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6

CENP-A est le variant d’histone qui remplace spécifiquement l’histone H3 au niveau des 
centromères et confère ses propriétés uniques à la chromatine centromérique. La cristallographie 
aux rayon X, ainsi que la digestion à la MNase des nucléosomes contenant CENP-A suggèrent 
une flexibilité de l’ADN entrant et sortant de ce nucléosome. 

Néanmoins ces déductions restent aujourd’hui au stade hypothétique, en particulier, rien n’est 
connu sur le rôle éventuel de cette particularité dans la fonction du nucléosome CENP-A. 
L’utilisation de la cryo-électromicroscopie nous a permis de déterminer les caractéristiques de 
la dynamique de l’ADN sortant du nucléosome CENP-A. 

Nos analyses biochimiques, protéomiques et de pseudo-génétiques révèlent que la flexibilité 
élevée de l’ADN du nucléosome CENP-A ne permet pas l’interaction avec l’histone de liaison 
H1. In vitro, remplacer les 2 tours de l’hélice αN de CENP-A avec les 3 tours de l’hélice αN de 
H3 permet de restaurer l’interaction de l’histone H1. In vivo, le replacement des nucléosomes 
CENP-A par des nucléosomes contenant l’histone hybride αNH3-CENP-A permet également 
le recrutement de H1, mais cela conduit également à la délocalisation d’un certain nombre 
de protéines du kinétochore. Ce kinétochore ne permet pas une ségrégation correcte des 
chromosomes ce qui conduit à des phases de mitose et de cytokinèse défectueuses. 

L’ensemble de ces données montre que la conservation au cours de l’évolution de la flexibilité 
de l’ADN dans le nucléosome CENP-A est essentielle pour l’accomplissement de la division 
cellulaire.

Mots clés

Chromatine, variant d’histone, CENP-A, structure du nucléosome.

Résumé
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CENP-A is an histone variant, which replaces histone H3 at centromeres and confers unique 
properties to centromeric chromatin. The crystal structure and MNase digestion of CENP-A 
nucleosome suggests flexible nucleosomal DNA ends but their dynamics in solution remains 
elusive and their implication in centromere function is unknown. 

Using electron cryo-microscopy we determined the dynamic solution properties of the CENP-A 
nucleosome. Our biochemical, proteomic and genetic data reveal that the high flexibility 
of the DNA ends impairs histone H1 binding to the CENP-A nucleosome. Substituting the 
2-turn αN-helix of CENP-A with the 3-turn αN-helix of H3 results in particles able to bind 
histone H1. In vivo replacement of CENP-A nucleosomes with the same αNH3-CENP-A hybrid 
nucleosomes leads to H1 recruitment, delocalization of kinetochore proteins and significant 
mitotic and cytokinesis defects. 

Put together, ourdata reveal that the evolutionarily conserved flexible ends of the CENP-A 
nucleosomes are essential to ensure the fidelity of the mitotic pathway. 

Key words

Chromatin, histone variant, CENP-A, nucleosome structure.

Abstract
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La chromatine est la forme sous laquelle se présente l’information génétique des cellules 
eucaryotes. Elle a été identifiée en 1881 par Walther Flemming qui la nomma ainsi en raison 
de son affinité pour les colorants. La chromatine a pour fonction primaire la compaction de 
l’ADN dans un faible volume afin de permettre à celui-ci de tenir dans l’espace restreint d’une 
cellule. De par sa structure et sa composition, la chromatine permet également la protection de 
l’ADN contre les dommages, le contrôle de l’expression des gènes et la réplication de l’ADN. 
Elle correspond donc à l’association entre l’ADN, les ARN et un certain nombre de protéines. 
Sa composition globale comprend un tiers d’ADN et deux tiers de protéines. La moitié de 
cette fraction protéique est composée de petite protéines très basiques appelées histones, l’autre 
moitié étant composée de protéines diverses appelées par opposition « protéines non-histones ».

1.1 Le nucléosome
Le nucléosome représente l’unité de répétition fondamentale de la chromatine. La particule 
de cœur du nucléosome ou nucleosome core particle (NCP) est constituée d’un fragment de 
147 paires de bases d’ADN qui viennent s’enrouler autour d’un octamère d’histones (Luger 
et al., 1997) (Figure A1). Les particules de cœur sont ensuite connectées entre elles par de 
l’ADN non enroulé, nommé ADN de liaison et pouvant comporter jusqu’à 80 paires de bases. 
Au sens stricte du terme, un nucléosome est défini comme l’addition d’une particule de cœur 
avec l’ADN de liaison, bien qu’il soit souvent utilisé pour désigner la particule de cœur. Enfin 
l’addition de l’octamère d’histones, d’une histone de liaison et de 166 paires de bases d’ADN 
de liaison forme le chromatosome (Figure A1).

1.1.1 Les histones

Les histones représentent environ la moitié de la composition protéique de la chromatine. Ce 
sont de petites protéines d’environ 15 kDa qui sont toutes très basiques. Il en existe cinq familles, 
H1, H2A, H2B, H3 et enfin H4. Les histones de la famille H1 sont dites histones de liaison et 
participent à la formation du chromatosome (Figure A1). Les quatre autres familles composent 
l’octamère d’histones au centre de la particule de cœur et sont donc dites histones de cœur.

Les quatre histones de cœur partagent une structure générale identique consistant en un domaine 
central, globulaire et structuré, auquel vient s’additionner une queue carboxy-terminale ainsi 
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qu’une queue amino-terminale toutes deux non structurées (Figure A2a). De façon générale, 
la queue N-terminale est relativement longue alors que la queue C-terminale n’est souvent 
constituée que de quelques résidus. La caractéristique principale et essentielle du domaine 
globulaire est la présence de l’histone fold domain (HFD). Ce domaine est formé d’une longue 
hélice α centrale flanquée par deux hélices α plus petites auxquelles elle est reliée par deux 
courtes boucles (Figure A2b) (Arents et al., 1991). Le domaine HFD permet la dimérisation 
des protéines qui le contiennent, grâce à une interaction généralement requalifiée de « poignée 
de main » (Figure A2c) (Arents and Moudrianakis, 1993). Ce motif est, en plus des histones, 
retrouvé dans un très grand nombre de protéines et il définit la famille des protéines histone-like.

Les queues terminales des histones de cœur sont très divergentes entre les quatre familles, mais 
aussi au sein des variants qui composent une même famille (voir paragraphe 1.4).

Les histones de la famille H1 ne présentent pas de similarité avec les histones de cœur. Ils 
ont une structure à trois domaines : un domaine N-terminal d’environ 45 résidus, un domaine 
central globulaire très conservé d’environ 75 résidus ; et un domaine C-terminal d’une centaine 
de résidus (Happel and Doenecke, 2009). Les domaines N- et C-terminaux des différents 
sous-types d’histones H1 sont variables en taille et en séquence, mais possèdent tous une 
proportion importante de résidus basiques. Le domaine C-terminal n’est pas structuré en 
solution aqueuse, mais gagne une structure secondaire sitôt associé à l’ADN  (Roque et al., 

Figure A1 | Le nucléosome. Représentation schématique des différentes sous-parties du nucléosome. La 
particule de cœur est formée de l’octamère d’histones autour duquel viennent s’enrouler environ 150 paires 
de base. Le chromatosome est formé par l’association de la particule de cœur avec l’histone de liaison H1.
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2005) . Il est également à noter que, bien que conservé, le domaine central globulaire n’est pas 
un domaine histone-fold (Arents and Moudrianakis, 1995) .

1.1.2 La particule de cœur

La particule de cœur est un sous-ensemble du nucléosome défini originellement par la protection 
de l’ADN contre la digestion par des nucléases. Elle se forme autour d’un cœur protéique 
composé de deux exemplaires de chacune des histones de cœur. Autour de ce cœur protéique 
s’enroulent 147 paires de bases d’ADN sur environ un tour trois quart (Figure A3).

Il est possible de former des dimères H2A-H2B et H3-H4 via l’interaction entre eux des 
domaines histone-fold des deux histones impliquées. L’octamère d’histones provient ensuite 
de l’assemblage de deux dimères H3-H4 et de deux dimères H2A-H2B. Les deux dimères 
H3-H4 s’associent via une interaction entre les hélices α2 et α3 des deux histones H3, formant 
un tétramère (H3-H4)2. Chaque dimère H2A-H2B s’associe ensuite séparément au tétramère 
via une interaction entre les hélices α2 et α3 appartenant respectivement aux histones H2A et 
H4  (Luger et al., 1997). Les interactions en poignée de main entre chaque paires d’histones 
provoquent la formation de ponts β entre les boucles L1 et L2. Ces ponts constituent une partie 
des sites de liaison à l’ADN. L’association entre l’octamère d’histones et le fragment d’ADN 

Domain N-terminal Domain Globulaire

Histone H3 Dimère H3-H4

α1 α2 α3L1 L2

α1

αN

α2

α3

L1

L2

N-ter C-tera

b c

Figure A2 | Structure générale des histones de cœur. (a) Représentation schématique d’une histone de 
cœur. Les segments en gris indiquent les hélices α du domaine histone fold, ces hélices sont séparées par 
les boucles L1 et L2. (b) Structure du domaine histone fold de l’histone H3. (c) Les domaines histone fold 
interagissant selon le motif dit de la « poignée de main » ce qui permet la dimérisation des histones, ici 
H3-H4.
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H3

H2A
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H2B

est principalement le fait de l’insertion des chaînes latérales des résidus arginine dans le sillon 
mineur de la double hélice d’ADN (Harp et al., 2000). 

1.1.3 Le chromatosome

Le chromatosome est formé via l’association d’une histone de liaison H1 à la particule de 
cœur (van Holde and Zlatanova, 1999). Dans ce cas, l’histone H1 lie l’ADN au niveau où 
celui-ci entre et sort de la particule de cœur (Syed et al., 2010) . Elle induit le rapprochement 
des ADN de liaison entrant et sortant sur une trentaine de paires de bases, limitant fortement 
leurs mouvements et verrouillant ainsi le nucléosome dans une position fermée. Ce faisant, 
elle contribue à protéger environ 20 paires de bases supplémentaires en plus des quelques 
147 associées à la particule de cœur. On considère donc que le chromatosome contenant H1 
comporte donc 166 paires de bases.

D’autres protéines que des histones sont susceptibles de lier les ADN de liaison. Il a été 
proposé de les désigner collectivement « protéines de liaison », et d’étendre la définition du 
chromatosome pour inclure toute association d’une particule de cœur avec une protéine de 
liaison, qu’il s’agisse ou non d’une histone (Zlatanova et al., 2008). La présence d’une histone 

Figure A3 | Structure de la particule de cœur du nucléosome. Cette structure a été résolue par 
cristallographie aux rayons X (Luger et al, 1997). Représentée ici la structure PDB 3AFA de Tachiwana et 
al, 2011. Le tétramère (H2A-H2B)2 s’associe avec deux dimères H3-H4 et forme l’octamère des histones 
de cœur, autour duquel viennent s’enrouler environ 150 paires de base d’ADN.
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ou d’une autre protéine de liaison, influe sur les propriétés du nucléosome, mais surtout sur la 
capacité de la fibre de chromatine à former des niveaux supérieurs d’organisation structurelle.

1.2 Organisation supérieure de la chromatine
De part sa fonction même, compacter l’ADN, l’organisation structurelle et spatiale est l’une, 
sinon la caractéristique majeure de la chromatine.

Dans ce contexte de la chromatine, un niveau d’organisation supérieur désigne tout assemblage 
de nucléosomes adoptant une conformation spatiale reproductible. Les concepts de structures 
primaires, secondaires et tertiaires peuvent être appliqués à la structure de la chromatine  
(Woodcock and Dimitrov, 2001). L’enchaînement des nucléosomes constituant la structure 
primaire, puis les interactions entre nucléosomes donnant lieu à des structures secondaires 
puis tertiaires. On peut ainsi définir la fibre de 10 nm, qui correspond à l’enchainement des 
nucléosomes, la fibre de 30 nm qui correspond à l’organisation des nucléosomes entre eux, 
et enfin l’organisation générale de la chromatine en interphase, ou encore la spectaculaire 
condensation des chromosomes métaphasiques (Figure A4). Ce dernier étant le parfait exemple 
de la relation structure-fonction dont est capable la chromatine.

1.2.1 La fibre de 10 nm

Le premier niveau d’organisation de la chromatine est simplement caractérisé par l’enchaînement 
des nucléosomes le long de l’ADN. Cet enchaînement forme la fibre de chromatine de 10 
nm nommée ainsi de part la taille apparente de la structure (Figure A4). De façon plus imagé 
il est commun de parler de « collier de perles », en raison de l’apparence de cette structure 
lorsqu’elle est observée en microscopie électronique. Les particules de cœur représentent les 
perles réparties de façon relativement uniforme sur la longueur du collier d’ADN. Dans la 
réalité, les particules de cœur sont séparées entre elles par un segment d’ADN de liaison dont la 
taille peut varier entre 20 et 80 paires de bases, selon l’espèce ou le tissu observé. La fibre de 10 
nm est la première structure chromatinienne caractérisée in vitro, puisqu’elle est observée pour 
la première fois dans les années 1970, néanmoins il est peu probable qu’elle soit conservée telle 
quel in vivo  (Hansen, 2002).
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Figure A4 | Niveaux de compaction de la molécule de l’ADN par la chromatine. La double hélice 
d’ADN surenroulée autour des nucléosomes va former le nucléofilament ou fibre de chromatine de 10 
nm. Le surenroulement de cette structure va former la fibre de 30 nm. Celle-ci est surenroulée durant 
l’interphase à différents niveaux. Le dernier niveau d’organisation correspond au chromosome mitotique : 
c’est le niveau de compaction le plus élevé (D’après Felsenfeld and Groudine, 2003). 

1.2.2 La fibre de 30 nm

Le niveau suivant d’organisation théorique est représenté par la fibre de 30 nm (Figure A4). 
Celle-ci a également été mise en évidence in vitro dans des conditions physiologiques de salinité 
et de pH, et surtout en présence de l’histone de liaison H1. De nombreux modèles ont été 
débattus concernant l’organisation  des nucléosomes entre eux dans cette fibre, et aujourd’hui 
encore, aucun d’entre eux ne parvient à faire l’unanimité.
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Deux principaux modèles d’organisation coexistent aujourd’hui. Le premier modèle initialement 
décrit par Finch et Klug proposait une organisation dite en « solénoïde » (Finch and Klug, 
1976). Dans ce modèle, la fibre de 10 nm s’enroule en une simple hélice, ainsi les nucléosomes 
consécutifs se retrouvent donc en position adjacente (Robinson and Rhodes, 2006). Le second 
modèle fut proposé suite aux observations de Woodcock (Woodcock et al., 1984). Ce modèle 
est dit « zig-zag » : les nucléosomes consécutifs se retrouvent de manière alternée de chaque 
coté de la fibre, formant une double hélice en zig-zag (Bednar et al., 1998). 

Cependant les deux modèles possèdent le même inconvénient, ils sont tout deux majoritairement 
basés sur des observations in vitro. Certains travaux ont donc suggéré par la suite la coexistence 
de différentes structures in vivo (Grigoryev et al., 2009; Tremethick, 2007) Dans ce cas, la 
formation de l’une ou l’autre des structures serait déterminée par le contexte dans lequel la 
chromatine se trouve. Dans ce cadre le « contexte » comprenant les propriétés physico-chimique 
du nucléosome, mais et surtout, la présence de protéines auxiliaires (Hansen, 2002). 

En effet, la structure du nucléosome, en particulier ses extensions amino-terminales, peuvent à 
elles seules permettre le repliement de la fibre de 10 nm en fibre de 30 nm. En particulier la queue 
N-terminale de H4 interagit avec une cavité acide formée en surface d’un autre nucléosome par 
l’histone H2A (Dorigo et al., 2003) et permet ainsi les interactions nucléosome-nucléosome. 
Dans ce cadre, la présence de l’histone de liaison n’est pas nécessaire à la formation de fibres de 
30 nm  (Dorigo et al., 2004; Schalch et al., 2005). L’histone H1 aurait alors un rôle de maintien 
de la structure, agissant comme un cadenas pour verrouiller le nucléosome.

1.2.3 Repliement inter et intra chromosomique

À l’heure actuelle, il est donc impossible de déterminer avec certitude la structure in vivo de 
la fibre de 30 nm, ni même si celle-ci existe réellement. Néanmoins l’apparition de nouvelles 
techniques a permis de regarder comment la chromatine s’organise à l’échelle du noyau entier, 
ou plus récemment à l’échelle de loci chromosomiques.

Initialement, la chromatine a été séparée en deux variétés : hétérochromatine et euchromatine. 
Cette distinction a été permise du fait que les deux formes étaient colorées de façon différente 
sur les chromosomes mitotiques : le marquage de l’euchromatine est peu intense,  alors que 
le marquage de l’hétérochromatine est plus intense, suggérant une densité plus forte de la 
chromatine. L’euchromatine englobe ainsi les régions où la chromatine est peu compactée, 
généralement considérées comme favorisant la transcription des gènes. À l’opposé, il s’est 
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avéré que l’hétérochromatine était majoritairement constituée de régions satellites répétées 
(Lohe et al., 1993) considérées comme inactives au niveau de la transcription des gènes. Il 
existe de nombreuses formes d’hétérochromatine, par exemple les régions télomériques, mais 
également les centromères qui appartiennent à l’hétérochromatine constitutive, tandis que le 
corps de Barr est lui une région d’hétérochromatine facultative. Chacun de ces trois exemples 
possédant ensuite des caractéristiques distinctes qui leur sont propres. 

Il existerait également une organisation globale de l’ADN dans le noyau des cellules 
interphasiques. Par exemple, on retrouve généralement l’hétérochromatine à la périphérie du 
noyau, proche des membranes nucléaires. Cette organisation peut toutefois être différente, dans 
les cellules murines, la coloration de l’ADN révèle des régions de forme circulaire plus denses 
réparties de façon équitable dans le noyau, le reste de celui-ci étant moins denses. Les régions 
plus denses correspondent à de l’hétérochromatine. Il existe donc également une organisation 
spatiale de la chromatine en interphase, cette organisation étant visiblement liée à un certain 
niveau de fonctionnalité.

Il s’avèrerait en effet que chaque chromosome soit régionalisé dans le noyau, formant des 
territoires chromosomiques (Chromosomes Territories ou CT) (Cremer et al., 2006). De 
nombreux modèles s’affrontent aujourd’hui pour savoir comment s’organise la fibre de 
chromatine au sein des CTs. Une évidence reste certaine : les CTs sont différents selon les 
types cellulaires ou les différents stades du développement, ceci démontrant le rôle majeur de 
l’organisation intranucléaire dans la régulation de l’expression des gènes à l’échelle globale. 
Par exemple l’inactivation du chromosome X dans les cellules embryonnaires nécessiterait 
une co-localisation de deux X inactivation centers (Xic) antérieure à l’inactivation elle-même 
(Xu et al., 2006). Cette co-localisation est nécessaire pour que la cellule puisse déterminer le 
nombre de Xic en présence et ainsi autoriser l’initiation de l’inactivation (Bacher et al., 2006).

Les observations des territoires chromosomiques étaient basées majoritairement sur des résultats 
de FISH ou de 3C (Chromosomal Conformation Capture). La résolution et la proportion du 
génome observable étaient donc limitée. L’apparition de l’Hi-C en 2009 (Lieberman-Aiden et 
al., 2009) a alors permis un début de réponse concernant l’organisation de la chromatine à des 
échelles plus restreintes. Une meilleure résolution (Dixon et al., 2012) ainsi que des données 
de 5C (Nora et al., 2012) ont ainsi mis en évidence que le génome était organisé en régions 
de « haute interaction » d’environ 1 Mb nommé topologically associating domains (TAD). 
L’idée étant que des régions interagissant facilement ensemble par leur proximité physique 
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pouraient avoir une régulation commune. Par exemple cela permet la régulation commune d’un 
ensemble de gènes spécifiques d’un type cellulaire particulier, alors que ces gènes sont répartis 
à différents endroits du génome. 

On sait donc aujourd’hui que ces TAD existent et possèdent un rôle fonctionnel important dans 
la régulation de l’expression des gènes. Toutefois, les connaissances actuelles sur la façon dont 
la cellule régule la formation ou le maintien des TAD sont très limitées. Il est par contre certain 
que la compaction des chromosomes en mitose perturbe cette organisation qui doit être rétablie 
par la suite (Kadauke et al., 2013).

1.2.4 Le chromosome mitotique

En effet au début de la mitose, l’ensemble de la chromatine est réorganisée et adopte une 
conformation de compaction maximale (Figure A4). La chromatine apparaît alors sous la 
forme des chromosomes mitotiques. La représentation typique d’un chromosome mitotique 
est le «X» : les deux chromatides sœurs sont maintenues à proximité l’une de l’autre par des 
cohésines au niveau des centromères, au centre du X. Aux extrémités de chaque chromatide se 
trouvent les télomères qui permettent de protéger l’ADN. Sous cette forme l’ADN est ultra-
condensé : les 246 millions de bases du chromosome n°1 humain peuvent alors être contenues 
dans un chromosome de seulement 2 µm de large pour 10 µm de long.

Pourtant, la structure de la chromatine au sein des chromosomes mitotiques est aujourd’hui 
largement controversée. Les premiers modèles proposés supposaient que les fibres de 30 nm 
formaient des boucles de 50 à 100 kb d’ADN de long et étaient fixées à un squelette de protéines 
non-histones (Marsden and Laemmli, 1979). Les modèles suivants se basent sur un repliement 
hiérarchique de la chromatine. La fibre de 30 nm s’enroulerait alors en fibres plus épaisses, qui 
elles-mêmes s’enrouleraient en fibres de niveau supérieur (Belmont et al., 1987).

Tout ces modèles et leurs différentes variations sont basés sur des repliements en niveaux 
supérieurs de la fibre de 30 nm. Or un nombre grandissant de travaux remettent en cause même 
la présence de ce niveau d’organisation de la chromatine dans le chromosome mitotique (Eltsov 
et al., 2008).

Avec ou sans fibre de 30 nm, l’organisation de la chromatine dans le chromosome mitotique 
dépendrait de l’arrangement des fibres par un squelette axial (Almagro et al., 2004 ; Kireeva 
et al., 2004) composé par les protéines de maintenance structurelle des chromosomes (SMC 
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pour Structural Maintenance of Chromosome). En particulier les condensines I et II sont 
spécifiquement régulées lors de la formation du chromosome mitotique (Ono et al., 2004).

La compaction et également la structure de la chromatine est également variable pendant les 
différentes phases de mitose. En début de prophase les chromosomes se condensent et les 
chromatides sœurs s’organisent autour d’une seule boucle linéaire, alors qu’en fin de prophase 
le niveau de compaction est légèrement diminué permettant la rotation de ces boucles dans un 
axe central nécessaire à une métaphase correcte (Liang et al., 2015).

La mitose, et donc la structure du chromosome mitotique, est associée à une absence presque 
totale de transcription. De façon curieuse cette absence de transcription ne provient pas 
directement du niveau de compaction de l’ADN sous la forme des chromosomes mitotiques. 
En effet cela n’entraine pas une perte totale de l’accessibilité de l’ADN aux différents facteurs 
de transcription (Chen et al., 2005). Il semblerait que ce soit plutôt le fait que la structure de la 
chromatine soit relativement « figée » durant la mitose, en particulier la RNA polymérase ne 
peut plus glisser le long du brin d’ADN (Parsons et al., 1997).

1.3 La chromatine - une structure dynamique
La compaction de la chromatine sous la forme du chromosome mitotique permet de mettre 
en évidence que la chromatine n’est pas une structure figée dans le temps. Sa réorganisation 
totale ou partielle lui confère de nouvelles propriétés fonctionnelles permettant notamment la 
transcription, la réplication ou encore la réparation de l’ADN. Trois mécanismes principaux 
permettent ce dynamisme de la chromatine : le déplacement ou le retrait des nucléosomes 
par des complexes de remodelage, la modification post-traductionnelle (PTM pour Post-

Traductionnal Modification) des histones et l’incorporation de variant d’histone au sein de la 
particule de cœur.

1.3.1 Modifications post-traductionnelles des histones

Les histones sont la cible d’un très grand nombre de modifications post-traductionnelles (Figure 
A5). Ce phénomène fut découvert dès les années 1960 (Allfrey et al., 1964, Pogo et al., 1966). 
Une majorité de ces modifications porte sur les extrémités amino-terminales des histones, 
facilement accessibles, mais le cœur du nucléosome peut également être affecté. Certaines de 
ces modifications sont associées spécifiquement à des processus comme la transcription, la 
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réparation de l’ADN ou la condensation de la chromatine. Néanmoins la plupart du temps, 
plusieurs modifications sont nécessaires pour observer un effet, certaines ayant aussi des effets 
opposés. Le code histone a alors été imaginé (Strahl and Allis, 2000). Il devait permettre de 
lier un ensemble de modifications à un signal émis par la chromatine, mais la rapidité dans le 
dynamisme de ces modifications rend leur interprétation difficile. 

Dans la majorité des cas, l’objectif des PTMs est le recrutement de protéines spécifiques par 
le nucléosome ainsi modifié au niveau de la chromatine (Bannister and Kouzarides 2011). 
Toutefois certaines PTMs permettent une modification structurelle du nucléosome, en diminuant  
son affinité pour l’ADN (Tropberger and Scheinder, 2013) ou en facilitant son remodelage 
(Chatterjee et al., 2015).

Il existe aujourd’hui un minimum de 15 PTMs différentes identifiées. Il y a donc un nombre 
équivalent de familles d’enzymes permettant d’apposer ces marques ou de les retirer. Les plus 
étudiées sont les histones acetyltransferases (HAT) / déacetylases (HDAC) pour les acétylations, 
les histones méthyltransferases (HMT) / démethylases (HDM) pour les méthylations. Ces 
deux marques, ainsi que la phosphorylation, l’ubiquitination sont également les PTMs les 
plus étudiées; les paragraphes suivants proposent une description non exhaustive de leurs 
implications (Figure A5).

L’acétylation des histones se fait sur le groupement amine des résidus lysines. Ce type de 
modification permet de neutraliser la charge du résidu. Les acétylations se font principalement 
sur l’extrémité N-terminale de H3 et H4. L’acétylation va alors changer l’interaction du couple 
H3-H4 avec l’ADN (Hong et al., 1993), ceci facilitant l’accès à l’ADN. C’est pour cette raison 
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Figure A5 | Les modifications post-traductionnelles des histones. Schéma des principales modifications 
post-traductionnelles des histones H2A, H2B, H3 et H4. Sont uniquement représentées les acétylations, 
méthylations et phosphorylations. La plupart de ces modifications sont situées sur l’extrémité N-terminale 
des histones, mais le domaine globulaire ainsi que l’extrémité C-terminale possèdent également certaines 
de ces marques.
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que l’acétylation est associée avec une activation de la transcription et qu’à l’opposé, une hypo 
acétylation est souvent décrite dans la chromatine transcriptionnellement inactive (Katan-
Khaykovich and Struhl 2002). De plus, l’analyse de mutants pour l’ensemble des lysines à 
révélé qu’aucun de ces résidus n’est spécifiquement nécessaire à la transcription, mettant en 
évidence l’influence de la charge générale de l’extrémité terminale plutôt que l’acétylation 
d’une lysine spécifique (Martin et al., 2004 ; Dion et al., 2005).

Les lysines peuvent également être mono, di ou tri méthylées. Contrairement aux acétylations, 
ces modifications ne montrent pas de consensus dans leur fonction et la position du résidu 
méthylé est extrêmement importante pour la fonction. Les méthylations des lysines H3K4, 
H3K36 et H3K79 sont associées à une transcription active (Hon et al., 2009) alors qu’à l’opposé 
la méthylation des lysines H3K9, H3K27 et H4K20 est reconnue pour être associée avec une 
répression de la transcription. En effet la présence de ces marques permet le recrutement de 
protéines nécessaires à la formation d’hétérochromatine. H3K9me2 ou H3K9me3 permet le 
recrutement de HP1 (Bannister et al., 2001 ; Canzio et al., 2011), alors que H3K27me est 
associée au recrutement des protéines Polycomb (Fishle et al., 2003). 

De façon générale, la phosphorylation est une modification par laquelle un très grand 
nombre de signaux transitent dans les cellules. Au contraire, dans la chromatine, le rôle des 
phosphorylations peut sembler plus faible comparé aux autres modifications, principalement du  
fait du faible nombre des résidus pouvant subir cette modification. Le cas le plus étudié est sans 
doute la phosphorylation de H2A.X (un variant de H2A) qui est un prérequis aux mécanismes 
de réparation des cassures doubles brins de l’ADN (Paull et al., 2000).

Les phosphorylations sont également clés dans la régulation de la structure de la chromatine 
pendant la mitose. La phosphorylation de H3S10 et H3S28 est nécessaire dans la condensation des 
chromosomes en début de mitose (Hans and Dimitrov, 2001). En particulier la phosphorylation 
H3S10 permet le recrutement de Hst2p, une histone déacétylase, qui retire un groupement acétyl 
de la lysine 16 de H4. L’extrémité N-terminal de H4 peut alors interagir avec la même extrémité 
du nucléosome voisin et permet la condensation de la chromatine (Wilkins et al., 2014).

De façon générale, la présence ou l’absence de PTMs permet donc de réguler l’interaction des 
nucléosomes entre eux et avec des facteurs extérieurs (facteurs de transcription, protéines de 
réparation…), ou encore la force de l’association entre le nucléosome et l’ADN. Elles sont donc 
un élément clé dans le remodelage de la chromatine.
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Figure A6 | Les remodeleurs de la chromatine. Organisation des familles de remodeleurs définis par leur 
domaine catalytique et par leurs domaines caractéristiques. Tous les facteurs de remodelage possèdent un 
unique site portant l’activité ATPasique nécessaire au remodelage. Leurs spécificités sont ensuite apportées 
par la présence des autres domaines. (Adapté de Langst et Manelyte, 2015).

1.3.2 Le remodelage de la chromatine

Facteurs de remodelage

Le remodelage de la chromatine est possible grâce à l’action de complexes appelés facteurs de 
remodelage. La sous-unité catalytique de ces complexes est une ATPase, qui utilise l’énergie 
dégagée par l’hydrolyse d’ATP pour modifier les interactions entre l’ADN et les histones. Ces 
modifications permettent soit le déplacement du nucléosome le long de l’ADN, soit le retrait du 
nucléosome  (Venkatesh and Workman, 2015). Le retrait du nucléosome peut être suivi de son 
remplacement par un autre nucléosome contenant un variant d’histone. 

Il existe quatre familles de remodeleurs de la chromatine. Elles sont définies en fonction des 
propriétés portées par la sous-unité ATPasique (Figure A6).

La famille SWI/SNF (SWitch/Sucrose Non-Fermentable) est définie par la présence d’un 
domaine N-terminal SANT ainsi qu’au moins un bromo-domaine dans la partie C-terminale 
(Figure A6). Les premiers membres de cette famille ont été découverts initialement chez la 
levure (Cairns et al., 1994 ; Cote et al., 1994). Plus tard ils ont été impliqués dans l’ensemble des 
mécanismes nécessitant un remodelage : transcription, développement, réparation de l’ADN, 
réplication…
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Les membres de la famille INO80 (INOsitol requiring 80-SWi) possèdent la même organisation : 
leur domaine ATPasique est discontinu et possède un « spacer » au milieu de sa séquence (Figure 
A6). Ceci semble permettre l’interaction avec les protéines Rvb1 ou Rvb2 et ajoute une activité 
d’hélicase au complexe. Les membres de la famille INO80 sont également impliqués dans la 
régulation de la transcription. De façon plus spécifique, ils sont responsable de la régulation 
de l’incorporation de H2A.Z dans la chromatine (Mizuguchi et al., 2004). Ils sont également 
impliqués dans les mécanismes de réparation en particulier ceux des cassures doubles brins 
(Morrison et al., 2004 ; van Attikum et al., 2004).

La famille CHD (Chromodomain-Helicase-DNA binding) est définie par la présence d’au moins 
un chromodomaine, le plus souvent en position N-terminale (Figure A6), ces domaines pouvant 
reconnaitre de façon spécifique les histones méthylées. Les membres de la famille CHD sont 
donc principalement impliqués dans la régulation de l’expression des gènes (Murawska and 
Brehm, 2011), et possèdent notamment un rôle important pour le développement (Khattak et 
al., 2002). NURD (NUcleosome Remodelling and Deacetylase) est un membre particulier de 
cette famille, en effet en plus de son activité ATP-asique, il possède de façon constante une 
sous-unité HDAC (Histone deacetylase) (Kehle et al., 1998) et permet donc une déacetylation 
des histones, ceci pouvant être associé avec une activité de répression de la transcription. 

La famille ISWI (Imitation SWItch) est reconnaissable à la présence de deux domaines 
SANT dans la région C-terminale, mais se distingue de la famille SWI/SNF par l’absence 
de bromodomaine (Figure A6). Cette famille est également impliquée dans la régulation de 
la transcription, mais pour ce faire elle est capable de reconnaître les queues de l’histone H4 
(Clapier and Cairns, 2009). Parmi les membres de cette famille, on peut citer ACF (ATP-utilizing 
chromatin assembly and remodeling factor) qui régule l’espacement entre les nucléosomes en 
conjugaison avec la chaperonne NAP1. ACF est également capable de déposer de novo des 
octamères d’histones sur l’ADN après la phase de réplication. Chez l’homme RSF (Remodeling 

and Spacing Factor) est un second complexe qui possède les mêmes fonctions que hACF, à 
l’heure actuelle ils n’ont pas de fonction différente identifiée. Ils sont donc considérés comme 
complémentaires.

Chaperonnes

En plus de l’utilisation des facteurs de remodelage, la manipulation des histones nécessite 
également la présence de chaperonnes. Les histones portent un grand nombre de charges 
positives. L’ADN étant lui chargé négativement, les histones peuvent donc facilement 
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interagir avec lui. Mais les charges positives des histones sont aussi potentiellement capables 
d’interactions indésirables avec tous les acides nucléiques et les autres constituants cellulaires 
chargés. Afin de contourner ce problème, les histones ont besoin d’être escortées, c’est le rôle 
des chaperonnes d’histones (Hondele et Ladurner, 2011). Ce sont des protéines qui protègent la 
charge en interagissant avec les surfaces hydrophobes des histones, après leur synthèse jusqu’à 
l’assemblage des nucléosomes , mais également après éviction des nucléosomes par les facteurs 
de remodelage (Figure A7). Les histones libres sont donc fondamentalement inexistantes dans 
le contexte cellulaire.

