we 
established lines, called BX2* lines, the 
* indicating the initial contact with T-1
cytoplasm. The silencing capacities of 
BX2* lines were maintained over genera-
tions (n > 50) (Fig. 1). TSE assays per-
formed recently confirmed this stability 
at the 80th generation (data not shown). 

Finally, the BX2* lines were shown 
to have themselves the capacity to 
convert a “naïve” original BX2 locus 
into a strong piRNA producing locus, 
via BX2* cytoplasmic transmis-
sion. Therefore, such an epigenetic 
conversion can be recurrent. Deep 
sequencing analysis of ovarian small 
RNAs showed that abundant piRNA 
homologous to P-lacW transgenes are 
found in T-1 ovaries, but not in ova-
ries from the initial naïve BX2 line. 
By contrast, BX2* ovaries showed 
abundant piRNAs homologous to 
P-lacW transgenes (Fig. 1). Thus, a 
T-1 cytoplasm, which contains trans-
gene derived piRNAs, can confer to 
the quiescent BX2 locus the capacity 
to produce abundant piRNAs, and 
the conversion process can be repeated 
(as tested 5 times).16 Such a stable 
and recurrent epigenetic conversion 
is called paramutation as previously 
defined: an interaction between 2 
alleles of a single locus, resulting in 
a heritable change of 1 allele that is 
induced by the other allele.27-29 T-1 is 
the paramutagenic locus and BX2 is 
the paramutable locus. Furthermore 
the paramutated BX2* locus has 
become paramutagenic (compare the 
BX2*2 lines, Fig. 1). Paramutation 

was discovered in Maize.27,28 A pairing 
step between the paramutagenic and para-
mutated loci was proposed to be involved 
in paramutation induction.29-31 In the 
Drosophila paramutation described here, 
no pairing between the 2 loci can take 
place since T-1 and BX2 clusters are never 
in the same zygote. The cytoplasm is the 
vector of the phenomenon, showing that 
paramutation can occur without a pair-
ing step between the partner loci. We 
have checked that these results could not 
be caused by a strictly cytoplasmic inheri-
tance of a component, unrelated to the 
transgene cluster but initially present only 
in the T-1 line and not in BX2. We have 
thus performed a cytoplasmic component 
self-maintenance experiment in which 
females maternally received T-1 cytoplasm 
but inherited neither the T-1 cluster nor 
any other homologous cluster (Fig. 2). 
Such G1 females were tested for their 
ability to confer trans-silencing capaci-
ties to a naïve BX2 locus via cytoplasmic 

Figure 2. Assay for self-maintaining cytoplasmic components. We generated G1 females having inher-
ited the cytoplasm of a T-1 mother but no transgene cluster from any parent. The capacity of these G1 
females to induce paramutation was tested by crossing them with BX2 males and analyzing silencing 
capacities of G2 females carrying the BX2 cluster. When tested using the TSE assay (cross with P-1039 
males), these G2 females conferred no silencing capacity to daughter ovaries (A). Therefore, G1 females, 
which maternally inherit piRNAs but do not carry a homologous locus allowing zygotic piRNA biogen-
esis, cannot induce epigenetic conversion of their progeny. TSE was tested as in Figure 1. M lines are 
devoid of any P-transgene. Negative and positive TSE controls were performed by crossing w1118 (M line) 
and T-1 females with P-1039 males, respectively, and staining daughter ovaries.
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inheritance. G1 females were crossed to 
BX2 males, and G2 females having pater-
nally inherited a BX2 cluster were crossed 
with males carrying a target P-lacZ 
transgene. No repression was observed 
in female progeny ovaries, showing that 
without a chromosomal copy of the clus-
ter in G1 females no persistence of the 
T-1 cytoplasmic inheritance was detected 
in the lineage. Thus, the new proper-
ties of BX2* lines cannot be explained 
by simple inheritance of auto-replicative 
cytoplasmic factors not related to the 
transgene cluster. By contrast, these data 
are in accordance with a piRNA model 
since, without piRNA producing loci in 
G1 females, piRNAs are expected to be 
diluted or destroyed in the zygote at the 
adult stage. Moreover, this result is fully 
consistent with the fact that when cross-
ing hemizygous T-1 females with males 

carrying a P-LacZ transgene expressed in 
the adult ovaries, female progeny carry-
ing T-1 show a complete silencing whereas 
their sisters which have not inherited the 
cluster do not show any repression (Sup. 
Fig. 5 of ref. 16).

What could be the mechanism of this 
epigenetic conversion process? Maternally 
inherited piRNAs could possibly act in 
the embryo either on the chromosomal 
copy of the transgenic cluster or on the 
piRNA machinery components (Fig. 3). 
In the first scheme, piRNAs loaded on 
Piwi, and transported to the posterior 
pole of the oocyte, could enter the nuclei 
of embryo pole cells. Furthermore, these 
piRNAs could interact with nascent tran-
scripts of the cluster in the primordial 
germ cells (PGC), and modify their chro-
matin state. This could be mediated by 
recruitment of the HP1-homolog protein 

Rhino, known to be involved in piRNA 
production,32 which could compete with 
HP1a for binding methylated histone H3. 
Following Rhino binding, transcripts 
from the cluster could be targeted to the 
piRNA machinery. In second scheme, 
maternally transmitted piRNAs loaded 
on Aub or Ago3 could directly activate 
the ping-pong loop33 which could target 
the transcripts produced by the cluster. 
These 2 epigenetic mechanisms are non-
exclusive. One future key point will be to 
compare the chromatin state of BX2 and 
BX2*. Finally, the epigenetic conversion 
observed here shows that piRNA-produc-
ing loci can de novo be trans-activated 
by piRNAs and then remain activated. 
Hence epigenetic induction has a key 
role in emergence of piRNA producing  
loci.

Figure 3. Models for piRNA induced paramutation. Maternal deposition of piRNAs in the embryo activates abundant piRNA production by the BX2 
locus. A first model could be that maternal piRNAs associated to Piwi enter into the nuclei of primordial germ cells (PGC) and interact with BX2 nascent 
transcripts. This targeting could modify the chromatin state of the locus (HP1 to Rhino switch), leading to increased production of primary piRNAs and, 
consequently, of secondary piRNAs in the nuage. Alternatively, maternally transmitted piRNAs associated with Aub or Ago3 could directly activate ping-
pong amplification of piRNAs in the nuage. AGO3 maternal transmission is shown with a dashed arrow since some observations suggest that it is less 
efficient than that of Piwi or Aub.1
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Dans cet « Extra-View », nous avons proposé un modèle afin d’expliquer le

mécanisme moléculaire de la paramutation qui est ici l’initiation d’un cluster de piRNAs. 

Nous proposons qu’il y ait un dépôt maternel de piRNAs dans l’embryon par la mère 

paramutagénique. Ces piRNAs chargés par Piwi, Aub et AGO3 peuvent agir de plusieurs 

façons. Nous proposons que les piRNAs chargés par Piwi puissent entrer dans le noyau des 

cellules de la future lignée germinale et permettre le recrutement du complexe RDC au niveau 

du cluster qui va pouvoir produire ainsi des précurseurs de piRNAs de façon efficace et initier 

la production de piRNAs primaires puis secondaires. Nous proposons également, et ce de 

façon non-exclusive, que les piRNAs chargé par Aub et AGO3 puissent entrer dans ces même 

cellules au niveau du nuage afin d’initier la production de piRNAs secondaires par le Ping-

Pong. Il serait donc possible que l’ensemble du phénomène d’activation de novo du locus

BX2* ne soit que cytoplasmique. Ainsi, lors de la transmission maternelle de piRNAs dans

l’embryon portant uniquement le locus BX2naïf, il est  possible que la production des piRNAs

se fasse uniquement par le mécanisme d’amplification du Ping-Pong. Puis cette production de 

piRNAs secondaires serait maintenue au cours de générations uniquement par le Ping-Pong. 

Cela signifie que le locus BX2* ne produirait pas de piRNAs primaires. Nous avons donc testé

l’effet des mutations de gènes impliqués de la biogenèse des piRNAs primaires et secondaires 

afin de savoir si le locus BX2* produisait des piRNAs primaires et secondaires (Hermant et al.

en préparation). Des premiers éléments de réponses nous ont été apportés par l’analyse des 

piRNAs issus du locus BX2*  qui montre qu’il y a un biais d’Uracile en position 1 des

piRNAs (de Vanssay et al. 2012). Il s’agit d’un biais observé lors de la production de piRNAs

primaires et secondaires, puisque la majorité des piRNAs chargés par Piwi et Aub ont un 

Uracile en position 1 (Brennecke et al. 2007). Or, Piwi charge essentiellement des piRNAs

primaires (Brennecke et al. 2007).
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VII/ Etudes des propriétés fonctionnelles et moléculaires 

d’un locus producteur de piRNAs paramuté. 

Il s’agit donc du premier cas décrit de paramutation stable à travers les générations 

dans le monde animal. Celle-ci est corrélée à l'acquisition par le locus paramuté de la capacité 

à produire des piRNAs et à réprimer un transgène cible. Nous avons poursuivi l'analyse des 

propriétés génétiques et moléculaires de cette paramutation et de ses conséquences sur la 

régulation de l'expression du génome. C’est l’objet de l’article que je propose que je soumets 

en tant que premier auteur. Dans cet article, nous avons analysé le locus BX2* sur plusieurs

aspects fonctionnels et moléculaires. Nous avons continué l’étude du locus BX2* en contexte

mutant pour aub et Dicer-2 par l’analyse de leurs petits ARNs dont j’ai mené l’analyse bio-

informatique à l’aide du serveur Galaxy, mis à disposition par Christophe Antoniewski.

Ensuite, nous avons continué l’analyse fonctionnelle et moléculaire de ce cluster en testant 

l’effet de mutant de gènes impliqués dans la biogenèse primaire des piRNAs : rhino, cutoff,

zucchini. Cette analyse visait à répondre à la question de l’existence d’un phénomène

nucléaire dans la paramutation. Autrement dit, est ce que le locus BX2* paramuté produit des

piRNAs primaires ?  Un laboratoire concurrent a montré récemment par ChIP Q-PCR, qu’il y 

a un enrichissement de deux fois de la quantité de la marque H3K9me3 quand BX2 est

paramuté, ce qui signifie qu’il existe une différence chromatienne entre BX2Naïf et BX2* (Le

Thomas et al. 2014). De plus, il a été montré dans cet article que les capacités répressives de

T-1, locus paramutagénique, sont associées à une augmentation sur le cluster des marques

H3K9me3 mais également des protéines Rhino et Cutoff (Le Thomas et al. 2014).

A plusieurs reprises, il a été constaté que les clusters de piRNAs produisaient 

également des siRNAs. Nous nous sommes demandé si ces siRNAs pouvaient être requis 

pour la paramutation. J’ai donc testé une paramutation avec uniquement des piRNAs afin de 

savoir si une paramutation stable est obtenue et quel profil de petits ARNs ovariens allait 

produire ce locus BX2*.

Lors de la mise en évidence de la paramutation, il avait été testé une paramutation 

partiellement homologue avec comme allèle paramutagénique, un silencer télomérique (de 

Vanssay et al. 2012). Cette paramutation s’est montrée être instable au cours des générations.

J’ai entrepris de comprendre pourquoi en reproduisant des expériences de paramutations 

partiellement homologues dans plusieurs conditions afin de déterminer si l’instabilité était due 

à la localisation génomique des transgènes paramutagéniques ou due au fait que ces 

transgènes ne sont que partiellement homologue à BX2. J’ai également analysé la production

102



des piRNAs ovariens produits par ces loci BX2* paramutés par par des loci partiellement

homologues et testés leurs fonctionnalités.

Enfin, nous avons entrepris d’analyser l’impact somatique d’un héritage maternel de 

piRNAs dans l’œil. En effet, Augustin de Vanssay, puis nous, avons remarqué que la 

répression par les piRNAs présentait un effet maternel, non seulement dans les ovaires mais 

également dans les yeux. La présence de piRNAs et leurs actions dans les têtes de drosophiles 

ont déjà été mis en évidence (Yan et al. 2011 ; Perrat et al. 2013). Nous avons analysé

l’impact des piRNAs transmis maternellement sur l’œil adulte. 

1/ « Paramutation in Drosophila involves the primary and 

secondary piRNA pathways and can induce a rapid spreading 

within a locus for piRNA production capacity » 
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ABSTRACT

Transposable element (TE) activity is repressed in animal germline by PIWI-Interacting 

RNAs (piRNAs), a class of small non-coding RNAs produced by discrete genomic loci mostly 

composed of TE fragments. The mechanism of emergence of piRNAs producing loci is still 

enigmatic. We have shown that in Drosophila melanogaster a tandemly repeated transgenic locus

(P-lacZ-white cluster), which was previously stably quiescent for ovarian piRNA production, can be

activated for such production by maternal inheritance of a cytoplasm containing homologous 

piRNAs. This new capacity is further long-term stably transmitted over generations and is 

associated to the capacity to silence in trans the expression of a homologous transgenic target in the

female germline.  Such an epigenetic conversion presents all the functional characteristics of a 

paramutation, i.e., a heritable epigenetic modification of one allele by the other. At the molecular

level, it was shown that such cluster conversion can be correlated to enrichment in histone 3 lysine 

9 trimethylation (H3K9me3). We report here that piRNA production and trans-silencing capacities

of the paramutated cluster depend on the genes rhino, cutoff and zucchini which are involved in

primary piRNA biogenesis in the germline and depend on aubergine involved in the ping-pong

piRNA amplification step. We show that the 21nt small RNAs which are produced, in addition to 

bona fide piRNAs, by the paramutated cluster depend on Dcr-2 and are not necessary for

paramutation to occur. Strikingly, these 21nt siRNAs depend also on all the piRNA genes tested. 