Les chaperonnes peuvent être différenciées selon la fonction qu’elles occupent. Certaines telles 
que le complexe FACT (FAcilitates Chromatin Transcription), ou NAP1 (Nucleosome Assembly 

Protein 1), sont capables de lier à la fois les dimères de H3-H4 ou H2A-H2B (Winkler et 
Luger, 2011), certaines ne peuvent lier qu’un seul dimère tel que CAF-1 (Chromatin Assembly 

Factor-1) pour H3-H4. Enfin certaines chaperonnes ne sont utilisées que par les dimères 
contenant des variants d’histones. C’est le cas de HJURP (Holliday JUnction Recognition 

Protein) qui est impliquée dans la déposition du variant CENP-A (Foltz et al., 2009), ou HIRA 
(HIstone regulator A) et DAXX pour le variant H3.3 (Loppin et al., 2005). De façon intéressante 
HJURP est la seule chaperonne capable de déposer CENP-A alors que le dimère H3.3-H4 peut 
également être déposé par les chaperonnes déposant le dimère canonique H3-H4 tel que ASF-1. 
Cette redondance s’explique par la façon dont les chaperonnes se lient aux histones. NAP1 
interagit avec l’histone fold commune à l’ensemble des histones, elle n’est donc pas capable 
de différencier les dimères H2A-H2B des H3-H4. À l’inverse ASF-1 interagit avec le domaine 
de tétramérisation présent entre H3 et H4 (English et al., 2005 ; Antczak et al., 2006). Cette 
chaperonne ne peut donc pas lier H2A-H2B, mais reconnaît par contre le dimère H3.3-H4 qui 
posséde ce même domaine, elle ne peut donc pas faire la différence avec ce variant (Green 
et al., 2005). Les chaperonnes qui sont capables de reconnaitre spécifiquement un variant 
font la distinction en liant une chaine présente seulement dans ce variant, c’est le cas pour la 
reconnaissance de CENP-A par HJURP qui nécessite le CATD (CENP-A targeting domain), un 
domaine présent uniquement dans CENP-A (Shuaib et al., 2010). 

En plus de la spécificité pour un dimère, certaines chaperonnes ne sont impliquées que dans 
une seule fonction, NASP (Nuclear Autoantigenic Sperm Protein) permet principalement le 
stockage des histones dans le noyau après leur synthèse (Cook et al., 2011). Cette spécificité 
de fonction peut également être dans l’incorporation ou l’éviction du nucléosome. C’est par 
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Figure A7 | Les chaperonnes d’histones. Schéma représentant les différentes fonctions des chaperonnes 
d’histones. Une chaperonne donnée peut posséder une sélectivité pour un dimère d’histones particulier. 
Pour un dimère donné, chaque fonction séparée peut être conduite par une même ou par différentes 
chaperonnes. Chacune de ses fonctions est également contrôlée par différents partenaires (PTMs, facteurs 
de remodelage…).

exemple le cas de ANP32E qui permet l’éviction de H2A.Z (Obri et al., 2014), mais pas son 
incorporation, pour laquelle aucune chaperonne n’est actuellement identifiée chez l’homme.

Les chaperonnes sont donc des éléments clés dans la régulation de la transcription, la réparation 
de l’ADN ou la réplication. De plus, de facteurs passifs servant à transporter les histones, 
elles sont aujourd’hui considérées comme au cœur des modifications post-traductionnelles 
(Avvakumov et al., 2011). En effet les chaperonnes sont aussi bien nécessaires à l’établissement 
de ces marques qu’à leur propagation dans la chromatine. 

1.4 Les variants d’histones

1.4.1 Histones conventionnelles

Il apparaît ainsi que les caractéristiques essentielles de la chromatine lui sont apportées par 
l’octamère d’histones et les modifications post-traductionnelles de ceux-ci.

Les histones majoritaires sont appelées histones conventionnelles ou canoniques. Par définition 
ils ont leur expression et leur incorporation qui est couplée à la réplication.



Introduction - Chapitre 1 - La chromatine

32

Les gènes codant les histones conventionnelles sont particuliers pour des gènes eucaryotes. 
Ces gènes sont présents en de multiples copies et sont organisés sous formes de clusters. Chez 
l’homme il existe 3 clusters codant pour ces gènes : HIST1 sur le chromosome 6 qui possède 
55 gènes, HIST2 et HIST3 sur le chromosome 1 qui codent respectivement pour 6 et 3 gènes 
(Marzluff et al., 2002). Il existe également un gène nommé HIST4H4 qui se trouve hors cluster 
sur le chromosome 12 et qui code pour H4. Cette organisation est conservée chez la souris et 
probablement chez d’autres mammifères.

Chacun de ces gènes possède des séquences nucléotidiques différentes y compris dans le 
promoteur et dans la séquence codante. Malgré cela les séquences protéiques sont extrêmement 
conservées, et si quelques différences existent, ces différences sont généralements conservées 
entre homme et souris. Il existe 26 gènes codant pour H4, si l’on combine les génomes de 
l’homme et de la souris. De façon encore plus spectaculaire ces 26 gènes codent exactement la 
même séquence d’aminoacides.

En plus de gènes particuliers, les histones canoniques possèdent également des ARNm 
particuliers. En effet les ARNm transcrits depuis ces gènes ne possèdent pas d’intron, et ils sont 
également les seuls ARNm eucaryotes qui ne possèdent pas de queue poly-adénylée (Dominski 
et Marzluff, 1999). À la place, la terminaison est marquée par une structure tige-boucle dont la 
séquence est fortement conservée entre les espèces. Cette queue est reconnue par une protéine 
unique : SLBP (stem-loop binding protein) qui permet la régulation de la stabilité des ARNm. 
Cette différence majeure additionnée avec un ensemble de régulations spécifiques permet 
d’expliquer comment la cellule est capable de produire la forte quantité d’histones dont elle a 
besoin lors de la réplication.

1.4.3 Définition d’un variant d’histone

L’octamère d’histones porte les caractéristiques structurales essentielles de la chromatine. Pour 
modifier ces propriétés la cellule peut compter sur les modifications post-traductionnelles, mais 
également sur le remodelage des nucléosomes. Enfin pour modifier les propriétés et le dynamisme 
de la chromatine, la cellule peut compter sur une troisième possibilité : l’incorporation de 
variant d’histones.

En effet, il existe plusieurs sous-types distincts d’histones, les histones conventionnelles et les 
variants. Ces variants sont caractérisés par :

- une expression indépendante de la réplication
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Figure A8 | Les histones canoniques et les histones variants. Représentation schématique des nombreuses 
histones existants chez l’homme. En rouge sont présentées les histones réplication dépendantes, en noir les 
histones non réplication dépendantes. Ces dernières possèdent généralement un rôle particulier de part 
leurs expressions tissus spécifiques (TH2B, H3.4…), dans la structuration de la chromatine (CENP-A), ou 
encore dans la régulation de la transcription (H3.3, H2A.Z…) ;

- une expression dépendante du tissu et/ou du stade de développement dans lequel se trouve la 
cellule.

Il existe des variants pour chacune des familles d’histones, H1, H2A, H2B et H3. L’exception 
étant à la famille H4 qui ne possède donc aucun variant (Figure A8).

À l’opposé des gènes codant pour les histones conventionnelles, les gènes codant pour les 
variants sont présents uniquement en une ou deux copies, et ils sont répartis dans l’ensemble 
du génome. De plus, ils possèdent tous au moins un intron et un signal de poly-adénylation. Il 
existe une seule exception : le gène codant pour H2A.X qui grâce un épissage alternatif peut 
aussi posséder la structure tige-boucle propre aux histones canoniques. Les histones codées 
par ces gènes ont tous la capacité de remplacer l’histone conventionnelle correspondante dans 
l’octamère du nucléosome. L’incorporation d’un variant confère alors au « nucléosome variant » 
des propriétés structurales et fonctionnelles distinctes de celles d’un nucléosome conventionnel. 
Les paragraphes suivants proposent de détailler les spécificités des principaux variants.
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1.4.4 Variants de H1

La classe H1 est la famille qui possède le plus de variations entre les différentes protéines qui 
la compose y compris chez les histones réplication dépendantes (Figure A8). Chez l’homme il 
existe six histones H1 réplication dépendantes : H1.1 à H1.5 ainsi que H1t dont l’expression est 
testis spécifique. Il y a donc 5 variants : H1.0, H1t2 également testis spécifique, H1x et enfin 
deux protéines H1oo obtenu depuis le même gène par épissage alternatif (Izzo et al., 2008).

Toutefois la fonction spécifique de chaque variant individuellement reste très mal connue. 
Il semblerait plutôt que la présence de différents variants provienne principalement du 
polymorphisme des gènes obtenus après des évènements de duplication. D’après cette hypothèse, 
le moment ainsi que le tissu dans lequel le variant est exprimé forment la spécificité du variant, 
plutôt que la séquence de la protéine. En effet la délétion de l’un des gènes codant pour H1 n’est 
pas létal mais entraine une augmentation de l’expression des autres gènes. Cette compensation 
par les autres variants ne se fait pas au hasard, certaines formes sont privilégiées (Gabrilovich 
et al., 2002). Enfin, parfois la structure de la chromatine est affectée (Alami et al., 2003) et 
l’expression de gènes peut-être modifiée (Fantz et al., 2001). Il existerait donc un rôle commun 
à l’ensemble de la famille H1 qui serait la compaction de la chromatine ; la quantité totale doit 
être maintenue, mais certains variants régulent préférentiellement certaines portions du génome. 
Par exemple le KO de H1t2 chez la souris entraine une très légère réduction de la fertilité des 
males, mais globalement les souris sont normales et aucune fonction n’est totalement perdue 
(Tanaka et al., 2005).

1.4.5 Variants de H2A

La famille H2A comprend un nombre important de variants (Figure A8). Parmi ceux-ci, les 
plus étudiés sont H2A.Z et H2A.X qui sont retrouvés chez l’ensemble des eucaryotes, alors que 
H2A.Bbd et macroH2A sont spécifiques des vertébrés. Ils possèdent chacun des propriétés et 
donc des fonctions qui contrairement à la famille H1 sont bien définies.

MacroH2A est caractérisée par une très large extension C-terminale, le domaine « macro » qui 
donne son nom au variant : il est de très loin la plus grosse histone avec un poids moléculaire 
de 40 kDa contre seulement 15 kDa pour H2A. Malgré cela les nucléosomes incorporant 
macroH2A possèdent une structure similaire avec les nucléosomes canoniques (Chakravarthy et 
al., 2005). L’interaction macroH2A-H2B est par contre plus forte donnant donc un nucléosome 



Introduction - Chapitre 1 - La chromatine

35

plus stable (Chakravarthy and Luger, 2006). Cette propriété, ainsi que son enrichissement dans 
le chromosome X inactif laissait supposer une fonction extrêmement spécifique (Costanzi 
and Pehrson, 1998). De nouvelles études ont montré qu’il était également présent au niveau 
de promoteurs de gènes inductibles dans certaines cellules souches (Buschbeck et al., 2009 ; 
Creppe et al., 2012). Il jouerait alors un rôle dans la régulation de la différenciation, empêchant 
justement la reprogrammation de celle-ci en cellules différenciées (Pasque et al., 2011 ; 
Gaspar-Maia et al., 2013 ; Barrero et al., 2013). Son rôle se situerait donc dans le maintient de la 
différenciation, en empêchant la transcription de gènes clés. Pour cela, il diminue la possibilité 
de remodelage (Angelov et al., 2003), ainsi que que le niveau d’acétylation du nucléosome 
(Doyen et al., 2006b), ces deux événements étant nécessaires à la transcription.

A l’inverse de macroH2A, H2A.Bbd est exclue du chromosome X inactif, ce qui lui value 
originellement son nom, Bbd signifiant Barr-Body Deficient. Le nucléosome H2A.Bbd est 
associé à la chromatine transcriptionnellement active (Chadwick and Willard, 2001 ; Tolstorukov 
et al., 2012). Cette fonction provient du fait que le nucléosome contenant H2A.Bbd est plus 
relâché, la particule de cœur ne contenant que 120 paires de bases (Bao et al., 2004). Ceci forme 
un nucléosome moins stable, autorisant un accès plus facile à l’ADN et donc la transcription 
(Gautier et al., 2004).

Cette propriété est partagée avec H2A.Z qui forme également un nucléosome moins stable. 
H2A.Z est l’un des variants les plus conservés au cours de l’évolution : il y a plus de similarités 
de séquences  entre certaines espèces que de similarités entre les différents H2A canoniques 
d’une même espèce. La différence de stabilité du nucléosome H2A.Z n’est pas lié à l’interaction 
avec l’ADN, cette fois-ci, elle s’explique par le fait que H2A.Z-H2B forme une interaction 
plus faible avec le tétramère H3-H4 (Thakar et al., 2009). H2A.Z est toutefois beaucoup plus 
exprimée que la plupart des autres variants, puisqu’il représente jusqu’à 10% de la quantité 
totale de H2A, une partie pouvant être incorporée durant la réplication. H2A.Z est donc trouvé 
de façon enrichie au niveau des TSS (Transcription Start Site) de gènes en cours de transcription. 
Cette présence serait nécessaire au recrutement de la machinerie de transcription (Nekrasov 
et al., 2012). À l’opposé H2A.Z est également trouvée enrichie dans certaines régions non 
transcrites, comme l’hétérochromatine péricentromérique (Meneghini et al., 2003 ; Greaves et 
al., 2007).

Le dernier variant majeur de la famille H2A est H2A.X. Ce variant possède un rôle spécifique 
dans la réparation des cassures doubles brins de l’ADN. Lorsqu’une cassure survient, H2A.X 
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est phosphorylée au niveau de sa sérine 139. La forme phosphorylée, notée γH2A.X, forme 
alors un foci de plusieurs mégabases autour des zones de cassures (Rogakou et al., 1998). La 
présence de cette phosphorylation est l’évènement déclencheur du recrutement de la machinerie 
de réparation. En plus de ce recrutement, γH2A.X recrute également des facteurs de remodelage 
de la chromatine (van Attikum et al., 2007), toujours dans le but de faciliter l’accès à l’ADN au 
niveau de la cassure. 

1.4.5 Variants de H2B

Les variants de la classe H2B sont peu nombreux (Figure A8). Il en existe deux qui sont tous 
deux exprimés dans les tissus testiculaires : TH2B et H2B.FWT.

TH2B remplace en grande majorité H2B dans les spermatocytes. Il a été identifié chez le rat 
(Meistrich et al., 1985). Il a été montré que l’incorporation de ce variant en combinaison avec 
TH2A forme un nucléosome particulièrement instable (Li et al., 2005). La formation de ce 
nucléosome permettrait ainsi la formation d’un état transitoire nécessaire aux remplacements 
des histones par des protamines (Montellier et al., 2013).

H2B.FWT est un variant très peu étudié. Il est très divergent et ne possède que 45% d’identité 
avec H2B. Il a été actuellement identifié seulement chez l’homme et les grands singes. Il semble 
être préférentiellement présent au niveau des télomères lors de la gamétogenèse sans que l’on 
sache pourquoi (Boulard et al., 2006).

1.4.6 Variants de H3

La classe H3 comprend aujourd’hui un total de sept membres identifiés (Figure A8). Il existe 
deux histones conventionnelles H3.1 et H3.2 qui varient seulement entre eux d’un aminoacide 
(Hake and Allis, 2006), et quatre variants : H3.3, H3.4 (aussi appelé TH3, H3.1t ou encore 
H3.t), H3.5 et enfin CenH3 (Figure A9). Il existe également deux gènes chez l’homme et les 
grands singes codant pour deux variants supplémentaires nommé H3.X et H3.Y (Wiedemann 
et al., 2010), toutefois les preuves de leur expression semblent faible aujourd’hui, ils ne seront 
donc pas discutés ici.

Le variant H3.4, diverge de H3.1 par quatre résidus et de H3.2 par cinq résidus (Figure A9). Il 
est un variant spécifique des tissus testiculaires. Chez l’homme, son expression est restreinte 
aux spermatocytes, où il représente potentiellement l’histone H3 majoritaire (Witt et al., 1996). 
Le nucléosome H3.4 est moins stable que le nucléosome conventionnel, avec notamment une 
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Figure A9 | Ensemble des histones de la classe H3. Il existe deux histones réplication dépendantes : H3.1 
et H3. Ils ne différent entre eux que par un seul résidu en position 97. Les variants de cette famille sont dit 
homéomorphes : c’est à dire qu’ils ne divergent entre eux que par un faible nombre de résidus. L’exception 
étant le variant CENP-A qui ne possèdent que 52% d’homologie dans son domaine globulaire, et dont 
l’extrémité N-terminale ne possède presque aucune similarité avec le reste de la classe H3.

plus faible interaction entre le tétramère H3.4-H4 et les dimères H2A-H2B (Tachiwana et al., 
2010), il pourrait donc également participer à un état instable de chromatine permettant le 
remplacement par des protamines.

Le variant H3.3 est également très proche de H3.1 et H3.2, chez l’homme il ne varie respectivement 
que de 5 et 4 aminoacides (Figure A9). De façon générale, il est associé avec la chromatine 
transcriptionnellement active (Mito et al., 2005 ; Schwartz and Ahmad, 2005). L’incorporation 
de nucléosomes contenant H3.3 implique également la formation d’une chromatine plus ouvert 
en empêchant la formation des niveaux de repliement supérieur de la chromatine, toujours dans 
le but de favoriser la transcription (Chen et al., 2013). De plus, il est souvent co-localisé avec 
les nucléosomes contenant H2A.Z, en particulier au niveau des promoteurs de gènes transcrits 
(Jin et al., 2009). Il semblerait également que H3.3 soit également parfois associé avec des 
régions non actives, en particulier dans la chromatine péricentromérique et également dans les 
régions télomériques. Dans ces régions il jouerait, tout comme H2A.Z, un rôle particulier dans 
le maintien de l’intégrité de la chromatine (Wong et al., 2009 ; Lewis et al., 2010).

H3.5 est un variant récemment découvert (Schenk et al., 2011). Il reprend les résidus modifiés 
chez H3.3 auxquels il ajoute deux nouvelles modifications (Figure A9). Il est spécifiquement 
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exprimé dans certains tissus testiculaires et tout comme H3.3 il est associé à une activation de 
la transcription (Schenk et al., 2011).

Le dernier membre de la classe H3 est CenH3. Cette notation désigne l’ensemble des homologues 
fonctionnels au variant CENP-A des mammifères ; Cse4 (Chromosome segregation protein 4) 
chez Saccharomyces cerevisiae, Cnp1 (Centromere protein 1) chez Schizosaccharomyces pombe 
ou encore CID (Centromere Identifier Protein) chez la drosophile. CENP-A est le variant de H3 
qui est incorporé de façon spécifique au niveau de la chromatine centromérique. Son étude étant 
le cœur de ce travail de thèse, ses propriétés et fonctions seront détaillées dans le chapitre 3.



Chapitre 2 

La mitose
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Figure A10 | Les phases du cycle cellulaire.

La chromatine est ainsi une structure dynamique dont la principale fonction est la compaction 
de l’ADN. Elle joue également un rôle crucial dans la façon dont la cellule transcrit, répare 
et duplique son matériel génétique. Cette duplication permet la préparation d’un processus 
essentiel permettant la transmission de ce matériel à la génération suivante: la division des 
cellules lors de la mitose.

2.1 Le cycle cellulaire
Chez les Eucaryotes, la croissance et la division cellulaire se réalisent selon différentes étapes 
coordonnées dans le temps. C’est le cycle cellulaire (Figure A10). Durant ce cycle, deux 
grands évènements sont importants : la réplication du matériel génétique et des organites, et 
la séparation de ce matériel entre les cellules filles. Le cycle se divise donc en deux phases 
distinctes : l’interphase et la mitose.  L’interphase se caractérise par les évènements suivants : 
durant la phase G1 la cellule se prépare à la phase qui va suivre, c’est la phase de croissance de 
la taille de la cellule. Lorsque la cellule est prête, elle entre alors en phase S pour « synthèse ». 
Au cours cette phase l’ADN et les différents organites sont dupliqués. À la fin de la phase S, la 
cellule entre ensuite en phase G2, qui se résume à un moment d’attente et de préparation avant 
la mitose. Différents points de contrôle sont alors à franchir, notamment pour éviter les erreurs 
de duplication. Si tout est prêt, alors la membrane nucléaire se dissocie. Cet évènement marque 
la transition de l’interphase à la mitose ou phase M. La plupart des cellules sortent de ce cycle 
de division et entrent en quiescence. Cette phase est aussi appelée phase G0 (Figure A10). Cet 
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état n’est pas figé, et elles peuvent à tout moment recommencer à cycler via une transition vers 
la phase G1.

2.2 La mitose : déroulement et régulation

2.2.1 Déroulement de la mitose

Le déroulement de la mitose est divisé en cinq phases (Figure A11). La première de ces 5 
phases est la prophase, dans celle-ci la chromatine interphasique se condense jusqu’à former 
des chromosomes individualisés ; les deux centrosomes migrent chacun vers un pôle de la 
cellule et émettent des microtubules dans toutes les directions et enfin l’enveloppe nucléaire 
disparaît (Figure A11). Vient ensuite la prométaphase, les chromosomes sont désormais 
totalement condensés et ils migrent vers le centre de la cellule afin de s’aligner sur un plan 
équatorial représenté par la plaque métaphasique (Figure A11). Ce mouvement de congression 
est rendu possible par la formation du fuseau mitotique. Il s’agit d’un ensemble de microtubules 
reliant les centrosomes aux chromosomes au niveau de leur centromère. La phase suivante est 
la métaphase. Les chromosomes restent sur la plaque métaphasique et la cellule s’assure de 
la bonne orientation et de l’attachement correct de chaque chromosome au fuseau mitotique 
(Figure A11). 

Une fois que ces conditions sont réunies, survient alors l’anaphase. Les deux chromatides sœurs 
constituant un chromosome se retrouvent séparées et chaque chromatide migre vers l’un des 
pôles de la cellule (Figure A11). Arrivé au terme de cette migration, la télophase commence : la 
cellule va reformer une enveloppe nucléaire autour des deux lots de chromatides préalablement 
séparées (Figure A11). Dans le même temps, les microtubules du fuseau mitotique se dissocient 
et la chromatine commence à se décondenser. 

De manière concomitante à la télophase, se produit la cytokinèse, c’est la phase qui conduit 
à la division du cytoplasme (Figure A11). Cette phase comprend la formation d’un anneau 
contractile au niveau du milieu de la cellule. Celui-ci se resserre progressivement et conduit à 
la séparation presque totale des deux cellules-filles qui sont alors uniquement reliées par une 
petite structure très dense appelée le corps résiduel. La disparition du corps résiduel marque la 
sortie de mitose et donc la fin effective de la division cellulaire (Figure A11).
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Figure A11 | Les différentes phases de la mitose. La mitose commence lors du désassemblage de la 
membrane nucléaire. La prophase se caractérise par la condensation de la chromatine sous la forme des 
chromosomes mitotiques. En prométaphase et métaphase, le fuseau mitotique se met en place à partir des 
deux centrosomes et permet la congression des chromosomes jusqu’à alignement sur la plaque équatoriale.  
En anaphase, les chromatides sœurs se séparent et ségrégent vers chacun des pôles opposés. L’anneau 
contractile d’actine/myosine et le fuseau mitotique central s’assemblent puis commence à se contracter. En 
télophase, la membrane nucléaire commence à se reformer, et durant l’abscission le cytoplasme des cellules 
se divise pour donner les deux cellules filles. (D’après  Wurzenberger and Gerlich, 2011).

2.2.2 Principales régulations de la mitose

La mitose est un processus qui nécessite une régulation temporelle importante afin que son 
exécution se fasse correctement. En effet la mauvaise répartition de chromatides entrainerait 
une perte d’une part importante de l’information génétique pour les cellules filles. L’ensemble 
des processus mitotiques est donc contrôlé de façon stricte. La régulation de la synthèse et de la 
dégradation permet de contrôler la disponibilité des différents effecteurs protéiques nécessaires 
à la mitose, mais la coordination de leurs actions est faite en grande majorité via des cycles de 
phosphorylation/déphosphorylation de leurs résidus, agissant ainsi comme des interrupteurs. 
De nombreuses kinases sont donc impliquées dans la régulation de la mitose.
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Les kinases cycline dépendantes (CDK).

Les kinases de la famille CDK sont parmi les régulateurs majeurs de la progression dans le 
cycle cellulaire. Elles ont été originellement découvertes chez la levure, au cours d’un criblage 
de gènes impliqués dans la régulation de la division cellulaire (pour revue voir Malumbres, 
2011). Les CDK sont des sérine/thréonine kinases, leur association avec les cyclines permet 
leur activation.

L’une des kinases les plus importantes lors de de cette famille lors de la mitose est CDK1. Elle 
est exprimée à partir de la phase G2, mais est maintenue inactive par la phosphorylation de 
ses résidus thréonine 14 et tyrosine 15. La déphosphorylation de ces deux résidus par Cdc25 
précéde l’association avec la cycline B, permet d’activer la kinase et signale l’entrée de la 
cellule en mitose.

Les cibles du couple cycline B/CDK1 sont nombreuses. Elles incluent en particulier les lamines, 
conduisant à leur dépolymérisation et entrainent donc la disparition de l’enveloppe nucléaire 
dès le début de la mitose. Parmi les autres cibles, on peut citer les kinésines qui vont jouer un 
rôle dans l’assemblage du fuseau mitotique ou encore les condensines et cohésines qui sont 
nécessaires à la condensation de la chromatine interphasique en chromosome mitotique.

Dans un second temps c’est l’inactivation du même complexe cycline B/CDK1 qui devient 
essentielle, sans cette étape d’inactivation la cellule ne peut sortir de mitose. En effet lors de 
la transition métaphase/anaphase, la dégradation de la cycline B par l’anaphase-promoting 

complex/cyclosome (APC/C) conduit à la désactivation de CDK1. Cette inactivation permet 
l’entrée de la cellule en cytokinèse (Musacchio and Salmon, 2007) et donc la sortie effective 
de la mitose.

Les kinases polo-like (PLK).

La famille des PLK (Polo-like kinases) regroupe les homologues de la protéine Polo. Cette 
protéine a été identifiée chez la drosophile, son absence provoquant des défauts dans la 
maturation du fuseau mitotique. Cette famille se caractérise par la présence d’un polo-box 

domain en N-terminal. Ce domaine étant notamment responsable de la localisation de la kinase. 

Chez les mammifères, cette famille comprend quatre membres, PLK1 à 4, PLK1 étant celle 
impliquée lors de la mitose (Weerdt and Medema, 2006). Elle est exprimée à partir de la phase 
G2, et est alors repartie dans toute la cellule. Elle se localise ensuite au niveau des centrosomes 
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en prophase et participe à la formation des kinétochores à partir de la prophase jusqu’à la 
métaphase. Tout comme CDK1, elle est ensuite dégradée par l’APC/C lors de la transition 
métaphase/anaphase, à l’exception d’une fraction qui subsiste sur le fuseau central et se retrouve 
localisée dans le corps résiduel en fin de mitose.

L’action de PLK1 consiste à favoriser l’entrée en mitose, à la fois par une activation directe 
du complexe cycline B/CDK1 et par la phosphorylation de Cdc25c, qui promeut en réponse 
sa localisation nucléaire (Roshak et al., 2000). Au niveau des centrosomes, elle favorise le 
recrutement des complexes γ-tubulin ring complex (γ-TURC) par la phosphorylation de Asp 
(Petronczki et al., 2008). Ceci permet de former de novo les microtubules nécessaires au 
déplacement des chromosomes. Sur les kinétochores, elle contribue au recrutement du complexe 
NDC80 (Wong et al., 2007). Finalement, elle participe à la transition métaphase/anaphase, soit 
en phosphorylant certaines des sous-unités de l’APC/C (Golan et al., 2002), soit en déclenchant 
la dégradation de Emi1 qui est normalement l’un des inhibiteurs de l’APC/C.

La famille NRK.

La kinase NIMA pour Never In Mitosis A a été identifiée chez Aspergillus nidulans. Les mutants 
pour cette kinase restaient en phase G2 et n’étaient jamais capables d’entrer en mitose. Les 
kinases NRK (NIMA-related kinases) forment une grande famille de kinases qui possèdent 
toutes une séquence catalytique homologue avec NIMA, mais toutes ne sont pas impliquées 
dans la régulation de la mitose.

Chez l’homme, la kinase la plus étudiée de cette famille est Nek2. Elle est essentiellement 
impliquée dans la maturation et la séparation des centrosomes. En phosphorylant C-Nap1, 
elle favorise la disparition d’une structure maintenant les centrosomes ensembles après leur 
duplication (Bahe et al., 2005). Elle rompt également l’interaction entre la protéine Root-letin 
et la β-caténine, cet évènement étant également nécessaire à la séparation des centrosomes ainsi 
qu’à leur migration correcte vers les pôles de la cellule (Bahmanyar et al., 2008). 

Un autre substrat de NIMA est l’histone H3 dont elle est capable de phosphoryler la sérine 
10 (De Souza et al, 2000). Cette marque épigénétique est fortement liée à la condensation des 
chromosomes (Krien et al, 1998).
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Les kinases Aurora.

La famille des kinases Aurora comprend trois membres chez les mammifères : Aurora A, B et C. 
Elles sont toutes les trois impliquées dans la formation du fuseau mitotique, toutefois Aurora C 
est exprimée uniquement dans les tissus testiculaires et les gamètes subissant une méiose. Il est 
donc considéré que Aurora C possède une fonction spécialisée dans la division méiotique plutôt 
que dans la mitose, néanmoins lorsqu’elle est artificiellement surexprimée dans d’autres types 
cellulaires, elle peut adopter la localisation et le comportement d’Aurora A durant l’interphase, 
et d’Aurora B durant la mitose (Giet et al., 2005 ; Salaun et al., 2008).

Aurora A est également contributaire de l’étape d’entrée en mitose, mais également de la 
maturation des centrosomes. Elle possède normalement une localisation cytoplasmique en 
phase G1 ou elle forme un complexe avec Bora. Le complexe Bora/Aurora A est alors relocalisé 
au niveau des centrosomes, et phosphoryle PLK1 qui lui même agit sur le recrutement de la 
cycline B/Cdk1 et déclenche l’entrée en mitose (Macůrek et al., 2008 Seki et al., 2008). De 
façon PLK1 dépendante, Bora est alors à son tour phosphorylée ce qui entraine sa dégradation 
(Chan et al, 2008). Aurora A peut alors interagir avec un autre de ces cofacteurs; TPX2 ce qui 
maintient sa localisation au niveau des centrosomes. Elle va alors recruter plusieurs éléments 
nécessaires à la maturation des centrosomes (Hannak et al., 2001). Elle va également permettre  
la mobilisation de protéines associées aux microtubules (Dutertre et al., 2002). 

Aurora B est l’un des membres du complexe CPC pour chromosomal passengers complex. Ce 
complexe tient son nom de la localisation transitoire de ses membres au niveau du centromère. 
INCENP, un autre membre du CPC, auto-active Aurora B et est aussi responsable de sa 
localisation. En prophase, Aurora B est localisée au niveau des bras chromosomiques ou elle 
participe à la régulation de la compaction de la chromatine via les condensines (Giet et al., 
2005). En prométaphase et métaphase, elle est relocalisée au niveau des centromères, et elle 
est le contrôleur essentiel de l’attachement des microtubules aux kinétochores, elle permet 
principalement de déstabiliser les attachements incorrectes (Tanaka et al., 2002); lorsque tous 
les attachements sont corrects, elle va alors activer le point de contrôle du fuseau mitotique 
et autoriser le passage en anaphase. Elle reste ensuite localisée sur le fuseau central jusqu’en 
télophase et permet le désassemblage de celui-ci (Buvelot et al., 2003). Elle fait donc également 
partie du corps résiduel durant la cytokinèse et participe à la formation de l’anneau contractile 
(Minoshima et al., 2003). 
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2.3 Les structures mises en œuvre lors de la mitose

2.3.1 Le fuseau mitotique : microtubules

Le fuseau mitotique est composé de microtubules. Un microtubule possède une structure 
cylindrique d’environ 24 nm de diamètre formée par l’association de treize protofilaments. 
Chaque protofilament est lui même composé d’hétérodimères d’α et β-tubuline (Nogales, 2001). 
Cette structure est polarisée : l’agencement des dimères de tubuline se fait de façon spécifique, 
toujours dans le même sens, si bien que les deux extrémités d’un protofilament sont différentes. 
On différencie donc une extrémité n’exposant que des molécules d’α-tubuline, qualifiée de 
positive (+), et une extrémité n’exposant que des molécules de β-tubuline, inversement qualifiée 
de négative (−).

Le fonctionnement des microtubules est possible uniquement parce qu’ils sont extrêmement 
dynamiques. Pour faire varier leur longueur, il faut ajouter ou retirer des dimères de tubuline 
aux extrémités (Desai and Mitchison, 1997). À une extrémité donnée, le ratio de polymérisation/
dépolymérisation détermine si le microtubule est en phase de croissance ou de rétraction. De 
plus, chacune des deux extrémités peut avoir des propriétés dynamiques distinctes, ce qui laisse 
au microtubule la possibilité de croître ou de se rétracter dans un sens particulier.

Ainsi à l’état d’équilibre parfais, possible uniquement in vitro ; lorsque l’une des extrémités 
grandit aussi vite que la seconde décroit, on observe un phénomène de « tapis roulant » 
(treadmilling) : les dimères de tubuline ajoutés à l’extrémité croissante sont progressivement 
décalés, jusqu’à devenir l’extrémité décroissante où ils se dissocient du microtubule, et ceci 
malgré le fait que la longueur du microtubule reste constante (Margolis and Wilson, 1998).

2.3.2 Les centrosomes

Le centrosome est le centre organisateur des microtubules dans la cellule. Il se retrouve dupliqué 
lors de la phase S et les deux centrosomes résultants définiront les deux pôles opposés du fuseau 
mitotique lors de la mitose suivante (Urbani and Stearns, 1999). Chaque centrosome est lui 
même constitué de deux centrioles associés avec des protéines amorphes nommeés PCM pour 
pericentriolar material. Le PCM contient en particulier un complexe de γ-tubuline, γ-TURC, 
qui sert à la nucléation de la tubuline pour la formation de microtubules (Zheng et al., 1995). 
Au cours de la mitose la formation de microtubules augmente de façon importante au niveau 
des centrosomes par le recrutement de plus grandes quantités de γ-TURC via la kinase PLK1 
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Figure A12 | Le kinétochore fonctionnel. (a) Schéma fonctionnel du kinétochore : le CCAN s’assemble 
sur la chromatine centromérique, il permet ensuite de lier les différents membres du réseau KNM. Ces 
derniers permettent l’attachement aux microtubules (Adapté de Gascoingne et al, 2012). (b) Micrographie 
électronique d’un chromosome de souris (en encart) et vue agrandie de la région du kinétochore. Échelle : 
100 nm. (Cliché original de Hans Riz).