Moreover, cytoplasmic transmission of small RNAs homologous to only a subset of the transgenic 

locus results in the production of functional small RNAs by the whole length of the transgene, as 

soon as the third generation. This shows that a piRNA producing locus can undergo a rapid internal 

cis-spreading for piRNA production capacity.  Finally, we have observed a somatic impact of

maternally inherited small RNAs. Such maternal inheritance leads to strong repression of P-lacZ-

white transgene expression in progeny eyes. In conclusion, Drosophila paramutation requires the

complete piRNA - but not siRNA - machinery,  results in occurrence of ovarian siRNAs as pi-

machinery by-products, can induce a rapid cis-spreading  within a locus for  piRNA production

capacity and can be correlated to repression in adult somatic tissues.    

. 
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INTRODUCTION

Genomes have to face the presence of a large fraction of mobile DNA whose activity can 

result in severe deleterious effects on chromosome stability and gametogenesis. In animal germline, 

a system of genomic traps exists in which any transposable elements (TEs) can insert and 

consequently integrate a catalogue of the potentially dangerous sequences that have to be repressed

[1,2].  These loci undergo a non-canonical transcription and RNA processing which results in 

production of non-coding small RNAs having the capacity to target the transcripts of the 

homologous potentially active TE copies scattered through the genome [3,4]. These small RNAs are 

called PIWI-interacting RNAs (piRNAs) and repress TE activity at both the transcriptional and 

post-transcriptional levels. Target repression, as well as biogenesis of piRNA by piRNA producing 

loci, involves heterochromatin formation: repression of euchromatic TE copies involves HP1 

binding  [5,6] whereas piRNA producing cluster activity requires the presence of the HP1 homolog 

Rhino associated with Cutoff and Deadlock on the locus [3,7]. These partners are associated in a so-

called “RDC” complex [3]. The factors which induce Rhino binding on the cluster are still 

unknown. 

In Drosophila, by contrast to C. elegans [8,9], the production of piRNA by a piRNA locus

does not appear to be simply genetically determined, i.e. no specific sequence motif or structure has

been identified which is sufficient to license piRNA production by DNA adjacent to this sequence.

Conversely, it appears that this capacity is at least partially epigenetically determined. Indeed, 

piRNA production by a piRNA locus can be induced by maternal inheritance of homologous 

piRNAs [10].  Such a complex trans-generational behaviour of piRNA loci fits with a number of

previously described trans-generational complex behaviours of TE repression capacities. For

example, two TEs have invaded the Drosophila melanogaster genome during the last century

[11,12]. The I element which transposes via a RNA intermediate [13] and the P element which

transposes via a DNA intermediate [14]. For both TEs, repression capacities were shown to be

short-term maternally determined but long-term chromosomally determined through generations

[15-17]. For the P element, it was shown that a strictly extra-chromosomally transmitted component

can play a key role in repression establishment [18]. After the discovery of piRNA, maternal 

transmission of piRNAs was interpreted to represent this cytoplasmically transmitted component. In 
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fact, I and P element repression by master repressive loci combines genetic and epigenetic

transmissions since when introduced by crosses in a cytoplasm devoid of homologous piRNAs, 

master loci fail in G1 to establish strong repression capacities but repression progressively increases 

over generations and reach a strong level after about 5 generations [19]. The genotype determines a 

kind of equilibrium state but starting a piRNA locus takes time. Interestingly, time within a given 

generation can sometime also play a role. Indeed, ageing of females can contribute to increase TE 

master repressive loci activity [20] but this phenomenon can be modulated by temperature [21].  In 

any case, maternal inheritance of piRNAs plays a key role on the kinetics of piRNA loci activation 

over generations. 

The next step was the finding of a case of strict epigenetic role of maternally transmitted 

piRNAs on piRNA locus, not kinetics of activation, but more importantly “intrinsic” specification. 

Indeed, it was found that a transgenic cluster of P-element deriving transgenes (called BX2) can be

inert for repressive and piRNA production capacity, as tested over dozens of generations despite 

maternal transmission, but can be de novo activated by out-crossing males from this line with

females from a line (called T-1) that produces abundant transgene homologous piRNAs of both

orientations [22]. Once activated, this new piRNA cluster, called BX2*, is stable over generations

(n>100) and is able to produce abundant transgenic sense and antisense piRNAs. Cytoplasm of 

oocytes produced by these females can again de novo activate piRNA production by a paternally

inherited inactive cluster [22]. This recurrent epigenetic conversion process presents all the features

of a “paramutation” process, a phenomenon previously described in plants and described as “an

epigenetic interaction between two alleles of a locus, through which one allele induces a heritable 

modification of the other allele without modifying the DNA sequence”[23]. This paramutation

results in a kind of communication within a genome between homologous clusters for piRNA 

production capacity. It can play an important role for TE repression establishment following a

genetic invasion since master sites of repression can activate piRNA secondary sites which will 

reinforce their repressive capacities or even replace them further. It was found for example, that P

element repression master sites located in subtelomeric heterochromatin can potentialize in trans

repression capacities of some other P elements of the genome [24,25]. Investigating the mechanism

of de novo activation of piRNA producing loci is therefore a key aspect of the epigenome shaping.

We therefore have analyzed functional and molecular properties of the BX2* paramutated

locus. It was proposed that induction of piRNA production by BX2* may result from two main

trans-generational processes [26,27]. A first one is the activation by maternal piRNAs of the so-
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called primary piRNA pathway in the nucleus of primordial germ cells (PGCs).  Maternally 

inherited piRNAs associated to the PIWI protein could enter the PGC nucleus and induce RDC 

binding on the transgenic cluster, resulting in piRNA precursor production by the paramutated

cluster. Such “nucleic model” has been strongly supported by the fact that BX2* locus shows an

increase of H3K9 methylation with regard to the BX2 locus and that maternal inheritance of T-1

piRNAs increases binding of Rhino and Cutoff on the T-1 locus itself [26]. A second, but non

exclusive, process proposed is the activation by maternal piRNAs of the so-called secondary piRNA 

pathway [1,2,28] which takes place in the nuage, a diffuse cytoplasmic structure surrounding the 

germ nucleus. Indeed, upon them arrival in the nuage, piRNA precursors produced by piRNA loci 

are sliced by Zucchini and are loaded onto Piwi or Aubergine [1,2,29]. The primary piRNAs remain

in the nuage and are able to target complementary transcripts produced by both piRNA loci and 

euchromatic TE copies. The step called ping-pong amplification involves the PIWI proteins 

Aubergine and Ago3 [1,2,29].  In this “cytoplasmic” model, maternally transmitted piRNAs loaded 

on Aubergine or Ago3 would reach the nuage of PGC and could activated de novo the ping-pong

process. Therefore, we have first tested the effect of mutations of genes involved in the primary and 

secondary piRNA pathways on BX2* silencing and piRNA production capacities. Second, a BX2*

locus produces not only transgenic piRNAs but also 21nt homologous ovarian small RNAs [22]. 

We have investigated the nature of these 21nt RNAs and their functional implications in the 

paramutation process using a Dicer-2 mutation. Third, by combining various sources of maternal

piRNAs, we have analyzed the piRNA production capacity spreading within a piRNA locus. 

Fourth, we have tested a potential impact of maternally inherited piRNAs outside the progeny 

gonads.  

We show in this paper that BX2* silencing and piRNA production capacities depend on

both the primary and secondary piRNA pathways, does not require 21nt RNA production, these last 

RNAs being Dicer-2 and surprisingly also piRNA pathway dependant. Further, a rapid spreading

for production capacity can be observed within the B X2 locus and maternally inherited transgenes

homologous piRNAs can enhance repression in progeny adult eyes. These results, combined to 

those of  Le Thomas et al. [26] , support the existence of an effect of maternal piRNAs on the BX2

locus itself. In addition, they show that spreading of piRNA production capacity within a locus can 

be rapid.
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RESULTS

BX2* ovarian small RNA dependence on piRNA ping-pong and siRNA pathways.

BX2* females were previously shown to produce 23-29nt and 21nt ovarian sense and

antisense small RNAs homologous to the P-lacW transgene cluster[22]. The 23-29nt, but not 21nt,

RNAs present the molecular signatures of the ping-pong amplification step of the piRNA pathway. 

This strongly suggests that 23-29nt RNAs are dependent on the piRNA pathway whereas 21nt 

RNAs are dependent on the siRNA pathway. Moreover, the silencing capacities of the BX2*

paramutated locus were shown to  be completely impaired by a loss of function of aubergine

involved in the piRNA ping-pong step, whereas they were insensitive to a loss of function of  

Dicer-2 involved in the siRNA pathway [22], suggesting that the 21nt would not be necessary for

BX2* silencing capacities. We have thus performed deep sequencing of ovarian small RNAs of

mutant females for aubergine and Dicer-2. As control, we have analysed small RNAs from ovaries

of BX2* females at generation 83 after the paramutation process and of the initial BX2 naive

females. BX2* lines, maintained at 25°C, have presently gone beyond generation 100 and females

silencing capacities are still complete (TSE=100%, n= 1150, at G115) showing a very strong 

stability through generations of the BX2* paramutated state.  Figure 1 shows the analysis of ovarian

small RNAs homologous to the P{lacW} transgene and to the dual-strand 42AB piRNA producing

locus in BX2 naive females and in various mutant genotypes of BX2* females. The BX2 naïve

cluster does not produce significant amounts of P{lacW} homologous 23-29nt or 21nt RNAs (A)

whereas the BX2* paramutated cluster still produces high levels of P{lacW} homologous 23-29nt

and 21nt RNAs, as tested 83 generations after the paramutation process (B).  aub loss of function

results in the complete loss of 23-29nt RNAs homologous to the P{lacW} transgene (F) and in a

moderate  decrease of these RNAs produced by the 42AB locus (H), when compared to 

heterozygous aub females (E, G). Surprisingly, aub loss of function also affects the production of

21nt RNAs by the P{lacW} cluster (F). This does not result from an uncontrolled genomic

background effect affecting   the siRNA pathway in our aub mutant females since the production of

endogenous siRNAs at the esi-1 locus is not affected (Figure S3).  Dcr-2 loss of function results in

a strong decrease of 21nt RNAs homologous to the P{lacW} transgene but the production of

corresponding 23-29nt RNAs is not affected (J). The production of 23-29nt RNAs by the 42AB 

110



locus is not affected by a Dcr-2 loss of function (L). Thus, P{lacW} homologous 23-29nt RNAs

depend on aubergine and does not depend on Dicer-2, the typical picture for piRNAs. P{lacW}

homologous 21nt biogenesis depends on Dicer-2, as expected for siRNAs, but surprisingly depends

also on aubergine, a more striking picture.

BX2* transgenic piRNAs, but also 21nt RNAs, depend on the primary piRNA pathway. 

Two main molecular models, one nucleic, one cytoplasmic, can be proposed for the 

paramutation process [26,27]. In the cytoplasmic one, maternally transmitted piRNAs stimulate the 

ping-pong process in progeny germline. In the nucleic model, maternally transmitted piRNAs 

stimulate the production of piRNA precursors in progeny germline, resulting in an increase of 

primary piRNA production. We have therefore functionally investigated if paramutation involves

the part of the piRNA pathway which is upstream the ping-pong step. We have tested the effect of 

genes involved in primary piRNA production on BX2* silencing capacities and ovarian small RNAs

production. Rhino (rhi) and Cutoff (cuff) are known to be present on dual strand piRNA producing

loci and appear to have a causal role in primary piRNA production via a modification of the

transcription and splicing pattern of the locus [3,4,7]. Zucchini (zuc) appears to be involved in the

first cleavage of the precursor RNAs in the nuage [30-32], a preliminary step in primary piRNA 

biogenesis. Recombinant chromosomes carrying a BX2 cluster and a mutant allele of rhino, cutoff

or zucchini were generated. Males carrying these chromosomes were crossed with BX2* females

allowing recovery of paramutated BX2*  rhi - , BX2*  cuff - and BX2*  zuc - lines. Females from

these lines were crossed to males carrying a mutant allele of the gene tested and a target transgene 

to assay their trans-silencing capacities. Figure 2 shows the comparison of females heterozygous or

having a loss of function of these genes for BX2* silencing capacities and for production of ovarian

small RNAs homologous to the P-lacW transgene and to the 42AB dual-strand piRNA locus. TSE

percentages show that rhi, cuff and zuc losses of function result in a complete loss of the BX2*

silencing capacities (B, F, J) whereas no effect is found at the heterozygous state (A, E, I).  rhi, cuff

and zuc losses of function also result in a complete loss of ovarian piRNAs, and almost complete

loss of 21nt RNAs, homologous to the P{lacW} transgene (B, F, J). For the 42AB locus,

comparison of loss function to heterozygous females show a dramatic effect of each mutation tested

on piRNA production (D, H, L vs C, G, K). Strikingly, zuc loss of function results in an apparent

increase of production of 21nt RNAs by this locus. Therefore, BX2* silencing capacities and

P{lacW} homologous piRNAs production depend on the primary piRNA pathway and , as in Figure
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1, P{lacW} homologous 21nt production strikingly depends also on the piRNA pathway genes

tested.