(Khodjakov and Rieder, 1999 ; Piehl et al., 2004). Cela permet une augmentation rapide du 
nombre des microtubules émis à partir du centrosome créant aussi le fuseau mitotique. Toutefois, 
le centrosome n’est pas strictement indispensable dans ce processus, et un fuseau mitotique 
fonctionnel peut se former en absence de centrosome (Mahoney et al., 2006). Le centrosome a 
également un rôle important dans la régulation du cycle cellulaire.

2.3.3 Le kinétochore

Le kinétochore est un complexe protéique qui s’assemble au niveau des centromères lors de la 
mitose. Son but est de fournir l’interface entre l’ADN contenu dans la chromatine centromérique 
et les microtubules du fuseau mitotique (Figure A12a).

Les premières observations du kinétochore sont faites au microscope électronique dans les 
années 60. Elles révèlent que le kinétochore est une structure en trois couches assemblées sur 
la surface de la région centromérique (Figure A12b) (Jokelainen, 1967). Cette structure est 
visible sur chaque chromatide sœur à partir de la prophase et ceci jusqu’à la fin de la mitose 
(Brenner et al. 1981). Les trois couches sont : le kinétochore interne, très étroitement associé à 
la chromatine ; le kinétochore externe, qui est l’interface directe avec les microtubules ; et enfin 
le kinétochore central, une région peu dense aux électrons qui sépare le kinétochore interne du 
kinétochore externe. Enfin, non observable en microscopie électronique, ce trouve un réseau de 
fibres à la surface du kinétochore externe.
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Le kinétochore le plus simple est décrit chez la levure Sacharromyces cerevisiae, il ne permet 
que de lier un seul microtubule. Malgré cela, il est constitué d’une soixantaine de protéines 
(McAinsh et al., 2003; Westermann et al., 2007) qui se répartissent en cinq complexes majeurs : 
CBF3, Ndc80, Mtw1, Spc105 et Dam1. 

Trois d’entre eux, Ndc80, Mtw1 (Mis12 chez l’homme) et Spc105 (Knl1 chez l’homme) sont 
conservées chez les eucaryotes supérieurs et forment le réseau KNM (Knl1–Mis12–Ndc80) 
qui est permet l’attachement des microtubules (Musacchio and Salmon 2007; Welburn and 
Cheeseman 2008). Chez l’homme le kinétochore possède à ce jour une centaine de protéines 
impliquées (Earnshaw, 2015). Chez l’homme le kinétochore serait alors capable de fixer entre 
15 et 20 microtubules. Ce nombre plus important d’attachements est permis par une répétition 
pour chaque microtubule du module de base présent chez la levure (Joglekar et al. 2008).

Le kinétochore interne peut être confondu d’un point de vue fonctionnel avec un large complexe 
appelé le CCAN pour Constitutive Centromere-Associated Network. Comme sont nom l’indique, 
il est associé de façon permanente à la chromatine centromérique : son fonctionnement sera 
donc présenté en même temps que celle-ci dans le chapitre 3. Le CCAN possède un rôle simple : 
il permet le recrutement du kinétochore externe, en particulier du réseau KMN (Figure A12). 

Ce réseau est constitué de trois complexes conservés Ndc80, Mis12 et Knl1 (Cheeseman et al., 
2006). Dans ce réseau, Knl1 ainsi le complexe Ndc80 composé de 4 sous-unités (Ndc80, Nuf2, 
Spc24 et Spc25) interagit directement avec le microtubule. L’affinité d’interaction est faible 
mais elle augmente de façon drastique lorsqu’ils sont associés entre eux, mais surtout avec le 
complexe Mis12. Le complexe Mis12 comprend Mis12, Nsl1, Nnf1 et Dsn1, son rôle est donc 
essentiellement dans la stabilisation et le renforcement de l’interaction (Cheeseman et al., 2004; 
Obuse et al. 2004). Chaque microtubule se retrouve lié au kinétochore par plusieurs complexes 
KMN (Joglekar et al. 2006)

2.4 Mouvements des chromosomes

2.4.1 Accrochage au fuseau mitotique

Chaque mouvement des chromosomes pendant la mitose nécessite leur accrochage aux 
microtubules provenant du fuseau mitotique. Les microtubules accrochés à un kinétochore 
forment une fibre polarisée par l’orientation des microtubules ; ils sont orientés avec leurs 
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extrémités (+) attachées aux kinétochores et leurs extrémités (−) ancrées au niveau du 
centrosome.

L’attachement des microtubules se fait durant la prométaphase. Le modèle dit de « recherche et 
capture » (McIntosh et al., 2002) propose que les microtubules émis à partir des centrosomes 
explorent dans toutes les directions jusqu’à finalement entrer en contact avec un kinétochore. 
Ensuite, les microtubules ayant réussi à établir ce contact sont stabilisés alors que ceux qui 
n’ont lié aucun chromosome sont dépolymérisés. Ce modèle est cohérent avec l’augmentation 
de la nucléation des microtubules au niveau des centrosomes, conséquence de l’action d’Aurora 
A en début de mitose (Khodjakov and Rieder, 1999 ; Brittle and Ohkura, 2005). 

Ce modèle possède toutefois une limitation importante. En effet, il a été observé qu’il était 
possible de former un fuseau mitotique fonctionnel en l’absence de centrosome (Mahoney et 
al., 2006). Il existe donc un second modèle, dit d’auto-assemblage. Celui-ci propose que des 
microtubules se forment directement à proximité de la chromatine, de façon non dépendante 
des centrosomes. Il semblerait en effet que les kinétochores soient également capable de 
polymériser directement des microtubules. Ces microtubules sont ensuite capables d’être 
intégrés aux centrosomes (Maiato et al., 2004).

Les deux modèles ne sont donc pas exclusifs et ils pourraient très bien se complémenter. De 
façon générale une fibre de microtubules reliée à un kinétochore est alors appelé K-fiber (pour 
kinetochores fiber).

2.4.2 Congression

Durant la prométaphase, une fois attachés au fuseau mitotique, les chromosomes doivent 
s’aligner sur la plaque métaphasique. Ce premier déplacement des chromosomes s’appelle la 
congression. 

Le mouvement général se fait en direction de la plaque métaphasique, mais des mouvements 
oscillatoires en direction de l’un et l’autre des pôles sont aussi observés.

Cela provient du mécanisme de traction des chromosomes. À ce stade, chaque chromosome 
possède deux kinétochores, avec chacun une fibre K reliée. Il y a donc un kinétochore qui doit 
être éloigné du centrosome auquel il est relié, il est noté AP pour away from the pole, tandis 
que le second doit rapprocher le chromosome du centrosome auquel il est lié, il est noté P pour 
poleward. (Cassimeris et al., 1987 ; Centonze et Borisy, 1991).
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C’est néanmoins essentiellement la fibre qui raccourcit qui est responsable du déplacement, 
en effet la fibre s’allongeant est incapable seule de pousser le chromosome (Khodjakov and 
Rieder, 1996), ce qui correspond à la compression plus forte du kinétochore P par rapport au 
kinétochore AP. On peut donc considérer qu’il possède simplement un attachement passif des 
microtubules, alors que le kinétochore P est responsable de la génération de la force (Dumont 
et al., 2012). C’est donc la dépolymérisation de la fibre la plus courte qui permet la traction. Ce 
mécanisme est appelé depolymerization-coupled pulling ou DCP.

Un autre mécanisme contribuant à la congression est le déplacement latéral (chromosome 

sliding) d’un chromosome le long d’une fibre K déjà formée. Ce cas se présente par exemple 
si les deux kinétochores sont reliés à la même fibre K ou si le chromosome est relié à un seul 
centrosome. Ce mouvement est possible grâce à l’action de moteurs moléculaires associés aux 
microtubules qui possèdent une activité motrice dirigée vers l’extrémité (+). C’est le cas de la 
kinésine CENP-E (Kapoor et al., 2006). Il permet donc la congression d’un chromosome non 
encore bi-orienté. Il  favorise alors sa bi-orientation en rapprochant le chromosome de la plaque 
métaphasique et donc des faisceaux de microtubules provenant du centrosome opposé.

2.4.3 Ségrégation

La ségrégation des chromatides vers les deux pôles de la cellule au cours de l’anaphase nécessite 
deux mouvements distincts définissant donc deux sous-phases, l’anaphase A et l’anaphase B. 
Au cours de l’anaphase A, les chromatides migrent en direction du pôle qui leur fait face. 
Au cours de l’anaphase B, les pôles eux-mêmes migrent dans des directions opposées. La 
contribution des anaphases A et B à la ségrégation totale des chromatides est variable selon les 
espèces et les types cellulaires, et de plus, les deux phases peuvent parfaitement se chevaucher 
temporellement au cours de la même division.

Anaphase A

Le mouvement des chromatides en direction des pôles au cours de l’anaphase A est le fait 
de principalement deux mécanismes : la dépolymérisation des microtubules et l’activité de 
protéines motrices au niveau du kinétochore.

Comme lors de la congression, la dépolymérisation des microtubules par leur extrémité positive 
(+) entraine le raccourcissement des fibres K tractant les chromatides en direction du pôle 
(Gorbsky et al., 1987 ; Gorbsky et al., 1988). Le même effet peut également être obtenu par une 
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dépolymérisation à l’extrémité (-) présente au niveau du centrosome. En réalité, les deux sont 
combinées.

Plusieurs protéines motrices sont aussi impliquées dans le mouvement des chromatides. La 
dynéine est présente aux kinétochores durant l’anaphase et elle possède une activité motrice 
dirigée vers l’extrémité (-) (Pfarr et al., 1990 ; Steuer et al., 1990). Son rôle pourrait être de 
livrer des protéines favorisant la dépolymérisation aux pôles plutôt que d’agir directement sur 
la traction de la chromatide (Gaetz and Kapoor, 2004). Parmi les protéines transportées on 
trouverait les membres de la famille kinésine-13 (Ganem and Compton, 2004).

Anaphase B

L’anaphase B nécessite la séparation initiale des chromatides sœurs en début anaphase. La 
place laissée disponible sur la plaque équatoriale, permet la formation d’une autre structure à 
base de microtubules appelée fuseau central. Les microtubules qui composent cette structure 
proviennent également des deux pôles. Des moteurs moléculaires peuvent alors être recrutés 
au niveau du fuseau central et font « glisser » les microtubules antiparallèles. La force ainsi 
générée éloigne alors chaque moitié du fuseau l’une de l’autre et contribue aux mouvements des 
centrosomes (Brust-Mascher and Scholey, 2002 ; Brust-Mascher et al., 2004 ; Zhu et al., 2005).

Les microtubules astraux qui relient les centrosomes au cortex cellulaire, contribuent également 
à la migration des centrosomes vers les pôles opposés (Rosenblatt, 2005).

2.4 Contrôle de la ségrégation
Le point de contrôle du fuseau mitotique ou spindle assembly checkpoint (SAC) possède 
une fonction essentielle: il doit empêcher la cellule d’entrer en anaphase avant que tous les 
chromosomes ne soient correctement attachés au fuseau mitotique. 

L’attachement correct est l’attachement dit amphitélique (Figure A13) dans lequel le 
kinétochore de chaque chromatide est lié à des fibres K venant du centrosome qui lui fait face. 
Les autres types d’attachements possibles sont : l’attachement monotélique, où un seul des deux 
kinétochores est lié au fuseau (Figure A13); l’attachement syntélique, où les deux kinétochores 
sont liés à des fibres K en provenance du même centrosome (Figure A13) ; et l’attachement 
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Figure A13 | Les différents types d’attachements des chromosomes au fuseau mitotique. L’attachement 
amphitélique : chaque kinétochore est lié à un pôle opposé de la cellule : cela permet une ségrégation 
équilibrée des chromosomes. Attachement mérotélique : un des kinétochores du même chromosome 
lie les microtubules des deux centrosomes. Attachement monotélique : un des deux kinétochores lie les 
microtubules issus du même pôle. Attachement syntélique : les deux kinétochores d’un même chromosome 
lient les microtubules provenant d’un même centrosome (D’après  Keen and Taylor, 2004).

mérotélique, où l’un des kinétochores est lié à des fibres K en provenance des deux centrosomes 
(Figure A13). En présence de chromosomes non attachés ou attachés de manière incorrecte, le 
SAC retarde la transition métaphase/anaphase jusqu’à la résolution du problème d’attachement. 
L’attachement amphitélique est l’attachement correct, il le seul qui permette la ségrégation 
correcte des chromatides durant l’anaphase.

Activation du SAC

L’effecteur majeur de la transition métaphase/anaphase est le complexe APC/C-Cdc20. Il 
possède une activité E3-ubiquitine ligase dirigée notamment contre la sécurine, un inhibiteur 
de la séparase. La dégradation de la sécurine supprime l’inhibition de la séparase, qui peut alors 
détruire la protéine Smc3. Smc3 fait partie du complexe des cohésines (Haering and Nasmyth, 
2003). La destruction de Smc3 permet la séparation des chromatides sœurs et l’entrée en 
anaphase. La seconde cible principale de l’APC/C-Cdc20 est la cycline B1, dont la dégradation 
entraine l’arrêt de l’activité du complexe cycline B1/Cdk1. Cet événement favorise la sortie de 
la mitose.
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Le SAC est activé par la présence de kinétochores non-attachés au fuseau mitotique. Il suffit 
qu’un seul kinétochore soit détecté par la cellule comme non-attaché pour activer le point de 
contrôle et retarder la transition vers l’anaphase (Rieder et al., 1994). Chez les métazoaires, le 
SAC est systématiquement et normalement activé « par défaut » dès le début de la mitose, ceci 
avant même le début de la capture des kinétochores par les microtubules du fuseau (Musacchio 
and Salmon, 2007). Il se trouve par la suite désactivé à partir du moment ou tous les kinétochores 
sont convenablement attachés.

L’activation du SAC se traduit par la formation du complexe mitotic checkpoint complex (MCC). 
Il est composé des protéines Mad2, BubR1, Bub3 et Cdc20. Ce complexe induit en particulier 
l’inhibition du complexe APC/C, le mécanisme exact de cette inhibition reste aujourd’hui 
inconnu. On sait cependant que la séquestration de Cdc20 empêche la formation du complexe 
APC/C-Cdc20 actif, et que l’interaction directe avec l’APC/C provoque une conformation 
fermée de celui-ci (Herzog et al., 2009). On sait également que la présence du MCC entraine 
une dégradation précoce de Cdc20 (Pan and Chen, 2004 ; Nilsson et al., 2008 ; Ge et al., 2009).

En l’absence d’attachement aux microtubules, le kinétochore est supposé agir comme un 
site catalytique favorisant la formation du MCC (Howell et al., 2004 ; Shah et al., 2004) en 
permettant notamment le recrutement de Mad2. Son changement de conformation intervenant 
lors de l’attachement permet son association avec Cdc20 (Musacchio and Salmon, 2007). Une 
fois le kinétochore attaché, les composants du point de contrôle sont donc évacués par des 
protéines motrices, mettant fin à la production de MCC et autorisant ainsi la levée de l’inhibition 
sur l’APC/C.

Détection des attachements incorrects

L’absence de microtubules sur un kinétochore permet de détecter les attachements incomplets 
(monotéliques), mais ne permet pas de détecter les attachements incorrects (syntéliques et 
mérotéliques) (Figure A13). Un autre signal que l’absence de microtubules est donc nécessaire 
pour permettre la correction de ces attachements imparfaits. Le modèle actuel repose sur la 
détection de la tension entre les deux kinétochores d’un même chromosome (Kelly and Funabiki, 
2009). L’absence de tension semble suffisante pour conduire la kinase Aurora B à déstabiliser les 
interactions entre kinétochore et microtubules. Aurora B peut agir notamment en phosphorylant 
directement les membres du réseau KMN, réduisant leur affinité pour les microtubules (Welburn 
et al., 2010) ; elle phosphoryle également la kinésine mitotic-centromere-associated kinesin 
(MCAK), stimulant son activité de dépolymérisation des microtubules (Andrews et al., 2004). 
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Combinées entre elles, les actions d’Aurora B provoquent la rupture de l’attachement. Il n’y 
a donc pas d’activation direct du SAC, mais elle permet de faire passer d’un état signalant 
l’absence de tension à un signal d’absence d’attachement. C’est cette absence d’attachement 
qui induit à nouveau le SAC.

Une fois que tous les chromosomes sont attachés correctement, la cellule peut donc séparer les 
chromatides soeurs et effectuer leur ségrégation lors de l’anaphase.

2.5 La cytokinèse
La cytokinèse consiste en la séparation physique du cytoplasme de la cellule mère vers deux 
cellules filles distinctes. Elle est en partie concomitante avec la mitose puisque le début effectif 
de la cytokinèse se situe en anaphase. À ce moment, le sillon de division commence à se mettre 
en position de façon perpendiculaire à l’axe du fuseau mitotique. Une vingtaine de protéines 
ont aujourd’hui été identifiées comme impliquées dans les mécanismes moléculaires de la 
cytokinèse des cellules eucaryotes animales (Fededa et Gerlich 2012). La cytokinèse consiste à 
un certain nombre d’évènements localisés à différents points dans la cellule;

Le fuseau central est composé majoritairement par un réseau de microtubules, mais il comporte 
également des protéines régulatrices de la cytokinèse. L’ensemble se positionne au niveau du 
futur site de clivage entre les cellules filles: ces microtubules polymérisent en effet entre les 
deux lots de chromosomes encore en cours de ségrégation.

L’anneau contractile est formé par un réseau de filaments d’actine et est rendu fonctionnel 
grâce à l’activité motrice des myosines associées : la myosine se déplace sur l’actine, ce qui 
permet la réduction de la taille de l’anneau contractile. La position de l’anneau contractile 
est déterminée par le fuseau mitotique même s’il est attaché à la membrane plasmique des 
cellules. Son activité est régulée, ce qui permet la synchronisation entre la ségrégation des 
chromosomes et la cytokinèse. (Glotzer, 2005 ; Fededa et Gerlich, 2012). Parmi ces régulations, 
la plus importante est faite par une guanosine triphosphate : RhoA. Cette voie de signalisation 
permet l’assemblage de l’anneau contractile, RhoA induisant la nucléation de l’actine et active 
la myosine (Yüce et al., 2005 ; D’Avino et Glover, 2009). La réduction progressive de la taille 
de l’anneau contractile forme le sillon de division. Ceci entraine progressivement la formation 
effective de deux nouvelles cellules mais qui reste pour le moment encore liés entre-elles. 



Introduction - Chapitre 2 - La mitose

55

Lors de la télophase ce qui reste du sillon de division devient le corps résiduel. Celui-ci 
tire son nom de la composition : il contient les protéines résiduelles du sillon de division. 
Le corps résiduel sert de base au recrutement des effecteurs de l’abscission. C’est la dernière 
étape de la cytokinèse: la séparation effective des cellules. Les mécanismes impliqués dans 
l’abscission font appel à l’endocytose. Les composants de la machinerie ESCRT (Endosomal 
Sorting Complex Required for Transport) responsables du tri des endosomes sont nécessaires. 
Ils s’assemblent dans les membranes endosomales et leur permettent de s’invaginer, et donc de 
former une vésicule. En particulier deux protéines du complexe ESCRT sont impliquées dans 
l’abscision : ALIX et TSG101 ; elles sont en effet capables d’interagir avec le corps résiduel via 
la protéine CEP55 présente dans celui-ci. Le recrutement des endosomes aurait alors pour rôle 
le remodelage de la membrane plasmique et pourrait ainsi promouvoir l’abscission (Barr and 
Gruneberg, 2007).

C’est seulement à l’issu de tous ces processus complexes et hautement régulés que la cellule 
peut terminer sa division et ainsi générer les deux nouvelles entités cellulaires.

La mitose est donc le proccesus cellulaire qui possède la lourde tache de la répartition équitable 
du matériel génétique entre les deux cellules filles. L’ensemble des mécanismes mis en oeuvre 
est donc crucial. Pour remplir cet objectif, il est necessaire de créer une interface entre l’ADN et 
le reste des machineries mitotiques. Cette interface est matérialisée par une région de chromatine 
dédiée à cette fonction: le centromère.





Chapitre 3

Le centromère
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Le centromère est une structure du chromosome extrêmement spécialisée. Le centromère 
possède une seule fonction : il permet l’assemblage du kinétochore nécessaire à la fixation des 
chromosomes aux microtubules. La présence du centromère permet la répartition égale du matériel 
génétique entre les deux cellules filles. On distingue deux types de centromères, qui eux-mêmes 
définissent deux types de chromosomes : les chromosomes holocentriques, dont le centromère 
est réparti sur l’ensemble de la longueur du chromosome et les chromosomes monocentriques, 
dont le centromère se concentre en un seul site. Les chromosomes monocentriques apparaissent 
alors généralement avec une constriction sur le chromosome mitotique. 

3.1 L’ADN centromérique
Les centromères les plus simples sont décrits chez la levure S. cerevisiae. Ils sont monocentriques 
et leur formation dépend d’une petite séquence d’ADN de 125 paires de base composée de trois 
éléments fonctionnels conservés (CDEI, CDE II et CDEIII). En raison de cette spécificité, ces 
centromères sont désignés sous le nom de « centromères en point » (Figure A14a).

Chez l’ensemble des autres eucaryotes possédant des centromères monocentriques, ils sont de 
plus grande taille et désignés par le terme générique de « centromère régional ».  Il existe des 
centromères régionaux simples, comme chez S. pombe, où ils sont constitués d’une séquence 
centrale de 4 à 5 kb intercalée au milieu de régions d’hétérochromatine (Pluta et al., 1995) 
(Figure A14a). La plupart sont néanmoins qualifiés de « centromères complexes » en raison 
de l’organisation de l’ADN qui les compose qui se base majoritairement sur des séquences 
répétées.

Chez D. melanogaster, les centromères sont composés de larges répétitions d’ADN satellite de 
séquences connues : AATAT et AAGAG (Sun et al., 1997). Ces répétitions s’enchainant sur 400 
kb à plusieurs mégabases selon les chromosomes (Figure A14a).

Chez Mus musculus, une séquence spécifique appelée minor satellite DNA compose la quasi 
totalité de l’ADN centromérique (Figure A14a). Cette séquence de 120 pb est conservée entre 
tous les chromosomes (Kuznetsova et al., 2006).

Chez l’homme, les séquences centromériques sont toutes composées de séquences alpha-
satellites. Globalement un consensus s’établit autour d’une séquence monomérique de 171 pb, 
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Figure A14 | Organisation de l’ADN des régions centromériques. (a) Représentation schématique 
de l’ADN centromérique (en orange) et péricentromérique (en bleu) chez différents eucaryotes. CDE, 
Centromere DNA element ; cnt, central core ; imr, innermost repeats. S. Serevisiae possède un « centromère 
en point » : le centromère est défini par une séquence unique. Les « centromères régionaux » sont plus 
grands et le plus souvent basés sur des séquences répétées. Les holocentromères sont des centromères 
où la région centromérique est morcelée sur l’ensemble du chromosome. (b) Détail de l’organisation des 
répétitions de séquences des centromères humains.

toutefois il existe des sous-familles de cette séquence selon les chromosomes. Ces monomères 
s’assemblent en tandem, organisés de façon head to tail (Figure A14b). Cette première répétition 
des monomères donne ensuite naissance à une nouvelle unité de répétition supérieure (higher 

order repeat ou HOR). Les HORs sont également répétées jusqu’à composer l’ensemble 
du locus (Figure A14b). Celui-ci possède une taille comprise entre 250 et 5000 kb (Aldrup-
MacDonald and Sullivan, 2014). Les séquences des HORs varient entre-elles, mais elles sont 
très conservées au sein du même chromosome et sont organisées en sous-classes.

Chez certaines espèces, en particulier de plantes, en plus des ADN satellites, les centromères 
comportent un nombre important d’un autre type de séquences répétées : les rétrotransposons, 
comme par exemple chez le riz (Cheng et al., 2002) ou le maïs (Wolfgruber et al., 2009). Ces 
centromères ont alors une composition mixte entre ADN satellite et rétrotransposons. Il existe 
également des espèces ou seuls des rétrotransposons composent les centromères, comme chez 
le blé (Li et al., 2013).

La présence de séquences répétées, satellites ou non semblait donc être un prérequis à la 
formation de centromères, mais ce n’est pas toujours le cas. Chez le cheval, la majorité des 
centromères se composent également de quatre sous-types d’ADN satellites organisés de façon 
variable. Toutefois le centromère du chromosome 11 ne comporte aucune répétition (Piras et 
al., 2010 ; Alkan et al., 2011). L’exemple le plus frappant se trouve chez la pomme de terre où la 
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moitié des 12 chromosomes (les chromosomes 4, 6, 10, 11 et 12) n’ont aucune séquence répétée 
dans leurs centromères (Gong et al., 2012).

Le cas des holocentromères est également intéressant. Il s’agit de centromères non pas portés 
sur un locus donné, mais répartis sur de nombreux loci tout au long du chromosome. Dans la 
majorité des cas, il semblerait que ces positions soient également composées de séquences 
répétées. Comme pour les chromosomes monocentromériques, il peut s’agir d’ADN satellite 
ou de rétrotransposons (Neumann et al., 2012, Marques et al., 2015), mais il existe aussi des 
exemples de région non répétées (Heckmann et al., 2013). L’association entre centromères et 
séquences répétées semble donc être favorisée sans pour autant constituer une obligation.

Il existe une autre exception à la règle : les néocentromères. Ces centromères fonctionnels 
émergent sur un nouveau locus qui n’était auparavant pas associé avec l’assemblage d’un 
kinétochore. Ainsi chez l’homme, la majorité des néocentromères mis en évidence dans 
certaines pathologies ne se forment pas sur des séquences répétées (Marshall et al., 2008). 
Au cours de l’évolution, il est également possible d’observer le repositionnement de certains 
centromères. Une fois repositionné, le nouveau centromère est transmis à la descendance 
(Rocchi et al., 2012). La formation d’un nouveau centromère entrainant de façon systématique 
la perte du centromère initial : il doit y avoir un unique centromère par chromosome. Dans 
ce cas le nouveau centromère va au fil de l’évolution gagner des séquences répétées, tandis 
qu’à l’opposé le centromère ancestral va perdre les régions satellites qui lui étaient associées 
(Ventura et al., 2007).

L’ensemble de ces données semblent donc montrer que les centromères sont capables de se 
former sur n’importe quelle séquence d’ADN. Toutefois la présence de séquences répétées 
favorise la stabilisation du centromère sur un locus bien défini, c’est pour cela que ce type de 
séquences est favorisé.

3.2 La chromatine centromérique
En l’absence d’une séquence d’ADN universelle, c’est la présence spécifique d’un variant de 
l’histone H3, nommé CenH3, qui a été identifiée comme déterminante dans la définition du 
centromère. On peut donc parler de détermination épigénétique du centromère. En effet des 
homologues de cette protéine (CENP-A chez les mammifères, CID chez D. melanogaster, Cse4 
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chez S. cerevisiae) ont été identifiés dans l’ensemble des centromères actifs étudiés aujourd’hui 
(Black et Bassett, 2008 ; Malik et Henikoff, 2009).

3.2.1 Organisation générale

Ainsi par définition, la chromatine contenant le nucléosome CENP-A est donc la chromatine 
centromérique. Mais CENP-A n’est pas présent dans l’ensemble des nucléosomes. Il existe en 
effet une alternance entre les nucléosomes conventionnels et les nucléosomes CENP-A. Chez 
l’homme, cette alternance s’effectue sur les régions d’environ 15 à 40 kb selon les chromosomes 
(Blower et al., 2002). Toutefois, l’ADN étant le plus souvent formé de séquences répétées, 
leur positionnement les unes par rapport aux autres par les méthodes de ChIP-seq n’a pour le 
moment pas pu être effectuée. De plus il semblerait également que les nucléosomes contenant 
H3 soient enrichis en variants H2A.Z (Greaves et al., 2007). Il est par contre connu qu’un 
certain nombre de marques épigénétiques caractérisent ces nucléosomes H3. En particulier les 
marques H3K4me2 (Sullivan et al., 2004 ;Bergmann et al., 2011).

Le positionnement entre eux de ces différents types de nucléosomes ne serait pas dû au hasard. 
L’un des modèles de cette organisation propose que l’ensemble des nucléosomes CENP-A 
devant fixer les microtubules se retrouvent orientés sur la face externe des chromatides (Sullivan 
et al., 2010 ; Ribeiro et al., 2010). De ce fait, les nucléosomes contenant H3K4me2/H2A.Z se 
retrouvent positionnés de force sur la face interne, au niveau de la jonction entre les deux 
chromatides sœurs (Greaves et al., 2007)

Enfin, de façon générale, chez la plupart des eucaryotes supérieurs, on note la présence de 
plusieurs mégabases d’ADN de chaque coté de la chromatine centromérique, le plus souvent 
également constituées de séquences répétées. Cette chromatine péricentrosomique appartient à 
l’hétérochromatine. Cette hétérochromatine n’est toutefois pas toujours présentes sur l’ensemble 
des chromosomes pour une même espece. 

3.2.2 Transcription de la chromatine centromérique

Pendant longtemps la chromatine centromérique a été assimilée à l’hétérochromatine, et de ce 
fait considérée comme une région réfractaire à la transcription. Ce dogme était conforté par le 
fait qu’il n’y avait pas ou peu de gènes dans ces séquences. La question de leur transcription n’a 
donc pas été étudiée plus précisément. Il a toutefois été montré que lorsque des gènes codants 
sont présents, ils peuvent être transcrits (Yan et al., 2006 ; Saffery et al., 2003). Toutefois ces 
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gènes se trouvent alors généralement dans les régions contenant les nucléosomes H3 plutôt que 
CENP-A.

En plus des gènes codants, un nombre grandissant de transcrits correspondants aux séquences 
centromériques est aujourd’hui mis en évidence. C’est le cas chez la levure (Choi et al., 2012), 
chez la souris (Ferri et al., 2009), mais aussi chez l’homme (Wong et al., 2007). Il semblerait 
qu’ils participent aux mécanismes de déposition de CENP-A au niveau de la chromatine 
centromérique (Quénet and Dalal, 2014), mais également qu’ils exercent un rôle dans la 
régulation de l’activité de Aurora B et INCENP durant la mitose (Ideue et al., 2014). Même si 
leurs rôles et mécanismes d’action restent aujourd’hui plus qu’énigmatiques, il est certain qu’ils 
sont nécessaires à la fois à l’organisation fonctionnelle des kinétochores, qu’à la ségrégation 
correcte des chromosomes (Rošić et al., 2014) 

3.2.3 La chromatine péricentromérique

En plus de la chromatine centromérique contenant le nucléosome CENP-A, les eucaryotes 
supérieurs possèdent de chaque coté de celle-ci une hétérochromatine aux propriétés particulières, 
elle est donc qualifiée d’hétérochromatine péricentromérique (Figure A14a).

En effet, cette région particulière présente un grand nombre des caractéristiques de 
l’hétérochromatine : la présence de HP1 (heterochromatine protein 1), ainsi que la marque 
H3K9me3 (Sullivan and Karpen, 2004). Cette hétérochomatine est nécessaire à la formation et 
la fonction de centromères fonctionnels. Sa fonction clé se situe néanmoins dans la cohésion 
entre les chromatides sœurs avant leur séparation lors de l’initiation de l’anaphase.

3.3 Le variant CENP-A : CENtromeric Protein-A

3.3.1 Le variant centromérique

La protéine CENP-A est un variant de l’histone H3. Comme toutes les autres histones, CENP-A 
est composée de deux domaines distincts : un domaine globulaire et une extrémité N-terminale 
non structurée.

Les variants de la famille H3 sont tous très proches des histones conventionnelles, ne variant 
que par quelques aminoacides de la séquence de H3.1 ou H3.2 (Figure A9). Ce n’est pas le cas 
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50 60

conservation
CENPA_HUMAN. MGPRRR. . . SRKPEAPRRRSPSPT. . RRGPSLGASS . .
CENPA_XENLA . MRPGSTPPSRRKSRPPRRVSPPLP. . PRRPHAQQQRRA
CENPA_BOVIN . MGPRRQ. . . KRKPETPRRRPAS. . . . RPTPSLGTSS . .
CENPA_MOUSE . MGPRR. . . . . . KPQTPRRRPSS . . . . RQSSSVGSQT. .
CENPA_CHICK . . MPRP. . . . . . KPRSPRRRGRP. . . . . . . PPPARPR. .
CENPA_SCHPO . . . . . . . . . . . . MAKKSLMAEPG. . . . . . . DPI PRPR. .
CENPA_YEAST LQRTRATKNLFPRREERRRYESSKSDL EVPAPVRTHSYA. . .

100

. . . . . HQHSRRRQG. . . . WLKEI RKLQKSTHLL I RKLPF 67
SRASPKKRFRPGTR. . . . ALMEI RKYQKSTELL I RKAPF 77
. . . . . RPLARRRHT. . . . VLKE I RTLQKTTHLLLRKSPF 65
. . . . . LRR. RQKFM. . . . WLKEI KTLQKSTDLLFRKKPF 61
. . . . . ARRYRPGQR. . . . ALRE I RRYQSSTALLLRRQPF 58
. . . . . KKRYRPGTT. . . . ALRE I RKYQRSTDLL I QRLPF 48
LDRYVRQKRREKQRKQ ELALYEI RKYQRSTDLL I SKI PF 158.
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conservation
CENPA_HUMANSRLAREI C. . . . VKFTRGVDFNWQAQALLALQEAAEAFLV
CENPA_XENLA SRLVREVC. . . . MTYACGMNYNWQSMALMALQEASEAFLV
CENPA_BOVIN CRLAREI C. . . . VQFTRGVDFNWQAQALLALQEAAEAFLV
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Figure A15 | Conservation inter espèces de la séquence du variant CENP-A. CENP-A (de son homologue 
fonctionnel) possède peu de similarité avec H3.1, cet alignement montre la conservation de sa séquence 
chez un certain nombre d’eucaryotes. Les résidus conservés apparaissent en rouge. Le domaine globulaire 
est très conservé y compris entre des espèces éloignées, tandis que les domaines N- et C- terminaux sont 
moins conservés.

de CENP-A qui possède un domaine globulaire présentant seulement 62% d’identité avec H3.1, 
tandis que son domaine N-terminal est totalement différent. Le domaine globulaire est donc 
différent de H3.1, mais de façon générale il est très conservé entre les espèces, même éloingées 
(Figure A15). Par contre si son domaine globulaire est extrêmement conservé l’extrémité 
N-terminale de CENP-A peut diverger grandement entre les espèces (Figure A15).