Production of ovarian transgenic siRNAs requires homologous piRNAs, but not 

siRNAs maternal inheritance.  

Previous report [22], combined to Figure 1-J, shows that silencing properties and 

production of piRNAs by the P{lacW} transgenes does not require maternal inheritance of siRNAs.

Figures 1 and 2 show that such ovarian siRNAs presence depends, in addition to Dcr-2, to all

piRNAs genes tested. We have tested if production of P{lacW} ovarian siRNAs, like piRNAs,

requires their own maternal inheritance or if alternatively they require only piRNA homologous 

inheritance. We have thus generated BX2* females which did not inherit P{lacW} homologous

siRNAs, due to homozygous Dcr-2 mutant mothers, but having paternally inherited a Dicer-2 WT

allele (Figure 3). As expected [22], these Dcr-2 heterozygous females show complete silencing

capacities. Deep sequencing shows that, in addition to ovarian P{lacW} piRNAs, they produce

P{lacW} siRNAs. Further, these G1 females were crossed with Dcr-2 +/+ males and increased

ovarian P{lacW} siRNAs was found in BX2* G2 females having recovered a Dcr-2 +/+ genotype.

Therefore, production of P{lacW} siRNAs can be induced by inheritance of solely homologous

piRNAs. This reinforces the idea that these 21nt RNAs are Dcr-2 dependent byproducts of piRNA

biogenesis. 

Paramutation of a locus partially covered by maternally inherited piRNAs.

Previous studies have shown that transgenes or natural transposable elements targeted by 

piRNAs can result in piRNA production, not only by the targeted elements, but also by their 

adjacent sequences [26,33,34]. This shows the existence of a kind of spreading of piRNA 

production capacity beyond the sequence targeted by piRNAs. However, the repressive capacity of 

piRNAs resulting from spreading was not tested. We have tested if such spreading can be observed 

for silencer loci produced by paramutation and have tested the silencing capacity of piRNAs

resulting from such spreading.  Telomeric transgenes inserted in subtelomeric heterochromatin can 

show strong trans-silencing capacities [35-38] and produce abundant piRNAs in the germline

[22,39]. These transgenes have a different structure than the P{lacW} transgene of BX2 but share

some common sequences [22]. It was therefore possible to produce females, having paternally 

inherited a BX2 naive locus and maternally inherited a cytoplasm containing piRNAs homologous
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to only a subset of the P{lacW} transgenes. In order, to transmit the cytoplasm, but not the telomeric

transgenes, females heterozygous for these telomeric transgenes were generated. Two telomeric 

transgenic loci were used (Figure 4-A).  The P-1152 line carries two copies of the P-lacZ-rosy

transgene (P{lArB}) in the Telomeric Associated Sequences (TAS) of the X-chromosome[36]. The

P-1152 telomeric locus was the canonical locus used in previous Trans-Silencing Effect studies

[35,36,40,41].  RS3 carries a P-frt-white transgene in the TAS of the third chromosome (3R arm). It

also induces a strong TSE [42]. So the P{lacW} shares P- element and lacZ sequences with P-1152

and shares P- element  and white sequences with RS3. In both cases, a part of the P{lacW} sequence

is missing in the telomeric transgenic construct. We have crossed BX2 males with females

heterozygous for the P-1152 telomeric locus, the RS3 telomeric locus and both telomeric loci. G1

females having inherited BX2, but not the telomeric transgenes, were recovered and potentially

paramutated BX2 lines were established and analyzed as previously for trans-silencing and ovarian

piRNA production capacities over generations. Figure 4-B globally shows that G1 females carrying 

a paternally inherited BX2 cluster and having recovered a cytoplasm containing piRNAs produced

by partially homologous transgenes can show strong or complete silencing capacities. However, the 

efficiency is not as strong as that of “typical” paramutation experiments in which the P{lacW} 

transgenes of the BX2 paramutated locus inherit piRNAs homologous to the entire transgene length.

This  results always in complete and stable paramutation [22].  For the BX2* lines activated by a

piRNAs homologous to the P-lacZ transgenes (called P-1152BX2*),  two lines show very strong

silencing capacities after more than 30-50 generations (one is at 100% at each generation tested),

one line falls down after a period of strong silencing capacity and one line shows partial silencing 

capacities. However, after 50 generations, two P-1152BX2* lines are still very strongly paramutated, a

picture stronger than those reported previously [22]. For the BX2* lines activated by a piRNAs

homologous to the P-white transgene (called RS3BX2*), one line appears long-term established at a

strong level of repression, while the other  falls down. For the BX2* lines activated by a piRNAs

homologous to the P-lacZ plus the P-white transgenes (called P-1152 + RS3BX2*), the situation

resembles to that of lines activated  by a P-1152 cytoplasm, with a line showing a complete

repression  capacity and lines showing intermediate repression levels. Surprisingly, these  P-1152 +

RS3BX2* lines did not appear stronger that the  P-1152BX2* lines despite the fact that small RNAs

covering most of the sequence have been maternally transmitted in G0.  The conclusion of these

three sets of paramutation assays is that paramutation by partially homologous transgenes is less 

efficient than paramutation by fully homologous transgenes but can however produce some long-

term stable strong paramutated lines. 
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          For each type of G0 maternal inheritance, lines showing strong silencing capacities were

chosen and ovarian small RNA production was analyzed in G3, G5 and G10 by deep sequencing. 

Figure 4-C shows that, as soon as generation 3, the three types of G0 maternal inheritance can 

result in strong production of small RNAs covering the entire BX2 P{lacW} transgene length. Thus,

establishment of the capacity to produce piRNAs by the part of the P{lacW} which did not inherit

homologous piRNAs in G1 can be rapid. This shows that spreading of the capacity to produce 

piRNAs by a locus, previously described for target transgenes [34] or transposable elements [33], 

can be observed in the paramutation process in which, by definition, the stimulating locus is not 

permanently present in the line, by contrast to previous reports. In addition, it was not reported 

previously that piRNAs resulting from this spreading were functional, i.e. capable to establish

silencing. We have therefore established a new trans-silencing assay which allows to specifically

assay the silencing capacities of piRNAs resulting from spreading within a RS3BX2* locus. The faf-

lacZ transgene carries a faf-lacZ traductional fusion under the control of the faf promoter [43]

(Figure 5). It shows a strong expression in the female germline (Figure S5). As expected, the faf-

lacZ transgene is repressed by P-1152 (data not shown) but not by RS3. Indeed, the faf-lacZ

transcript shares the lacZ sequence with P-1152 transgenes but has no homology with the RS3

transgene. faf-lacZ is also repressed by a T-1BX2* cluster because of the lacZ  homology. Therefore,

faf-lacZ repression by a RS3BX2* locus can demonstrate that lacZ homologous piRNAs, produced by

spreading within this BX2* locus, are functional for inducing repression. Figures 5 and S5 show that

lines paramutated by a RS3 cytoplasm can elicit a strong repression of the faf-lacZ transgene. As

control, theses lines show also repression of the classical BQ16 target. Therefore, lacZ homologous

piRNAs resulting from spreading within a piRNA producing locus can be functional for 

homologous trans-silencing. Finally, the paramutagenicity of P-1152 BX2*, RS3BX2* and P-1152 +

RS3BX2* females has been tested. Figure S6 shows that maternal transmission of a cytoplasm

produced by these females, combined to paternal transmission of a BX2 naïve locus, result in female

progeny showing strong trans-silencing properties. These capacities are transmitted over

generations. Thus, paramutation mediated via inheritance of piRNAs homologous to a subset of the

targeted locus can be strong and stable. 

Somatic impact of maternally transmitted piRNAs

piRNAs are maternally transmitted not only at the posterior pole of Drosophila embryos but

also at more anterior regions where they can be implicated in gene regulation. Indeed, piRNAs 

homologous to transposable elements (roo, 412) have been shown to be involved in nanos mRNA
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decay at the anterior part of the embryo by a mechanism which involves mRNA deadenylation[44].  

In addition, piRNAs can have an effect in gonad somatic cells. Indeed, in Drosophila simulans, 

expression of the tirant transposable element in ovarian follicle cells appears to be affected by tirant 

homologous piRNAs maternal transmission[45]. Finally, maternal depletion of Piwi was shown in  

Drosophila melanogaster to impact white variegation in adult eyes[46]. Therefore, piRNAs 

maternal deposition can impact not only progeny germline but also progeny somatic tissues. We 

have tested if piRNAs deposited by the paramutagenic P{lacW} clusters can affect P{lacW} 

expression in progeny adult eyes. The T-1 initial paramutagenic line carry seven P{lacW} copies 

inserted in tandem orientation [47,48] and produces abundant ovarian piRNAs including piRNAs 

homologous to the white gene [22], used as transgene transformation marker. white is involved in 

eye pigment transport and loss of function results in white eyes instead of red ones. The T-1 cluster 

shows strong variegation for the white marker, i.e. stochastic ON-OFF white repression from cell to 

cell. This results from a phenomenon termed Repeat Induced Gene Silencing (RIGS [47,48]) which 

was further enhanced by an X-ray treatment. RIGS is linked to heterochromatin formation on 

tandem repeats, which includes de novo binding of HP1 of the locus, as tested in salivary glands

[49]. In addition in the T-1 line, variegation was further enhanced by an X-ray treatment which 

induced chromosomal rearrangements. In order to investigate a possible somatic impact of P{lacW} 

homologous piRNAs maternal inheritance, we have performed the two reciprocal crosses between 

T-1/Cy individuals and white mutant individuals from three different genetic backgrounds. Female 

progeny eyes were compared for eye phenotype (picture and pigment dosages). 

Figure 6-A shows that for the three backgrounds tested (w1118, w1118 Cy/Xa, ywc),  a very 

clear difference is observed between the two reciprocal cross progenies for the white phenotype. 

Females having maternally inherited the T-1 cluster present stronger white repression than females 

having paternally inherited the cluster. Note that the two types of females have, in each case, strictly 

the same genotype. These differences are confirmed by dosage pigments.

 We have further tested the effect of P{lacW} homologous piRNAs inheritance on eye 

phenotype of another P{lacW} cluster called DX1. This cluster has six P{lacW} copies, one of 

which is in opposite orientation[47,48]. This cluster shows a low level of variegation at 25°C but 

variegation increases at higher temperatures to reach almost the white phenotype at 29°C (data not 

shown). DX1 has no trans-silencing capacities [50]. The two reciprocal crosses were first performed  
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between DX1 and w1118 individuals to test for the existence of maternal effect of DX1 inheritance on 

its eye phenotype and no significant difference was observed between the two types of progeny for 

white expression (Figure 6-B). Further DX1 individuals were crossed with T-1 individuals and 

female progenies having inherited DX1, but not T-1, were analyzed. Figure 6-B show that DX1 

females having maternally inherited a T-1 cytoplasm shows more repressed eyes than DX1 females 

having inherited a DX1 cytoplasm. Thus, T-1 maternal cytoplasm induces DX1 repression in adult 

heads. Moreover, females produced by the DX1 females x T-1 males cross show significantly more 

repressed eyes than those produced by the DX1 x w1118 cross. This likely results from background 

effects since no paternal inheritance from T-1 P{lacW} piRNAs was previously detected [22]. By 

contrast, the difference observed between crosses between DX1 and T-1 individuals can be 

attributed to piRNAs maternal transmission since these two types of female progeny have the same 

genotype. Consequently, a repressive effect of a T-1 cytoplasm which carries a high level of 

P{lacW} piRNAs can be observed in progeny adult eyes with both the T-1 and DX1 P{lacW} 

clusters as read out.

DISCUSSION

Implication of the primary piRNA pathway in BX2* capacities. 