La conservation inter-espèce du domaine globulaire est en corrélation avec le fait que c’est 
lui qui semble conférer à CENP-A la majorité de ses propriétés. C’est par exemple lui qui 
permet la localisation spécifique de CENP-A au niveau des centromères (Sullivan et al., 1994). 
Cette fonction a par la suite été réduite à un sous domaine plus petit nommé CATD (CENP-A 

Targeting Domain) qui se compose d’une partie de l’hélice α1, de l’hélice α2 et de la boucle L1 
qui relie les deux hélices entre elles (Black et al., 2004).

Malgré sa faible conservation inter-espèce, l’extrémité N-terminale possède également quelques 
propriétés intéressantes. La phosphorylation de la sérine 7 est par exemple indispensable à la 
stabilisation de l’interaction CENP-C/CENP-A durant la mitose (Goutte-Gattat et al., 2013). 
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3.3.2 Maintenance de CENP-A aux centromères

La quantité de CENP-A présente au niveau des centromères doit être maintenue constante pour 
que ses fonctions soient conservées. En effet, chaque phase de réplication entraine une division 
par deux de la quantité de nucléosome CENP-A par rapport à la quantité d’ADN centromérique 
présent dans une cellule. CENP-A doit donc être redéposée à chaque cycle de division (Figure 
A16).

Préparation de la chromatine

Avant que CENP-A ne soit déposée, la chromatine subit une étape de préparation. Cette phase 
de préparation se fait chez l’homme en fin de télophase et elle nécessite hMis18, un complexe 
comprenant hMis18α, hMis18β et M18BP1 (aussi appelé HsKNL-2) (Fujita et al., 2007). Chez 
la levure, Mis18 et Mis16 (chez l’homme RbAp46/48) sont également recrutés au niveau de 
la chromatine centromérique. Leur cinétique et mode de recrutement restent très largement 
incompris, mais leur rôle consiste à préparer la chromatine centromérique pour son remodelage. 
Une étape clé dans cette préparation semble être le maintien de la chromatine dans un état 
déacétylé. En particulier au niveau de H3K9 (Ohzeki et al., 2012) et H3K4 (Bergmann et al., 
2011), où la présence d’acétylations empêche le chargement de CENP-A.

Incorporation de CENP-A aux centromères

La déposition de CENP-A aux centromères se fait dans une fenêtre de temps court. Chez les 
mammifères, elle se situe uniquement entre la fin de la télophase et le début de la phase G1 
(Jansen 2007) (Figure A16). Dans ce processus, une partie du CCAN joue un rôle majeur, en 
particulier CENP-H/CENP-I (Okada et al., 2006 ; Hori et al., 2013).

La plupart des variants peuvent être reconnus par un certain nombre de chaperonnes, ce n’est pas 
le cas pour CENP-A où seule HJURP est capable de la reconnaître. Cette spécificité provient de 
la présence du domaine CATD. C’est en effet ce domaine qu’HJURP est capable de reconnaître 
de façon spécifique (Shuaib et al., 2010). Cette chaperonne est ensuite capable de stabiliser 
le dimère CENP-A-H4 (Dunleavy et al., 2009 ; Foltz et al., 2009). La déposition de CENP-A 
via HJURP requière la présence d’une di-méthylation au niveau de H3K4 indispensable au 
dépôt de CENP-A (Bergmann et al., 2011). En plus de HJURP, les condensines forment une 
autre classe de protéines qui sont nécessaires à la déposition de CENP-A. Elles imposent une 
certaine structure à la chromatine (Samoshkin et al., 2009), leur fonction est de stabiliser le 
nucléosome CENP-A pour empêcher son éviction (Bernad et al., 2011). Cette fonction pourrait 
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Figure 16 | Modèle de la déposition et de la maintenance de CENP-A au niveau des centromères 
durant le cycle cellulaire. En fin de mitose/début de G1, la chromatine centromérique est préparée pour 
l’incorporation de CENP-A par le complexe Mis18/KNL-2. Ceci permet le recrutement de la chaperonne 
HJURP qui a préalablement pris en charge le dimère H4-CENP-A. En fin de G1, la présence de CENP-A au 
centromère doit être activement maintenue par le remodelage. Durant la phase S, les nucléosomes CENP-A 
se retrouvent dilués sur chacun des brins d’ADN. Les positions laissées vacantes sont occupées par des 
nucléosomes contenant H3.1 mais également H3.3. C’est à la fin de la phase G2 que des nouveaux histones 
CENP-A sont synthétisées. La cellule entre en mitose. (Adapté de Müller et Almouzni, 2012)

être synergique avec la présence de And-1, une ADN hélicase principalement impliquée dans 
la transcription, mais dont l’homologue Mcl1 chez la levure, est nécessaire à la formation des 
centromères (Mamnun et al., 2006). À part l’importance du rôle clé de sa chaperonne HJURP, 
les prérequis pour l’incorporation de CENP-A sont donc encore peu clairs.

Rétention de CENP-A

Une fois déposé le nucléosome CENP-A doit être maintenu dans la chromatine centromérique 
(Figure A16). Pour cela un facteur de remodelage particulier est nécessaire, il s’agit de RSF. 
Il interagit spécifiquement avec CENP-A durant la phase G1 et est capable de son remodelage 
in vitro (Perpelescu et al., 2009). Le second facteur clé est le complexe ICEN (Interphase 
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Centromere Complex). Il est principalement impliqué dans la cytokinèse, mais est également 
présent au cours de la phase G1 et est nécessaire pour maintenir CENP-A au niveau des 
centromères (Lagana et al., 2012). 

Devenir de CENP-A lors de la réplication

Durant la phase de réplication, la quantité d’ADN de la cellule est doublée et les histones 
canoniques « réplication dépendantes » sont incorporées. C’est également le cas des homologues 
de CENP-A chez les levures où l’incorporation de Cse4 ou Cnp1 n’a pas lieu en début de G1 
mais est aussi couplée avec la réplication (Takayama et al., 2008).

Chez les mammifères, la réplication entraine une dilution des nucléosomes CENP-A, ils se 
retrouvent répartis sur les deux molécules filles d’ADN, cette répartition se fait probablement 
de façon équitable (Jansen et al., 2007) (Figure A16), mais tout comme la répartition des 
différentes marques épigénétiques, son fonctionnement est inconnu. Il semblerait que les 
positions laissées libres puissent être occupées soit par H3.1 soit par H3.3 (Dunleavy et al., 
2011). Cette observation est pour le moment à nuancer, en effet l’utilisation de H3.3 à la place 
de CENP-A n’est actuellement liée à aucune fonction, et H3.1 peut également occuper ces 
mêmes positions.

Ce qui par contre est certain, est que la phase G2 qui suit la synthèse, est concomitante avec le 
pic d’expression de CENP-A (Foltz et al., 2009). CENP-A est donc exprimée avant la mitose, 
prise en charge par HJURP, mais seulement incorporée après que celle-ci soit complétée 
(Figure A16). La cellule entre donc en mitose avec uniquement 50% de la quantité maximale 
de CENP-A que la chromatine peut théoriquement incorporer.

3.3.3 Assemblage du kinétochore

L’incorporation de CENP-A dans la chromatine centromérique permet l’assemblage du 
kinétochore. L’interface directe entre kinétochore et chromatine est assurée par un ensemble de 
protéines présentes au niveau du centromère, il s’agit du CCAN (Figure A12). Le CCAN est un 
groupe de 16 protéines qui sont donc localisées de façon constante au niveau du centromère, 
quelque soit la phase du cycle cellulaire (Cheeseman et Desai, 2008). Chez les vertébrés, elles 
appartiennent toutes à la famille des CENtromerics Proteins (CENP), dont la nomenclature 
comporte une lettre en fonction de l’ordre de leur découverte. Ces 16 protéines sont donc 
CENP -C, CENP- H, CENP -I, CENP -K, CENP- L, CENP- M, CENP- N, CENP- O, CENP- P, 
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Figure A17 | Fonctions actuellement attribuées aux différents membres du CCAN. Les 16 membres 
du CCAN peuvent être groupés en sous complexes : CENP-C seul, CENP-TWXS, CENP-N/CENP-L, 
CENP-HIKM et CENP-OPQUR. Chacun de ces sous complexes possède plusieurs fonctions. Plusieurs 
complexes sont impliqués pour chacune des fonctions données : la présence de tous les membres est 
nécessaire pour un fonctionnement optimal (Adapté de McKinley et Cheeseman 2015).

CENP- Q, CENP- R, CENP S, CENP -T, CENP -U, CENP -W et enfin CENP -X. Toutefois un 
nombre important membres des CENP ne font pas parti du CCAN. C’est bien sur le cas de 
CENP-A qui est présent dans la chromatine centromérique, mais aussi de CENP-B dont la 
fonction reste très largement méconnue. C’est également le cas de CENP-E qui est une kinésine 
que l’on retrouve sur les microtubules. À l’intérieur du CCAN, on peut regrouper ces protéines 
selon cinq sous-complexes différents (Hinshaw et Harrison, 2013). Le complexe CENP- L/
CENP- N, le complexe CENP- H/CENP- I/CENP- K/CENP- M (noté par la suite CENP-HIKM), le 
complexe CENP -O/CENP- P/CENP- Q/CENP- U/CENP- R (noté CENP-OPQUR), le complexe 
CENP -T /CENP-W/CENP- X/CENP-S (noté CENP-TWXS) et enfin CENP-C qui fonctionne 
seul (Figure A17).

Au vu du nombre important de partenaires présents et de leur taille, comprendre les interactions 
internes au CCAN est déjà un défi à part entière, mais comprendre les interactions dans le 
contexte de la chromatine centromérique d’une part et avec le reste du kinétochore d’autre part 
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reste aujourd’hui un chalenge. De nombreuses avancées ont néanmoins été réalisées ces cinq 
dernières années (Figure A17) :

Ainsi, CENP-C est le cœur du CCAN, il est capable de reconnaître spécifiquement le nucléosome 
CENP-A (Carroll et al., 2010), l’ADN centromérique, et est également en contact direct avec le 
réseau KMN (Screpanti et al., 2011). Il est nécessaire au recrutement de l’ensemble des autres 
membres du complexe, et également à la maintenance des centromères. Il est en effet requis 
pour la déposition de CENP-A via HJURP (Falk et al., 2015 ; Tachiwana et al., 2015). CENP-C 
est donc considéré comme la pierre angulaire des fonctions du CCAN : il est capable de tout 
faire.

Le seul autre membre dont il a été montré qu’il possède une interaction directe avec le 
nucléosome CENP-A est CENP-N (Carroll et al., 2009), qui est également nécessaire au 
recrutement de CENP-A (Carroll et al., 2010). Il est associé avec CENP-L et possède un rôle 
dans la structuration du CCAN (McKinley et al., 2015).

Le complexe CENP-TWXS est particulièrement intrigant : il est capable d’interactions directes 
avec l’ADN (Hori et al., 2008). Il se compose de protéines contenant des domaines histone 

fold ; de plus les dimères CENP-T-W et CENP-S-X sont capables de s’associer pour former un 
tétramère qui adopte une conformation jumelle à celle du tétramère (H3-H4)2 (Nishino et al., 
2012). Il est également capable de former un octamère (CENP-TWSX)2 qui peut s’incorporer 
dans l’ADN et induire des torsions de celui-ci (Takeuchi et al., 2014). Toutes ces propriétés 
comparables à celle d’un nucléosome suggèrent sa possible incorporation directe dans la 
chromatine, bien que sa fonction exacte reste à élucider.

Le complexe CENP-HIKM possèderait une fonction similaire, mais non redondante à celle de 
CENP-C ; il connecte ensemble les différents modules du CCAN (Figure A17). CENP-I/H est 
en effet nécessaire au recrutement de CENP-A via FACT, sans posséder toutefois d’interaction 
directe avec le nucléosome (Okada et al., 2006 ; Okada et al., 2009). Il fait également office de 
coordinateur entre les autres blocs du CCAN : CENP-M est une pseudo GTPase, qui permet 
le maintien du complexe CENP-HIKM (Basilico et al., 2014). CENP-HIKM permet ensuite 
la stabilisation d’une part de CENP-TWXS, mais aussi de CENP-OPQUR (Foltz et al., 2006 ; 
Okada et al., 2006). Il est également nécessaire à la liaison avec le réseau KNM. 

CENP-OPQUR est impliqué dans la liaison avec le réseau KNM, mais semble en plus être 
chargé du rôle de régulateur de la congression/ségrégation lors la mitose (Hori et al., 2008), son 
fonctionnement est toutefois peu clair, d’autant plus que la déplétion de CENP-O ou CENP-Q 
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entraine des effets relativement faibles sur la ségrégation des chromosomes (Hori et al., 2008 ; 
Kagawa et al., 2014).

De façon générale, beaucoup des connaissances sur le CCAN restent donc à acquérir. La 
plupart proviennenvt d’études sur la levure, dont le CCAN, qui bien que très conservé chez 
l’homme, n’en présente pas moins des différences importantes. De nouvelles études chez 
d’autres eucaryotes sont donc nécessaires. Une chose est toutefois certaine, la formation du 
CCAN est dépendante du nucléosome CENP-A, et en particulier de ses propriétés structurales 
particulières.

3.3.4 Structure du nucléosome CENP-A

Avant de détailler la structure du nucléosome CENP-A, il est important de noter qu’il existe un 
débat sur la composition même de ce nucléosome. Ses différentes compositions, et les structures 
associées sont résumées par Black et Cleveland, 2011. Les hypothèses prédominantes sont soit 
celle d’un nucléosome tétramérique composé de deux dimères H4-CENP-A (Williams et al., 
2009), soit un nucléosome tétramérique constitué des quatre histones H2A, H2B, CENP-A et 
H4 (Furuyama and Henikoff , 2009), soit enfin un nucléosome à cœur octamérique, similaire à 
un nucléosome conventionnel dans lequel les deux histones H3 seraient remplacées par deux 
CENP-A (Sekulic et al., 2010).

De nombreux travaux ont été réalisés afin de tenter d’apporter une réponse définitive à cette 
question cruciale (Bui et al., 2012, Shivaraju et al., 2012, Miell et al., 2013 ; Hasson et al., 2013, 
Padeganeh et al., 2013). L’ensemble de ces études semblent accréditer l’hypothèse du nucléosome 
octamérique contenant deux histones CENP-A, les autres formes décrites auparavant pourraient 
s’expliquer par la relative instabilité du nucléosome CENP-A et sa relation particulière avec 
l’ADN.

En effet, l’une des caractéristiques les plus notables du nucléosome CENP-A est son interaction 
avec l’ADN. La résolution de la structure du nucléosome octamèrique CENP-A par Tachiwana 
et ses collègues en 2011 (Figure A18), va également dans cette direction, puisque la taille du 
brin d’ADN visible dans le cristal est autour de 120 pb contre 150 pb pour le nucléosome 
conventionnel (Tachiwana et al., 2011 ; Tachiwana et al., 2012).

À ces observations sont à ajouter celles faites par Hasson en 2013. Dans leurs travaux, ils 
décrivent un nucléosome CENP-A protégeant moins d’ADN de la digestion par la nucléase 
microccocale qu’un nucléosome conventionnel. Le fragment d’ADN protégé mesurerait entre 
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120 et 140 pb seulement contre 150 pour le nucléosome H3 (Hasson et al., 2013). Toutes ces 
données supposent donc l’existence d’un nucléosome contenant deux CENP-A et qui possède 
une intéraction plus faible avec l’ADN.

Cette propriété particulière du nucléosome CENP-A semble lui être conférée par la présence 
de l’hélice αN (Figure A19a), en contact directe avec l’ADN entrant et sortant du nucléosome 
(Tachiwana et al., 2011) (Figure A19b). Cette hélice, commune et spécifique à l’ensemble de 
la famille H3, n’est pas présente chez les autres histones. Toutefois les hélices αN de CENP-A 
et H3 sont légèrement différentes : celle portée par H3 est plus longue que celle présente dans 
CENP-A, et les aminoacides formant la chaine ne sont pas identiques. Cette hélice variante 
pourrait être la cause d’interactions plus faibles avec l’ADN entrant dans le nucléosome, 
expliquant une partie des différences décrites précédemment (Figure A19b). Il est également 
intéressant de noter que cette variation dans la longueur et la composition de l’hélice αN 
de CENP-A est très largement conservée entre les espèces renforçant la probabilité de son 
importance pour les fonctions structurelles de CENP-A (Figure A15).

CENP-A

H2A

H4

H2B

Figure A18 | Structure du nucléosome octamérique contenant le variant CENP-A. Cette structure a 
été résolue par cristallographie au rayons X par Tachiwana et al, 2011 (PBD 3AEN). La différence majeure 
à l’échelle de la particule de cœur est la présence de seulement 120 pb d’ADN dans le cristal contre 147 
pb pour un nucléosome canonique. Cette observation suggère une différence dans l’interaction entre le 
nucléosome CENP-A et l’ADN.
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CENP-A 39 QHSRRRQGW--LKEIRKLQKSTHLLIRKLPFSRLAREICVKFT...

H3.1   38 PH-RYRPGTVALREIRRYQKSTELLIRKLPFQRLVREIAQDFK...
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Figure A19 | Différences dans la structure des nucléosomes CENP-A et H3. (a) La structure secondaire 
entre l’histone CENP-A et H3.1 varie notamment au niveau de l’hélice αN spécifique à la famille H3. 
Celle-ci est légèrement plus courte chez CENP-A. (b) Zoom sur la structure de l’hélice αN de CENP-A 
(gauche) et H3.1 (droite) dans leurs nucléosomes respectifs. Les lignes pointillées montrent l’absence 
d’ADN dans structure obtenue la diffraction aux rayons X. (Adapté de Tachiwana et al, 2011).
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Objectifs

À l’heure actuelle, les données présentes dans la littérature tendent à décrire le nucléosome 
CENP-A avec une structure différente de celle du nucléosome canonique. Cette différence 
de structure serait ainsi responsable de sa fonction particulière. L’un des éléments clés de la 
spécificité du nucléosome CENP-A pourrait se situer au niveau de son interaction avec l’ADN. 
Depuis la publication de la structure du nucléosome CENP-A, de très nombreuses études se 
sont focalisées sur l’interaction entre le nucléosome CENP-A et les constituants du CCAN. Le 
nombre et la qualité des résultats publiés pointe  le fait que la structure du nucléosome CENP-A 
est cruciale pour son fonctionnement et que ses fonctions dans la division cellulaire sont 
dépendantes de ses spécificités. Toutefois aucune de ces études ne s’est focalisée aujourd’hui 
sur la question de la flexibilité de l’ADN entrant et sortant du nucléosome CENP-A. Dunleavy 
et collaborateurs effleurent la question et résument la problématique de la façon suivante: « This 

partial unwinding of DNA at the CENP-A nucleosome entry-exit site is likely to be an important 

feature of CENP-A nucleosome identity and function » (Dunleavy 2013).

C’est dans ce cadre de réflexion que s’inscrivent les travaux de thèse présentés dans ce mémoire. 
L’objectif global du travail étant la dissection de la relation entre la structure et les fonctions du 
nucléosome CENP-A. Nous nous sommes concentrés en particulier sur la détermination du rôle 
du dépliement partiel de l’ADN entrant et sortant du nucléosome CENP-A qui semble bien plus 
important que celui observé lorsqu’il est complexé au nucléosome canonique.

Avec cette problématique en tête, nous avons cherché à répondre à plusieurs questions 
fondamentales : 

 L’ADN sortant du nucléosome CENP-A est-il réellement plus flexible ?

 Cette flexibilité de l’ADN du nucléosome CENP-A est-elle nécessaire à la mitose ?

 A-t-elle un rôle dans la formation du kinétochore ?

 Influence-t-elle le fonctionnement de la chromatine centromérique ?

Le travail présenté ici tente donc de répondre à ces questions.



 La science nous incite donc à abandonner 
la recherche de la vérité absolue, et à y substituer 

ce qu’on peut appeler la vérité «technique».
Bertrand Russel
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Nom Séquence (5’ vers 3’)
GFP-F ggatccatggtgagcaagggcgagg
GFP-R tggacgagctgtacaaggaattc

hCENPA-F gaattcggcccgcgccgtcgcagccgtaaaccggaagcg
hCENPA-R ctggaagaaggtctgggctaagtcgac

HGmCPA-F cagaattcatgtacccatacgatgttccagattacgcttacccatacgatgttccagattacgctgtgagcaaggg
HGmCPA-R gtgcggccgcctagcccagaccttcttccagaccgcagaccgc

Table M1 | Séquences des amorces de PCR utilisées pour la construction des différents vecteurs décrits 
dans le manuscrit. 

4.1 Construction des plasmides 

4.1.1 Réactions de PCR

Les réactions d’amplification par PCR (Polychain Reaction) sont réalisées dans un volume 

de 50 μl contenant 100ng d’ADN matrice, 1x de Expand High Fidelity PCR Buffer, 0,4 mM 
de dNTP, 500 nM de chacune des amorces sens et antisens (toutes les amorces utilisées sont 
listées dans le tableau M1) et 1U de Expand High Fidelity Taq DNA Polymerase (Roche). Le 
programme de PCR type comprend une étape de dénaturation initiale de 2 minutes à 94°C ; 
trente cycles comportant chacun une étape de dénaturation de 30 secondes à 94°C, une étape 
d’hybridation de 30 secondes à 55°C, une étape d’élongation de 1 minute à 72°C; et une étape 
finale de terminaison de 5 minutes à 72 °C.

Les produits de PCR sont purifiés sur gel d’agarose 1% à l’aide du kit Wizard SV Gel and PCR 

Clean-Up System (Promega) et clonés dans le vecteur intermédiaire pGEM-T Easy (Promega) 
avant d’être sous-clonés dans le vecteur final approprié.

4.1.2 Construction du pBABE-GFP-hCENP-A

La construction de ce vecteur a été réalisée par Damien Goutte-Gattat et est décrite dans (Goutte-
Gattat et al. 2013) De façon brève : La séquence codante de la green fluorescent protein (GFP) 



Introduction - Chapitre 4 - Matériels et Méthodes

77

est amplifiée à partir d’un plasmide pEGFP-C1 (Clontech) avec le couple d’amorces GFP-F 
et GFP-R. Le produit de PCR est cloné dans les sites BamHI/EcoRI du vecteur pBABE-puro 
(Addgene #1764) donnant le vecteur pBABE-GFP. La séquence codante de CENP-A est 
amplifiée à partir d’un plasmide exprimant un ARN messager insensible aux ARN interférents 
dirigés contre l’ARN messager CENP-A endogène (Tanaka et al. 2004) . Le fragment amplifié 
avec les amorces hCENPA-F et hCENPA-R est cloné dans les sites EcoRI/SalI du vecteur 
pBABE- GFP, produisant le vecteur final pBABE-GFP-hCENP-A.

4.1.3 pBABE-GFP-αNH3-hCENP-A

La séquence codant pour le gène chimère αNH3-CENP-A a été synthétisée par la société Eurofins 
et est insérée par restriction EcoRI/SalI dans le vecteur pBABE-GFP décrit en 4.1.2.

4.1.4 pCLMFG-HA-GFP-mCENP-A et pCLMFG-
HA-GFP-αNH3-mCENP-A

Les séquences codant pour les gènes de souris mCENP-A et αNH3-mCENP-A ont été synthétisées 
par la société Eurofins. Le fragment mCENP-A est amplifié et cloné par restriction HindIII/
BamHI dans le vecteur pEGFP-C2 (Clonetech).

Le fragments GFP-CENP-A sont à nouveau damplifiés par PCR à l’aide des amorces HGmCPA-F 
et HGmCPA-R, les fragments HA-GFP-CENP-A obtenus sont clonés à l’aide du kit Gibson 
Assembly (NEB) dans le vecteur pCLMFG précédemment modifié au sein du laboratoire à 
partir du vecteur Addgene #12341. Le fragment αNH3-mCENP-A est ensuite inséré à la place 
de mCENP-A dans le vecteur pCLMFG-HA-GFP précédement obtenu. L’insertion est faite à 
l’aide des sites de restrictions XhoI/NotI. 

4.1.5 pQCXIH-RFP-hCENP-C et pQCXIH-RFP-mCENP-C

Le vecteur codant pour mRFP-C2-CENP-C est obtenu du laboratoire du Dr Ian Cheeseman. 
La séquence RFP-hCENP-C de ce vecteur est amplifiée et clonée dans un vecteur pQCXIH 
(Clontech) à l’aide des sites de restrictions AgeI/PacI. La séquence mCENP-C a été synthétisée 
par la société Eurofins et insérée à la place de hCENP-C dans le vecteur pQCXIH-RFP 
précédemment obtenu. L’insertion se fait à l’aide des sites de restrictions XhoI/PacI.
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Nom GFP RFP
HeLa - -
HeLa GFP-CENP-A -
HeLa GFP-αNH3-CENP-A -
HeLa - RFP-CENP-C
HeLa GFP-CENP-A RFP-CENP-C
HeLa GFP-αNH3-CENP-A RFP-CENP-C

Table M2 | Liste des lignées cellulaires dérivées de cellules humaines utilisées. Les colonnes GFP et RFP 
réfèrent à la fusion exprimée par ces lignées.

4.2 Construction des lignées cellulaires

4.2.1 Obtention des lignées HeLa

L’ensemble des lignées cellulaires humaines utilisées dans cette étude sont listées dans la figure 
M2. Ces lignées de cellules HeLa (ATCC CCL-2) exprimant stablement les constructions 
GFP-CENP-A et leurs dérivés sont générées par infection rétrovirale avec le virus de la 
leucémie murine de Moloney (Moloney murine leukemia virus, MMLV) produit par des cellules 
d’empaquetage Phoenix amphotropes (Swift et al., 2001).

Les cellules phoenix-ampho sont transfectées en boîtes de 10 cm par 6 μg d’ADN et 10 μL de 
Lipofectamine 2000 (Invitrogen) selon les recommandations du fournisseur. Brièvement, l’ADN 
et l’agent transfectant sont dilués séparément dans 250 μL de milieu sans sérum (OptiMEM, 
Invitrogen) et incubés pendant 5 minutes à température ambiante. Puis les deux solutions sont 
mélangées et incubées à nouveau pendant 20 minutes à température ambiante. Enfin les 500 μL 
de la solution sont ajoutés, dans les boîtes de culture. Les cellules sont ensuite incubées pendant  
12 heures à 37°C après quoi le milieu de transfection est remplacé par du milieu frais.

Deux jours après la transfection des cellules Phoenix, leur milieu est collecté et remplacé par 
10 ml de milieu frais. Le surnageant viral est centrifugé 5 minutes à 1200 rpm, puis filtré sur 
un filtre 0,45 μm. Pour chaque boîte de cellules cibles, 5 ml de surnageant viral sont mélangés 
avec 5 ml de milieu frais et 8 μg/ml de polybrène (Sigma Aldrich). Le milieu de culture des 
cellules cibles est alors remplacé par cette solution contenant les particules virales, et les cellules 
sont remises en culture. L’infection est répétée 24 heure après la première. Puis, 24 h après la 
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Table M3 | Listes des lignées cellulaires de souris utilisées. La colonne Cre Recombinsase réfère à la Cre 
exprimée par la lignée, les colonnes GFP et RFP réfèrent aux différentes fusions exprimées par la lignée. La 
colonne génotype réfère au gène CENP-A endogène de la lignée : Wt pour les allèles sauvages et cKI/KO 
L2 pour les allèles modifiés avec le tag HA-Flag et flanqué de site LoxP.

Type Génotype 
CENP-A

Immortalisation Cre Recombinase GFP RFP

MEF Wt/Wt SV40 - - -
MEF Wt/Wt SV40 CreERT2 - -
MEF Wt/Wt SV40 CreERT2 HA-GFP-mCENPA -
MEF cKO/KI  L2/L2 SV40 - - -
MEF cKO/KI  L2/L2 SV40 CreERT2 - -
MEF cKO/KI  L2/L2 SV40 CreERT2 HA-GFP-mCENPA -
MEF cKO/KI  L2/L2 SV40 CreERT2 HA-GFP-αNH3-

mCENPA
-

MEF cKO/KI  L2/L2 SV40 CreERT2 - RFP-mCENP-C
MEF cKO/KI  L2/L2 SV40 CreERT2 HA-GFP-mCENPA RFP-mCENP-C
MEF cKO/KI  L2/L2 SV40 CreERT2 HA-GFP-αNH3-

mCENPA
RFP-mCENP-C

dernière transfection, les cellules cibles sont divisées dans deux nouvelles boites et la sélection 
des cellules infectées est réalisée en présence de 3 μg/ml de puromycine (Sigma-Aldrich).

Les lignées exprimant RFP-hCENP-C sont obtenues après une seconde série d’infection 
respectant le même protocole. La sélection des cellules infectées se fait en présence de 200 µg/
mL d’hygromycine (Sigma-Aldrich).

4.2.2 Obtention des lignées dérivées de MEF

La lignée de souris CENP-A conditionnal knock-out/knock-in (cKO/KI) a été générée en 
utilisant les approches standards de génétique. Dans cette lignée, le gène CENP-A a été modifié 
par un gène codant pour la fusion de CENP-A avec un marquage HA-FLAG-HA afin de coder 
pour la protéine HA-FLAG-CENP-A. En plus de l’insertion du marquage, l’exon 1 du gène est 
également modifié par l’ajout d’une séquence loxP de chaque coté. L’ajout de CRE-recombinase 
permet donc l’excision de l’exon 1, ce qui conduit à la perte d’expression de la protéine.

L’ensemble des lignées cellulaires murines utilisées dans cette étude sont listées dans la figure 
M3. Des fibroblastes embryonnaires de ces souris (MEF pour mouse embryonic fibroblasts) 
ont été isolés au jour 14 du développement de l’embryon. Ces cellules sont immortalisées par 
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infection à l’aide du vecteur pBABE-largeTcDNA (Addgene #1780). Les cellules immortalisées 
sont sélectionnées par l’ajout de néomycine dans le milieu durant 15 jours. Une nouvelle 
infection est ensuite réalisée à l’aide des vecteurs MCSV CreERT2 (Addgene #22776) et des 
vecteurs exprimant les fusions HA-GFP-mCENP-A. Les cellules sont sélectionnées par addition 
de 2 μg/mL de puromycine. Une nouvelle série d’infection à l’aide du vecteur pQCXIH-RFP-
mCENP-C permet la création des lignées exprimant les deux fusions. La sélection de ces cellules 
est réalisée par addition de 200 μg/mL d’hygromycine dans le milieu de culture.

4.2.3 Culture cellulaire

L’ensemble des lignées est cultivé à 37°C et 5% de CO2 dans du milieu DMEM (Gibco) 
contenant en plus 10 % de sérum de veau fœtal, 1% glutamine, 1% pénicilline et streptomycine 
(Gibco).

4.3 ARN interférence contre CENP-A dans les lignées HeLa
Dans les lignées dérivées des cellules HeLa, l’expression de la protéine CENP-A endogène 
est abolie en transfectant les cellules avec des siRNA dirigés contre son ARN messager 
(Dharmacon). En parallèle, des cellules contrôles sont traitées de la même façon à l’aide de 
siRNA contrôles (Dharmacon). Les transfections sont réalisées dans des plaques 6 puits avec 20 
nM de siRNA dans 100 μl d’OptiMEM d’une part et 12 μl de Oligofectamine (Invitrogen) dans 
100 μl d’OptiMEM d’autre part ; les mélanges sont incubeś 5 minutes à température ambiante 
avant d’être mélangés entre eux. Après une nouvelle incubation à température ambiante de 20 
minutes le mélange final est ajouté aux cellules. Le lendemain, le milieu de transfection est 
remplacé par du milieu frais. 72 h après transfection les cellules sont fixées ou collectées pour 
les expériences.

4.4 Induction de la délétion du gène CENP-A 
endogène dans les lignées MEF
La délétion du gène CENP-A endogène est induite par l’addition de 10 µM (Z)-4-
Hydroxytamoxifen (Sigma-Aldrich) au milieu de culture durant 24 h. Chaque 48 h durant 10 jours 
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les cellules sont décollées, une portion est replacée en culture en présence d’hydroxytamoxifen, 
le reste des cellules est collecté dans le but de réaliser les expériences.

4.5 Préparation d’extraits protéiques

4.5.1 Extraits de protéines totaux

Les cellules sont lavées deux fois au PBS 1X et centrifugées pendant 5 minutes à 1500 rpm et 
4°C entre chaque lavage. Le culot est ensuite suspendu dans 100 µL de tampon de lyse RIPA 
(Tris-HCl pH7.4 50 mM, NaCl 150 mM, NP40 1%, SDS 0,1% et NaF 50 mM). Les cellules 
sont alors incubées 30 minutes sur glace à 4°C avant sonication. La quantité de protéines des 
extraits finaux est alors dosée par la méthode µBCA réalisée à l’aide du kit Micro BCA Protein 

Assay Kit (Thermo Fisher).

4.5.2 Extraits de protéines nucléaires

Les cellules sont lavées deux fois au PBS 1X et centrifugées à 1500 rpm à 4°C pendant 5 
minutes. Elles sont ensuite suspendues dans 4 mL de tampon de lyse complémenté avec des 
inhibiteurs de protéases (Roche) (NaCl 150 mM, Tris 150 mM, KCl 60 mM, sucrose 340 mM, 
EDTA 2 mM, EGTA 0,5 mM, DTT 1 mM, spermine 0,2 mM, spermidine 0,65 mM, PMSF 0,5 
mM et NP40 0,4 %), incubées 5 minutes à 4°C sur glace, puis centrifugées à 1500 rpm et 4°C 
pendant 5 minutes. Le surnageant est jeté et le culot repris dans 3 mL de tampon de lavage 
(tampon de lyse sans EDTA, EGTA, ni NP40) et centrifugé une nouvelle fois à 1500 rpm et 4°C 
durant 5 minutes. Le surnageant est à nouveau jeté, le culot est constitué des noyaux.

Les noyaux sont alors lysés de la façon décrite précédemment pour les extraits totaux.