The present analysis shows that all the piRNA genes tested are required for a paramutated 

locus to exhibit trans-silencing and piRNA production capacities. In a paramutation cytoplasmic

phenomenon model, it can be proposed that a trans-generational nuage to nuage transfer of

informations can be the only factor which explains the acquisition of silencing capacities by the 

BX2* paramutated locus. It was previously shown by Q-RT-PCR that the BX2 naïve locus is

transcribed in both orientations [22]. Thus, during paramutation, piRNAs loaded on Aub or Ago3,

produced in the nuage of T-1 or BX2* female nurse cells, could be transferred to the nuage of

zygotic PGC having paternally inherited a naïve BX2 locus, resulting in a de novo targeting of BX2

P{lacW} transcripts by the ping-pong machinery. In a paramutation nucleic phenomenon model,

maternally transmitted piRNAs, loaded on Piwi, could enter into PGC nuclei and activate a de novo 

targeting of BX2 naïve transcript by the primary piRNA pathway via promoting the binding of the

Rhino-Deadlock-Cutoff complex on the P{lacW} cluster. This last model is strongly supported by

ChIP analysis which showed that a BX2* cluster, as tested in G1 ovaries of the paramutation
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experiment, shows an increase of the H3K9 methylation level when compared to a naïve BX2 locus

[26]. H3K9me3 residues can indeed be targeted by the chromodomain of Rhino, resulting in the 

RDC stabilization on the cluster. The mutant analysis reported here provides a functional assay 

which shows that rhino, cutoff and zucchini are necessary for BX2* trans-silencing and piRNAs

production capacities (Figure 2). Therefore, paramutation-linked repressive properties do not solely 

depend on a cytoplasmic ping-pong activation resulting from nuage to nuage trans-generational

transfer of informations. These properties depend also on the primary piRNA pathway which is 

linked to the binding of the RDC complex on the locus [3,4]. In addition, analysis performed with 

the initial paramutagenic locus called T-1, which produces a high level of ovarian  P{lacW} 

piRNAs, strongly reinforces this model. Indeed, ChIP analysis performed on ovaries of G1 females 

produced by the two crosses between T-1 and WT (devoid of transgene) individuals showed that

maternal inheritance of the T-1 cytoplasm is associated to an increase of Rhino and Cutoff binding

on the T-1 P{lacW} cluster in progeny ovaries [26].  Paramutation associated repressive properties

depend also on the Zucchini and on aub activities which take place in the nuage (Figure 1 and 2).

In conclusion, combination of chromatin analysis together with mutant analysis converge to show 

that trans-generational induction of piRNA-mediated silencing by maternally inherited piRNAs

involves all the piRNA machinery, including the germline primary piRNA pathway.  Thus, during 

paramutation, the paramutated locus is, and remains, modified over generations.

BX2* transgenic 21nt RNAs are actual siRNAs which depend also on the piRNA machinery.

Deep sequencing of ovarian small RNAs associated to both telomeric P-transgene insertions

and to the T-1 paramutagenic or  BX2* paramutated clusters showed, in addition to 23-29 piRNAs,

the presence of 21nt abundant transgene homologous RNAs [22]. Sense and antisense 21nt RNAs 

were found but no ping-pong signatures was detected between them. These 21nt RNAs were 

proposed to be Dicer-2 dependent. Here, ovarian small RNAs of BX2*, Dcr-2 
-
/ Dcr-2 

-
female

have been analyzed by deep sequencing. As expected, these Dcr-2 mutant females lacks transgenic

21nt RNAs showing that they are actually siRNAs (Figure 1). Strikingly, all the piRNA mutations

tested result also in the loss of these transgenic 21nt RNAs (Figure 2). Thus both primary and 

secondary piRNA pathways are required for 21nt RNAs biogenesis suggesting that they could 

appear downstream the piRNA pathway. It was shown further that these transgene homologous 21nt 

require piRNA, but not 21nt, maternal inheritance to be produced, confirming that their appearance 

is downstream of piRNA.  21nt production appears to be a common feature for a number of piRNA 
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producing loci [51,52].  cuff mutant analysis was shown to strongly affect 21nt RNA production by

four major double-strand piRNA producing loci including the 42AB locus [26]. What can be the 

mechanism of the 21nt dependence from piRNA pathway? 21nt biogenesis depends on all the 

piRNA actors tested including for example Rhino which is necessary to produced piRNA 

precursors, Zucchini which makes the piRNA precursor first slicing in the nuage and Aubergine 

which is an actor of the ping-pong amplification step. The fact that 21nt RNAs depend from

Aubergine likely results from the fact that aubergine mutants induce delocalize of Piwi within nurse

cell nuclei [53], possibly reducing a positive feedback in the nucleus of piRNAs associated to Piwi 

on primary piRNA production. One possibility is that 21nt P{lacW} RNA production results from

the fact that both sense and anti-sense RNAs, produced by  this duals-strand cluster, undergo a local 

concentration due to the piRNA machinery, for example in the nuage, leading to occurrence of 

double-strand RNAs which can further be processed by Dcr-2.  piRNA mutations would abolish

this concentration and thus 21nt RNA production. 

Spreading of the piRNA production capacity within a piRNA producing cluster can be

completed within 3 generations.

      piRNA producing loci constitute genomic traps in which insertions of new TEs are followed by 

de novo production of piRNA homologous to this new insertion. The kinetics of appearance of this

new piRNA production is not clear but several evidences come from previous studies concerning 

the repression capacity inheritance of the I factor (called reactivity) and of the P element (called

cytotype). In both systems, it appeared that establishment of repression capacities, following 

paternal inheritance of I or P elements carrying genomes in a cytoplasm devoid of I or P

homologous piRNAs, is progressive and require several generations to be completed [11,12].  For 

example, experiments were performed with a line (Lk-P(1A)) carrying only two P elements inserted

in a telomeric piRNA producing locus (Telomeric Associated Sequences, TAS).  It was shown that 

paternal transmission of the telomeric P-element locus in a cytoplasm devoid of P-homologous

piRNAs, followed by maternal inheritance of the telomeric P elements in successive generations,

requires four generations to progressively establish a complete P-repression[19]. So, a spreading

must occur within the TAS locus for piRNA production capacity which finally results in strong 

production of piRNAs homologous, not only to the TAS, by also to the P-element. Similar

spreading process for piRNA production was observed for the flamenco piRNA producing locus

which works in the somatic follicle cells which surround egg chambers [39]. Further, analysis of old 

transgenic lines which carry a I fragment within a P transgene have shown that piRNA production
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capacity can spread within transgenes [34].  These transgenes behaves as a relay, for I-element

piRNA production, of a stronger master locus.  The capacity to produce piRNAs invaded the whole 

transgene and reached in some cases flanking sequences. Similar spreading process until flanking 

sequences was also found for natural transposons insertions [33].  In these last experiments, the 

functionality of the piRNAs resulting from the spreading process, i.e. the capacity to induce trans-

silencing, was not reported. 

            We have used the paramutation experiment to observe such a spreading process within a 

paramutated cluster, to test if it can be rapid and finally to test the trans-silencing capacities of

piRNAs resulting from the spreading. The BX2 cluster which carries P{lacW} transgenes were

introduced by crosses in a cytoplasm containing P and lacZ homologous piRNAs or containing P

and white piRNAs. So, a part of the paternally inherited P{lacW} transgenes was not in contact to

homologous maternally inherited piRNAs during the paramutation process. Despite these partial 

“covering” of the P{lacW} length in G1 females, a strong repression was found in the BX2* lines as

soon as the first generation. This repression capacity was correlated to the production of abundant 

piRNAs corresponding to the complete P{lacW} length, as tested at generation 3 (Figure 4). These

BX2* lines were also shown to induce be fully paramutagenic (Figure S6). Finally, lacZ

homologous piRNAs produced by BX2* females, paramutated by a cytoplasm missing lacZ

piRNAs, were shown to be functional for trans-silencing (Figure 5). Therefore, they are likely

canonical piRNAs. This shows that such spreading process can result in rapid production of 

functional piRNAs.  

What can be the mechanism of this process?  It can be proposed that the RDC complex binding 

results in a tagging of a complete transcript covering the whole P{lacW} transgene. After, transfer

to the nuage, this transcript is driven toward destruction by the piRNA pathway and no memory 

persists in the nuage concerning the part of the sequence which was targeted by maternal piRNAs in 

the nucleus. Some observations however do not perfectly fit with this model. First, in that case, 

establishment of repression should require only one generation to be completed and in fact it was 

shown to be progressive over generations [19]. Second, we have made an additional control 

experiment in which a paternally inherited BX2 locus was introduced in a maternal cytoplasm

produced by Lk-P(1A) females. In that experiment, absolutely no paramutation of the paternally

transmitted BX2 cluster was observed  (Figure S7) despite maternal inheritance of P-element

homologous piRNAs corresponding to 820bp out of the 10691bp of the P{lacW} transgene. It

remains however possible that such tagging process of transcripts is quantitative and could be 

linked to the fact that the probability to fix the RDC complex on the locus is dependent on the 
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length of the locus in contact with maternal homologous piRNAs in embryos. Consequently this 

spreading could be able to fill a gap of 4 kb but not a gap of almost 10 kb.  

Maternally inherited piRNAs have a phenotypic effect in somatic tissues.

Maternal deposition of piRNAs in oocytes is not restricted to the pole plasm and maternally 

transmitted piRNAs were shown to play a key role for nanos expression patterning in embryos.

Indeed, it was shown that nanos maternally deposited mRNA are targeted by piRNAs homologous

to two TEs (roo and 412) in the anterior part of the embryo [44]. These piRNA target a short

homologous motif in the 3’UTR of nanos and promotes RNA instability via deadenylation of the

nanos transcript. Aubergine and Ago3 are involved in this process which is mechanistically

completely distinct from the piRNA mediated target degradation occurring in the gonads. 

Moreover, in D.simulans, maternal deposition of piRNAs homologous to the tirant TE affects tirant

expression at the adult stage in the somatic follicle cells of the ovaries [45]. Therefore, maternally 

transmitted piRNAs can have an effect in progeny somatic tissues including at the adult stage. We 

have investigated the effect of maternally transmitted transgenic piRNAs on transgene expression in 

adult eyes and have found a clear effect with the use of two P{lacW} clusters as phenotypic read-

out.  Females that maternally inherited P{lacW} piRNAs show more repressed white expression in

eyes (Figure 6). We have investigated the presence of P{lacW} piRNAs and 21nt RNAs in heads

and found a small but significant amount of both RNAs in female progeny from T-1 mothers. These

small RNAs may be responsible for the increased repression of the cluster expression in the eyes. 

Alternatively, these head small RNAs can have no functional role and a chromatin based memory of 

the early presence of small RNAs can be responsible for a developmental epigenetic transmission of 

P{lacW} repressed state during development. To understand this piRNA somatic impact in progeny,

it will be necessary to test it in zygotes which are mutants for small RNA silencing pathways or 

chromatin based- repression  pathways.
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MATERIAL AND METHODS

Experimental conditions.   All crosses were performed at 25°C and involved 3-5 couples in most 

cases. lacZ expression assays were carried out using X-gal overnight staining as described in

Lemaitre et al. 1993 [54], except that ovaries were fixed for 6 min. Trans-silencing was quantified

as previously described  by determining the percentage of egg chambers with no lacZ expression in 

the germline (TSE%) [36]. 

Dissection and RNA extraction.

Total RNAs were extracted using TRIzol® (Life Technologies™) as described in the Reagent 

manual (http://tools.lifetechnologies.com/content/sfs/manuals/trizol_reagent.pdf). For the RNA 

precipitation step, 100% ethanol was used instead of isopropanol. For ovarian small RNAs, 25 

pairs of ovaries were dissected for each sample in PBS 1X.  

Transgenes and strains. P-lacZ fusion enhancer-trap transgenes: P-1152, and BQ16, contain an

in-frame translational fusion of the E. coli lacZ gene to the second exon of the P transposase gene

and a rosy transformation marker [55]. The P-1152 insertion was mapped to the telomere of the X

chromosome (cytological site 1A) and consists of two P-lacZ insertions in the same TAS unit and in

the same orientation [36]. P-1152 is homozygous viable and fertile. BQ16 is located at 64C in

euchromatin of the third chromosome and is homozygous viable and fertile. P-1152 shows no lacZ

expression in the ovary, BQ16 is are strongly expressed in the nurse cells and in the oocyte [36].

RS3 is a P-FRT-white transgene (FBms0003945). It is inserted in the Telomeric Associated

Sequences (TAS) of the 3R chromosomal arm (site 100E3). It is homozygous viable and fertile

(Bloomington #123282). P{faf-lacZ.F}JF1 is a P-transgene which carries a traductional  faf-lacZ

fusion containing 4.2Kb of the faf gene upstream the lacZ sequence [43].  It is driven by the faf

promoter and the transcript does not include P element sequence. It is strongly expressed in the

female germline (Bloomington #4921).  P-1152 and RS3 induce a strong TSE and produced

abundant ovarian transgenic piRNAs ([22,56] and data not shown). 

P{lacW} clusters. The BX2 line carries seven P-lacZ-white transgenes, including at least one
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defective copy, inserted in tandem orientation at cytological site 50C on the second chromosome.  

The transgene insertion site is located near the mRpL53 gene, in an Ago1 intron [22]. This site is not

a piRNA-producing locus, as observed for instance in the deep-sequencing dataset from P-1152

ovaries (data not shown). The P-lacZ-white construct contains the P-lacZ translational fusion and is

marked by the mini-white gene (P{lacW}, FBtp0000204, 10691bp). T-1 derives from BX2 following

X-ray treatments [47,48]. T-1 has chromosomal rearrangements including translocations between

the second and the third chromosomes. DX1 carries six P-lacZ-white transgenes, one of which is in

opposite orientation, at the same genomic site than BX2. After overnight staining, weak lacZ

expression is detected in the follicle cells of BX2, T-1 and DX1 female ovaries, presumably because

of a position effect at 50C, but no staining is observed in the germline (data not shown).  The three 

P{lacW} clusters show white variegated repression in the eyes due to Repat Induced Gene Silencing

(RIGS). Variegating repression levels are different between the clusters (T-1 >>  DX1 > BX2).

Lines carrying transgenes have M genetic backgrounds (devoid of P transposable elements),

as do the multi-marked balancer stocks used in genetic experiments. The w1118 and Cantony line

were used as control completely devoid of any P element or transgene. Crosses performed with

BX2, T-1 or DX1 were performed with females carrying the cluster at the heterozygous state

(referred to as hemizygous in case of insertions) because of the sterility (BX2, DX1) and lethality

(T-1) induced by transgene clusters.

Two strong hypomorphic mutant alleles of aubergine induced by EMS were used. Both of

them are homozygous female sterile and TSE was previously shown to be abolished by a 

heteroallelic combination of these alleles [36]. aubQC42 comes from the Bloomington Stock Center 

(stock #4968) and has not been characterized at the molecular level [57]. aubN11 has a 154bp

deletion, resulting in a frameshift which is predicted to add 16 novel amino acids after residue 740.  

Dicer2L811fsX is a loss of function allele induced by EMS which has a sequence variant at residue

811 resulting in a stop codon [58]. It is homozygous viable and fertile.  rhino02086 (rhi2) results from

a P{PZ} insertion (P-lacZ-rosy) at nucleotide 267. The P{PZ} transgene is oriented in the opposite

direction to that of rhi transcription [59] ((Bloomington #1226) .   rhiKG00910 (rhiKG) is due to the

insertion of a P{SUPor-P} transgene which carries the yellow and white transformation markers

(Gene disruption project 2001). (Bloomington #13161).  cutoffN1WM25 and cutoffQQ37 alleles were

isolated from an EMS screen [57]. zucchini alleles were isolated from an EMS screen [57]. zucHM27

contains a stop codon at residue 5,  zucSG63 a substitution of histidine 169 with a Tyrosine in the
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conserved HKD domain presumably involved in nuclease activity.  TSE was previously shown to 

be abolished by a heteroallelic combination of these alleles39,. The crosses performed to generate 

hetero-allelic mutant BX2* females are indicated in Table S1.  When informations were available,

the most severe allele was maternally introduced. Lines carrying mutations of  zuc  and cuff were

kindly provided by Attilio Pane and Trudi Schüpbach and aubN11 was kindly provided by Paul

Macdonald.     

All the alleles described above being located on the second chromosome are maintained 

over a Cy balancer chromosome. Additional information about mutants and stocks are available at

flybase: http://flybase.bio.indiana.edu/

Deep sequencing analyses 

Libraries were sequenced using an Illumina Hi-Seq 2000. Sequence reads in fastq format were 

trimmed from the adapter sequence 5’-TGGAATTCTCGGGTGCCCCAAG -3’ and matched to the 

D. melanogaster genome release 5.49 using Bowtie [60] as well as to the sequences of the P-

element constructs P{lacW} (Flybase ID FBtp0000204). Only 19-29nt reads matching the reference

sequences with 0 or 1 mismatch were retained for subsequent analysis. For global annotation of the 

libraries (Table S1), we used release 5.49 of fasta reference files available in Flybase, including 

transposon sequences (dmel-all-transposon_r5.49.fasta) and release 18 of miRNA sequences from 

miRBase (www.mirbase.org).

Sequence length distributions, small RNA mapping and frequency maps were generated 

using in-house Pythonscripts and R (www.r-project.org/) to analyze Bowtieoutputs. Scripts were 

integrated and run in a Galaxy instance hosted by the laboratory. Analysis pipelines and script codes 

are accessible from http://www.drosophile.org/galaxy upon request. For library comparisons, read 

counts were normalized (Table S1) to the total number of small RNAs that matched the D. 

melanogaster genome and did not correspond to abundant cellular RNAs (rRNAs, tRNAs and

snoRNAs). For small RNA mapping, we matched each individual RNA sequence to P{lacW} or the

42AB locus and gave to each matched position a weight corresponding to the normalized 

occurrence of the sequence in the small RNA library. When RNA sequences matched P{lacW} or

the 42AB locus repeatedly, the weight was divided by the number of hits to these P-element

constructs. 

Distributions of piRNA overlaps (ping-pong signatures, Figure S1) were computed by 

collecting, for each sequencing dataset, all the 23-28nt RNA reads matching P{lacW} or the 42AB
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locus whose 5’ ends overlapped with another 23-28nt RNA read on the opposite strand (Table S2). 

Then, for each possible overlap of 1 to 28nt, the number of read pairs was counted. Distributions of 

siRNA overlaps (Figure S2) were computed using a similar procedure, except that 20-21nt RNA 

reads were collected instead of the 23-28nt RNA reads. The distributions of piRNA/siRNAs 

overlaps (Figure S2) were computed by collecting separately the 20-21nt and 23-28nt RNA reads 

matching P{lacW} or the 42AB locus and counting for each possible overlap of 1 to 21nt the

number of read pairs across these two distinct read datasets. To plot the overlap signatures, a z-

score was calculated by computing, for each overlap of 1 to i nucleotides, the number O(i) of read 

pairs and converting it using the formula z(i) = (O(i)-mean(O))/standard deviation (O).  

Supplementary Information is linked to the online version of the paper at www.   
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LEGEND TO FIGURES

Figure 1. Effect of mutations affecting aubergine and Dicer-2 on small RNA production by a 

BX2* cluster

(A-L) Deep sequencing of small RNAs from ovaries of the indicated genotypes. Histograms show 

the length distributions of small RNAs matching P{lacW} or the 42AB locus. Positive and negative

values correspond to sense and antisense reads, respectively. Plots show the abundance of 19-29nt 

small RNAs matching P{lacW} or the 42AB  piRNA producing locus (unique mappers). aub loss of

function has a dramatic effect on 23-29nt RNA production by the P{lacW} cluster and a moderate

effect on such production by the 42AB locus. Surprisingly aub loss of function has also a strong

effect on 21nt RNA production by the P{lacW} cluster. Dcr-2 loss of function strongly affects

production of P{lacW} homologous 21nt RNAs without affecting 23-29nt RNA production.

P{lacW} 21nt biogenesis therefore depends on both Dicer-2 and aubergine.
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Figure 2. Effect of mutations affecting rhino, cutoff and zucchini on trans-silencing and small 

RNA production capacities of a BX2* cluster

BX2* rhi -, BX2* cuff - or BX2* zuc - females were crossed with males carrying a mutant allele of

rhi, cuff or zuc respectively to generate heterozygote or loss of function females for deep

sequencing of ovarian small RNAs. BX2* rhi -, BX2* cuff - or BX2* zuc - females were also

crossed with males carrying a mutant allele of rhi, cuff or zuc respectively and a P-lacZ target

transgene (BQ16) to measure  the effect of the tested mutant on BX2* silencing capacities. This last

cross produced females carrying a BX2* cluster and a target transgene in a heteroallelic or

homozygous mutant context for the gene tested, together with heterozygous sisters. Trans-silencing

(TSE) capacities were measured in these females by counting the percentage of egg chambers 

showing target transgene repression. (A-L) In each case, the genotype tested is indicated, ovarian 

small RNAs are shown and the percentage of TSE is given below the genotype with the total 

number of egg chambers counted in parenthesis. Histograms show the length distributions of small 

RNAs matching P{lacW} or the 42AB  locus. Positive and negative values correspond to sense and

antisense reads, respectively. Plots show the abundance of 19-29nt small RNAs matching P{lacW}

or the 42AB  piRNA producing locus (unique mappers). rhi, cuff  and zuc mutations show that

BX2* silencing capacities, ovarian P{lacW} piRNA, but also 21nt RNA, production depend on the

primary piRNA pathway. 
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Figure 3.  Paramutation by a cytoplasm devoid of siRNAs

BX2* Dcr-2 -/ Dcr-2 - females were crossed to BX2 Dcr-2 +/ Dcr-2 + naïve males to generate G1

females carrying a paternally inherited BX2 locus and having maternally inherited piRNAs but no

21nt RNAs homologous to the P{lacW} cluster. In addition these females have paternally inherited

a Dcr-2 + allele. These G1 females were crossed with Dcr-2+ males to establish a BX2* Dcr-2 +/

Dcr-2 +  line in which no maternal P{lacW} 21nt RNAs have been initially introduced. At

generations 1 and 2, deep sequencing of ovarian small RNAs was performed and the silencing 

capacity was controlled by crossing females with males carrying the BQ16 target transgene and

scoring TSE in female progeny. The genotype tested is indicated  with maternally inherited 

chromosome written above the bar and ovarian 19-29nt RNAs and TSE percentages are presented 

as in Figure 2.  As expected, G1 and G2 females show complete silencing capacities (as well as G6

and G10 females tested similarly, data not shown). Despite the lack of maternal P{lacW} 21nt

transmission in G0, such ovarian small RNAs appear as soon as G1 females and increase in G2 in 

BX2* Dcr-2 +/ Dcr2 + females. Therefore, maternal inheritance of solely P{lacW} piRNAs results in

immediate production of  both ovarian piRNA and 21nt RNAs in a female carrying a Dcr2 + allele

and in a strong and stable paramutated BX2* locus.
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Figure 4. Paramutation of a BX2 locus by piRNAs produced by partially homologous 

transgenes

BX2 males carrying a P{lacW} naive cluster were crossed to females carrying partially homologous P-

transgenes inserted in telomeric piRNA producing loci at the heterozygous state. Female progeny were 

recovered which carry the BX2 locus but did not carry the telomeric transgenes. These G1 females inherited a

cytoplasm carrying piRNA homologous to the telomeric transgenes, which therefore cover only partially the 

BX2 P{lacW} transgene length. Lines were established and the trans-silencing capacities of these putative

BX2* lines were tested in subsequent generations, as in Figures 2 and 3. In addition, deep sequencing of

ovarian small RNAs was performed in G3, G5 and G10. (A-left-middle) Structure of the telomeric P-

transgenes used and of the BX2 P{lacW} transgenes. Colored arrows below the transgenes allow visualization

of the common sequences between P{lacW} and telomeric transgenes. The P-1152 line carries two P-lacZ-

rosy P{lArB} transgenes inserted in the Telomeric Associated Sequences (TAS) of the X-chromosome. RS3

carries a P-frt-white transgene in the TAS of the 3R chromosomal arm. These two lines induce a strong TSE.

(A-right) Ovarian piRNA production in females that carry a maternally inherited P-1152 or RS3 locus at the

heterozygous state (G1 females from crosses between P-1152 females and Canton males and between RS3

females and Canton males, respectively) is shown, mapped on the P{lacW} transgene. (B) Three types of

replicate BX2* sublines were generated. Sublines which inherited in G1: 1- a cytoplasm from females

heterozygous for the P-1152 locus (P-1152BX2 sublines, in orange); 2- a cytoplasm from females heterozygous

for the RS3 locus (RS3BX2 sublines, in green);  3- a cytoplasm from females heterozygous for both the P-1152

and RS3 loci (P-1152+RS3BX2 sublines, in purple). Repression capacities of various BX2* lines are shown with

regard to generations. Names of replicate sublines are given below the graphs. (C) Deep sequencing of 

ovarian small RNAs in various BX2* sublines at generations 3, 5 and 10. Plots show the abundance of 19-

29nt small RNAs matching P{lacW}. TSE assays show that silencing capacities vary among replicate BX2*

lines but strong and stable paramutated lines can be recovered with the three types of G0 cytoplasmic 

inheritance (B). Ovarian small RNAs were analyzed for a subset of BX2* sublines showing strong silencing

capacities (P-1152BX2: BB6 for G3 and G5 and QA5 for G10; RS3BX2: BB7-4 for G3 and G5 and QA8 for  G10;
P-1152+RS3BX2: JD1-2 for G3 and G5 and QA1 for G10). Deep sequencing analysis shows that piRNAs

corresponding to the whole length of P{lacW} can be produced as soon as generation 3 (C), showing that

piRNA production by a paramutated locus can rapidly go beyond the part of the locus which received 

maternally inherited piRNAs.  
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Figure 5. Functional properties of piRNAs resulting from spreading of piRNA production 

capacity within a piRNA producing cluster

A BX2* locus paramutated by a RS3 cytoplasm produces piRNAs homologous to the lacZ sequence

despite such piRNAs were not inherited in G0 from RS3 females (Figure 4). This formally shows

the existence of a spreading of the piRNA production capacity within the P{lacW} transgenes. The

silencing capacities of these lacZ homologous piRNAs was specifically tested by crossing RS3BX2*

females with faf-lacZ males and by staining progeny ovaries. The faf-lacZ  is strongly expressed in

the female germline (Figure S5) due to the faf-promoter. The faf-lacZ transcript is expected to be

targeted by lacZ homologous piRNAs but not by P-element homologous piRNAs. As controls, faf-

lacZ males were also crossed with RS3, BX2 naïve and T-1BX2* females. In addition, all females

were also crossed with BQ16 males whose lacZ transcript can be targeted by piRNAs homologous

to the P element. The parental crosses are indicated in the Table and TSE percentages are given

with the number of egg chambers counted in parenthesis. For the RS3BX2* lines tested, the name of

the line is given with the generation at which the test was performed. As expected RS3 females,

producing P-element, but no lacZ homologous piRNAs, can repress BQ16 but not faf-lacZ. BX2

naïve females show no repression capacity and T-1BX2* repress both targets. RS3BX2* lines show