4.6 Western Blot
Les extraits protéiques sont dénaturés avant utilisation par addition de tampon de Laemmli (Tris 
pH 6.8 100 mM, SDS 2 %, glycérol 10 %, B-mercaptoéthanol 1 %, bleu de bromophénol) et par 
incubation à 100°C pendant 10 minutes. Après centrifugation, les protéines sont séparées par 
électrophorèse sur gel d’acrylamide en conditions dénaturantes (PAGE-SDS), puis transférées 
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Nom Fourniseur Référence Dilution en 
WB

Dilution en 
IF

CENP-A Epitomics 1745.1 1/1000 -
CENP-B Abcam ab25734 - 1/1000
CENP-C Gift from I. Cheeseman - 1/2000
CENP-C Abcam ab193666 - 1/2000
CENP-T Gift from I. Cheeseman - 1/2500
CREST Immunovision HCT-0100 - 1/2000

H3 Millipore 05-928 (clone 
A3S)

1/10000 -

H4 Abcam ab10158 1/5000 -
HA Abcam ab9110 1/1000 -

INCENP Abcam ab36463 - 1/500
Lamin B Santa Cruz 6217 - 1/300
Tubuline Santa Cruz 2148S 1/1000 -

Table M4 | Liste des anticorps primaires utilisés en western blot ou en immunofluorescence.

sur une membrane de Polyfluorure de vinylidène (PVDF) 0,2 µm préalablement activée 30 
secondes dans de l’isopropanol 100 %.

Après transfert, la membrane est saturée par une solution de PBS 1X, lait 5 %, Tween 0,1 % ou 
de PBS 1X, BSA 5 %, Tween 0,2% pendant 30 minutes. Elle est ensuite incubée successivement 
avec les solutions d’anticorps primaires durant une nuit à 4°C et les solutions d’anticorps 
secondaires pendant une heure à température ambiante. Des lavages sont réalisés entre chaque 
solutions d’anticorps et avant la révélation dans un tampon PBS (PBS 1X, Tween 0,02 % ou 
PBS 1X, NaCl 0,4 M, Triton X-100 0,1%).

Les anticorps utilisés sont listés dans le tableau M4. Les anticorps primaires sont dilués dans 
une solution de PBS 1X, SVF 10 %, Tween 0,2 % ou PBS 1X, BSA 3 % et Tween 0,2 %. Les 
anticorps secondaires dans une solution de PBS 1X, lait 1 % et Tween 0,02 %. La membrane 
est révélée à l’aide du système Luminata (Millipore).

4.7 Immunofluorescence
Pour les analyses par immunofluorescence, les cellules sont cultivées sur des lamelles dans des 
plaques 24 puits. Elles sont fixées avec une solution de PBS 1X, PFA 2 % pendant 20 minutes 
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à 37°C et rincées au PBS 1X. Elles sont perméabilisées par 0,2 % de Triton X-100 pendant 10 
minutes, puis saturées par du PBS 1X, BSA 2 % ou PBS 1X, NGS 1 % pendant 30 minutes. Après 
saturation, les lamelles sont incubées successivement avec la solution d’anticorps primaires 
pendant 1 heure à 37°C, puis avec la solution d’anticorps secondaires pendant 1 heure à 37°C ; 
trois lavages au PBS 1X sont réalisés après chaque incubation. L’ADN est coloré par addition 
de 0,5 mg/ml de Hoechst 33443 dans le premier lavage suivant le dernier anticorps. 

La liste des anticorps utilisés est disponible dans le tableau M4. Les anticorps primaires et 
secondaires sont dilués dans une solution de PBS 1X, BSA 3 %, Tween 0,05 %, ou PBS 1X, 
NGS 1 %, Tween 0,05 %.

4.8 Calcul des défauts mitotiques et de cytokinèse
Deux types de défauts sont facilement observables durant la mitose ; les chromosomes non 
alignés sur la plaque métaphasique durant la métaphase, et la présence de chromosomes qui 
ne ségrégent pas vers l’un des pôles durant l’anaphase. Le nombre de cellules présentant ces 
phénotypes est quantifié sur des cellules fixés dont l’ADN est coloré au Hoechst.

Les défauts de cytokinèse sont quantifiés par rapport au nombre de cellules présentant des 
micronoyaux durant l’interphase, montrant un échec de la sortie correcte de la mitose.

Pour les cellules HeLa, les défauts sont comptés 72 heures après transfection des cellules avec 
un siRNA dirigé contre CENP-A, ou un siRNA control (voir 4.3). Les données présentées 
représentent la moyenne de trois expériences indépendantes dans chacune desquelles au moins 
300 cellules sont comptées. 

Pour les cellules MEF, ces défauts sont calculés soit avant l’induction de la délétion du gène 
CENP-A (voir 4.4) soit 8 jours après l’induction. Les données présentées représentent la 
moyenne de trois expériences indépendantes dans chacune desquelles au moins 200 cellules 
sont comptées.

4.9 Microscopie et analyse d’image
L’ensemble de la microscopie a été effectuée sur cellules fixées à l’aide d’un microscope Zeiss 
Axio Imager Z1 équipé d’un objectif x63 Plan-Apochromat. La GFP, la RFP, la cyanine-2, la 
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cyanine-3 et le Hoechst 33342 ont été utilisés comme fluorochromes : les filtres adéquats sont 
utilisés pour la prise d’image. Les images sont acquises en Z-stacks à l’aide d’une caméra Zeiss 
Axiocam pilotée par le logiciel Zeiss Axiovision 4.8.10. 

Tous les traitements d’image ont été réalisés en utilisant le logiciel FiJi (ImageJ2-RC14). La 
quantification du signal de CENP-C aux centromères requiert une déconvolution des images de 
façon à obtenir les projections bidimensionnelles des d’intensités maximales de fluorescence. 
Les projections sont sauvegardées comme des images TIFF 8-bit. Ensuite, chaque noyau 
individuel est déterminé en utilisant la coloration au Hoechst, puis pour chaque noyau la 
colocalisation du signal de CENP-C (ou de CENP-T) avec la GFP-CENP-A ou avec le CREST 
est calculée en utilisant le plugin Jacop 2.1.1 plugin (Bolte et Cordelières, 2006). Les cellules 
dont au moins de 30 centromères sont détectés dans le noyau sont éliminés des analyses. Les 
données présentées représentent la moyenne de colocalisation d’au moins 150 cellules réparties 
équitablement entre 5 expériences indépendantes.





 La science c’est ce que l’on connaît ; la 
philosophoe c’est ce que l’on ne connaît pas. 

Bertrand Russel
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La partie résultats de ce manuscrit est présentée sous la forme d’un article envoyé aux éditeurs 
pour publication. Afin de faciliter sa lecture, le numéro des figures renvois directement aux 
figures présentes dans celui-ci. La bibliographie renvoie quand à elle à celle située en quatrième 
partie du manuscrit.

Les résultats présentés dans cette partie concernent les implications de la structure du nucléosome 
CENP-A dans son interaction avec l’ADN. 

Un second aspect du projet visait initialement à répéter les travaux de Zeitlin* qui en 2009 
décrivent le recrutement de CENP-A au niveau de sites de cassures de l’ADN. Il s’agit de la 
seule fonction externe au centromère aujourd’hui supposée pour CENP-A. Malheureusement 
nous n’avons pas pu reproduire ces résultats.

Toutefois cette partie du projet à permis des avancées dans la compréhension du rôle du 
complexe FACT dans le mécanisme de réparation des dommages de base de l’ADN (Base 
Excision Repair ou BER). Un article est en préparation à ce sujet, il est présenté dans la partie 
annexes de ce manuscrit.

*Zeitlin, S. G., Baker, N. M., Chapados, B. R., Soutoglou, E., Wang, J. Y. J., Berns, M. W., & Cleveland, 
D. W. (2009). Double-strand DNA breaks recruit the centromeric histone CENP-A. Proceedings of 
the National Academy of Sciences of the United States of America, 106(37), 15762–15767. http://doi.
org/10.1073/pnas.0908233106
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Abstract

CENP-A is a histone variant, which replaces histone H3 at centromeres and confers 

unique properties to centromeric chromatin. The crystal structure of CENP-A 

nucleosome suggests flexible nucleosomal DNA ends but their dynamics in solution 

remains elusive and their implication in centromere function is unknown. Here, by 

using electron cryo-microscopy we determined the dynamic solution properties of the 

CENP-A nucleosome. Our biochemical, proteomic and genetic data reveal that the 

high flexibility of the DNA ends impairs histone H1 binding to the CENP-A nucleosome. 

Substituting the 2-turn αN-helix of CENP-A with the 3-turn αN-helix of H3 results in 

particles able to bind histone H1. In vivo replacement of CENP-A nucleosomes with 

H3-CENP-A hybrid nucleosomes leads to H1 recruitment, delocalization of kinetochore 

proteins and significant mitotic and cytokinesis defects. Our data reveal that the 

evolutionarily conserved flexible ends of the CENP-A nucleosomes are essential to 

ensure the fidelity of the mitotic pathway. 

Introduction

Chromatin is composed of repetitive structures of the basic unit - a nucleosome, which 

consists of histone octamer composed of core histones (two of each H2A, H2B, H3 

and H4) around which 167 bp of DNA are wrapped to form two superhelices (Luger 

et al., 1997; Van Holde et al., 1980). Individual nucleosomes interspersed with linker 

DNA, form the 10 nm chromatin filament (Thoma et al., 1979; Van Holde et al., 1980). 

A fifth histone, termed ‘linker histone’, interacts with this linker DNA and assists in the 

assembly, condensation and stability of the 30 nm chromatin fiber (Makarov et al., 

1983; Thoma et al., 1979). 
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In addition to the conventional core histones, each cell expresses histone 

variants. Histone variants are non-allelic isoforms of conventional histones and all 

histones, except H4, have variants (Van Holde et al., 1980). Incorporation of these 

variants confers novel structural and functional properties to chromatin (reviewed in 

(Boulard et al., 2007).

The histone CENP-A is a textbook example of a histone variant that upon 

incorporation changes the properties of a nucleosome (Goutte-Gattat et al., 2013; 

Henikoff et al., 2014; Kingston et al., 2011; Mizuguchi et al., 2007; Tachiwana et al., 

2011; Xiao et al., 2011). CENP-A belongs to the H3 family of histones (Earnshaw and 

Migeon, 1985; Palmer et al., 1987) and is exclusively localized to centromeres and 

defines the specific centromere structure and function (Buscaino et al., 2010; Henikoff 

and Dalal, 2005).

CENP-A epigenetically marks the centromeres, where it is required for the 

assembly of active kinetochores. The Constitutive Centromere Associated  Network 

(CCAN), a complex consisting of 16 proteins (termed generally as CENPs), recognizes 

and directly interacts with centromeric chromatin (Perpelescu and Fukagawa, 2011). 

Importantly, two of the CCAN members, CENP-C and CENP-T, assemble a platform to 

direct kinetochore formation (Perpelescu and Fukagawa, 2011).

CENP-A depletion results in numerous mitotic and cytokinetic defects and 

subsequent aneuploidy (Goutte-Gattat et al., 2013; Regnier et al., 2005). CENP-A 

loss leads to altered composition and organization of the kinetochore, including the 

delocalization of the inner kinetochore proteins CENP-C, CENP-I and CENP-H as well 

as the outer kinetochore components HEC1, Mad2 and CENP-E (Goutte-Gattat et al., 

2013; Regnier et al., 2005).

The crystal structure of the CENP-A nucleosome particle was recently solved 

(Tachiwana et al., 2011). In contrast to the conventional nucleosome structure, only 121 

bp of DNA are resolved in the crystal structure of the CENP-A nucleosome, suggesting 

that 13 bp of DNA at each nucleosomal end display marked flexibility. In agreement with 



Deuxième Partie - Résultats

92

this suggestion, CENP-A nucleosomal ends exhibited higher accessibility to nucleases 

(Hasson et al., 2013; Kingston et al., 2011). Whether the CENP-A driven nucleosomal 

end DNA flexibility has any physiological consequences is totally unknown.

To determine the dynamics of nucleosomal DNA ends in solution, both 

conventional and CENP-A nucleosomes were analyzed by using Electron Cryo-

Microscopy (E-CM) combined with 3D reconstruction. E-CM data clearly show that 

the CENP-A nucleosomal ends, as suggested by the crystal structure, exhibit a high 

degree of flexibility. The aN helix of H3 and the preceeding loop, which is in contact 

with DNA, plays a role in stabilizing the conventional nucleosomal DNA ends. This 

specific rigid orientation of the exit and entry angle of the nucleosomal DNA ends in 

turn regulates the binding of histone H1 to conventional nucleosomes (Syed et al., 

2010). Thus, highly dynamic CENP-A nucleosomal ends would likely preclude the 

binding of H1, which might in turn be important for centromere function and kinetochore 

assembly (Figure 1 a,b ).  Since the fixed entry/exit angle and rigidity of DNA ends of 

a conventional nucleosome is governed by the interaction of the aN helix of H3, we 

created a hybrid CENP-A nucleosome, wherein the aN helix of CENP-A was replaced 

with that of H3 which is one helical turn longer. We then studied the properties of these 

hybrid nucleosomes in vitro and in vivo and compared them with those of wildtype (WT) 

CENP-A nucleosomes. Our biochemical and cell biological analyses reveal that the 

flexible DNA ends of CENP-A nucleosome are essential not just for structural integrity 

of the centromere but also to ensure fidelity of the mitotic process.

Results
CENP-A nucleosomes exhibit highly dynamical DNA ends in solution
We used Electron Cryo-Microscopy (E-CM) to analyze the dynamics of CENP-A 

nucleosome in solution. We purified recombinant human core histone octamers 

containing conventional H3 or CENP-A (Suplemental Figure S1), and reconstituted 

centrally positioned nucleosomes on 197 base pairs (bp) 601 DNA in order to have 
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25 bp free DNA ends. The reconstituted particles were studied in frozen hydrated 

conditions (Supplemental Figure S2). Frames showing well-separated nucleosomes 

were selected and 29,711 and 24,286 molecular images were extracted for conventional 

and CENP-A nucleosomes, respectively. These images were used for building ab initio 

a three-dimensional (3-D) model of the particles (Figure 1c). The final E-CM map 

is in full agreement with the crystal structure of the nucleosome core particle (NCP) 

(Luger et al., 1997). To analyze the conformational variability of the particle population, 

a 3-D classification scheme based on maximum likelihood optimization was used to 

separate different structural variants (Scheres, 2010). While the nucleosome core 

showed little variation, we observed distinct configurations of the DNA ends for both 

conventional and CENP-A particles (Fig.1c). In particular, the CENP-A particles showed 

open conformations with much higher entry/exit angles (higher DNA end orientation 

fluctuations) compared to the conventional ones. We conclude that in solution the 

CENP-A nucleosomal ends exhibited, as suggested by the X-ray diffraction studies, 

very high degree of flexibility.

CENP-A nucleosome is refractive to histone H1 binding 
The binding of histone H1 to the nucleosome is regulated by the entry/exit angle of 

the nucleosomal DNA ends and is favored by rigid DNA (Bednar et al., 1998; Syed et 

al., 2010). The flexibility of the ends within the CENP-A nucleosome might therefore 

interfere with the binding of histone H1. To analyze the ability of histone H1 to interact 

in vitro with the CENP-A nucleosome we have used a combination of two techniques, 

namely EMSA and hydroxyl radical (•OH) footprinting. EMSA allows the visualization 

of H1 binding to the nucleosome, but does not differentiate between specific and 

non-specific association, while •OH footprinting detects the specific H1 binding at one 

base pair resolution  (Menoni et al., 2012; Syed et al., 2010).
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Figure 1. The presence of CENP-A interferes with histone H1 binding to the nucleosome. 
(a) Schematics of the secondary structure of the N-terminal regions of CENP-A, H3 and 
aNH3-CENP-A in the nucleosome. The sequences of human CENP-A, H3 and aNH3-CENP-A are 
aligned with the secondary structural elements. (b) Close up views of the aN helices and the DNA 
edge regions of CENP-A (left panel) and H3 (middle panel) nucleosomes; right panel, predicted 
organization of the aN helices and the DNA edge regions of aNH3-CENP-A nucleosome; bottom 
panel, schematics of the expected interaction of H1 with the respective nucleosomes, depicted in 
the upper panels. (c) Electron cryo-microscopy and image analysis of conventional and CENP-A 
nucleosomes reconstituted on 601 DNA; gallery of class averages after image alignment and 
clustering for conventional (upper panel) and CENP-A (lower panel) nucleosomes without H1; 
right, surface representation of the main distinct conformations of conventional (upper panel) 
and CENP-A (lower panel) nucleosomes. (d) EMSA of binding of histone H1 to conventional 
H3 (nucH3, left) and to CENP-A (nuc CENP-A, right) mononucleosomes. The particles were 
incubated with increasing amount of NAP-1-histone H1 complex. (e) Hydroxyl radical footprinting 
of conventional H3 and CENP-A di-nucleosomes. The di-nucleosomes were assembled with H1 
and H1 binding was analyzed by •OH footprinting. Left, schematics of the di-nucleosome, the 
nucleosome dyad is indicated with arrow; right, scans of the •OH digestion pattern of H3 and 
CENP-A di-nucleosomes, assembled (+H1, blue) or not (-H1, red) with H1.
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A physiologically relevant linker histone chaperone (NAP-1) was used to deposit 

histone H1 on centrally positioned conventional or CENP-A nucleosomes (Syed et al., 

2010). The particle solutions were incubated with increasing amounts of NAP-1/H1 

complex and run on native PAGE (Figure 1d). As seen, at the NAP-1/H1 concentration 

when a complete shift for the H3-nucleosome was found, only a very weak shifted 

band reflecting the H1-CENP-A-nucleosomal complex was detected. These data 

showed that the presence of CENP-A interferes with the binding of histone H1 to the 

nucleosome.

This conclusion was further confirmed by the •OH footprinting experiments (Figure 

1e). In agreement with our earlier data (Syed et al., 2010), the binding of histone H1 

to conventional H3 di-nucleosomes results in: (i) clear protection of the nucleosomal 

dyad due to the strong interaction of the globular domain of H1 with the dyad, and (ii) 

generation of 10 bp repeat of the linker DNA (Figure 1e, see the footprinting gel and 

the scans), which reflects the H1-induced formation of the stem structure (H1 interacts 

with both linkers and brings them in close vicinity and thus, induces the assembly of 

the stem (Hamiche et al., 1996; Menoni et al., 2012; Syed et al., 2010)). However, 

only very faint protection and 10 bp repeats were observed in CENP-A-dinucleosomes 

incubated with the NAP1/H1 complex (Figure 1e, see the footprinting gel and the 

scans). These data revealed weak interaction of histone H1 with the CENP-A particles. 

Taken together, our in vitro experiments demonstrate that the CENP-A nucleosomal 

templates are poor substrates for H1 binding.

“Rigidifying” the DNA ends of the CENP-A nucleosome allows efficient binding 
of histone H1 in vitro 
The flexibility of the DNA ends of CENP-A nucleosome highlights a distinct feature of 

CENP-A amino-terminal region within the nucleosome (Tachiwana et al., 2011). The 

aN helix of CENP-A is one helical turn shorter than that of conventional H3 nucleosome 
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and the preceding region, in contrast to that of H3, is completely disordered ((Tachiwana 

et al., 2011), see also Figure 1a). However, both the length of aN helix and the loop 

segment preceding the aN helix (this loop interacts directly with the DNA ends in H3 

nucleosome (Luger et al., 1997)) are required for maintaining the DNA orientation at the 

entrance and exit of H3 nucleosomes. Thus the “defects” in the organization of these 

regions in CENP-A might be responsible for the inherent flexibility of the DNA ends of 

the CENP-A nucleosome (Tachiwana et al., 2011) and the inability of histone H1 to bind 

to it both in vitro and in vivo. Therefore, we hypothesized that swapping the CENP-A 

aN helix and the segment preceding it with those of conventional H3 would rigidify 

the ends of nucleosomal CENP-A DNA and would allow H1 binding (see Schematics, 
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Figure 2. Efficient in vitro and in vivo binding of histone H1 swapped aNH3 helix mutant 
CENP-A (aNH3-CENP-A) nucleosome. (a) EMSA of histone H1 binding to H3 and aNH3-CENP-A 
nucleosomes. Conventional H3 (upper panel) or swapped aNH3-CENP-A nucleosomes (lower 
panel) were incubated with increasing amount of NAP-1-histone H1 complex and analyzed by 
PAGE. The positions of the non-bound and H1-bound nucleosomes are indicated. (b) Hydroxyl 
radical (•OH) footprinting of H3 and aNH3-CENP-A di-nucleosomes. The di-nucleosomes were 
assembled with increasing amount of NAP-1-histone H1 complex and H1 binding was analyzed 
by •OH footprinting. Left, schematics of the di-nucleosome, the nucleosome dyad is indicated with 
arrow. 
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Figure 1a,b). To test this we generated a hybrid H3-CENP-A mutant (aNH3-CENP-A) 

containing the aN helix and the preceding loop region of H3. Next, we expressed this 

construct in bacteria and after purification we used it for reconstitution of aNH3-CENP-A 

nucleosomes (see Figure 2a, b and Suplemental Figure S1). The deposition of H1 

was performed by using the NAP-1/H1 complex as detailed in Figure 1. Then the ability 

of histone H1 to bind to these mutant nucleosomes was studied again with EMSA and 

•OH footprinting as described for WT CENP-A (Figure 1). The EMSA experiment clearly 

shows that histone H1 binds to both H3 and aNH3-CENP-A particles with the same 

efficiency (Figure 2a, compare upper and lower panels). •OH footprinting revealed 

identical localization of histone H1 on both control H3 and aNH3-CENP-A nucleosomes 

as evidenced by a clear protection at the nucleosomal dyad and the generation of 

the typical •OH cleavage 10 bp-repeat of the linker DNA (Figure 2b). Therefore, the 

hybrid aNH3-CENP-A nucleosomes, in contrast to WT CENP-A nucleosomes, exhibit a 

structure very similar to that of a conventional nucleosome and are able to bind H1 with 

higher specificity and affinity. As H1 binding requires a rigid end-DNA entry/exit angle, 

these data provide strong evidence that hybrid H3-CENP-A particles indeed have a 

compact conformation.

H1 is not associated with CENP-A chromatin in vivo.

To determine whether H1 binding to CENP-A nucleosomes was also negatively affected 

in vivo as our in vitro experiments demonstrated, we used a proteomic approach 

coupled to mass spectrometry using cell culture models. We generated stable HeLa 

cell lines expressing double HA and FLAG tagged CENP-A (e-CENP-A) (Goutte-Gattat 

et al., 2013; Shuaib et al., 2010). Stable HeLa cell lines expressing double-tagged 

conventional histone H3.1 (e-H3.1) or the histone variant H3.3 (e-H3.3) were used as 

positive controls. We isolated the nucleosomal e-CENP-A as well as both e-H3.1 and 

e-H3.3 nucleosomal complexes by double immunoaffinity purification (Goutte-Gattat 

et al., 2013). The composition of the complexes was analyzed by mass spectrometry, 
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SDS PAGE and Western blotting (Figure 3). The e-CENP-A complex, in agreement 

with the available data (Foltz et al., 2006; Goutte-Gattat et al., 2013), contained 

several proteins from the Constitutive Centromere Associated Network (CCAN) as well 

as other proteins (Figure 3 and Supplemental Figure S3). Importantly, no histone 

H1 was found associated within the complex as shown by electrophoretic analysis, 

Western blotting and mass spectrometry (Figure 3b-d), although e-H3.1 and e-H3.3 
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Figure 3. Histone H1 binds in vivo to the aNH3-CENP-A swapped nucleosomes, but 
not to WT CENP-A particles. (a) Silver staining of proteins associated with either e-H3.1 or 
e-H3.3 nucleosomes. The nucleosomal e-H3.1 and e-H3.3 complexes were purified by tandem 
immunoaffinity from stable HeLa cells expressing either e-H3.1 or e-H3.3 and the associated 
polypeptides were identified by mass spectrometry. Lane M corresponds to a protein molecular 
mass marker. The H1 histones (both H1.1 and H1.2 isoforms) are indicated in red. (b) Silver 
staining of proteins associated with either the e-CENP-A (left) or the e-aNH3-CENP-A (right) 
nucleosomal complexes isolated from stable HeLa expressing either e-CENP-A or e-aNH3-
CENP-A, respectively. Note that the e-CENP-A complex, in contrast to e-aN-H3-CENP-A and 
both e-H3.1 and e-H3.3 complexes, is not associated with histone H1. (c) Western blot detection 
of the indicated proteins associated with either the WT e-CENP-A or e-aNH3-CENP-A mutant 
nucleosomes. (d) Mass spectrometry analysis of selected proteins associated with either the 
WT e-CENP-A or e-aNH3-CENP-A mutant nucleosomes. Proteins together with the number of 
identified peptides are indicated. The H1 histones (both H1.1 and H1.2 isoforms) and CENP-C 
and CENP-B are indicated in red.
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nucleosomal complexes contained both isoforms H1.1 and H1.2 of histone H1 (Figure 

3a). Therefore, histone H1 does not associate in vivo with CENP-A chromatin. These 

in vivo data fully agree with the poor non-specific in vitro binding of H1 to reconstituted 

CENP-A nucleosomes (Figure 1).

In vivo binding of H1 to the avNH3- CENP-A nucleosome

Does artificially rigidifying CENP-A nucleosomal ends allow H1 binding in vivo? To 

analyze this, we generated stable HeLa cell lines expressing double HA and FLAG 

epitope tagged aNH3-CENP-A. The aNH3-CENP-A nucleosomal complex was purified 

as above and compared to the WT CENP-A nucleosomal complex. Its members were 

characterized by SDS PAGE, Western blot and mass spectrometry (Figure 3b-d). 

Unlike the CENP-A nucleosomal complex, all methods identified histone H1 present 

in the aNH3-CENP-A nucleosomal complex. The characteristic histone H1 doublet 

was present in the electrophoretic pattern of the aNH3-CENP-A complex, but not in 

that of WT CENP-A one (Figure 3b). The anti-H1 antibody revealed a clear doublet 

corresponding to H1 (Figure 3c) and 15 H1 peptides (in total) were found by mass 

spectrometry in the aNH3-CENP-A nucleosomal complex (Figure 3d). Taken as a 

whole, our data reveal that the swapping the aN helix and the preceding region of 

CENP-A with those of H3, allows the generation of a particle with rigid orientation of the 

entry/exit DNA ends, which then allows efficient and specific association with histone 

H1 both in vitro and in vivo.

The in vivo replacement of CENP-A with the αNH3-CENP-A swap mutant leads 
to strong mitotic and cytokinetic defects

The replacement of CENP-A with the hybrid aNH3-CENP-A allows H1 binding which 

would in turn lead to the formation of condensed chromatin fibers similar to those 

established with canonical H3. Could this compact structure of the aNH3-CENP-A 

chromatin then affect the function of centromeres? To test this hypothesis, endogenous 

CENP-A was knocked down by using specific siRNAs in HeLa cell lines and we analyzed 
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the effect of expressing a siRNA resistant GFP-aNH3-CENP-A hybrid transcript as 

compared to a siRNA resistant GFP-CENP-A transcript (see schematics in Figure 4a). 

This was followed by quantitative analysis of mitotic progression in all cell lines. 

Treatment with siRNA results in very strong ablation of endogenous CENP-A: 

more than 85-90% of endogenous CENP-A was depleted in each of the cell lines used 

and, as expected, the expression of the siRNA-resistant GFP-fusions was not affected 

(Figure 4b). Both GFP-fusions were found localized to the centromeres (Figure 4c). 

In agreement with the reported data (Goutte-Gattat et al., 2013; Regnier et al., 2005), 

the absence of CENP-A in naïve HeLa cells has deleterious effects on both mitosis 

and cytokinesis (Figure 4c). CENP-A depleted cells exhibited numerous mitotic and 

cytokinetic defects including chromosome misalignment, lagging chromosomes, 

chromosome bridges and multiple nuclei in interphase (Figure 4c-e). The presence of 

stably expressed GFP-CENP-A completely rescued the mitotic and cytokinetic defects 

in HeLa cells lines treated with siRNA (Figure 4c-e). No rescue was, however, observed 

in CENP-A depleted HeLa cell lines stably expressing the GFP-aNH3-CENP-A fusion 

(Figure 4c-e).

HeLa cells are polyploid and exhibit some mitotic defects even under normal growth 

conditions and while our data clearly illustrate that cells harboring hybrid CENP-A 

nucleosomes are in a poor condition, we cannot rule out some off-target effects. To 

conclusively eliminate any possible undesirable effects, we established conditional 

homozygous knock-out/knock-in (cKO/KI) mouse lines, where the endogenous 

CENP-A was replaced with HA-FLAG-tagged CENP-A version (Figure 5a). These 

mice did not show any visible phenotype and were fertile. We derived MEF cells from 

14.5 days mouse embryos and immortalized them. The immortalized MEFs were 

transfected with constructs expressing a tamoxifen inducible Cre-ERT2 recombinase 

along with either GFP-CENP-A or GFP-aNH3-CENP-A mutants and stable lines 

were established. Tamoxifen induced Cre-ERT2 expression led to excision of both 
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Figure 4. The replacement in HeLa cells of WT CENP-A with the swapped aNH3-CENP-A 
mutant at the centromere results in strong mitotic and cytokinetic defects. (a) Schematics 
for the silencing resistant GFP-fusions used for the in vivo replacement of WT CENP-A with 
the swapped aNH3-CENP-A mutant. (b) Western blot detection of the GFP-CENP-A fusions 
and endogenous CENP-A using anti-CENP-A antibody in cells treated with control siRNA (−) 
or CENP-A siRNA (+). Nuclear proteins were extracted 72 h post-transfection. The cell lines as 
well as the positions of the GFP-CENP-A fusions and endogenous CENP-A are indicated. (c) 
Cell cycle visualization, after endogenous CENP-A depletion by siRNA treatment, of naïve HeLa 
cells (second row) or HeLa cells stably expressing siRNA-resistant full-length GFP-CENP-A 
(third row) or  the swapped aNH3-CENP-A mutant (fourth row). On the first row are shown naïve 
HeLa cells treated with scramble siRNA. The centromeres in naïve cells were stained by CREST  
antibody; GFP fluorescence was used to visualize CENP-A in GFP fusion-expressing cells. An 
antibody against inner centromere protein (INCENP) and anti-lamina antibody were used to detect 
the midbody during cytokinesis and the nuclear envelope in interphase cells (shown in red). Blue, 
DNA; (d, e) quantification of the mitotic (d) and cytokinetic (e) defects at 72 h post-transfection 
with siRNA against CENP-A in the indicated cell lines. For each experiment at least 300 cells were 
counted. Data are means and SEM from 3 different experiments.

CENP-A alleles and subsequent depletion of CENP-A protein. Western blot analysis 

showed that 8 days after tamoxifen treatment, the endogenous protein was completely 

depleted (Figure 5b-d) and a strong increase of both mitotic and cytokinesis defects 
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Figure 5.  The replacement in MEFs of WT CENP-A with the swapped aNH3-CENP-A mutant 
at the centromere results in strong mitotic and cytokinetic defects. (a) Schematics of the 
establishment of stable MEF cell lines expressing the indicated GFP-CENP-A fusions. (b-d) 
Western blot detection of the HA-GFP-CENP-A fusions and endogenous HA-CENP-A in control 
CENP-A (Flox/Flox) MEFs (b) and stable CENP-A (Flox/Flox) MEFs expressing either HA-GFP-
CENP-A (c) or HA-GFP-aNH3-CENP-A (d) at different days after tamoxifen treatment. All cells 
have stably inserted Cre-ERT2. H3 is used for visualization of the equal loading. (e) Cell cycle 
visualization of the effects of CENP-A depletion (8 days after the treatment with tamoxifen) in the 
indicated MEF lines. The first row shows the control CENP-A (Flox/Flox) MEFs, which do not have 
inserted Cre-ERT2. (f,g) Quantification of the mitotic (f) and cytokinetic (g) defects in the indicated 
cell lines upon depletion of CENP-A after 8 days treatment with tamoxifen. For each experiment at 
least 200 cells were counted. Data are means and SEM from 3 different experiments.



Deuxième Partie - Résulats

103

were observed in the control CENP-A depleted MEFs (Figure 5e-g). The expression 

of GFP-CENP-A was sufficient to completely rescue the phenotype (Figure 5e-g). The 

expression of GFP-aNH3-CENP-A however, was unable to rescue both the mitotic and 

cytokinesis defects (Figure 5e-g). In the absence of endogenous CENP-A the stable 

MEFs expressing GFP-aNH3-CENP-A exhibited close to two-fold more mitotic defects 

compared to those expressing GFP-CENP-A (Figure 5f). Of note, GFP-aNH3-CENP-A 

is likely to act as a dominant negative since its stable expression (in the presence of 

endogenous CENP-A) is associated with two-fold increase of mitotic defects compared 

to those of control MEFs (Figure 5f). Taken as a whole, the data in both Hela cells and 

in MEFs reveal that the replacement of CENP-A with aNH3-CENP-A nucleosomes at 

the centromeres impairs both mitosis and cytokinesis in these cells.

Replacement of CENP-A with the swapped aNH3- CENP-A mutant at the 
centromeres leads to aberrant localization of CENP-C 

The deleterious effect of aNH3-CENP-A hybrid nucleosomes on centromere function 

might reflect reduced amount or absence of some proteins from the CCAN complex, 

crucial for the assembly of active kinetochores. Comparative mass spectrometry analysis 

on the composition of aNH3-CENP-A and the WT CENP-A nucleosomal complexes 

reveals that this is the case (Figure 3d and Supplemental Figure S3). In agreement 

with earlier observations (Goutte-Gattat et al., 2013), the WT CENP-A nucleosomal 

complex comprised a large number of CCAN proteins (CENP-B, CENP-T, CENP-N, 

CENP-I, CENP-L, CENP-C, CENP-H), the CENP-A chaperone HJURP, the chromatin 

remodeler RSF-1, as well as many other proteins (Figure 3d and Supplemental Figure 

S3). These proteins are also members of the aNH3-CENP-A nucleosomal complex 

(Figure 3d and Supplemental Figure S3). However, the number of identified peptides 

originating from several of the identified proteins and in particular for both CENP-C and 

CENP-B dramatically decreased in the aNH3-CENP-A nucleosomal complex compared 

to the WT CENP-A complex (from 10 to 1 for CENP-C and from 8 to 2 for CENP-B, 
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respectively) (Figure 3d and Supplemental Figure S3), suggesting a strong loss of 

these two proteins in the aNH3-CENP-A nucleosomal complex. Western blot analysis 

further confirmed that the amount of CENP-C is much lower in the aNH3-CENP-A 

nucleosomal complex (Figure 3c). In contrast, the levels of CENP-T, another essential 

CCAN platform protein, are not affected in both types of nucleosomes, as shown by 

Western blot and mass spectrometry (Figure 3c,d).