BQ16 repression capacities at each generation tested except one case. The null value obtained for

BB7-4 at G7 probably results from variation� which occur�ed within the line since sisters of the

females tested repressed faf-lacZ and BB7-4 showed further repression in G11. Finally all RS3BX2*

lines show in each case repression of the faf-lacZ target transgene, demonstrating that lacZ

homologous piRNAs of these paramutated lines can induce trans-silencing. Thus piRNAs resulting

from spreading of piRNA production capacity within the P{lacW} cluster are functional.
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Figure 6. Somatic impact of maternally transmitted piRNAs

The effect of P{lacW} small RNA maternal inheritance on P{lacW} cluster expression in adult eyes 

was tested using two different transgene clusters, T-1 (A) and DX1 (B), as read-out.  T-1, but not 

DX1, has trans-silencing capacities linked to the presence of abundant ovarian piRNAs. The G0 

cross is indicated above the picture and was performed at 25°C. Green female symbol indicates 

cytoplasmic inheritance containing P{lacW} piRNAs. The genotype of the G1 females analyzed is 

given below the picture. The maternally inherited chromosome is written above the bar. (A and B) 

Pigments dosages are shown below the pictures. Numbers in abscissa indicate the genotype 

analyzed (reported directly on the head picture).  Cantony and w1118 female heads were used for WT 

and w- controls respectively. Bars indicate the standard error. Maternal inheritance of 

P{lacW} small RNA produced by a T-1 female results in an increased of silencing of both T-1 and 

DX1 expression in the eye. 
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Table S1. Annotation of small RNA libraries

Small RNAs were prepared from ovaries of females of the indicated genotype (Female genotype 

row). The parental origin of these females is indicated in the Parental origin row. The Cantony  and 

the w1118 strains are devoid of any transgene. Values for the different categories of sequences are 

expressed as their percentage of the total number of sequence reads that matched the D. 

melanogaster genome 5.49 in each library (Dm Matched row). Normalization factors used for 

library comparisons are indicated in the Table. Libraries were prepared using Illumina sequencing 

technologies (see experimental procedures). Library #5 was then taken as reference to normalize 

other libraries.

Table S2. Small RNA z-scores and pi/si ratios 

Relative frequency (z-score) of overlapping sense-antisense small RNA pairs in the subsets of 24-

29nt small and 20-21nt RNAs matching P{lacW} or the 42AB  locus.  Note that the cross between

BX2*/CyRoi females and  w1118 males can produce G1 females carrying the CyRoi chromosome

(and thus devoid of BX2* chromosomal) which were analyzed as controls for ovarian small RNAs

(Table S1, Library ID3, Table S2, library ID3). No significant P{lacW} small RNAs were found in

their ovaries showing that P{lacW} maternally deposited piRNAs have been degraded-diluted

before the adult stage. 
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Figure S1. Effect of mutants on 23-28nt ping-pong signatures

A-AB.  Panels show the relative frequency (z-score) of overlapping sense-antisense small RNA 

pairs in the subsets of 23-28nt small RNAs matching P{lacW} or the 42AB locus.  The genotype is

indicated above the graph. Y-AB correspond to G1 and G2 females shown on Figure 3. 

Figure S2.  Effect of mutants on 20-21nt RNAs

A-AB.  Bar plots show the abundance of 20-21nt small RNAs the matching P{lacW} or the 42AB

locus in ovaries from female of the indicated genotype. Positive and negative values correspond to 

sense and antisense reads, respectively.  Panels show the relative frequency (z-score) of overlapping 

sense-antisense small RNA pairs in the subsets of 20-21nt small RNAs (left) and of 20-21nt RNAs 

that pair with the indicated overlap with 23-28 (right),  matching P{lacW} or the 42AB  locus.  Y-

AB correspond to G1 and G2 females shown on Figure 3. 

Figure S3. Effect of mutants on ovarian endo-siRNAs 

A-N.  Length distribution of 19-29nt small RNAs matching the matching esi-1 endosiRNA

producing locus.  Bar plots show the abundance of 19-29nt small RNAs on the esi-1 locus. Positive

and negative values correspond to sense and antisense reads, respectively. Panels show the relative 

frequency (z-score) of overlapping sense-antisense small RNA pairs in the subsets of 20-21nt small 

RNAs matching the esi-1 locus.

Figure S4. piRNA distribution on partially homologous paramutations

(Graphs to the left) Length distributions of small RNAs matching P{lacW}. Positive and negative

values correspond to sense and antisense reads, respectively. (Graphs to the right) Relative 

frequency (z-score) of overlapping sense-antisense small RNA pairs in the subset of 23-28nt small 

RNAs matching P{lacW}. The nature of the cytoplasm inherited in G1 females by the BX2 cluster is

indicated at the top of the columns. The generation of the test is indicated on the right.
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Figure S5. Trans-silencing assay using different target transgenes structures

The transcript produced by the faf-lacZ transgene can be targeted by lacZ homologous piRNAs but

not by P-homologous piRNAs whereas the P-lacZ fusion transcript produced by the BQ16 

transgene, can be targeted by both types of piRNAs (see Figure 5). BX2* females having maternally

inherited various cytoplasm were tested, together with control females, for their capacities to 

repress both target transgenes in the female germline (A, faf-lacZ ; B, BQ16). The parental cross is

indicated with the genotype of female progeny stained. Maternal chromosomal complement is 

written above the bar. Overnight ovary lacZ staining is shown. A strong lacZ staining is observed 

for both target with w1118 and no lacZ repression is detected with a BX2 naïve cluster which

produces no transgenic piRNAs. RS3 represses BQ16 but, as expected, failed to repress faf-lacZ. A

BX2* cluster, paramutated by T-1 completely represses both targets.  A strong repression is also

observed for both targets with RS3BX2* females despite it is not complete at all generations (Figure

5). Thus, lacZ homologous piRNAs produced by RS3BX2* females, which result from the spreading

of piRNA production capacity within the cluster, can repress faf-lacZ and are therefore functional.

Figure S6. Paramutagenicity of partially homologous paramutation

BX2* lines having maternally inherited in G0 piRNA homologous to a subset of the BX2 P{lacW} 

transgene length, and showing strong silencing capacities at the 20th generation, were tested for 

their ability to de novo paramutate a naive BX2 locus. These P-1152BX2*, RS3BX2*, and P-

1152+RS3BX2* females were crossed with males carrying a BX2 naïve cluster and G1 progeny having

paternally, but not maternally, inherited a BX2 cluster were crossed to establish lines (A). These

lines carry a second order paramutated  locus. These lines were subsequently tested for trans-

silencing capacities at generations 1, 4 and 36 (B). The TSE percentage is indicated with the 

number of egg chambers counted in parenthesis.  Strong silencing capacities are observed over 

generations showing that P-1152BX2*, RS3BX2* and P-1152+RS3BX2* capacities are strongly

paramutagenic. 
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Figure S7. Effect of maternal transmission of piRNA limited to the P{lacW}  820bp P-element 

sequence on a BX2 naïve cluster

BX2 males carrying a P{lacW} naive cluster were crossed to females Lk-P(1A) which carry

complete P-elements inserted in a telomeric piRNA producing locus at the heterozygous state. Lk-

P(1A) females have a very strong capacity to repress P-element transposition and P-induced hybrid

dysgenesis. Female progeny were recovered which carry the BX2 locus but did not carry the

telomeric P-copies. These G1 females inherited a cytoplasm carrying piRNA homologous to the

complete P-element, which therefore cover only the first 587bp and the last 233bp of the BX2

P{lacW} transgene length (10691bp). Lines were established and the silencing capacities of these

putative of  Lk-P(1A)BX2* lines were tested in subsequent generations using BQ16 and faf-lacZ

targets as in Figure 5 and are presented similarly. In addition, deep sequencing of ovarian small 

RNAs was performed in G3 and G5. TSE controls tests performed with RS3, BX2 naïve and T-1BX2*

are reprinted from Figure 5. TSE assays show that silencing capacities of  Lk-P(1A)BX2* lines  are null

at all generations tested. Accordingly, no P{lacW}  homologous piRNAs were detected at

generations 3 and 5. Inheritance of piRNAs homologous to 820bp out of the 10691bp of the 

P{lacW}  transgene does not result in BX2 paramutation.
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Dans cet article, nous avons montré que le locus BX2* requiert les deux voies, 

primaires et secondaires, de la machinerie piRNA. En effet, les capacités de répression et de 

production des piRNAs du locus BX2* sont dépendantes des protéines Rhino et Cutoff, 

impliquées dans la production des précurseurs de piRNAs, de Zucchini, impliquée dans 

la biogenèse des piRNAs primaires, et de Aub, impliquée dans la biogenèse des 

piRNAs primaires et secondaires. Le locus BX2* produit également des siRNAs dépendant 

de Dicer-2, impliquée dans la biogenèse des siRNAs. Ces siRNAs ne sont nécessaires ni à la 

répression, ni à la mise en place de la paramutation (de Vanssay et al. 2012 ; Hermant et 

al. en préparation). Nous avons constaté la production d’une très faible quantité de siRNAs 

indépendante de Dicer-2 et présentant une certaine signature Ping-Pong avec les piRNAs. 

De plus, nous avons montré qu’il est possible d’obtenir une activation de novo du locus 

BX2 par transmission maternelle de piRNAs homologues uniquement sur une partie du 

transgène. L’analyse des petits ARNs ovariens de ce locus montre qu’il produit deux types 

de petits ARNs : piRNAs et siRNAs, tout le long de sa séquence alors qu’il n’en a reçu 

seulement que sur une partie. Par ailleurs, les piRNAs du locus BX2*, produits par les 

régions qui n’ont pas reçu de piRNAs maternels, sont fonctionnels car ils sont capables de 

réprimer un transgène cible (faf-lacZ). Enfin, nous avons montré qu’il y a un impact 

somatique d’un héritage maternel des piRNAs du locus T-1 sur deux systèmes « read-out 

», le cluster de transgènes T-1 lui-même et le cluster de transgène DX1 dans les yeux 

adultes. 

Donc, nous avons activé de novo un locus BX2 par transmission de piRNAs maternels pour la

production de piRNAs primaires et secondaires chez le zygote. Cela signifie qu’il est possible 

qu’à chaque génération, la transmission maternelle de piRNAs active l’ensemble de clusters 

de piRNAs, ainsi que de nouveaux loci composés de séquences répétées et transcrits dans les 

deux sens. 
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VIII/ Emergence d’un locus producteur de piRNAs par un 

phénomène environnemental 

1/ Activation du locus BX2 par la chaleur 

La paramutation liée aux piRNAs chez la drosophile correspond à un transfert entre 

loci homologues de la capacité à produire de piRNAs. Ceci peut avoir une implication 

importante dans l’augmentation du nombre de loci producteurs de piRNAs au sein d’un 

génome. Mais comment le premier locus producteur de piRNAs a-t-il pu démarrer ? A-t-il pu 

par exemple  démarrer par un stress? 

Des lignées BX2naif et T-1naif ont été utilisées pour répondre à cette question. Il a été

testé l’effet de la température. Il a été montré en effet dans le passé que la chaleur augmente 

les capacités répressives des éléments P télomériques insérés dans des loci producteurs de

piRNAs (Marin et al. 2000). L’hypothèse est que la chaleur pourrait induire un stress qui

augmenterait la production de piRNAs. 

  Stéphane et Valérie Delmarre au laboratoire ont donc entrepris la construction de 

souches portant un locus BX2naïf avec une cible (BX2, P1039/Cy et BX2/Cy ; BQ16, 

nosgal4/Sb) et un locus T-1 naïf avec une cible (T-1, P1039/Cy). Ces lignées ne présentent pas

de capacités répressives. Il est en effet possible de générer une souche T-1naïf car le passage

par voie paternelle du locus T-1 lui fait perdre de façon stable ses capacités répressives.

Toutes ces lignées ont été passées successivement de 25°C (pour la ponte) à 29°C (pour le 

développement) pendant plusieurs mois et ont été testés en coloration LacZ. La plupart des

lignées sont devenues répressives (10 lignées sur 14). Il a donc été possible d’activer de novo

par la chaleur des clusters BX2naif et T-1naif. Par contre, les mêmes lignées toujours maintenues

à 25°C n’ont montré aucune activité répressive sur cette même période. Les lignées activées 

ont été, ensuite, replacées à 25°C et j’ai repris leur analyse en établissant 5 sous-lignées de 

chaque condition.