Indeed immunofluorescence analysis of the localization of CENP-C in stable 

HeLa cells expressing aNH3-CENP-A and depleted of endogenous CENP-A support 

our biochemical data (Figure 6). Depletion of CENP-A in naïve HeLa cells results in 

dramatic delocalization of CENP-C, but not of CENP-T from the centromeres (Figure 

6a,b and Supplemental Figure S4). In the siRNA treated stable HeLa cells expressing 

GFP-CENP-A this phenotype was completely rescued, i.e. a CENP-C centromere 

specific localization was indistinguishable from that observed in naïve cells (Figure 

6 a,b). However, no rescue was observed in the siRNA treated stable HeLa cells 

expressing GFP-aNH3-CENP-A since almost complete delocalization of CENP-C was 

observed (Figure 6 a,b). We have further confirmed these results by using stable 

HeLa cells expressing GFP-CENP-A or both GFP-aNH3- CENP-A and RFP-CENP-C 

fusions. As expected, the absence of endogenous CENP-A in the control cells resulted 

in the delocalization of RFP-CENP-C and this phenotype was completely reversed 

by the presence of GFP-CENP-A (Figure 6c). However, only very faint RFP stained 

centromeres were observed in endogenous CENP-A depleted cells, stably expressing 

GFP-aNH3-CENP-A (Figure 6c). Identical results were observed in modified MEFs 

depleted of CENP-A, which expressed mouse RFP-CENP-C (Figure 6d). Therefore, the 

flexible CENP-A nucleosomal ends and the absence of H1 from centromeric chromatin 

are required for both proper CENP-C localization and function at the centromeres.
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Figure 6. The incorporation of swapped aNH3-CENP-A mutant in the centromeres affects 
the localization pattern of CENP-C. (a) Immunofluorescent localization of CENP-C in CENP-A 
depleted HeLa cells stably expressing the indicated siRNA-resistant GFP-CENP-A fusions (rows 
3,4). Rows 1 and 2 show the CENP-C localization in naïve HeLa cells treated with scrambled or 
CENP-A siRNA respectively. Centromeres in naïve cells were stained with a CREST antibody. (b) 
Quantification of the CENP-C delocalization data presented in (a). In each experiment 150 cells 
were used. Data are means from 5 different experiments and errors bars are the SEM. (c) Same 
as (a), but for the localization of the fusion RFP-CENP-C. The experiments were carried out in 
stable HeLa cells expressing both RFP-CENP-C and the respective siRNA-resistant GFP-CENP-A 
fusions. (d) Localization of RFP-CENP-C in endogenous CENP-A–depleted MEF cells stably 
expressing either the GFP-CENP-A (first row) or GFP-aNH3-CENP-A (second row) fusions. (e) 
Schematics describing the role of the flexible nucleosomal ends of the CENP-A nucleosome in 
the organization of CENP-A centromeric chromatin and the assembly of active kinetochores. 
Rigidifying the ends of the CENP-A nucleosome compromises kinetochore assembly and mitosis.
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Discussion

Recent X-ray diffraction studies revealed that within the crystal, the DNA ends of the 

CENP-A nucleosome are not firmly wrapped around the histone octamer. In this work, 

by using high resolution E-CM we confirmed the results of the X-ray diffraction studies 

and showed that in solution the CENP-A nucleosomal ends are indeed highly flexible. 

We hypothesized that maintaining DNA ends in a flexible state is central to the function 

of CENP-A in not only the structural context of a nucleosome but also in the control 

of the biological output of CENP-A centromeric chromatin. Our results reveal that the 

higher flexibility of the DNA ends prevents the in vitro binding of the linker histone H1 to 

the CENP-A nucleosome. In agreement with this, no binding of H1 was observed to the 

CENP-A nucleosome in vivo. This observation may be linked to the fact that a stable 

interaction with the nucleosome requires that H1 interact not only with the DNA on the 

dyad axis but also with both linker DNAs. A more open conformation resulting in highly 

divergent entry and exit linker DNA ends may prevent H1 from binding simultaneously 

both linkers and thus weaken the interaction. Indeed, we found that hybrid H3-CENP-A 

nucleosome with rigid orientation of the DNA linkers was able to bind in vitro histone 

H1 with higher specificity and the same efficiency as conventional H3 nucleosome. 

In agreement with this, the in vivo replacement of the CENP-A nucleosome with rigid 

hybrid H3-CENP-A nucleosome allowed the binding of H1.

We have further investigated the biological outcomes of the distinct CENP-A 

nucleosome structure by various in vitro and in vivo approaches. Our data clearly 

reveal that the highly flexible DNA ends of the CENP-A nucleosome are required for 

the assembly of the CCAN complex. In both HeLa and MEF cells, where the CENP-A 

nucleosomes were fully replaced with rigid end H3-CENP-A hybrid nucleosomes, 

several kinetochore proteins, including CENP-C and CENP-B, were delocalized. As a 

result, the kinetochore assembly was highly perturbed and the chromosome segregation 

was strongly affected (schematically depicted in Figure 6e). Our data thus revealed 

that the flexible ends of CENP-A nucleosomes are required to ensure the fidelity of 
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the mitotic pathway in higher eukaryotes (schematically depicted in Figure 6e). The 

lower affinity of H1 for the CENP-A nucleosome appeared to be important for this 

event, since artificially induced H1 binding to centromeres, containing only rigid end 

hybrid H3-CENP-A nucleosomes, altered both the association of several kinetochore 

proteins (Supplemental Figure S3) with centromeric chromatin and the organization 

of the structure of the kinetochores. We attribute this to the assembly of the rigid and 

compact conventional-like chromatin fiber containing H1 and the subsequent inability 

of kinetochore to get access and bind to it.

Of note, the non-conventional flexible structure of the CENP-A nucleosome is 

likely to be preserved in all eukaryotes, including yeast (Kingston et al., 2011). All 

this indicates that the open structure of the CENP-A nucleosome in yeast is, as in 

the case of higher eukaryotes, required for mitosis. Yeast do not express, however, 

conventional H1 able to condense chromatin. The inability of histone H1 to bind to 

CENP-A nucleosomes thus allows higher eukaryotes to assemble centromeres with 

distinct low compact chromatin structure, which would then be important for recognition 

of centromeric chromatin by the kinetochore protein complexes. Therefore, evolution 

has preserved an open structure of CENP-A nucleosomes for chromosome segregation 

and mitotic fidelity.

Interestingly, CENP-A is retained quantitatively, presumably under the form of 

nucleosomes, in mature spermatozoa in mouse, human and bull as well as in Drosophila 

(Hammoud et al., 2009; Palmer et al., 1990; Raychaudhuri et al., 2012). The CENP-A 

nucleosome as a whole is therefore likely to be inherited, thus clearly establishing the 

epigenetic character of the CENP-A nucleosomal structure. The flexibility of DNA ends 

on CENP-A nucleosome could thus be needed to establish critical protein networks 

important for male genome function post-fertilization.
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Materials and Methods

Plasmids and recombinant protein purification

Human silencing-resistant CENP-A and aNH3-CENP-A mutants were constructed 

using the CENP-A coding sequence (Tanaka et al., 2004).For aNH3-CENP-A construct, 

coding sequence of amino acids 39 to 54 from CENP-A have been replaced by coding 

sequence for H3.1 amino acids 38 to 53. Final CENPAs constructs were fused at the 

N-term with GFP and cloned into pBABE-puro vector (Addgene #1764). 

Mouse aNH3-CENP-A was obtained by replacing mouse CENP-A coding 

sequence of amino acids 34 to 49 by mouse coding sequence of H3.1 amino acids 

34 to 51. Both mouse wild type CENPA and mouse aNH3-CENP-A were fused at the 

N-term with HA-GFP and then cloned into retroviral pCL-MFG vector.

Human CENP-C and mouse CENP-C sequence were fused in N-ter with RFP and then 

cloned into pQCXIH vector (Clontech).

Construction of GFP-H3.1 and GFP-H3.3 were described elsewhere (Drane 

et al., 2010). Core human recombinant histones and histone H1 were expressed in 

bacteria and purified as described in (Angelov et al., 2004) and in (Syed et al., 2010), 

respectively. Recombinant bacterially expressed NAP-1 was purified according to the 

procedure described in (Syed et al., 2010).

Nucleosome reconstitution, EMSA and OH footprinting

Centrally positioned conventional or either wild-type CENP-A or aNH3-CENP-A mono-

nucleosomes and di-nucleosomes were reconstituted as described previously (Menoni 

et al., 2007) using 255 bp 601 DNA fragment and  2 x197  bp 601 DNA (Syed et al., 

2010). The deposition of H1 was carried out by using NAP-1/H1 complexes as described 

in (Syed et al., 2010). Electro-mobility shift assay (EMSA) and OH footprinting were 

performed according to well-established protocols (Syed et al., 2010).
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Cell culture 

HeLa cell lines stably expressing the various GFP-CENP-A fusions were established 

by retroviral infection with Moloney murine leukemia viruses (MMLV) produced 

by amphotropic Phoenix packaging cells (Swift et al., 2001). HeLa cell lines stably 

expressing either GFP-H3.1 or GFP-H3.3 were described in (Drane et al., 2010). The 

cells were maintained in standard DMEM media containing 10% fetal bovine serum, 

1% penicillin and streptomycin, and 1% glutamine at 37°C in a 5% CO2 atmosphere. 

For generation of stable HeLa cell lines expressing Flag-HA epitope-tagged either 

wild-type CENP-A of aNH3-CENP-A swapped mutant, the cells were transfected with 

calcium phosphate. 

Tandem affinity purification

The chromatin extracts were prepared from stable HeLa cell lines expressing CENP-A, 

aNH3-CENP-A, H3.1 or H3.3 proteins fused to FLAG and HA epitope tags. The protein 

complexes were purified from asynchronous or mitotic cells by double immunoaffinity 

purification procedure with anti-Flag M2 antibody-conjugated agarose (Sigma), 

followed by anti-HA purification (Drane et al., 2010). Interacting partners of purified 

complexes (CENP-A.com, aNH3-CENP-A.com, H3.1.com, H3.3.com) were identified 

by an iron-trap mass spectrometer (Goutte-Gattat et al., 2013).

CENP-A KI-cKO mouse line

The CENP-A conditional knock-out/knock-in (cKO/KI) mouse line was established by 

using standard mouse genetic approaches. In this line the CENP-A gene replaced by a 

double tagged FLAG-HA-CENP-A fusion. The targeting vector of the cKO/KI FLAG-HA 

tagged CENP-Aflox/flox mice flanked exon 1 of the murine CENP-A gene with LoxP 

recombination sites.  The exon 1 excision leads to the loss of expression of the protein 

(see Figure 4).  
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MEF conditional CENP-A knockout

Day 14 mouse embryonic fibroblasts were isolated and cultured from CENP-A cKO/KI 

mice. P2 cells were immortalized using pBABE-largeT virus with a Neomycin selection 

cassette. Two weeks after selection, cells were expanded in culture and infected with 

MSCV CreERT2 puro (Addgene #22776) and vectors expressing CENP-A constructs. 

CENP-A knock-out is induced by adding 10µM (Z)-4-Hydroxytamoxifen (Sigma-Aldrich) 

to cell culture media during 24h. Every 48h during 10 days, cells are trypsinized and 

a small portion of the cells is put back into culture. The rest of the cells is collected in 

order to perform experiments.

RNA interference

Endogenous CENP-A expression was silenced by transient transfection with CENP-A 

siRNAs (Dharmacon). Transfections were carried out in 6 wells plates with 100 nM of 

siRNA mixed with 4 μl of Oligofectamin (Invitrogen), following the provider’s instructions. 

The following day, the transfection medium was replaced by fresh medium and cells 

were allowed to grow. 72h after transfection, cells were fixed on coverslip for IF or 

collected for WB.

Immunofluorescence and microscopy image acquisition

Cells were fixed in formalin solution (Sigma-Aldrich) at room temperature. After 

permeabilization, primary antibodies were incubated in blocking buffer for 1 h at room 

temperature using the following antibodies: CENP-C 1/2000e (gift from I. Cheeseman), 

CREST 1/2000e (ImmunoVision), Lamin B 1/300e (Santa Cruz). All microscopy 

was performed on fixed cells with a Zeiss Axio Imager Z1 microscope with a Plan-

Apochromat x63 objective. GFP, cyanine-2, cyanine-3 and Hoechst 33342 were used 

as fluorochromes. Z-stacks images were acquired with a Zeiss Axiocam camera piloted 
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with the Zeiss Axiovision 4.8.10 software. All image treatment was performed using Fiji 

(ImageJ2-rc14). For quantification of CENP-C signal at centromeres, un-deconvoluted 

two-dimensional maximum intensity projections were saved as 8-bit TIFF images. 

Each individual nucleus was determined using Hoechst staining, then colocalization of 

CENP-C signal with GFP-CENP-A or CREST signal was calculated using JACoP 2.1.1 

plugin (Bolte and Cordelieres, 2006).

Electron cryo-microscopy image acquisition

Specimen preparation. The reconstituted nucleosomes were prepared in a low ionic 

strength buffer (10 mM Tris, 1 mM EDTA, 10 mM NaCl) and diluted in the same 

buffer to a concentration of 150 mg/ml of DNA. Three microliters of the specimen 

were deposited on a holey carbon film (C-flat 2-2-2), rendered hydrophilic by a 20 sec 

glow discharge in air, and flash frozen in liquid ethane using an automated plunger 

(Vitrobot, FEI) with controlled blotting time (1 sec.), blotting force (5), humidity (97%) 

and temperature (4°C). The particles were imaged using a cryo-transmission electron 

microscope (Polara, FEI) equipped with a field emission gun operating at 100 kV. 

Images were recorded under low-dose condition (total dose of 20 e-/Å2) on a 4096 

x4096 CCD camera (Eagle FEI) at a magnification of 59,000 x resulting in a pixel size 

on the specimen of 0.187 nm. 

Image Processing. 

Nucleosomal particles were selected manually using the Boxer application in the 

EMAN2 software package (Ludtke et al., 1999). The Contrast Transfer Function 

(CTF) of the microscope was determined for each micrograph using the CTFFIND3 

program (Mindell and Grigorieff, 2003). CTF correction and further image analysis 

was performed within the RELION software package (Scheres, 2012). The molecular 

images of both datasets representing conventional nucleosomes and those with 

incorporated CENP-A were subjected to reference-free 2-D classification to remove 
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images containing contamination or damaged particles. An initial three-dimensional 

(3-D) model was reconstructed from the 2-D class-average images by the angular 

reconstitution method (Van Heel, 1987) and further refined  using maximum-likelihood 

based methods. 3D classification was carried out to identify structural variations within 

the image dataset. Four or five most populated classes were selected for each of 

the samples. Illustrations were prepared using the Chimera visualization software 

(Pettersen et al., 2004).
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seulement à constater les faits, mais, également à 

les analyser en tenants compte de leur hasard ou 

de leur nécessité, il tâche d’en analyser les lois 
que l’observation immédiate ne discerne pas et 
d’éliminer l’influence de ses propres penchants sur 

les résultats de ses réflexions.
Alexandre Zinoviev
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Rôle de la flexibilité de l’ADN sortant 
des nucléosomes CENP-A
La détermination récente de la structure du nucléosome CENP-A par cristallographie aux 
rayons X a permis de proposer que l’ADN entrant et sortant du nucléosome CENP-A pourrait 
ne pas être fermement enroulé autour de l’octamère d’histones (Tachiwana et al., 2011). Cette 
hypothèse était renforcée par des profils de digestions différents lorsque ces nucléosomes sont 
traités à la MNase (Hasson et al., 2013). Cette interaction particulière entre l’ADN et le cœur 
histone du nucléosome CENP-A devrait donc être une spécificité de ce nucléosome.

Dans un premier temps, l’objectif de ce travail visait à montrer que cette particularité existe 
effectivement. Les résultats apportés par la cryo-électromicroscopie permettent d’affirmer que 
l’ADN entrant et sortant du nucléosome CENP-A ne présente pas le même profil que celui du 
nucléosome canonique. Le nucléosome conventionnel possède une conformation extrêmement 
fermée, où l’ADN ne présente que très peu de flexibilité. Dans le cas du nucléosome CENP-A 
la présence de nombreuses conformations montre au contraire que l’ADN est laissé hautement 
flexible par le cœur histone du nucléosome CENP-A. De plus l’ensemble de ces conformations 
possède une caractéristique commune, elles sont toujours plus ouvertes, montrant la faiblesse 
des interactions entre les parties entrantes et sortantes de l’ADN et le nucléosome.

Le second objectif de ce travail visait à déterminer si cette spécificité du nucléosome CENP-A 
apportait une fonction particulière à la chromatine centromérique. Nos résultats montrent 
que la plus grande flexibilité de l’ADN entrant et sortant du nucléosome empêche la liaison 
de l’histone H1 au nucléosome CENP-A (Figure D1). Cette observation peut être reliée au 
fait qu’une interaction stable entre le nucléosome et H1 requiert que H1 puisse interagir avec 
l’ADN sur l’axe de la diade mais également avec les deux brins d’ADN entrant et sortant du 
nucléosome (Syed et al., 2010). Il semblerait alors qu’une conformation plus ouverte telle que 
celle adoptée dans le nucléosome CENP-A empêche cette interaction entre H1 et l’ADN, ou en 
tout cas la rende suffisamment faible pour que H1 ne puisse pas se lier de façon stable avec un 
tel nucléosome.

Le nucléosome CENP-A étant donc plus ouvert, cela ne permet pas la liaison stable de H1, mais 
existe t’il une fonction biologique à cette propriété ? Nous nous sommes donc ensuite intéressés 
à cette question et avons étudié les effets biologiques de la structure du nucléosome CENP-A. 
Nos données montrent clairement que les extrémités flexibles de l’ADN du nucléosome CENP-A 
sont nécessaires au déroulement correcte de la mitose. L’approche de pseudo génétique utilisée 
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Figure D1 | Schéma récapitulatif des résultats obtenus. (a) Le nucléosome contenant CENP-A ne peux 
pas interagir avec l’histone de liaison H1. Rigidifier artificiellement l’ADN sortant de ce nucléosome 
αNH3-CENP-A permet l’interaction avec H1. (b) Le nucléosome CENP-A permet de la formation du 
CCAN. Le nucléosome αNH3-CENP-A forme un CCAN partiel dans lequel CENP-B et CENP-C sont 
absents. (c) Le CCAN partiel ne permet pas l’alignement correct des chromosomes en métaphase, ainsi que 
la ségrégation correcte des chromatides sœurs en anaphase. La flexibilité de l’ADN sortant du nucléosome 
CENP-A est donc nécessaire pour le bon déroulement de la mitose.

ici permet en effet de déterminer que le nucléosome CENP-A artificiellement fermé n’est pas 
capable de conduire à une ségrégation correcte des chromosomes durant la mitose (Figure D1). 
Il existe donc une nécessité de maintenir l’ADN sortant et entrant du nucléosome dans une 
conformation flexible.

Enfin, nos résultats montrent que la rigidité de l’ADN impacte directement le recrutement 
des protéines du CCAN en particulier CENP-B et CENP-C (Figure D1). La réduction de la 
présence de ces deux membres clés du complexe entraine donc une formation défective des 
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kinétochores qui ne peuvent visiblement pas se lier correctement aux chromosomes. Ceci 
explique l’augmentation du nombre de chromosomes non-alignés en métaphase, ou de laging 

chromosome en anaphase.

Organisation de la chromatine centromérique

Le paradoxe de la compaction

L’origine de la différence entre euchromatine et hétérochromatine provient initialement de la 
différence d’intensité de coloration du chromosome mitotique : peu intense pour l’euchromatine 
et plus forte pour l’hétérochromatine, suggérant une densité plus forte de chromatine. Du fait 
de la présence de cette coloration, les centromères ont été classés comme appartenant à la 
famille de l’hétérochromatine, en corrélation avec l’absence de gène et de transcription de ces 
régions. Mais la chromatine centromérique ne possède pas les caractéristiques moléculaires et 
cellulaires du reste de l’hétérochromatine. L’absence de PTM associée à l’hétérochromatine, 
(en particulier H3K9me3) est même un prérequis à l’incorporation de CENP-A (Ohzeki et al., 
2012). La chromatine centromérique ne partage donc pas les mêmes caractéristiques que les 
autres types d’hétérochromatines. Elle reste toutefois associée à un fort niveau de compaction de 
l’ADN du fait de son affinité forte pour les colorants et de la présence de l’imposante structure 
du kinétochore. Il s’emblerait également qu’une fibre de chromatine contenant artificiellement 
uniquement des nucléosomes CENP-A soit plus compactée que de la chromatine contenant 
uniquement H3 (Geiss et al., 2014). Il existe donc un paradoxe entre ces caractéristiques de 
chromatine « fermée » et la présence du nucléosome CENP-A extrêmement ouvert. Ceci pose 
donc la question de l’organisation de la chromatine au niveau des centromères : quelle est sa 
composition et quelle est sa structure ?

Exclusion de H1

L’un des résultats majeurs du travail présenté dans ce mémoire et la très faible force d’interaction 
in vitro entre le nucléosome CENP-A et H1. Cette faible interaction semble se traduire in vivo 
par l’exclusion d’au moins H1.1 et H1.2 du complexe nucléosomal CENP-A. Les résultats ne 
permettent néanmoins pas de déterminer de façon directe si cette exclusion est une conséquence 
de la conformation de l’ADN, ou une nécessité pour l’assemblage du CCAN.
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Dans ce cadre, il est important de noter le résultat de deux autres études. Dans un premier temps 
les travaux de Dunleavy et collègues en 2011 rapportent le fait qu’un autre variant, H3.3 semble 
remplacer de façon partielle les nucléosomes CENP-A lors de la phase S. En effet CENP-A 
étant incorporée en sortie de mitose/début de phase G1, il ne l’est pas durant la phase S qui suit. 
Il est intéressant de noter que les cellules entrent alors dans la phase de mitose suivante avec la 
moitié des nucléosomes CENP-A pouvant potentiellement être incorporés dans la chromatine 
centromérique. Il semblerait que les deux brins d’ADN formés après la phase S portent une 
quantité relativement équivalente des nucléosome CENP-A, et qu’au niveau des positions ainsi 
laissées disponibles, la présence de H3.3 soit favorisée.

Dans ce cadre une autre étude prend un sens différent. En 2009, Braunschweig et collègues 
démontrent que chez la drosophile, la présence de l’histone H3.3 dans le nucléosome est corrélée 
avec une plus faible présence de H1 sur ce même nucléosome. Ils montrent également que la 
déplétion de H3.3 entraine une hausse de la présence de H1 sur ces mêmes sites. Ils concluent 
donc que la présence de H3.3 dans le nucléosome inhibe le recrutement de H1. Néanmoins, cette 
étude est basée sur une technique qui ne permet pas l’analyse des régions répétées. C’est le cas 
des régions centromériques chez la drosophile, ces régions ont donc été exclues de l’analyse.

Ces deux résultats mis ensemble, pourraient donc faire supposer que la fonction de la présence 
des histones H3.3 à la place de CENP-A serait de maintenir l’exclusion de H1 de la chromatine 
centromérique. 

En effet, les résultats de notre propre étude permettent de supposer que l’exclusion de H1 
est nécessaire à la formation correcte du kinétochore, cette exclusion spécifique étant rendue 
possible par la relation particulière du nucléosome CENP-A avec l’ADN qui vient s’enrouler 
autour. La présence de H3.3 comme remplaçant, permettrait donc de garder cette propriété 
du nucléosome CENP-A. Dans cette optique, l’absence de H1 pourrait également être d’une 
importance majeure : la présence de H1 est associée à une chromatine plus condensée sous 
la forme de la fibre de 30 nm. Son absence pourrait donc être interprétée comme la nécessité 
de maintenir la chromatine dans une conformation ouverte au niveau des centromères. Bien 
entendu, de nouvelles recherches seront déterminantes pour savoir si cette hypothèse est vraie.
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Structure de la chromatine centromérique

La question de l’exclusion de H1 et de la probable présence de H3.3 au niveau des centromères 
nous guide vers une autre question concernant l’organisation de la chromatine centromérique. 
La présence de nucléosome CENP-A est nécessaire à la formation d’un centromère actif 
et permissible à la formation du kinétochore, mais combien de nucléosomes CENP-A sont 
nécessaires pour définir un centromère actif ?

Toutes les études portant sur l’organisation interne de la chromatine centromérique arrivent 
à la même conclusion, les nucléosomes CENP-A ne sont pas seuls, ils seraient minoritaires 
et intercalés entre des nucléosomes conventionnels (Blower et al., 2002 ; Hori et al., 2008 ; 
Ribeiro et al., 2010). Chez S. cerevisiae, il existe un seul et unique nucléosome Cse4 par 
centromère, la question de l’organisation des nucléosomes n’a donc pas vraiment de sens. Il est 
estimé que S. pombe aurait 3 nucléosomes par centromère (Joglekar et al., 2008), les cellules 
de poulet DT40 ont elle été estimées à 30 nucléosomes CENP-A (Johnston et al., 2010). Chez 
l’homme il a récemment été estimé qu’un centromère actif devait contenir aux environs de 100 
nucléosomes CENP-A (Bodor et al., 2014). En comparant le nombre de nucléosomes CENP-A 
estimés et la taille des régions d’ADN sur lesquels ces nucléosomes s’assemblent, on arrive 
donc à déduire qu’environ 1 nucléosome sur 8 seulement serait un nucléosome CENP-A. 
Les nucléosomes H3 restant sont donc majoritaires. Ces nucléosomes possèdent néanmoins 
également une spécificité : ils possèdent une modification post-traductionnelle : H3K4me2. 
Cette marque semble être spécifique des centromères et n’est pas retrouvée dans les autres 
types d’hétérochromatines (Sullivan and Karpen, 2004). En effet cette marque est normalement 
associée avec des régions où la transcription est active (Wang et al., 2014). 

Il est donc supposé que c’est le repliement de la chromatine qui permet ensuite au nucléosome 
CENP-A de lier efficacement le kinétochore. Plusieurs modèles existent pour décrire ces 
repliements, groupant les nucléosomes CENP-A vers la face externe de la chromatine (Blower et 
al., 2002) (Figure D2a). Plusieurs structures de repliements étaient proposées, mais les dernières 
données remettent partiellement en cause ces modèles, pour le remplacer par un modèle unique 
dit du « boustrophedon », dans lequel les nucléosomes sont arrangés par couche, la couche 
supérieure portant un maximum de nucléosomes CENP-A (Ribeiro et al., 2010) (Figure D2b).

Il reste donc encore de nombreuses zones d’ombre concernant l’organisation des nucléosomes 
CENP-A entre eux. Pour comprendre la structure générale de la chromatine centromérique, la 
flexibilité de l’ADN sortant du nucléosome pourrait donc être une clé importante. On peut en 
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effet supposer que cette plus grande flexibilité de l’ADN permet des interactions différentes 
des nucléosomes entre eux. De plus, actuellement aucun de ces modèles ne prend en compte 
la présence des pseudos nucléosomes CENP-TWXS : on sait que leur recrutement nécessite la 
présence du nucléosome CENP-A, mais on ne sait pas s’ils s’incorporent au niveau de l’ADN 
de liaison ou s’ils prennent la place d’un nucléosome H3. Toutefois quelque soit l’organisation 
structurelle des nucléosomes centromériques, celle-ci ne possède qu’un seul but : permettre 
l’assemblage du kinétochore via sa première couche : le CCAN.

Formation du CCAN

Pendant les années 2000, comprendre quelle était la composition du CCAN faisait partie des 
chalenges scientifiques majeurs. Il est aujourd’hui relativement clair quel sont les différents 
constituant du CCAN. Il n’existe toutefois que très peu d’informations sur leurs interactions,  
leurs mécanismes de recrutement, ou encore sur leurs fonctions prisent individuellement. 
Comprendre ces particularités fait clairement partie des enjeux actuels.
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Figure D2 | Modèles de l’organisation de la chromatine centromérique. (a) Modèle solénoïde : les 
repliements supérieurs de la chromatine placent l’ensemble des nucléosomes CENP-A sur la face externe de 
la région centromérique, les nucléosomes H3K4me2 se retrouvant sur la face interne entre les chromatides 
sœurs (D’après Greaves et al, 2007). (b) Modèle du « boustrophedon » : les nucléosomes sont organisés 
en couches successives, la couche supérieure étant en contact avec le CCAN et le réseau KNM. Les 
nucléosomes CENP-A et H3K4me2 sont mélangés dans chacune des couches (D’après Ribeiro et al, 2010)
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L’interface entre la chromatine centromérique contenant le nucléosome CENP-A et le reste du 
CCAN est toutefois l’interaction la plus étudiée. Cette interface est permise principalement 
grâce à trois complexes distincts CENP-TWXS, CENP-C et CENP-N/CENP-L (Figure D3).

De son coté CENP-TWXS semble s’insérer directement au niveau de l’ADN (Hori et al., 2008) 
et il semble être capable de remplir la conformation et les fonctions d’un pseudo nucléosome 
(Takeuchi et al., 2014). Il est donc probable qu’il existe une redondance partielle entre la voie 
CENP-A et la voie CENP-TWXS (Fukagawa and Earnshaw, 2014), même s’il est certain 
qu’elles sont co-dépendantes. En effet le recrutement de CENP-T ne peut se faire sans la 
présence du nucléosome CENP-A et inversement (Hori et al., 2013). Les autres études portant 
sur l’interaction entre le nucléosome CENP-A et le reste du CCAN ont également montré que 
la présence de CENP-T au niveau des centromères ne semblait pas dépendre de la structure 
du nucléosome CENP-A mais uniquement de sa présence (Fachinetti et al., 2013, Rago et al., 
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Figure D3 | Modèle simplifié de l’organisation du kinétochore durant la mitose. Sont présentées la voie 
passant par le nucléosome CENP-A et CENP-C et la voie passant par CENP-T. Le reste du CCAN est exclu. 
Les deux voies sont non redondantes et permettent le recrutement du réseau KNM. Certaines interactions 
directes ont été caractérisées : CENP-C est capable d’interagir directement avec le complexe Mis12 lorsque 
ce dernier est phosphorylé par Aurora B en mitose. Quant à CENP-T, il peut interagir directement avec le 
complexe Ndc80. (D’après McKinley et Cheeseman 2015)
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2015). Dans ce cadre, notre étude semble également corréler ces résultats : nos observations 
en IF ou la détermination de la composition du complexe associé au nucléosome CENP-A 
montrent que la présence de CENP-T au centromère n’est pas affectée. On peut donc également 
conclure que l’interaction entre le nucléosome CENP-A et l’ADN sortant n’affecte pas la voie 
CENP-TWXS, la corollaire étant que le CCAN n’est pas totalement déstabilisé.

La seconde interface entre la chromatine centromèrique et le CCAN est permise par le 
complexe CENP-N/CENP-L. Cette interface nécessite une interaction directe et spécifique 
avec le nucléosome CENP-A au niveau du CATD (Carroll et al., 2010). Il existe enfin un rôle 
majeur pour CENP-C, qui il est souvent considéré comme la pierre angulaire du CCAN de part 
son recoupement dans les différentes fonctions. Comment se fait cette interaction CENP-C/
nucléosome CENP-A est sans doute l’un des sujets les plus étudiés au cours de ces dernières 
années. L’une des différences majeures entre CENP-A et H3 se trouve au niveau de la queue 
C-terminale. Il semblerait alors qu’elle joue un rôle prépondérant dans le recrutement de 
CENP-C (Kato et al., 2013). Mais la perte de cette spécificité ne permet pas la perte de 100% de 
CENP-C. Il en reste toujours une part importante présente dans le CCAN, montrant qu’il existe 
d’autres interactions possible entre CENP-C et le nucléosome CENP-A (Fachinetti et al., 2013). 
Dans ce cadre, il semblerait que l’extrémité N-terminale de CENP-A puisse également jouer un 
rôle, notamment durant la mitose (Goutte-Gattat et al.,  2013). Une nouvelle étude très récente 
vient d’ailleurs supposer que cette interface CENP-A/CENP-C pourrait également varier durant 
le cycle cellulaire (Nagpal et al., 2015).

Les résultats de ce travail viennent donc ajouter un élément structural supplémentaire qui est 
nécessaire à la présence de CENP-C au niveau des nucléosome CENP-A : la conformation 
flexible de l’ADN entrant et sortant du nucléosome. En effet nos donnés montrent une perte 
partielle de CENP-C lorsque cette condition n’est pas remplie. Il reste toutefois une question à 
laquelle nous n’avons pas de réponse, est-ce le changement de la conformation du nucléosome 
qui ne permet plus le recrutement de CENP-C, ou est-ce la présence de H1 qui empêche une 
interaction stable entre CENP-A et CENP-C. Il n’y a par contre, d’après les connaissances 
actuelles, aucune raison pour que les résidus que nous avons remplacés dans notre modèle, 
soient responsables d’une interaction directe avec CENP-C. La perte de CENP-C viendrait 
donc de la structure générale du nucléosome, ou de l’encombrement stérique provoqué par la 
présence de H1. Des investigations supplémentaires seront donc nécessaires pour répondre à 
cette question.
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Il est également intéressant de noter qu’il existe un second membre des protéines du kinétochore 
à être perdu lors de la modification de l’interaction ADN/nucléosome CENP-A. Il s’agit de 
CENP-B. CENP-B n’est pas à proprement parler membre du CCAN, mais il se retrouve dans de 
nombreux centromères chez de nombreuses espèces. Il s’agit d’une « DNA binding protein », 
qui reconnaît l’ADN via une séquence spécifique de 17 pb nommée CENP-B box (Masumoto 
et al., 1989). Cette protéine est d’autant plus particulière qu’il existe une très forte conservation 
entre certaines espèces, par exemple près de 92% d’identité entre l’homme et la souris, alors que 
l’organisation même des séquences d’ADN centromérique est très différente entre ces espèces. 
C’est d’autant plus intrigant que la délétion du gène est viable chez la souris (Kapoor et al., 
1998), mais également que certains chromosomes sont dépourvus de CENP-B box et que par 
conséquent CENP-B n’est pas présent sur ceux-ci. C’est le cas du chromosome Y chez l’homme 
(Earnshaw et al., 1987), ou chez la souris (Broccoli et al., 1990). Il a été récemment montré 
que la présence de CENP-B permettait la stabilisation de CENP-C au niveau des centromères, 
ceci de façon dépendante de la présence du nucléosome CENP-A (Fachinetti et al., 2015). Cette 
relation pouvant également fonctionner dans l’autre sens puisque la présence du nucléosome 
CENP-A est nécessaire à stabiliser la présence de CENP-B (Fujita et al., 2015). CENP-B n’est 
donc pas nécessaire à la formation d’un kinétochore fonctionnel, mais sa présence permettrait 
d’augmenter la fidélité de l’assemblage du CCAN et donc d’assurer la ségrégation correcte.