La question biologique est : est-ce que ces clusters que nous appellerons BX2� et T-1�,

activés de novo par une température de 29°C et ramenés ensuite à 25°C, sont semblables du

point de vue fonctionnel et moléculaire aux souches BX2* et T-1 ? Cela implique en premier

lieu leur stabilité au cours des générations après leur retour à 25°C. 
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Discussion

Au cours de ma thèse, j’ai travaillé sur deux phénomènes d’activation de novo d’un

locus producteur de piRNAs : activation par les piRNAs transmis maternellement et par la 

chaleur. Dans le premier cas, nous avons vu qu’il est possible d’activer de façon stable de 

novo, via une transmission maternelle de piRNAs, la production de piRNAs par un locus BX2

qui est « dormant » pour cette production. Il s’agit du premier cas de paramutation stable chez 

l’animal. En effet, ce cluster BX2 activé de novo par des piRNAs homologues présente toutes

les propriétés d’un locus paramuté : 1/ il a acquis, de façon autonome, la capacité à produire 

des piRNAs et ce de façon stable, 2/ il est devenu paramutagénique. Le locus BX2* est

capable de produire des piRNAs primaires et secondaires, sens et antisens comme le locus qui 

l’a paramuté ou le locus producteur de piRNAs de référence 42AB. Il produit également des 

siRNAs qui, de façon surprenante, sont dépendants de la voie des piRNAs. Nous avons de 

plus montré que le locus BX2 peut être paramuté, de façon relativement stable, lors d’une

paramutation partiellement homologue, même si toutefois, cette dernière montre une certaine 

instabilité que ne présente pas le locus BX2* lorsque la paramutation est complément

homologue. Enfin, nous avons observé un effet somatique dans l’œil des piRNAs hérités 

maternellement. Dans un second temps, nous avons montré qu’il est possible d’activer de 

novo par la chaleur un locus producteur de piRNAs qui présentent l’ensemble des propriétés

fonctionnelles et moléculaires comme un locus activé de novo par les piRNAs transmis

maternellement. 

Le locus BX2*, un cluster bidirectionnel de piRNAs :

L’analyse des petits ARNs ovariens montre que ce locus produit des piRNAs sens et 

antisens tout comme le locus 42AB. La localisation et l’analyse transcriptionnelle de BX2*

par RT Q-PCR montre que ce cluster est un cluster bidirectionnel. En effet, il est inséré dans 

le premier intron du gène AGO1 en antisens. Nous avons vérifié, par RT Q-PCR, que cette

insertion n’altère pas la transcription de ce gène impliqué dans la voie des miRNAs. De façon 

surprenante, il n’y a pas de différence transcriptionnelle entre BX2naïf et BX2* qui sont tous

deux transcrits faiblement. Il est cependant possible que la différence entre les deux loci, 

activé ou non, soit chromatienne. L’une des hypothèses est qu’il y aurait un recrutement du 

complexe RDC au niveau du locus activé par les piRNAs transmis maternellement. Ce 

recrutement permettrait l’envoi des transcrits de BX2* vers la voie des piRNAs. De plus, il a
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été montré que les clusters bidirectionnels pouvaient ou non être dépendant de Rhino et donc 

du complexe RDC (Mohn et al. 2014). Le fait que le locus BX2 soit sensible à Rhino et Cutoff 

tend à montrer qu’il est sensible au complexe RDC. Il nous faut montrer maintenant la 

présence par ChIP Q-PCR des protéines Rhino et Cutoff sur le locus BX2* et tester si elles 

sont absentes du locus BX2naïf. J’ai de plus essayé de le tester par ChIP Q-PCR mais la mise 

au point de l’expérience n’a pas abouti pour le moment. J’ai essayé de tester la colocalisation 

de BX2 et Rhino par DNA Fish. Il est possible de visualiser le cluster BX2* dans les noyaux 

de cellules sous forme de foci similaires à ce qui est observé pour le locus 42AB (Mohn et al 

2014). Rechercher une colocalisation avec Rhino et Cutoff constitue un de nos projets. Une 

expérience indirecte, menée par Adrien Le Thomas, montre la présence de Rhino et Cutoff, 

par ChIP Q-PCR, sur le locus T-1 lorsque celui-ci est hérité maternellement (Le Thomas et al. 

2014).  La détection de la présence de Rhino et Cutoff doit être testée maintenant sur le locus 

BX2* pour comprendre le mécanisme même de la  paramutation. De plus, il a été montré qu’il 

existe une différence chromatienne entre les loci BX2naïf et BX2*, puisqu’il y a plus de 

marques H3K9me3 lorsque le locus BX2 est activé (Le Thomas et al. 2014). Toutefois, 

l’expérience essentielle reste à être réaliser sur un locus BX2* après au moins deux 

générations après paramutation pour tester quel est l’état chromatinien d’un locus paramuté à 

l’équilibre. Il a été montré que le  locus BX2  forme un îlot hétérochromatique en contexte 

euchromatique, d’après des expériences d’hybridation sur chromosomes polytènes avec la 

protéine HP1 (Dorer and Henikoff 1994, 1997). Il est possible que le locus non activé soit 

enrichi en HP1 mais avec peu de Rhino ne permettant pas la production de piRNAs. Par 

contre, le locus activé serait enrichi en Rhino, mais avec peu de HP1, permettant la 

production de piRNAs. Il y aurait donc une balance entre Rhino et HP1 pour favoriser la 

production ou non de piRNAs. Néanmoins, cela ne peut être la seule explication car il 

existe des clusters de piRNAs germinaux indépendant de Rhino et riche en HP1 qui sont 

capable de produire des piRNAs, qui représentent 15% des loci sources de piRNAs 

(Mohn et al. 2014).  Ces clusters indépendant de Rhino (appelé RI-SL pour « Rhino-

independent Source loci ») peuvent être unidirectionnels et bidirectionnels (Mohn et al. 

2014). Il existe, donc, un paramètre qui permet la production de piRNAs. La grande 

question est quelle est la nature de ce paramètre ? 
 Il a été observé que les protéines Rhino et Cutoff n’avaient pas le même effet sur la 

biogenèse des piRNAs selon les clusters. En effet, il est observé une baisse des piRNAs 

produits par l’ensemble des clusters de piRNAs en contexte mutant pour cutoff alors que

certains clusters ne sont pas dépendant de Rhino (Klatenhof et al. 2009 ; Pane et al. 2011 ;
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Mohn et al. 2014). L’une des hypothèses concernant la fonction de Cutoff est que Cutoff

pourrait se fixer à l’extrémité 5’ des transcrits à la place du complexe de coiffe (complexe 

CBC « cap-binding complexe »). Cutoff permettrait ainsi d’identifier ces transcrits en tant que

précurseurs de piRNAs. Etant donné que la protéine Cutoff présente un effet général sur tous 

les clusters, il est possible que ce soit cette protéine qui rende un cluster producteur de 

piRNAs et soit donc le paramètre recherché qui spécifie un locus producteur de piRNAs. Afin 

de répondre à cette question, je propose de tester par ChIP seq la présence de Cutoff sur tous 

les clusters de piRNAs. En effet, si c’est Rhino qui permet le recrutement de Cutoff sur les 

clusters de piRNAs, il est possible que la protéine HP1 fasse de même pour les clusters 

indépendants de Rhino.

Le fait que ce locus BX2 soit bidirectionnel et riche en H3K9me3, et donc 

hétérochromatique, peut être à l’origine du fait que l’activation de novo par les piRNAs ait pu 

se faire. En effet, les clusters producteurs de piRNAs sont localisés dans des régions 

hétérochromatiques favorables à la production des piRNAs. De plus, mis à part le cluster 2, 

tous les clusters germinaux sont bidirectionnels. De plus, ce locus contient des séquences 

répétées d’ETs tout comme les clusters de piRNAs. Ce locus BX2 aurait donc toutes les 

potentialités transcriptionnelles et génétiques requises pour une production de piRNAs 

pourvue que celle-ci soit initiée. Il serait possible de tester si le fait d’être transcrit dans les 

deux sens et riche en H3K9me3 est suffisant pour permettre d’activer un cluster producteur de 

piRNAs. Il a été montré par l’utilisation de transgène lacI ::Rhino et lacO :: GFP , qu’il est 

possible de forcer le recrutement de Rhino sur le transgènes lacO ::GFP qui produit alors des 

piRNAs uniquement lorsque ce transgène est transcrit dans les deux sens (Zhang et al. 2014). 

En utilisant ce même système, il serait possible d’hyperméthyler un transgène lacO ::GFP par 

un transgène lacI :: histone méthyle transférase (Su(var)3-9, G9a), afin de voir s’il est 

capable de recruter la protéine Rhino et de produire des piRNAs lorsqu’il est transcrit dans les 

deux sens. 

La production de piRNAs dépend d’un phénomène trans-générationnel maternel:

Afin d’expliquer la paramutation par transmission maternelle de piRNAs, nous avons 

proposé un modèle dans lequel le dépôt maternel de piRNAs dans l’embryon pourrait agir sur 

les cellules de la future lignée germinale (de Vanssay et al. 2013). En effet, il a été montré

qu’il y a un dépôt de piRNAs maternels dans les embryons, ainsi qu’une forte accumulation 

de protéines Piwi et Aub au pôle postérieur des embryons où se trouvent ces futures cellules 
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germinales (Harris and Madocnald, 2001 ; Megosh et al. 2006 et Brennecke et al. 2007 et

2008). Nous proposons que les piRNAs chargés par Piwi puissent aller agir au niveau des 

noyaux de ces cellules afin de recruter les protéines du complexe RDC, entre autres, ce qui 

permettrait d’identifier les loci homologues aux piRNAs comme clusters de piRNAs. 

Parallèlement, les piRNAs chargés par Aub, et AGO3 dans une moindre mesure, pourraient 

aller agir dans le nuage afin d’initier la production de piRNAs secondaires via le Ping-Pong.

Le fait d’avoir activé de novo un locus pour la production de piRNAs via une transmission

maternelle de piRNAs permet de proposer l’hypothèse que l’activation de tous les clusters de 

piRNAs pourrait se faire à chaque génération de cette façon. En effet, lors du maintien de la 

paramutation de BX2*, à chaque génération, le locus apporté paternellement est probablement

« mis à nu » d’un point de vue chromatinien et en quelque sorte reparamuté par les piRNAs 

homologues transmis maternellement. De plus, il a été montré un rôle trans-générationnel de

piRNAs au locus T-1 (Le Thomas et al. 2014). Il est ainsi possible d’envisager que, non

seulement les piRNAs permettraient le maintien des clusters dans les cellules germinales 

adultes, mais également qu’ils seraient à chaque génération à l’origine de l’activation des 

clusters dans les cellules germinales embryonnaires. 

Le locus BX2*, un cluster de piRNAs qui produit des siRNAs :

De nombreux papiers relatent la présence de siRNAs présent dans les ovaires (Klenov 

et al. 2007, Malone et al. 2009, Olivieri et al. 2012, Donertäs et al. 2013), et plus précisément 

issus des clusters de piRNAs (Czech et al. 2008, Pane et al. 2011, Preal et al. 2012, Muerdter 

et al. 2013, Le Thomas et al. 2014). Nos analyses montrent que le locus BX2* produit 

des siRNAs dépendants de Dicer-2 qui sont sensibles également au mutant de gènes 

impliqués dans la voie des piRNAs (Hermant et al. en préparation). L’une des hypothèses 

est que ces siRNAs seraient issus de précurseurs de piRNAs. En effet, le fait d’affecter la 

production des précurseurs de piRNAs, en contexte mutant pour rhino et cutoff, affecte la 

production des siRNAs du locus BX2. De plus, le fait d’affecter la production des 

piRNAs primaires, en contexte mutant pour zucchini, affecte également la production de 

siRNAs du locus BX2. L’une des données étonnantes est que ces siRNAs sont dépendants 

d’Aub qui intervient dans le Ping-Pong. Néanmoins, il a été montré que la mutation d’aub 

affecte la biogenèse générale des piRNAs car sa mutation affecte la localisation des 

principales protéines intervenant dans la voie des piRNAs, à savoir Piwi, Vasa et AGO3 

(Li et al. 2009). En particulier, Piwi n’est plus nucléaire ce qui aurait pour 
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conséquence d’affecter toute la biogenèse des piRNAs puisque Piwi a été montré impliqué 

être dans le maintien des clusters de piRNAs (Mohn et al. 2014). L’une des hypothèses pour 

expliquer le fait que les siRNAs dépendent de la voie des piRNAs est que lors de la biogenèse 

des piRNAs, les précurseurs de piRNAs entrent dans le nuage où ils sont clampés par Vasa 

(Xhiol et al. 2014). Ceci permettrait un rapprochement des précurseurs de piRNAs sens et 

antisens afin de favoriser le Ping-Pong. Ce rapprochement de deux molécules 

complémentaires générerait par le fait du hasard des précurseurs d’ARNs double brins 

reconnus par Dicer-2 favorisant ainsi la production de siRNAs. A l’inverse, dans la Figure S1  

(J) Hermant et al. en préparation, l’absence de Dicer-2 serait favorable à un meilleur 

fonctionnement du Ping-Pong car tous les précurseurs de piRNAs s’engageraient dans la voie 

des piRNAs. Une autre question est : est-ce que les siRNAs sont fonctionnels dans les 

ovaires ? Nous avons montré qu’ils ne sont pas nécessaires à l’activation du locus BX2, ni à la 

capacité répressive de BX2. Néanmoins, nous essayons de tester, par génétique à l’aide d’un 

transgène que générerait un transcrit lacZ-hairpin, s'il est possible d'activer le locus BX2 que par 

des siRNAs produit à partir de la séquence lacZ et d'étudier les capacités répressives et 

paramutagéniques d'un tel locus. 