Figure D4 | Structure du complexe CENP-B avec 21 pb d’ADN. La structure comprend le domaine 
de liaison de CENP-B (a.a. 1–129) à l’ADN. L’ADN utilisé comprend les 17 pb de la CENP-B Box. 
L’interaction entre CENP-B et l’ADN entraine une torsion de l’axe de la double hélice d’ADN (schématisée 
en vert) d’environ 60° (D’après Tanaka et al, 2001) PDB 1HLV.
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Dans l’étude réalisée au cours de ce travail, CENP-B est donc également partiellement perdue 
lorsque l’ADN sortant des nucléosomes CENP-A est en conformation fermée. La structure 
d’interaction entre CENP-B et l’ADN est connue : cette interaction induit une forte torsion de 
l’hélice d’ADN (Tanaka et al., 2001) (Figure D4). On peut supposer que la flexibilité de l’ADN 
sortant des nucléosomes CENP-A permette cette torsion. La conséquence de la rigidification 
artificielle du nucléosome serait donc une impossibilité de la torsion de l’ADN et donc de 
l’interaction de CENP-B. On peut également supposer qu’une partie de la perte partielle 
de CENP-C résulte en fait de la perte de CENP-B qui n’assure plus la stabilisation de cette 
interaction (Fachinetti et al., 2015). Au vu du peu d’études concluantes sur la fonction exacte 
de CENP-B, il reste toutefois difficile de comprendre son rôle exact dans la formation et le 
maintient du CCAN au niveau des centromères.

Le nucléosome CENP-A permet donc l’assemblage spécifique de tout les éléments du CCAN. Il 
est également responsable de l’organisation particulière de la chromatine centromérique. Pour 
conserver ces spécificités, la régulation de son incorporation est donc un élément essentiel sinon 
indispensable.

Maintenance de CENP-A aux centromères
La présence de CENP-A au niveau des centromères est une caractéristique commune chez une 
majorité d’espèces. De façon curieuse, incorporer artificiellement des nucléosomes CENP-A 
en dehors du centromère n’est pas suffisant pour entrainer la formation d’un kinétochore (Van 
Hooser et al., 2001 ; Gascoigne et al., 2011). Cette nécessité s’explique par le fait qu’une 
importante partie des nucléosomes CENP-A ne sont pas incorporés au niveau des centromères, 
ils le sont de façon pseudo-aléatoire dans le reste de la chromatine (Shang et al., 2013 ; Bodor  et 
al., 2014). Il existe donc un second niveau de régulation : la présence des nucléosomes CENP-A 
est nécessaire mais pas suffisante pour former un kinétochore fonctionnel.

L’assemblage du kinétochore est donc capable de reconnaître les nucléosomes CENP-A 
centromériques, des autres nucléosomes CENP-A ectopiques. La question peut également être 
posée de façon différente : comment la chromatine contenant le nucléosome CENP-A devient 
compétente pour l’assemblage du kinétochore ?

Dans cette optique il devrait donc exister un ou des marqueurs qui permettent de faire la 
distinction.
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Régulation par le CCAN

Le premier élément nécessaire à la l’incorporation de nouveaux nucléosomes CENP-A est 
la présence d’un CCAN déjà formé. De nombreuses études montrent en effet qu’un certain 
nombre de ses membres permettent de stabiliser ou de diriger le recrutement de CENP-A. 
C’est en particulier le cas des protéines qui reconnaissent directement le nucléosome CENP-A : 
CENP-C et CENP-N (Carroll et al., 2009 ; Carroll et al., 2010). La présence de CENP-C, en 
particulier, permet de « vérrouiller » le nucléosome CENP-A et donc de stabiliser sa présence 
(Falk 2015), mais il est aussi nécessaire pour recruter le complexe Mis18 et donc déposer de 
nouveaux nucléosomes CENP-A (Dambacher et al., 2012). Le remodelage de la chromatine 
est également indispensable à l’incorporation de CENP-A. Pour cela le complexe CENP-H/
CENP-I recrute FACT, sans ces deux membres la déposition de CENP-A est donc également 
perturbée (Okada et al., 2009). De façon plus générale, il semblerait en fait qu’un grand nombre 
de membres du CCAN (CENP-C ; CENP-N, CENP-T…) possèdent un rôle dans le recrutement 
de CENP-A aux centromères (Hori et al., 2013). La présence de ce nucléosome permet ensuite 
le recrutement des membres du CCAN ; il existe donc une très forte inter régulation de la 
présence de l’un sur la présence de l’autre. Il reste encore toutefois beaucoup à comprendre 
concernant  les interactions nécessaires à cette inter régulation nucléosome CENP-A / CCAN.

Contrôle temporelle de l’incorporation de CENP-A

Chez les eucaryotes supérieurs, les nucléosomes CENP-A sont incorporés dans la chromatine 
centromérique en début de phase G1, alors que le pic d’expression de la protéine CENP-A se 
trouve en fin de phase G2. Cela signifie que les cellules traversent la mitose avec seulement 
la moitié de la quantité maximale de nucléosomes CENP-A pouvant être incorporée. Au vu de 
l’importance de CENP-A pour la ségrégation correcte des chromosomes, cette observation est 
extrêmement surprenante.

En plus de sa chaperonne HJURP, l’incorporation de CENP-A est régulée par le complexe 
Mis18, qui est lui-même recruté au niveau des centromères via la présence de nucléosome 
CENP-A, mais est aussi dépendant de son interaction avec CENP-C (Moree et al., 2011) 
(Figure D5). Pour être actif le complexe Mis18 doit être phosphorylé par Plk1 durant la phase 
G1 (McKinley and Cheeseman, 2014). Mis18 n’interagit pas directement avec CENP-A, au 
lieu de cela, le complexe interagit avec HJURP (Dunleavy et al., 2009 ; Foltz et al., 2009). C’est 
donc l’activité de la chaperonne qui semble être régulée par le complexe, et donc indirectement 



Troisième Partie - Discussion et Perspectives

131

par Plk1. Il est donc probable que le pic d’expression de CENP-A en fin de G2 autorise 
l’association de CENP-A avec HJURP, cette interaction n’étant à priori par régulée. Ensuite la 
cellule « autorise » l’incorporation du variant dans la chromatine via Plk1 (Figure D5). 

Il n’existe aujourd’hui aucune donné qui indique pourquoi le moment d’incorporation de 
CENP-A doit être régulé de façon aussi précise. Néanmoins cette régulation est d’une importance 
clé. En effet des expériences où CENP-A est artificiellement incorporée au mauvais timing via 
le recrutement forcé de Mis18 au niveau des centromères, ont été conduites. Il est alors observé 
que le kinétochore ne pouvait pas se former correctement et ceci causait également des défauts 
importants de ségrégation en mitose (McKinley and Cheeseman, 2014).
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Figure D5 | Control de l’incorporation de CENP-A. Lors de la sortie de mitose le complexe Mis18 se 
localise au niveau des centromères sous le contrôle de PLK1. La présence de Mis18 permet le recrutement 
d’un dimère d’HJURP préalablement chargé du dimère H4-CENP-A. La localisation de Mis18 nécessite 
une interaction directe avec CENP-C. La déplétion de certains autres membres du CCAN entraine une 
diminution de l’incorporation de CENP-A. Leur participation dans cette fonction reste méconnue.

Les fonctions du nucléosome CENP-A nécessite donc une interaction particulière avec l’ADN, 
une structure particulière, et un timing d’incorporation exact pour fonctionner parfaitement.

Rôle des modifications post-traductionnelles

La chromatine contenant les nucléosomes CENP-A possède un certain nombre de marques 
post-traductionnelles, dont certaines seraient impliquées dans le recrutement de CENP-A.
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Une étude récente montre que la chromatine centromérique possède une distinction du reste de 
la chromatine : la présence de la marque H4K20me1 (Hori et al., 2014). Seul les nucléosomes 
contenant CENP-A et étant présents au niveau des centromères peuvent posséder cette marque, 
les nucléosomes CENP-A ectopiques ne possèdent donc pas cette marque. L’absence de cette 
marque entraine une réduction du recrutement de certains membres du CCAN, en particulier 
CENP-H et CENP-T. Si l’on considère que la formation du CCAN est, de façon générale, 
associée à la stabilisation du nucléosome CENP-A, la présence de cette marque pourrait aider à 
stabiliser l’incorporation de CENP-A dans ce type de chromatine.

Parmi les autres marques de cette chromatine les plus étudiées actuellement, on trouve H3K4me2 
et H3K36me2. Ces deux marques ont en commun le fait qu’elles sont généralement associées avec 
le la chromatine en cours de transcription. La présence de ces marques facilite l’incorporation 
de nucléosome CENP-A (Bergmann et al., 2011). A l’opposé, H3K9me3 et H3K27me3 sont 
des marques spécifiques d’une chromatine non transcrite, et de l’hétérochromatine. Elles sont 
absentes de la chromatine CENP-A (Sullivan and Karpen, 2004). Une très récente étude reporte 
également le fait que placer de façon artificielle ces deux marques au niveau de le chromatine 
CENP-A est techniquement possible, mais la cellule va alors les retirer (Martins et al., 2015). 
L’absence de ces marques est donc spécifiquement contrôlée.

La présence de marques permissives et l’absence de marques répressives de la transcription est 
donc une caractéristique essentielle de la chromatine centromérique. Parmis les rôles possible de 
cette spécificité, la transcription des régions centromériques pourrait être l’une des hypothèses 
à envisager.

Rôle de la transcription de l’ADN centromérique

Un autre aspect qui n’a pas encore été abordé ici est la présence d’ARN au niveau de la 
chromatine centromérique. Nos résultats de spectrométrie de masse montrent que la présence 
du mutant αNH3-CENP-A induit une augmentation de la quantité d’ARN polymérase II dans 
le complexe associé au nucléosome CENP-A. Il est désormais établi que les ARN font parti 
intégrante des centromères. Mais quels sont leurs fonctions ? 

Des traitements à la RNase ont mis en évidence que l’absence de ces transcrits centromériques 
entrainait la perte au niveau des centromères de CENP-C et de certains membres du CPC dans 
des cellules humaines. Ce phénomène peut être reversé si des RNA satellites sont réintroduits 
de façon artificielle après le traitement (Wong et al., 2007). La surexpression des transcrits 
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centromériques chez la souris est également responsable de la perte d’une partie du CPC au 
niveau des centromères. Il existe alors une partie du CPC se retrouvant délocalisé de façon 
aléatoire sur l’ensemble du chromosome (Bouzinba-Segard et al., 2006). Les protéines Aurora 
B, la survivine et CENP-A, en particulier peuvent être détectées dans des expériences de RNA 
pull down réalisées avec la séquence du monomère de 120 pb des séquences minor satellites 
(Ferri et al., 2009). La même étude met également en avant le fait que ces ARN permettent de 
promouvoir l’activité de kinase d’Aurora B. 

Des preuves supplémentaires de l’importance des transcrits centromériques viennent d’études 
sur l’ARN polymérase II. En effet, elle est trouvée localisée aux centromères en corrélation 
avec un certain nombre de facteurs de transcription durant la mitose. Alors que la transcription 
au niveau global de la cellule est éteinte durant cette phase, diminuer l’activité de l’ARN Pol 
II avec un traitement à l’α-Amanitine réduit une nouvelle fois la présence de CENP-C aux 
centromères de façon corrélée avec l’augmentation des problèmes de ségrégation que provoque 
la perte de ce membre du CCAN (Chan et al., 2012). Il existe également des ARN centromériques 
chez Schizosaccharomyces pombe. Ils ont la particularité d’être proche des ARNm classiques, 
puisqu’ils sont polyadénylés en 3’ et ils possèdent un G-cap en 5’ (Choi et al., 2011). De façon 
encore plus intéressante, la présence de ces transcrits augmentait avec la diminution de la 

Transcription de 
l’ADN centromérique

Activité du CPC
Régulation de Aurora A

Stabilisation 
de CENP-C

Recrutement 
de CENP-A

Modifications 
post-traductionnelles

Régulation de 
l’hétérochromatine
péricentromérique

? ?

?

Figure D6 | Fonctions de la transcription des régions centromériques. Les flèches vertes indiquent les 
rôles directs actuellement identifiés, les flèches grises indiquent les rôles probables via des mécanismes 
indirects. Il est important de noter que l’ensemble de ses fonctions possèdent également des régulations 
autres que celle des ARN, et notamment elles interagissent directement entre elles.
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quantité totale de CENP-A, suggérant que normalement ces transcrits disparaissent rapidement 
et qu’ils pourraient donc être nécessaires à l’incorporation de CENP-A.

Il existe donc un certain nombres d’interactions entre des ARN et CENP-C, CENP-A, Aurora B 
et le CPC de façon plus générale (Figure D6). La présence de ces ARN est sans doute l’aspect 
le moins étudié à l’heure actuelle dans le fonctionnement et l’assemblage de la chromatine 
centromérique. Leur nature est aujourd’hui inconnue, ainsi que la façon dont ils sont transcrits 
mais également la façon dont cette transcription est régulée. Ceci est d’autant plus intéressant 
qu’ils pourraient être la pierre manquante entre l’ADN centromérique et l’assemblage localisé 
des nucléosomes aux niveaux de ces centromères.

Stabilisation du nucléosome CENP-A

Le dernier aspect concernant la régulation de la présence de CENP-A aux centromères est 
la stabilisation du nucléosome. En effet la cellule est capable de faire la distinction entre les 
nucléosomes CENP-A nouvellement incorporés et ceux dont la présence est plus ancienne 
(Lagana et al., 2010). Ces résultats suggèrent également un processus consommateur d’énergie 
dans ce maintien de CENP-A puisque parmi les effecteurs se trouvent des complexes de 
remodelage de la chromatine, mais aussi également des GTPases. Pour l’instant, le mécanisme 
permettant de faire la différence entre les nouveaux et les anciens nucléosomes reste totalement 
inconnu.

Il existe donc plusieurs niveaux permettant de contrôler la quantité de CENP-A incorporée 
aux centromères : la déposition de CENP-A et ensuite le maintien des nucléosomes CENP-A 
nouvellement incorporés. L’objectif étant toujours identique : prévenir la « sur-incorporation » 
de nucléosomes CENP-A dans la chromatine.

Cette quantité est en effet déterminante pour le fonctionnement correct des centromères, la 
sur-incorporation ou l’incorporation à des sites ectopiques étant associée au niveau cellulaire à 
des instabilités chromosomiques (Thomson 2010). Ces instabilités chromosomiques au niveau 
cellulaire peuvent ensuite devenir la source de certaines pathologies majeures.
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Perspectives

Implication de CENP-A dans les pathologies

L’histone CENP-A ne peut pas être séparée des pathologies auto-immunes. Il est en effet l’une 
des cibles d’auto-anticorps dirigés contre le centromère. C’est d’ailleurs de cette façon qu’ont 
été identifiées les premières protéines centromériques humaines, grâce à l’utilisation de sérums 
de patients atteints du syndrome CREST, une sclérodermie auto-immune (Palmer et al., 1987). 
Ces auto-anticorps sont en effet capables de perturber le bon fonctionnement du centromère, 
expliquant l’aneuploïdie constatée dans ces pathologies (Jabs et al., 1993).

La présence de CENP-A aux centromères est nécessaire à la correcte ségrégation des 
chromosomes durant la division cellulaire. Des erreurs dans ce processus peuvent causer 
l’aneuploïdie des cellules ou encore une instabilité chromosomique (Thompson 2010). Ces 
évènements sont souvent corrélés à l’apparition de cancers.

Un grand nombre d’observations permet de comprendre quel est le rôle précis de CENP-A 
dans ces maladies. Il est en particulier montré que la quantité de CENP-A est élevée dans les 
cellules tumorales par rapport aux cellules normales (Tomonaga, 2001 ; Li et al., 2011). De 
plus l’augmentation de l’expression de CENP-A est associée à des cancers de plus haut grade 
et qui sont plus invasifs (Ma et al., 2003). Ces différentes raisons ont conduit CENP-A à être 
inclues dans les profils génétiques prédictifs pour certains types de cancer dont les cancers 
du sein (Jerevall et al., 2011) ou également pour effectuer un pronostique sur l’efficacité de 
certains types de traitements (McGovern et al., 2012). De façon générale la surexpression de 
CENP-A conduit à sa déposition sur des sites non centromériques, provoquant in fine l’instabilité 
chromosomique.

En plus de la surexpression de CENP-A, la surexpression de sa chaperonne HJURP est une 
autre cause commune à un certain nombre de cancers (Valente et al., 2013 ; Montes de Oca et 
al., 2015). L’effet résultant étant identique, puisque cette surexpression conduit également à une 
déposition ectopique de CENP-A, et les troubles de ségrégation des chromosomes associés à 
cette déposition.

Il existe donc une réelle importance médicale à comprendre comment fonctionne le nucléosome 
CENP-A. En particulier comment se fait la régulation de son expression ainsi que les mécanismes 
de sa déposition dans la chromatine centromérique.
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L’exception à la règle CENP-A : les kinétoplastides

La présence de CENP-A comme fondation du kinétochore est une caractéristique des eucaryotes 
et permet la création d’une chromatine spécialisée. Des homologues fonctionnels de CENP-A 
peuvent être identifiés dans presque tous les eucaryotes séquencés suggérant que la plupart 
des eucaryotes utilisent CENP-A pour assembler leurs kinétochores. Toutefois il existe une 
exception notable : les kinétoplastides. Il s’agit un groupe d’eucaryotes unicellulaires dont 
font parti les trypanosomes (Trypanosoma brucei, Trypanosoma cruzi…) et qui possèdent 
un flagelle. Le séquençage de leurs génomes n’a pas permis de trouver un homologue à 
CENP-A (Lowell et Cross, 2004 ; Berriman et al., 2005), ce qui pouvait alors suggérer que les 
kinétoplastides assemblaient leur kinétochore en l’absence de CENP-A. En accord avec cette 
possibilité, d’autres études ont également confirmé qu’il n’y avait pas non plus d’homologue 
proche aux autres membres du CCAN « classique » (Westermann et Schleiffer, 2013). Ceci est 
d’autant plus surprenant qu’ils possèdent par contre des systèmes très proche du système CDK/
cycline, du complexe cohésine, de la séparase et également du complexe de la condensine. On 
retrouve également un homologue d’Aurora B et de l’APC/C; l’ensemble de ces observations 
suggérant que les machineries générales du cycle cellulaire sont conservées également chez ces 
kinétoplastides (Akiyoshi et Gull, 2013). 

L’identification des premiers éléments équivalents au kinétochore a permis de montrer qu’il 
n’y avait effectivement que peu de points communs avec le kinétochore classique (Akiyoshi et 
Gull, 2014). Il n’y a d’ailleurs pas d’équivalent de CENP-A dans celui-ci. 

L’organisation différente du génome dans cette branche des eucaryotes peut suffire à expliquer 
la nécessité d’un système totalement différent pour la répartition du matériel génétique. Il 
convient néanmoins de relativiser : il existe donc une très forte conservation de la structure et 
de la fonction des nucléosomes contenant CENP-A ; mais d’autres systèmes existent, y compris 
chez les eucaryotes.
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Conclusion

Les résultats présentés dans ce manuscrit confirment la relation particulière du nucléosome 
CENP-A avec l’ADN entrant et sortant de celui-ci. Cet ADN possède une plus grande flexibilité 
que l’ADN contenu dans le nucléosome H3.1. Cette caractéristique provient de différences de 
taille et de séquence en aminoacides de l’hélice αN, CENP-A possédant une hélice plus courte 
que celle de H3.1.

Il existe deux conséquences à cet état. 

Dans un premier temps le nucléosome CENP-A n’est pas capable d’interagir fermement avec 
l’histone H1. Modifier spécifiquement l’hélice αN de CENP-A par celle de H3 permet de 
restaurer cette interaction.

Dans un second temps, le fait de rigidifier artificiellement le nucléosome CENP-A conduit à des 
défauts de mitose et de cytokinèse. La présence d’un nucléosome fermé n’est en effet pas capable 
d’assembler un kinétochore complet, en particulier CENP-C et CENP-B sont manquants. La 
réduction de la présence des éléments du CCAN étant corrélée avec des défauts de ségrégation. 

Il existe donc une nécessité fonctionnelle à conserver l’ADN sortant du nucléosome CENP-A 
flexible.



 La bibliographie et les fiches ont remplacé, 
dans la forme parasitaire d’existence qui est celle 
des universités, la rhétorique et les locutions 

d’autrefois. Mais le fond reste le même : vivre aux 
dépends des œuvres d’autrui. 
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Highlights

FACT is recruited to the sites of DNA lesions

FACT complex in DNA damaged cells is associated with remodelers from the SWI/SNF family

FACT assists RSC in both nucleosome remodeling and mobilization

FACT facilitates RSC-dependent removal of uracil by UDG from nucleosomal templates
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Summary

Here we show that FACT is involved in DNA repair and we decipher the mechanism of 
FACT function in BER. We found that upon DNA damage induction, FACT is released from 
transcribed chromatin together with repair proteins and chromatin remodelers from the SWI/
SNF family, and is recruited to the sites of damage. This reveals a role of FACT in DNA repair. 
We next analyzed how FACT assists UDG, a BER enzyme, in the removal of uracil from 
nucleosomal DNA. We show that the simultaneous presence of FACT and RSC (a SWI/SNF 
family remodeler), but not FACT alone, allows a very efficient removal of uracil by UDG. 
This was achieved thanks to the un-expected novel property of FACT to greatly enhance the 
remodeling activity of RSC. Taken as a whole the data suggests that in vivo FACT acts in 
concert with RSC in the repair of damaged DNA.

Introduction

DNA is packaged under the form of chromatin in the eukaryotic nucleus. The 

nucleosome, the repeating unit of chromatin, consists of an octamer of core histones 

(two each of H2A, H2B, H3 and H4), around which DNA is wrapped in close to two 

superhelical turns (van Holde, 1988). DNA, connecting the consecutive nuclesomes, 

is called linker DNA and a fifth histone, termed linker histone, interacts with it (van 

Holde, 1988). Each core histone contains a structured domain, the histone fold, and 

an unstructured NH2-terminus (Arents et al., 1991; Arents and Moudrianakis, 1993; 

Luger et al., 1997). Both the linker histone and the core NH2-termini are involved in the 

assembly and maintenance of both the 30 nm chromatin fiber (Makarov et al., 1983; 

Thoma et al., 1979) and the mitotic chromosome (de la Barre et al., 2001; Scrittori et 

al., 2001). 

The nucleosome is a barrier for numerous processes requiring access to the naked DNA 

underlying sequences (Beato and Eisfeld, 1997). The three main strategies that the 

cell uses to overcome the nucleosome barrier are the posttranslational modifications of 

core histones (Strahl and Allis, 2000), the incorporation of histone variants in chromatin 

(Angelov et al., 2004; Doyen et al., 2006a) and the chromatin remodelers (Becker and 

Horz, 2002; Clapier and Cairns, 2009). The chromatin remodelers are very sophisticated 

nanomachines able to perturb the histone-DNA interactions and to mobilize the histone 
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octamer along DNA by using the energy freed by the hydrolysis of ATP (Becker and 

Horz, 2002; Clapier and Cairns, 2009; Havas et al., 2001; Langst and Becker, 2001 ; 

Peterson and Tamkun, 1995). Depending on the type of ATPase that the chromatin 

remodelers contain, they are classified in at least four main groups, namely the SWI/

SNF, ISWI, CHD and INO80 families (Bao and Shen, 2007). The chromatin remodeler 

RSC belongs to the SWI/SNF family and it is involved in the repair of damaged DNA 

(Cairns et al., 1996; Gangaraju and Bartholomew, 2007). RSC contains a central cavity 

sufficient for binding of a single nucleosome (Chaban et al., 2008). We have recently 

analyzed the mechanism of RSC-induced nucleosome mobilization and have shown 

that RSC generates initially an ensemble of particles with highly altered histone-DNA 

interactions, which are further mobilized by RSC (Shukla et al., 2010).

Base Excision Repair (BER) is the major pathway that the cell uses to repair lesions 

induced upon oxidative stress. The different steps of BER functioning on naked DNA 

are well understood, but how BER functions on chromatized templates remains elusive. 

The reported data show that the presence of nucleosomes interferes strongly with BER, 

although the different BER enzymes are affected in distinct manner (Beard et al., 2005; 

Beard et al., 2003; Jagannathan et al., 2006; Nilsen et al., 2002; Odell et al., 2010). 
For example, the accessibility in nucleosome DNA of uracil DNA glycosylase (UDG) is 

reduced down to 30-fold and the removal of histone octamer facing uracil, in contrast 

to the removal of solution facing uracil, is greatly (up to 3 orders of magnitude) inhibited 

(Cole et al., 2010). No such rotational position dependence of the BER enzyme OGG1 

removal of 8-oxoG, the major oxidative lesion, was, however, observed (Menoni et 

al., 2007; Menoni et al., 2012). Indeed, in this later case the nucleosome remodeling 

by SWI/SNF was a prerequisite for efficient repair (Menoni et al., 2007; Menoni et al., 

2012). 

Human FACT (Facilitates Chromatin Transcription) protein consists of two subunits, 

hSpt16 and SSRP1, which are both required for functionality (Orphanides et al., 1999). 
FACT exhibits a histone chaperone activity, it makes a complex with the H2A-H2B dimer 

and the (H3-H4)2 tetramer and is able to deposit them on DNA (Belotserkovskaya et 

al., 2003; Orphanides et al., 1999). Few reports indicate that, in addition to its role in 

transcription, FACT might be implicated in the repair of damaged DNA (Heo et al., 2008; 

Keller and Lu, 2002; Keller et al., 2001). FACT was found in a complex with casein 

kinase 2 (CK2), which is known to phosphorylate p53 in a DNA damage dependent 
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manner. This results in an increase of p53 activity (Keller and Lu, 2002; Keller et al., 

2001). FACT appears also to be involved in both phosphorylation and exchange of 

histone variant H2A.X, two events related to the repair of DNA damage (Heo et al., 

2008). No other data supporting the implication of FACT in DNA repair are, however, 

available.

In this work we show that upon in vivo induction of damages in DNA, FACT behaves as a DNA 
repair protein and together with chromatin remodelers from the SWI/SNF family, is recruited 
to the sites of DNA damage. This behavior of FACT points to its direct involvement in repair 
of DNA lesions. To decipher the mechanism of FACT in this process, we have carried out a 
series of in vitro experiments using uracil containing nucleosomes.  Our data show that FACT 
greatly facilitates the removal of uracil by UDG from nucleosomal DNA by a novel mechanism 
implicating boosting of the activity of the involved in DNA repair chromatin remodeler RSC. 
The experimental results evidence that FACT assists DNA repair through increasing the 
efficiency of RSC to transform the energy freed by ATP hydrolysis into “mechanical “work.

 

Results

FACT is recruited to the sites of DNA damage

Some available data indicate that FACT, in addition to transcription, is involved in repair of 
damaged DNA (Heo et al., 2008; Keller and Lu, 2002; Keller et al., 2001). If FACT is directly 
implicated in the repair of damaged DNA it should be recruited to the sites of induced lesions 
in DNA. To test this we used HeLa cells transiently expressing fluorescently labeled FACT, i.e. 
a fusion of RFP with SSRP1 (RFP-SSRP1), the smaller subunit of FACT. As controls, HeLa 
cells expressing fluorescently labeled either the repair protein XRRC1 (GFP-XRRC1) or the 
histone variant H2A.Z (GFP-H2A.Z) were used. These cells were treated with Hoescht 33342 
and microirradiated to induce lesions of DNA within a spatially defined region (the “laser cut”) 
in the nucleus. Upon microirradiation, dsSSRP1, similarly to the repair fusion GFP-XRRC1, 
was rapidly recruited to the laser-cut sites (Figure 1 A, the first two rows). As expected, no 
recruitment of the histone H2A.Z to the laser cut region was detected (Figure 1A, third row). 
We conclude that FACT behaves as a DNA repair protein being rapidly recruited to the sites of 
chromatin lesions.
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To further consolidate this conclusion we have carried out a series of biochemistry experiments.  
Briefly, we generated stable HeLa cell lines expressing HA-tagged SSRP1 (HA-SSRP1) 
and treated them with H2O2 to damage chromatin DNA. Then we isolated the chromatin-
associated HA-SSRP1 complex (HA-SSRP1.com) from both control (non-H2O2 treated) and 
H2O2-treated cells by immuno-affinity using anti-HA antibody. Both complexes were next 
run on SDS gels and the associated polypeptides were identified by mass spectrometry and 
Western blotting (Figure 1 B). As seen (Figure 1 B, left panel), the HA-SSRP1 complex, 
isolated from H2O2-treated HeLa cells, contains many additional polypeptides compared to 
the one isolated from the control untreated cells. Mass spectrometry analysis shows that a 
large number of proteins involved in repair of damaged DNA (DDB1, DDB2, XRRC1, CUL1, 
MRE11A, XRCC4, PARP-1, etc.) as well as SMARCA1, SMARCA4 and SMARCC2 proteins, 
subunits of the human SWI/SNF family remodelers BRG1 and BRAHMA, co-immunopurify 
with the HA-SSRP1 complex, isolated from H2O2 treated HeLa cells (see Figure 1B,C and 
Supplementary Table 1). Note that these proteins were not found associated with the HA-SSRP1 
complex purified from the control HeLa cells (Figure 1B,C and Supplementary Table 1). This 
last complex contains, however, proteins involved in transcriptional control (PolR2A, PolR2B, 
PAF1, HIRIP3, TRIM24, TRIM33), which were not found in the HA-SSRP1 complex, isolated 
from the DNA damaged cells (Figure 1 B, C and Supplementary Table 1). Western blotting 
analysis further confirmed this conclusion (Figure1 B, lower part of the left panel). Therefore, 
induction of DNA damages results in release of FACT from transcriptionally regulated chromatin 
loci and in its association with chromatin regions containing both repair proteins and SWI/SNF 
type of chromatin remodelers. Note that chromatin remodelers of the SWI/SNF family are 
known to be implicated in DNA repair (Menoni et al., 2007; Menoni et al., 2012; Park et al., 
2006). Taken as a whole, this set of data reveals that FACT participates directly in the repair of 
damaged DNA. 

Effect of FACT on the efficiency of UDG removal of uracil from nucleosomal DNA

How does FACT function in the repair of DNA damages? To address this we have 

concentrated on the role of FACT in BER and have analyzed the effect of FACT on 

UDG removal of uracil from nucleosomal DNA using centrally positioned nucleosomes. 
FACT was purified to homogeneity from HeLa cells by double immuno-affinity procedure 

(Supplementary Figure 1C and Materials and Methods). The histone octamer was 
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assembled with highly purified recombinant core histones (Supplementary Figure 1 

A) and the nucleosome reconstitution was carried out by using the 601 sequence, 

containing randomly incorporated uracil (Cole et al., 2010). The reconstitution 

conditions were optimized and essentially all DNA was assembled into nucleosomes 

(Supplementary figure 1B). The •OH and DNAse I footprintings (Figures 2, 3) showed 

clear 10 bp cleavage pattern further confirming the proper wrapping of the nucleosomal 

DNA around the histone  octamer in the reconstituted samples. 

The reconstituted nucleosome samples were then incubated with increasing amount of UDG 
(Figure 2, lanes 3-6), DNA was isolated and, after APE1 treatment (to cleave the DNA phosphor-
backbone at the abasic sites generated upon removal of uracil by UDG), the cleaved DNA was 
run on a PAGE under denaturing conditions. The cleavage pattern of the free DNA arms of the 
nucleosome DNA is identical to the cleavage pattern of the naked DNA (Figure 2, bottom of 
the gel, compare lanes 3-6 with lanes 21-24). Although, the cleavage pattern of the nucleosomal 
DNA strongly differed from the naked DNA (upper part of the gel, compare lanes 3-6 with 
lanes 21-24). Comparison with the •OH footprinting of the nucleosome particles (lanes 1 and 
25) shows that even at the highest concentration of UDG used, cleavage in nucleosomal DNA 
is only observed at the sites facing the solution, which are also accessible to •OH radicals. 
This result is in perfect agreement with the reported data (Cole et al., 2010) and illustrates 
the inability of UDG to remove uracil from sites facing the histone octamer. Noteworthy, the 
presence of 1.6 pmol FACT in the reaction mixture does affect neither the efficiency nor the 
pattern of removal of uracil by UDG (compare lane 13 with lane 4; note that in both cases the 
same concentration of UDG (9-2 units) was used). 

Pretreatment of the nucleosome samples with increasing amount of RSC changed, however, 
completely the UDG cleavage pattern of nucleosomal DNA, i.e. it became qualitatively 
indistinguishable from this of naked DNA (compare lanes 8-12 with lanes 21-24). Thus, the 
RSC induced remodeling of the nucleosomes renders all uracil residues (including the ones 
facing the histone octamer) accessible to UDG. Intriguingly, the same effect was observed 
when a very small amount (0.15 Units) of RSC (this amount of RSC was unable to change 
the UDG accessibility to uracil, see lane 8) and increasing amount of FACT was used for the 
pretreatment of nucleosomes (compare lanes 14-19 with lanes 21-24). This shows that in vitro 
FACT and RSC act in concert to facilitate the UDG removal of uracil from nucleosomal DNA 
and suggests that in vivo they could act similarly to assist BER. 
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FACT boosts both the remodeling activity and the capacity of RSC to mobilize the 

nucleosomes

Bearing in mind the above described results, we hypothesized that FACT facilitates 

UDG accessibility to uracil in nucleosomal DNA by acting on the remodeling activity 

of RSC. To address this we have used DNase I footprinting. Briefly, we incubated 601 

end-positioned nucleosomes with RSC either in the absence or presence of FACT and 

after arresting the remodeling reaction, the samples were treated in controlled manner 

with DNase I. The cleaved DNA was then purified and analyzed on a PAGE under 

denaturing conditions (Figure 3 A). The presence of FACT alone, as expected, did not 

change the clear 10 bp cleavage pattern of nucleosomal DNA (Figure 3 A, compare 

lane 1 with lane 2). This reveals that under the conditions of the experiment, FACT 

does not alter the structure of the nucleosome. When incubated with 0.2 units of RSC, 

the nucleosomes exhibited some alterations in the DNase I cleavage pattern, testifying 

for some relatively small perturbations in the histone-DNA interactions induced by RSC 

(compare lane 3 with lanes 1 and 2). Remarkably, the treatment of the nucleosomes 

with the same amount of RSC, but in the presence of 1.6 pmol of FACT, resulted in 

very pronounced alterations in the DNase I digestion pattern (lane 4). The same altered 

DNase I digestion pattern was observed with 5-fold more RSC in the absence of FACT 

(1 unit, lane 5). We conclude that FACT exhibits strong “co-remodeling” activity and is 

able to boost no less that 5-fold the remodeling activity of RSC. 