Un autre résultat intéressant est qu’en contexte mutant pour Dicer-2, il y a encore

production d’un peu de siRNAs qui présentent une signature siRNAs-piRNAs aussi bien pour 

le locus BX2 que pour le locus 42AB (Hermant et al. en préparation). Cela signifie qu’il

pourrait y avoir une population d’ARNs de 21nt qui ne serait pas dépendante de Dicer-2 mais 

issue d’un Ping-Pong atypique. Lors de la biogenèse des piRNAs secondaires, il y aurait 

production d’ARNs de 21nt. Est-ce que ces ARNs de 21nt sont des produits de dégradation ? 

Le locus BX2 activé de novo par des piRNAs présentant une couverture partielle 

du locus :

Nous avons testé un cas d’activation du locus BX2 par des piRNAs ne couvrant pas

toute la longueur du locus. Une première expérience avait été menée dans laquelle cette 

activation était possible mais instable (de Vanssay et al. 2012). Je me suis alors demandé

quelle en est raison. Est-ce dû au fait que le cluster donneur de piRNAs est que partiellement 

homologue ou est-ce dû au fait que le cluster donneur de piRNAs est localisé à un autre site 

génomique que le locus BX2 ? Etonnement, mes résultats ont montré qu’une activation de 

novo du locus BX2 par des piRNAs présentant une couverture partielle du locus ciblé qui est

situé sur un autre chromosome est possible de façon stable (Hermant et al. en préparation).
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Cela montre qu’une paramutation peut être générée : 1- même si le locus paramutagénique est 

sur un chromosome différent du locus paramuté, 2- les piRNAs produits par le locus 

paramutagénique ne couvrent pas la totalité du locus paramuté. Cela confirme que le pairing

entre les deux épiallèles n’est pas nécessaire contrairement à ce qui est suggère dans certains 

cas de paramutation chez les plantes (de Vanssay et al. 2012). En effet, lors de la

paramutation du locus BX2, les deux épiallèles ne sont jamais présents dans le même génome.

Ce sont les piRNAs qui induisent la paramutation. Il s’agit donc une paramutation par un 

produit diffusible. Je me suis alors demandé quel pouvait être le profil de production de petits 

ARNs ovariens de ces locus BX2* paramutés par des piRNAs présentant une couverture

partielle du locus. L’analyse de séquençage a montré que le locus BX2 activé de novo par des

piRNAs présentant une couverture partielle du locus est capable de produire de piRNAs tout 

le long du locus (Hermant et al. en préparation). Il y a donc, propagation en cis de capacité à

produire des piRNAs. L’une des hypothèses est que lors de la transmission maternelle des 

piRNAs, ces derniers vont activer le locus et permettre que le transcrit dans son ensemble 

devienne précurseur de piRNAs entrant dans la biogenèse de piRNAs une fois sorti du noyau. 

Ces transcrits pourraient donc générer des piRNAs sur toute sa longueur démarrant ainsi la 

production de piRNAs primaires et secondaires. De plus, ces piRNAs issus des séquences du 

transcrits, qui n’ont pas reçu de piRNAs maternels, sont fonctionnels car ils ont des capacités 

répressives (Hermant et al. en préparation). J’ai également testé une paramutation du locus de

BX2 avec une souche portant un élément P complet (Lk-P(1A)). L’homologie entre l’élément

P et le locus BX2 est limité aux pieds de l’élément P qui bornent chaque transgène P{lacW},

soit 820pb (sur 10691pb). Un locus BX2 ne présente pas de capacités de répression et ni de

production de piRNAs lorsqu’il est paramuté par Lk-P(1A). Cela signifierait que pour activer

un locus, il faudrait qu’il y ait une transmission de piRNAs maternels sur une longueur 

minimale de la séquence. 

Néanmoins, les trois expériences d’activation partielle testées (P-1152BX2*, RS3BX2*, P-

1152+RS3BX2*) peuvent être instables contrairement à une activation « totale » toujours stable

(Hermant et al. en préparation Figure 4). Ces résultats sont surprenants maintenant qu’il a été

montré qu’il y a propagation en cis de la production de piRNAs. En effet, l’hypothèse, qui

expliquerait l’activation de novo par les piRNAs, est que les piRNAs transmis maternellement

pourraient aller dans le noyau des cellules de la future lignée germinale afin de promouvoir le 

recrutement du complexe RDC au locus (de Vanssay et al. 2013). Cette hypothèse est

supportée par le fait que le recrutement du complexe RDC aux clusters de piRNAs serait 

Piwi-dépendant, autrement dit dépendant de la production de piRNAs (Mohn et al. 2014). Il 
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est difficile de comprendre cette instabilité puisque le locus « partiellement » activé produit 

des piRNAs tout le long du transcrit et donc devrait permettre le recrutement du complexe 

RDC tout le long du locus à la génération suivante, ce qui devrait conduire à la stabilité de la 

production des piRNAs. Autrement dit, dès la 3e génération, les piRNAs produits par P-

1152BX2* sont apparemment les mêmes que ceux de T-1BX2*, et pourtant leur devenir dans les

générations suivantes est différent (Figure 31). Quel est le support moléculaire de cette 

différence ? Afin de savoir s’il y a un dépôt du complexe RDC tout le long du locus, il est 

prévu de tester par ChIP la présence de Rhino et Cutoff sur le locus BX2, également, dans ces

conditions « d’activation partielle ». Il est possible d’envisager également l’implication d’un 

paramètre protéique inconnu qui pour des raisons, que je ne comprends pas encore, 

différencierait des loci activés partiellement ou non. Il pourrait être envisagé que le dépôt 

maternel de piRNAs permette le dépôt, précocement, d’une marque chromatienne permettant 

d’activer la production de piRNAs. Mais, dès la 3e génération, il y a production de piRNAs 

tout le long du locus, cette activation devrait devenir stable au cours du temps. Or, ce n’est 

pas le cas. L’autre possibilité est que le dépôt de ce paramètre protéique inconnu tout le long 

du locus soit lent et responsable de l’instabilité. En effet, la propagation de cette protéine en 

cours du temps pourrait être dépendante des marques euchromatiques déjà présentes. Le ratio 

de cette protéine inconnue et des protéines euchromatiques déjà présentes pourrait déterminer 

cette instabilité. Une autre hypothèse est que la quantité de piRNAs transmise maternellement 

doive dépasser un seuil pour obtenir une activation stable. Néanmoins, dès la 3e génération, il 

y a production de piRNAs de façon comparable à un locus activé de novo par le locus T-1. De

la même façon, dès la 3e génération, cette activation devrait devenir stable. De plus, le locus 

BX2* est capable d’activer de novo un locus BX2naïf également de façon stable, et ce jusqu’au

5e ordre de paramutation (de Vanssay et al. 2012).  Une analyse moléculaire de ces loci doit

être réalisée afin de comprendre cette instabilité et identifier ce paramètre caché. On pourrait 

imaginer faire une analyse en spectrométrie de masse du cluster P-1152BX2* sur les régions qui

ont reçu les piRNAs (lacZ) versus les régions qui n’ont pas reçu de piRNAs (white) afin de

voir si le profil de protéines identifiées est le même sur les deux séquences. La difficulté serait 

d’isoler les séquences d’intérêt sans perdre les protéines qui y sont associées. 
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des lignées plus stables, il est possible que le locus BX2 produise « naturellement » ces 

piRNAs particuliers car ici il ne reproduirait pas des piRNAs transmis. 

Activation de novo d’un locus producteur de piRNAs par la chaleur :

 L’activation de novo d’un cluster par les piRNAs est due à un phénomène d’héritage 

maternel. Ceci pourrait être à l’origine de l’activation et donc au maintien des clusters de 

piRNAs au cours des générations. Mais comment a pu démarrer le premier cluster ? Cette 

interrogation est supportée par le fait que nous ne savons pas pourquoi le locus T-1 est devenu 

producteur de piRNAs puisque que celui-ci est issu de BX2naïf. L’une des hypothèses est que 

la souche a pu être oubliée dans une pièce à température non contrôlé, supérieure à 25°C,  qui 

serait à l’origine du démarrage du locus T-1. En effet, il a été montré dans le cas de la 

répression de P, que le locus télomérique répresseur producteur de piRNAs a de meilleures 

capacités répressives à haute température (29°C) (Ronsseray et al. 1984). Nous avons montré 

qu’il est possible d’activer de novo la production de piRNAs des loci BX2 naïf et T-1naïf par la 

chaleur (29°C). Ces loci présentent toutes les propriétés fonctionnelles et moléculaires d’un 

locus activé de novo par la transmission de piRNAs maternels. Il est possible que 

l’augmentation de température  agisse au niveau de l’expression du locus producteurs de 

piRNAs en affectant sa transcription. La biogenèse de piRNAs requière des protéines co-

chaperones telles que Hsp83 (une protéine heat-shock),  qui permettrait le chargement de la 

protéine Piwi sur les piRNAs (Specchia et al. 2010). Une autre hypothèse est qu’une 

augmentation de la température pourrait stimuler Hsp83 qui stimulerait, à son tour, la 

production de piRNAs. 

Implications évolutives des phénomènes d’activations de novo des clusters 

producteurs de piRNAs :

D’un point de vue évolutif, l’activation de novo d’un locus producteur de piRNAs par 

certains facteurs environnementaux permettrait de comprendre l’émergence des premiers 

clusters de piRNAs. Ensuite, l’augmentation du nombre de clusters de piRNAs aurait pu se 

faire par transmission maternelle de piRNAs homologues et donc par paramutation. Les 

clusters de piRNAs sont composés de nombreuses séquences dégénérées de différents ETs 

pouvant être communs à plusieurs clusters. L’activation de clusters a pu se faire comme le 

principe des chaines de dominos, où un ou plusieurs clusters, ayant été activés par la chaleur, 

ont pu activer à leur tour d’autres clusters par la transmission de leurs piRNAs et ainsi de 
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suite, permettant ainsi la propagation à travers le génome de la capacité à produire des 

piRNAs (Figure32). Cette dernière propagation du nombre de clusters de piRNAs au sein du 

génome n’aurait plus besoin de stress environnemental pour être maintenue. Néanmoins, 

l’instabilité observée lors de l’activation par des piRNAs partiellement homologues, révèle 

que cette propagation entre loci pas complétement homologues n’est pas toujours totalement 

efficace. Il est possible que ces activations permettent la propagation des clusters de piRNAs 

mais de façon modérée, afin de ne pas envahir tout le génome. En effet, il n’y pas que les 

séquences répétées qui produisent des piRNAs. Il a été identifié des piRNAs issus de régions 

codantes qui produisent de piRNAs et peuvent être considéré comme des clusters 

unidirectionnels (Brennecke et al. 2007 ; Robine et al. 2009 ; Saito et al. 2009). Ainsi une 

efficacité modérée de l’activation des loci producteur de piRNAs permettrait de maintenir une 

répression efficace d’ETs sans pour cela être néfaste pour l’expression du génome. Le 

paramètre moléculaire inconnu en Figure 31 pourrait permettre cette efficacité modérée. 

Néanmoins, il est possible que dans la nature la paramutation partiellement homologue soit 

plus efficace dans la nature que celle testée avec le locus P-1152 car les clusters 

paramutagéniques restent présents dans le génome. Ce n’est pas le cas de la paramutation 

partiellement homologue où seuls les piRNAs du locus paramutagénique sont transmis. 
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Conclusion

Nous avons découvert qu’il est possible d’activer de novo la production de piRNAs 

par deux processus que sont la transmission maternelle de piRNAs et un facteur 

environnemental. Ces loci de piRNAs activés de novo présentent les propriétés fonctionnelles 

et moléculaires d’un cluster de piRNAs « classique ». En effet, le locus BX2 activé de novo

produit des piRNAs et des siRNAs qui sont dépendants des protéines de la biogenèse de 

piRNAs. L’étude d’une activation par des piRNAs ne couvrant qu’une partie du locus activé a 

montré que ce système d’activation est un phénomène général mais montre également que 

cette activation peut présenter parfois des effets modérés. L’activation de novo des loci 

producteurs de piRNAs par la chaleur peut permettre de comprendre comment s’est faite 

l’émergence des premiers clusters de piRNAs. L’ensemble des données de cette thèse 

pourraient permettre de comprendre comment, d’un point de vue évolutif et mécanistique, 

s’est faite à la fois l’émergence des premiers clusters de piRNAs ainsi que leur propagation 

dans le génome, une étape importante du façonnage de l’épigénome.  
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