The effect of FACT on the efficiency on nucleosome mobilization by RSC was studied 

by EMSA (Figure 3 B, C). Treatment with 0.2 units of RSC led to mobilization of a very 

small part of the nucleosomes (not exceeding 15%, see Figure 3 B and quantification 

on Figure 3 C). The presence of increasing amount of FACT in the reaction mixture 

led to a strong increase of the amount of slid nucleosomes and already at the highest 

concentration (1.6 pmol) of FACT, the slid nucleosomes represent ~60% from the 

overall nucleosome population (Figure 3 C). Similarly, the presence of FACT in the 

remodeling mixture led to strong increase in the time-course of the mobilization reaction 

(Supplementary Figure 2).  Therefore, FACT boosts the RSC ability to mobilize the 

nucleosomes.
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FACT efficiently assists RSC to generate nucleosome-like structures exhibiting high 
accessibility to restriction enzyme 

Our recent high-resolution microscopy and biochemical data suggested an intriguing 

compartment of RSC nucleosome remodeling (Shukla et al., 2010). This consists of 

a formation of a stable, non-mobilized particle, termed remosome, which contains ~ 

180-190 bp of DNA loosely attached to the histone octamer. The remosome is formed 

by RSC-pumping of ~ 15-20 bp from each end of the free DNA linkers of the nucleosome 

without repositioning of the histone octamer. Subsequently, the remosome is mobilized 

by RSC (Shukla et al., 2010). 

The main characteristic of the remosome is the higher accessibility of its DNA to 

restriction enzymes. To test if FACT was able to modify distinct compartments of RSC 

induced nucleosome remodeling, we have used the recently developed “in gel one 

pot assay” (Shukla et al., 2010). This approach detects quantitatively the alterations 

in histone-DNA interactions with a 10 bp resolution all along the nucleosomal DNA 

(Figure 4 and (Shukla et al., 2010; Wu and Travers, 2004)). Briefly, eight mutated 

32P-end labeled 255 bp 601.2 sequences were used to reconstitute centrally positioned 

nucleosomes. A single HaeIII restriction site (designated as d0 to d7, where the 

subscript refers to the number of helical turns from the nucleosome dyad) was inserted 

within each of these sequences. An equimolar mixture of the eight reconstituted 

nucleosomes was incubated with appropriate amount of RSC either alone (to produce 

10-15% of slid nucleosomes) or in the presence of increasing amount of FACT (Figure 

4 A). A FACT-concentration dependent mobilization of the nucleosome is observed 

as judged by the EMSA (Figure 4 A). The upper electrophoretic band, containing the 

remosome fraction as well as the designated slid nucleosome fraction were excised 

and in gel digested with HaeIII. The digested DNA was purified from the gel and run 

on an 8% PAGE under denaturing conditions. A similar experiment using either control 

nucleosomes or nucleosomes treated with FACT (in the absence of RSC) was also 

performed. The gel was then dried and the product bands were visualized by exposure 

on a Phosphor Imager and quantified. As seen (Figure 4 B, C), and in agreement with 

the reported data (Shukla et al., 2010), the accessibility of the control particles (in the 

absence of FACT) to the restriction enzyme strongly decreases from d7 to d0. FACT 

does not affect this behavior of the HaeIII digestion pattern. In fact, d7 and d6 behaved 

differently compared to the other positions and showed a high percent of cleavage 
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(up to 50% in the case of d7). In contrast, the internally located positions (from d4 to 

d0) were poorly cleaved. This agrees with the available data and reflects the mode of 

association of the histone octamer with the nucleosomal DNA (Wu and Travers, 2004). 

Noteworthy, these results reveal that FACT alone in the concentrations used does not 

destabilize the histone-DNA interactions within the nucleosome. 

However, upon incubation with both RSC and FACT, all sites along nucleosomal DNA 

exhibited highly altered accessibility (Figure 4 B, C). The accessibility of d7 decreased 

relative to the control particles (this effect is due to the “pumping” of linker DNA in the 

nucleosome), while that of the other positions strongly increased. This increase in the 

HaeIII accessibility profile is concomitant with the increase of FACT concentration used 

in the remodeling reaction. Since this altered HaeIII accessibility profile is a remosome 

specific structural “signature” (Shukla et al., 2010), we conclude that FACT assists 

RSC in perturbing the histone-DNA interactions in the nucleosome, while maintaining 

the distinct compartments of remodeling.

 

UDG removes histone octamer faced uracil from both remosomes and slid nucleosomes 
with the same efficiency

Since FACT increases impressively the capacity of RSC to generate remosomes and 

slid nucleosomes, its involvement in repair might be mainly associated with this specific 

to it property. If this was the case, one should expect remosomal damaged DNA to be 

easier repaired. We have addressed this question by studying the ability of UDG to 

remove uracil from remosomes (Figure 5). In agreement with the data in Figure 2, 

UDG was unable to excise histone octamer facing uracil from the control nucleosome 

(Figure 5, “nucleosomes”). Although, even at the lowest concentration of UDG (0.003 

units) used in the experiments, in addition to solution facing uracil, the histone octamer 

facing uracil was rather efficiently removed (Figure 5, “remosomes”).  Upon increasing 

the amount of UDG, the efficiency of removal increases and achieves saturation at ~ 

5x6-1 units of UDG (Figure 5, “remosomes”). Excision of uracil from slid nucleosomes 

exhibits essentially the same behavior (Figure 5, “slid”). These results reveal that the 

alterations of either the histone-DNA interactions in the remosome or mobilization of 

the nucleosome allow achieving efficient repair.
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The presence of FACT increases the efficiency of RSC to transform the energy freed by 
ATP hydrolysis into “mechanical“ work  

The above presented data reveals that FACT assists very efficiently RSC to both alter 

the histone-DNA interaction and to mobilize the nucleosome in an ATP-dependent 

manner. To achieve this, FACT could either act on the nucleosomal substrate or on 

RSC or on both of them. To differentiate between these possibilities we have carried 

out the RSC nucleosome mobilization assay at increasing concentration of FACT, 

but at low ATP concentration (120 µM). At this low concentration of ATP it is possible 

to precisely measure the amount of ATP hydrolyzed by RSC and thus, to precisely 

determine the percentage of nucleosomes mobilized by the hydrolysis of a “unit” of 

ATP. Under the conditions of the experiment, the increase of the FACT concentration 

results in a ~ 4 fold increase (from 16 % to 64 %) of the slid by RSC nucleosomes 

(Figure 6A). Remarkably, under the same experimental conditions no changes in 

the amount of hydrolyzed ATP was detected (Figure 6B). This demonstrates that the 

presence of FACT does not affect the ATPase activity of RSC, while it boosts very 

strongly the generation of slid nucleosomes, i.e. ~ 4-times more slid nucleosomes 

are generated per unit of hydrolyzed ATP in the presence of the highest amount of 

FACT (1.6pmol) used in the experiments. In other words, the presence of FACT allows 

RSC to transform much more efficiently the energy freed by the ATP hydrolysis into 

mechanical work. Since FACT does not affect the ATPase activity of RSC, it should act 

on the nucleosomes making them more prone to remodeling.

Discussion

Numerous reports clearly demonstrated the involvement of FACT in assisting the 

transcription of chromatin DNA (Belotserkovskaya et al., 2003; Hsieh et al., 2013; 

Orphanides et al., 1999; Pavri et al., 2006). The available data on the potential 

implication of FACT in DNA repair are, however, scarce. Here we show that FACT is 

directly implicated in repair of damaged DNA and we decipher how FACT functions in 

BER. 
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Our in vivo data reveals that upon DNA damage, FACT is released from transcribed 

chromatin and it is relocated to chromatin loci associated with both repair proteins 

and chromatin remodelers involved in DNA repair. This intriguing behavior of FACT 

points to a direct function in repair of DNA lesions. To address this we have analyzed 

in vitro the effect of FACT on BER by using chromatinized templates containing uracil. 

Our data shows that FACT alone has no effect on the removal of uracil by UDG from 

nucleosomal DNA. Although, FACT exhibits a strong “co-remodeling” activity and it 

is able to increase many-fold the efficiency of the involved in DNA repair chromatin 

remodeler RSC to both remodel and mobilize the nucleosomes. FACT does not affect 

the ATPase activity of RSC, but instead makes the nucleosomes easier to be remodeled 

and mobilized, i.e. it increases the efficiency of transformation of the energy freed by 

the RSC-induced hydrolysis of ATP into mechanical work. This allows, in turn, very low 

amount of RSC to be sufficient to strongly alter the histone-DNA interactions as well 

as to slide the nucleosomes and thus, the lesions in chromatin DNA to be efficiently 

repaired. Our data suggest that in vivo FACT acts in BER, via RSC, by increasing the 

efficiency of repair of DNA lesions. 

We would like to note that upon H2O2 treatment, FACT relocates to chromatin regions 

associated, in addition to BER proteins, with proteins involved in Nucleotide Excision 

Repair (NER) as well as with proteins implicated in the repair of double strand breaks  

(DSB) (Figure 1 C and Supplementary Table 1).  We speculate that FACT could assist 

also these distinct repair pathways by using similar to the described “co-remodeling” 

mechanism acting in BER. 

FACT (at the concentrations used in the experiments) does not affect nucleosome 

structure as judged by both DNase I footprinting and the very sensitive restriction 

enzyme accessibility assay (one pot assay). In addition, no stable binding of FACT to 

the nucleosome was detected by EMSA. Then how does FACT act on the nucleosome 

substrate to make it much easily  “remodelable”? It is difficult to answer to this question. 

Obviously, some transient FACT-nucleosome interactions during the RSC remodeling 

process should be generated allowing the remodeler to function with much higher 

efficiency. Noteworthy, genetic analysis in yeast has revealed evidences for functional 

relationship between the N-terminal domain of Spt16, one of the FACT subunits, and 

the docking domain of H2A (Xin et al., 2009). The proper folding and integrity of the 

docking domain of H2A is, however, required for chromatin remodeling (Shukla et al., 
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2011). For example, nucleosome reconstituted with deleted docking domain H2A or 

with the histone variant H2A.Bbd (which possesses defective docking domain) cannot 

be both remodeled and mobilized by remodelers from both SWI/SNF and ISWI family 
(Doyen et al., 2006b; Shukla et al., 2011). Recently, Hondele et al., have provided 

structural insights into Spt16 binding to H2A-H2B dimers (Hondele et al., 2013) and 

suggested a possible mechanism of unraveling of the outer 30 base pairs of the 

nucleosome by invasion of FACT. Although, data are reported that FACT alone is able 

to alter the overall nucleosome structure and to destabilize both histone-DNA and 

histone-histone interactions without any histone eviction (Xin et al., 2009). In these last 

experiments the molar ratio FACT:nucleosome exceeded, however, at least 50 fold 

the ratio of FACT:nucleosome used in our experiments (see Materials and Methods). 

Thus, the reported FACT-induced destabilization of the nucleosome would reflect the 

very high concentrations of FACT in the earlier reported experiments (Xin et al., 2009).  

Displacement or transfer of histone dimers as a result of nucleosome remodeling has 

been reported (Yang et al., 2007) indicative of destabilization of nucleosomes in the 

process. As mentioned above, H2A variants or experimental mutations which weaken 

the H3-H4 tetramer and H2A-H2B dimer interface result in unwrapping of DNA from 

the nucleosomal ends and associated loss of remodeling.   An attractive possibility 

is that depending on the local concentration of FACT, the equilibrium can be shifted 

into a ‘dynamically stable’ conformation of nucleosomes, which facilitates efficient 

nucleosome remodeling.  

Interestingly, FACT facilitates also very efficiently the nucleosome mobilization by 

ACF (Supplementary Figure S3), a remodeler belonging to the ISWI family. FACT was 

also found stably recruited to the CENP-A nucleosomal complexes (Foltz et al., 2006) 

and RSF, a chromatin remodeler, is also a member of this complex (Perpelescu and 

Fukagawa, 2011; Perpelescu et al., 2009). In addition, FACT was shown to physically 

interact with CHD1, another chromatin remodeler (Okada et al., 2009). Thus, the cell 

appears to use the FACT nucleosome reorganization ability to control the activity of 

distinct remodelers belonging to different families for different purposes in different 

processes. The transient interaction of FACT with the docking domain of H2A would 

be determinant for this peculiar property of FACT and the cell may use it not only 

to modulate the remodeling capacity of chromatin remodeling machines but also to 

control other “machines” working on chromatin. A typical example is the activity of 
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FACT during transcription, which requires a transient interaction with the H2A/H2B 

dimer (Hsieh et al., 2013).

Experimental procedures

Preparation of DNA fragments

The 255 bp 601 DNA probe used for reconstitution of centrally positioned nucleosomes 

was PCR amplified from pGEM-3Z-601.1 plasmid (kindly provided by J. Widom). 5’ 

end labelling was performed by using g-32P-labeled primer in PCR. 

For ‘One Pot Restriction enzyme Assay’ a set of eight pGEM-3Z-601.2 mutants were 

utilized, each containing HaeIII site at a different superhelical location, as described 

before ((Wu and Travers, 2004); note that the “dyad 7” fragment contains an additional 

HaeIII site located at 4 bp away from the d7 site). Briefly, a 281 bp fragment was 

amplified using primers targeting the vector specific sequence flanking the 601.2 

sequence. Labelling of the fragment was done as described above. The fragments 

were subsequently digested with SphI to get a fragment of 255 bp with 57 and 51 bp 

linker DNA on left and right side respectively. 

For repair assays uracil was randomly incorporated in the 601 sequence by PCR using 

a dNTP mix containing dUTP/dTTP in a 5/95% ratio 

(Cole et al., 2010). Top strand was 5’ end labelled using g-32P-labeled primer in PCR 

as described.

For DNase I footpronting, a 200-bp fragment with 601 positioning sequence at one end 

was obtained by digestion of 255 bp 601 with Not I. Fragments were labelled by gap 

filling using Klenow enzyme with [α-32P]CTP in the presence of 50 μM dGTP. 

For end positioned nucleosomes used for ACF induced nucleosome sliding assays, a 

241bp fragment was PCR amplified from p199.1 plasmid to generate 601 DNA with 

601 sequence at the end and labelled using g-32P-labeled primer in PCR.

All the DNA fragments were purified on 6% native acrylamide gel prior to use for 

nucleosome reconstitutions.
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Proteins

The chromatin associated FACT complex was affinity purified from HeLa cell extracts as 
described previously (Ouararhni et al., 2006). Recombinant histones H2A, H2B, H3 and H4 
from Xenopus laevis were expressed in Echerichia coli strain BL21 (DE3) in and purified 
to homogeneity in denaturing conditions as described (Luger et al., 1999). Saccharomyces 
cerevisciae RSC complex was purified using standard tandem affinity purification as described 
(Shukla et al., 2010). ACF remodelling complex was purified according the protocol described 
in (Angelov et al., 2006).

Purification of e-FACT complex

Native FACT complex was purified from HeLa chromatin fraction. Briefly, nuclear pellets 
prepared from HeLa cells expressing the SSRP-1 protein fused with N-terminal double-HA 
and double-Flag epitope tags (e-SSRP-1) were digested with micrococcal nuclease to give 
predominantly mononucleosomes. Mononucleosomes containing e-SSRP-1 were purified from 
the resulting material by immunoprecipitation on anti-Flag antibody-conjugated agarose. After 
elution with the Flag peptide, the e-SSRP-1 bound nucleosomes were incubated with 1M NaCl 
and further fractionated on a 15-45% glycerol gradient to dissociate FACT from the nucleosome.  
The e- SSRP-1 complex was further affinity-purified by anti-HA antibody-conjugated agarose 
and eluted with the HA peptide.

Photoinduction of DNA lesions. 

Damages in DNA were induced mainly as described in (Bradshaw et al., 2005). HeLa 

cells transfected with the indicated Fuisons with either dsRED or EGFP were grown 

on Labteks (Nunc) in DMEM medium at ~60-70% of confluence and were treated with 

0.5 mg/ml of Hoechst 33342 for 10 minutes, washed with phosphate-buffered saline 

and then submitted to 780 nm radiation provided by a femtosecond Ti:Sapphire laser 

(Chameleon, Vision  II) coupled with inversed microscope (Zeiss AxioObserver Z1).  

The irradiation was performed at 10% (976 mW) of the maximal laser power. After 

irradiation pictures at every 30 seconds were taken until 15 minutes.

Reconstitution of nucleosomes

Nucleosomes were reconstituted using the salt dialysis procedure (Mutskov et al., 

1998, MCB). Briefly, 2.4 µg of chicken erythrocyte carrier DNA and 100ng of abovementioned 

labelled DNA probes were mixed with pre-reconstituted core histone octamers in an equimolar 
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ratio. The nucleosome reconstitution buffer was composed of 10 mM Tris–HCl (pH 7.4), 

1 mM EDTA, 5mM β- mercaptoethanol and 2 M NaCl. Reconstitution mixtures were 

dialyzed at 4°C against a smoothly decreasing NaCl concentration up to 10 mM final. 

Efficiency and quality of nucleosome reconstitutions were checked on a 5% native 

PAGE run with 0.25X TBE.

Nucleosome remodeling assays

Nucleosome sliding reactions were performed with 30 ng of nucleosomes and the 

indicated amount of RSC or ACF in remodeling buffer (RB) consisting of 10 mM Tris pH 

7.4, 5% glycerol, 1 mM rATP, 2.5 mM MgCl2, 1 mM DTT, 100 mg/ml BSA, 50 mM NaCl, 

0.01% NP40 in a volume of 7.5 µl at 29°C for 50 minutes. Reactions were stopped by 

addition of 0.1 units of apyrase. Sliding products were analysed, when indicated, on a 

5% native PAGE by quantifying the exposed autoradiographs. Similar conditions were 

used for remodeling assays to be probed by DNase I or followed by repair assays if not 

mentioned otherwise.

DNase I and •OH footprinting

One mg of plasmid DNA was added to the end positioned control or remodelled 

nucleosomes after stopping the reaction by addition of apyrase. Samples were digested 

with 0.5 units of DNase I at room temperature. After stopping the reaction by addition 

of SDS and EDTA to 0.1% and 20mM respectively, DNA was extracted with phenol-

chloroform, ethanol precipitated and run on 8% denaturing PAGE. Dried gels were 

exposed imaged on Fuji-FLA5100 phosphorimager. 

Nucleosomes (50ng) assembled on the end labelled 255 bp 601 DNA were adjusted 

to 5 mM Tris (pH 7.4) and 0.25 mM EDTA in a 15 ml volume. The hydroxyl radical 

reaction was carried out by mixing 2.5 µl each of 2 mM FeAMSO₄ and 4mM EDTA, 

1M Ascorbate and 0.12 % H2O2 in a drop on the side of the tube cap before mixing it 

with the nucleosome solution. The reaction was stopped by adding 0.1% SDS, 25mM 

EDTA, 1% glycerol and 100 mM Tris (pH 7.4). DNA was purified and analysed as 

described above. 
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BER Initiation Assays 

For carrying out the repair assay the DNA or nucleosomes incorporated Uracil were incubated 
with indicated amount of Uracil DNA glycosylase (UDG) in the remodeling buffer at 29ºC 
for one hour. DNA was phenol chloroform extracted and precipitated with ethanol. Abasic 
sites generated by UDG were cleaved by incubation with 1 unit of APE1. DNA was extracted, 
processed and imaged as described above.

In Gel One Pot assay

A sliding reaction was carried out in the presence of increasing concentrations of FACT. Prior 
to loading on 5% native polyacrylamide gel, 6.25 pmol of cold 255 bp 601 middle positioned 
nucleosomes were added to each reaction as a carrier in order to maintain stability during 
subsequent procedures. Remodelling products were resolved on 5 % native polyacrylamide gel. 
Bands corresponding to control unremodeled and unmobilized remodelled nucleosomes were 
excised, collected in siliconized eppendorf tubes, crushed very gently and immersed with 50 µl 
restriction buffer (10 mM Tris pH 7.6, 10 mM MgCl2, 50 mM NaCl, 1 mM DTT and 100 µg/
ml BSA) containing 8 units/µl of HaeIII for 5 minutes at 29°C. The reaction was stopped by 
addition an equal volume (50 µl) of 2x stop buffer containing 0.2% SDS and 40 mM EDTA. 
DNA was eluted from the gel slices, purified as described above, and run on 8% denaturing gel. 
The quantification of extent of accessibility at different superhelical locations in the nucleosome 
was performed using Multi- Gauge Software (Fuji) as described (Shukla et al., 2010)

Gel purification of nucleosomes, remosomes and slid fractions

Centrally positioned 601 nucleosomes were incubated with RSC in the remodeling 

reaction as described above. Reaction was stopped at 50 minutes by addition of 0.1 

units of Apyrase and 1 µg of plasmid DNA, as under these conditions the non-mobilized 

fraction contains essentially remodelled nucleosome particles. Reaction products were 

resolved on 5% native polyacrylamide gel. Bands, corresponding to plain nucleosome 

fraction from 0, un-mobilized fractions from 50 minute, and mobilized fraction from 50 

minute reaction time points were excised. Excised bands were then cut in small pieces 

and soaked in 80 ml Elution Buffer (EB) containing Tris 10 mM pH 7.4, 0.25 mM EDTA 

and 10 mM NaCl, at 4°C for 3 hours with gentle shaking. 0.75 nmol of cold 601 255 

bp nucleosomes were added in the elution buffer to maintain the stability of eluted 

nucleosomes. Eluted nucleosomes were filtered through glass fibre filter under low 
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speed centrifugation (200g) to remove acrylamide particles, and concentrated when 

needed, using 100 kDa cut off spin filters. 

Eluted nucleosomes, remosomes and slid particles were divided into equal aliquots, 

and uracil repair efficiency was assessed by incubating the fractions with UDG in 

increasing concentrations. Samples were processed for further analysis as described 

above.

ATPase assay 

The ATPase assays were carried out in the remodeling reaction buffer with rATP 

concentration at 120 µM. To the reaction mixture 1µl of the source 32P ATP was 

added. The remodelling reaction was carried out at 29° C for 50 minutes, the reaction 

was stopped by adding formamide dye and SDS to 0.1%. A fraction of the sample was 

loaded on a 13% denaturing PAGE with 8M Urea and migrated at 150 volts for 35 

minutes. The gels were exposed and imaged and quantified as described above.
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Figure Legends

Figure 1. FACT is implicated in the repair of damaged DNA. (A) FACT is recruited to the site of 
DNA damage. HeLa cells labeled with Hoescht 33342 and transiently expressing either GFP-XRCC1 or 
RFP-FACT or GFP-H2A.Z were microirradiated (the zone of microirradiation is designated with the two 
arrowheads). a-d show the initial phases of recruitment of the fluorescent fusions. (B) Treatment of cells with 
H2O2 results in release of FACT from transcribed chromatin and in binding to chromatin regions associated 
with both DNA repair proteins and chromatin remodeling factors. Stable Hela cell lines expressing a fusion 
of HA with SSRP1 (the smaller subunit of FACT), treated or not with H2O2,  were used to immunopurify 
the chromatin bound FACT complexes; left, silver staining of the proteins associated with either control 
FACT chromatin bound complex (-) or with the FACT chromatin bound complex isolated from H2O2 
treated cells (+). The lower part of the panel shows the association of the indicated proteins identified by 
Western blotting in the respective complexes. (C) Mass spectrometry identification of the polypeptides 
associated with control FACT chromatin bound complex (-) or with the FACT chromatin bound complex, 
isolated from H2O2 treated cells (+). Proteins present in the e-SSRP1.com together with the number of 
identified peptides are indicated. Proteins involved in transcription are shown in red. DNA repair proteins 
and chromatin remodelers are shown in blue.

Figure 2. The simultaneous presence of both FACT and RSC, but not FACT alone, is required for 

efficient UDG excision of uracil at nucleosomal DNA sites oriented towards the histone octamer. 
Centrally positioned nucleosomes were reconstituted by using 32P 5’-labeled 255 bp 601 DNA fragment 
containing randomly incorporated uracil residues. (A) Lanes 3-6: analysis of the UDG enzymatic activity 
within the nucleosomal and linker DNA. The nucleosome solution was incubated with the indicated 
increasing (nine fold step) amount of UDG for 60 minutes at 30°C and the cleavage pattern of the isolated 
DNA  was analyzed using PAGE under denaturing conditions; lane 2, no UDG added lane 1; ·OH radical 
footprinting of the nucleosomes. (B) Lanes 8-12: RSC induces a highly efficient UDG-mediated excision of 
uracil at inward facing sites within the nucleosome. Nucleosomes were incubated with increasing (two-fold 
step) amount of RSC for 50 minutes at 30°C, and after arresting the reaction they were treated with 9-2 units 
of UDG and the isolated cleaved DNA  analyzed on denaturing PAGE; lane 8, control with no RSC added 
in the reaction. (C) Lanes 14-19: FACT facilitates the RSC-dependent UDG excision of uracil at inward 
facing sites within the nucleosome. Nucleosomes were incubated with increasing (2 fold step) amount of 
FACT in the presence of 0.2 units of RSC and, after arresting the reaction they were treated with 9-2 units of 
UDG. The cleaved purified DNA was analyzed on denaturing PAGE; lane 13, control containing 1.6 pmol 
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of FACT with no RSC added. Note that this highest used in the experiment concentration of FACT does 
not affect the excision of uracil by UDG. (E) UDG cleavage pattern of the naked 255 bp 601 fragment. The 
experiment was carried out as described in (A), but with nine-fold smaller concentration of UDG an each 
respective point; on the left is shown schematics of the nucleosome. 

Figure 3. FACT facilitates both RSC-induced remodeling and mobilization of nucleosomes. (A) DNase 
I footprinting. End-positioned nucleosomes, reconstituted on 32P 5’-labeled 241 bp 601 DNA fragment, 
were incubated with 0.2 units of RSC in the absence (lane 3) or in the presence of 1.6 pmol of FACT (lane 
4)  for 50 minutes at 30°C; lane 5, same as lane 3, but with 1 unit of RSC; After arresting the remodeling 
reaction, the samples were digested with 0.1 units of DNase I for 2 minutes, the cleaved DNA was isolated 
and run on 8% PAGE under denaturing conditions; lanes 1 and 2, controls showing the DNase I cleavage 
pattern of nucleosomes (lane 1) alone or  incubated with 1.6pmol FACT under the conditions described 
above. (B) The presence of FACT increases the efficiency of RSC-induced nucleosome mobilization. 
Centrally positioned nucleosomes were incubated with 0.2 units of RSC in the presence of increasing 
amount of FACT, the reaction was arrested and the samples were run on native PAGE. The position of the 
unslid and slid nucleosomes were indicated; lane 1 control nucleosomes; lane 2, nucleosomes incubated 
with RSC alone (in the absence of hFACT) (C) quantification of the data presented in (B).

Figure 4. “In gel one pot assay” analysis of the effect of FACT on the DNA accessibility towards 
HaeIII along the length of nucleosomal DNA in control and RSC treated nucleosomes. (A, B) Effect of 
hFACT on RSC-induced remosome generation. (B) Preparative PAGE. Centrally positioned nucleosomes 
were treated with increasing amount of FACT in the presence of 0.2 units of RSC and after arresting the 
reaction they were separated on native PAGE; last lane, nucleosomes treated with 5-fold higher amount  
(1 unit) of RSC, in the absence of hFACT; the first three lanes, untreated, and treated  with hFACT and 
with 0.2 units of RSC nucleosomes, respectively. The indicated bands (from 1 to 9) were excised from the 
gel and in-gel digested with 8 units of HaeIII for 10 minutes at 30°C. The cleaved DNA was then isolated 
and separated in 8% PAGE under denaturing conditions (B). The positions at the cleavage of the different 
dyads are indicated on the left; the numbers of each lane refers to the respective excised bands from the 
preparative PAGE (see A); ctrl, control, non-digested DNA; DNA, naked DNA used for reconstitutions of 
the nucleosomes digested with HaeIII. (C) Quantification of the data presented in (B). 

Figure 5. Efficient UDG excision of uracil from RSC-generated remosomes and slid nucleosomes. 
32P 5’-labeled  255 bp 601 DNA fragment containing randomly incorporated uracil residues was used for 
reconstitution of centrally positioned nucleosomes. The nucleosomes were treated with RSC either in the 
absence of ATP (control particles) or in the presence of ATP to produce ~ 50% mobilized particles. The 
remodeling reaction was arrested and the samples were separated on native PAGE. The slid nucleosomes 
and the non-mobilized nucleosomes (containing the remosome fraction) as well as the control nucleosomes 
were eluted from the gel slice. The particles were then treated with the indicated increasing concentrations 
of UDG, the cleaved DNA was isolated and run on 8% PAGE under denaturing conditions; DNA, naked 
255 bp 601 DNA fragment digested with UDG; first and last lane, OH radical footprinting of native 
nucleosomes; on the right part of the figure is shown a schematics of the reconstituted nucleosome.

Figure 6. FACT increases the efficiency of the freed by the RSC-mediated hydrolysis of 
ATP energy used for nucleosome remodeling. (A) Nucleosome mobilization assay. Centrally 
positioned nucleosomes were incubated with 0.3 units of RSC at 120 mM of ATP in either the 
absence or presence of increasing amount of FACT for 50 minutes at 30°C. After arresting the 
reaction, the samples were run on native PAGE. The bands corresponding to the centrally and 
end-positioned nucleosomes are indicated. The lower panel represents the respective quantified 
data (B) ATPase hydrolysis assay. Centrally positioned nucleosomes were incubated with RSC 
(0.3 units) and increasing amount of FACT in the presence of 120 mM of ATP and 3.3 µM of 
32P[gATP]. The products of the ATP hydrolysis were analyzed on 15% PAGE under denaturing 
conditions. Lower panel shows the respective quantified data. 
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 Parfois notre lumière s’éteint, puis elle est 
rallumée par un autre être humain. Chacun de nous 
doit de sincères remerciments à ceux qui ont ravivé 

leur flamme.
 Albert Schweitzer



Remerciments

199

Remerciments

 

 Avant toute chose, je tiens à remercier les rapporteurs de ma thèse Pascal Bernard et 
Patrick Lomonte d’avoir accepté de consacrer une partie de leur temps à la lecture et à la 
correction de ce manuscript. Un grand merci également à Catherine Ghezzi d’avoir accepté de 
présider la défence de cette thèse. Enfin merci à Cyril Boyaux et Dimitrios Skoufias d’avoir 
guidé ce travail en tant que membre de mon jury de suivit de thèse ces dernières années.

 Je tiens ensuite à remercier mes directeur et co-directeur de thèse, Stefan et Thierry 
de m’avoir acceuilli dans le laboratoire, d’abord en master, puis ensuite en thèse. Mais plus 
encore que d’avoir été mes directeurs de thèse, je souhaite vous remercier de m’avoir formé, 
encouragé, soutenu et poussé à donner mon meilleur depuis le premier et jusqu’au dernier jour 
de cette thèse. Plus que le titre de docteur, je vous dois donc également une grande partie des 
caractéristiques du scientifique que je suis devenu aujourd’hui.

 Je voulais également remercier les membres de l’équipe aussi bien présent que passé 
qui m’ont aidé, chacun de leur manière, à entreprendre ce travail et surtout à la vie de tout les 
jours dans le labo. Je remercirais tout d’abord les anciens thèsards, depuis longtemps  devenu 
docteurs, Damien et Axelle, de m’avoir formé mais surtout de m’avoir informé, lors de mes 
premiers pas dans l’équipe puis sur ce qui m’attendais. 

 Je vais en profiter pour remercier Annie, Tram, Dilek et Fabienne pour leurs conseils et 
les souvenirs de mon début de thèse. Il me faut également remercier les membres de l’équipe 
4, les anciens, Defne, Véronique et Emeline et également ceux de l’équipe élargie, Genevièvre, 
Anne-Sophie, Marc, Daniel et surtout Noémie et Hiba, pour chacun, avoir participé de façon 
bien différente à mon expérience en tant que thésard, mais tous, avoir contribué pour partie dans 
l’avancement de cette thèse.

 Ensuite, merci aux étudiants, Garen, Carole et Lorrie, d’avoir travaillé avec moi , ce fut 
toujours un plaisir pour moi, et j’espère qu’il fut réciproque. En particulier, Lorrie, je tiens à te 
souhaiter bonne chance pour la suite de ta thèse, qui je suis certains sera une réussite ! 

 Le plus grand des merci à Matteo, Aysegul, Jessica et Mathieu, qui m’avez parfois 
détesté,  qui avez souvent supporté mes défauts, mais surtout qui avez été présent pour moi 
dans les pires et responsable d’une grande partie des meilleurs moments de ces longues années 



Remerciments

200

de thèse. Je pense que sans vous ma thèse aurait été bien différente, et j’espère que l’on va 
continuer à se croiser pendant de nombreuses années apres celle-ci !

 Il me faut également remercier tous les autres; les autres thésards, les amis proches, 
moins proches, les quasi inconnus, les amis de Grenoble, les anciens de Briançon, ceux croisés 
au détour d’une rando, le coloc et les quasis coloc, vous tous qui avez contribués aux bons 
moments passés à l’intérieur comme à l’extérieur du labo et qui avez contribué à ma presque 
bonne santé mentale durant toute cette période. Toutefois de peur de t’oublier, toi, en particulier 
qui mériterais d’avoir ton nom marqué ici, je ne citerais personne, mais néamoins, merci ! Un 
merci tout particulier à celle, celles et ceux qui m’ont apporté leur support, réconfort, nourriture 
et logement, durant les difficiles derniers mois de cette thèse.

 Enfin, merci, à mes parents, mon frère et ma soeur, ma grand-mère et au reste de ma 
famille qui m’ont toujours épaulé et soutenu, et sans lesquels je ne serais probablement pas en 
train d’écrire ces quelques lignes en guise de conclusion à mes 5 années de thése... Merci pour 
tout !


