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RÉSUMÉS : 
 
Résumé en français : Le vivant a besoin de préserver l’intégrité de son ADN, afin qu’il puisse 
être correctement transcrit par les ARN Polymérases. A ce titre, chez l’homme, il existe cinq 
grands systèmes de réparation de l’ADN, dont le système de réparation par excision de 
nucléotides (NER) qui répare notamment les lésions causées par le rayonnement UV. De 
nombreuses protéines sont impliquées dans ce système, mais aussi dans d’autres processus 
de la cellule. Parmi ces protéines, XPG, codée par le gène ERCC5, est responsable de l’excision 
lors de la réparation par le NER. Une mutation d’ERCC5 provoque le syndrome Xeroderma 

Pigmentosum de type G (XP-G) : les patients affectés ont une très forte prévalence des cancers 
de la peau, ainsi que des défauts cutanés et oculaires. Toutefois, certaines mutations d’ERCC5 
peuvent provoquer une combinaison d’XP-G et du syndrome de Cockayne (CS), qui cause de 
graves déficits du développement neuronal et une mort précoce . Il apparaît qu’un simple 
défaut de la réparation ne peut causer tous ces symptômes. XPG a été localisée dans le 
nucléole, où a lieu la biogénèse des ribosomes : l’ADN ribosomique (ADNr) est transcrit en 
ARN ribosomique (ARNr) 47S qui sera maturé pour former trois produits, l’ARNr 18S, 5.8S et 
28S, qui entreront dans la composition des ribosomes, les usines à protéine de nos cellules. 
Dans ce contexte, nous avons cherché à savoir si la protéine XPG était impliquée dans la 
biogénèse des ribosomes, quels étaient ses rôles et s’ils pouvaient conduire à de nouvelles 
pistes thérapeutiques pour XP-G/CS.  
 
Titre en anglais : Study of the molecular role of the XPG protein in ribosome biogenesis. 
 
Résumé en anglais : To properly develop, living cells need to preserve DNA integrity to allow 
its transcription. To do so, human cells have developed five DNA repair systems. Among them, 
nucleotide excision repair (NER) repairs lesion caused by UV light. Many proteins are involved 
in this system, but also in other processes. XPG is in charge of the excision during NER. When 
its gene, ERCC5, is mutated, it causes the Xeroderma Pigmentosum type G (XP-G) syndrome: 
patients have a high prevalence of skin cancers, skin and ocular defects. However, some 
mutations of ERCC5 provoke a combination of XP-G and Cockayne syndrome (CS), causing 
severe developmental defects and early death. A defect in NER only cannot explain these 
phenotypes. XPG has been located in the nucleolus, an organelle of the nucleus where 
ribosome biogenesis happens: ribosomal DNA (rDNA) is transcribed in 47S ribosomal RNA 
(rRNA) before being matured in three final products: rRNA 18S, 5.8S and 28S, components of 
the ribosomes, the cells’ protein producers. In this context, we wanted to know if XPG protein 
is involved in this biogenesis, what are its roles and if it can bring new therapeutic leads for 
XP-G/CS. 
 
Discipline : Biologie moléculaire 
 
Mots clés : XPG ; Xeroderma Pigmentosum ; Syndrome de Cockayne ; ADN ribosomique ; ARN 
ribosomique ; Ribosomes ; R-loops ; ARN Polymérase 1 
 
Intitulé et adresse du laboratoire : Institut NeuroMyogène (INMG),  
CNRS UMR 5310, INSERM U1217, Université Claude Bernard Lyon 1,  
8 avenue de Rockefeller,  
69008 LYON 
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INTRODUCTION : 
 
 L’ADN est le support de notre information génétique. Pour pouvoir exprimer cette 
information, il doit être transcrit en ARN par des enzymes spécialisées, les ARN Polymérases. 
Selon le type d’ARN codé par un gène, c’est une Polymérase ARN (RNAPol) différente qui sera 
responsable de la transcription. Les trois polymérases principales chez l’homme sont la 
Polymérase ARN 1, la Polymérase ARN 2 et la Polymérase ARN 3. L’ARN polymérase 1 transcrit 
notamment les gènes ribosomiques (ADNr), première étape du processus de la biogénèse des 
ribosomes, les usines à protéines de notre cellule. Si l’ADN subit des dommages, sa réplication 
ou sa transcription peuvent être mises en péril, et par extension la viabilité cellulaire avec 
elles. Afin d’éviter des conséquences délétères, notre cellule a mis en place différents 
systèmes de réparation, au nombre de cinq. De très nombreuses protéines sont  impliquées 
dans ces systèmes de réparation, parfois même dans plusieurs d’entre eux, et parfois même 
dans d’autres processus, comme par exemple la transcription. La mutation des gènes codant 
pour ces protéines provoque des syndromes dérivant d’une incapacité à réparer certaines 
lésions. Toutefois, dans certains cas, les symptômes observés ne peuvent pas être expliqués 
par la seule perturbation des processus de réparation. Parmi ces protéines aux rôles multiples, 
on trouve la protéine XPG, codée par le gène ERCC5. Certaines des mutations de ce gène 
provoquent une combinaison du Xeroderma Pigmentosum (XP) et du Syndrome de Cockayne 
(CS), deux syndromes de la réparation. Impliquée dans le système de réparation par excision 
de nucléotides, ainsi que dans la réparation par excision de bases ou la recombinaison 
homologue, elle a également été trouvée en complexe avec la machinerie transcriptionnelle  
de l’ARN Polymérase 2. XPG a aussi été localisée dans le nucléole, lieu critique pour la 
biogénèse des ribosomes, les machineries cellulaires qui catalysent la production des 
protéines. Nous allons dans ce travail de thèse nous intéresser aux rôles potentiels de la 
protéine XPG dans cette organelle. En effet, le syndrome multifactoriel Xeroderma 
Pigmentosum – Syndrome de Cockayne ne peut être causé par le seul défaut des mécanismes 
de réparation, et d’autres processus cellulaires doivent être mis en cause , notamment la 
biogénèse des ribosomes.  
 

I. La transcription par les ARN Polymérases 
 

I.I L’ARN Polymérase 1 
 
L’ARN Polymérase I (RNAPol1) est l’une des trois polymérases majeures chez l’homme, 

composée de plusieurs sous-unités (Tableau 1). Elle supervise la transcription des ADN 
ribosomiques en ARN ribosomiques (ARNr), à l’exception de l’ARNr 5S. Pour ce faire, elle est 
accompagnée par de nombreux facteurs de transcriptions. La production des ARN 
ribosomiques représente l’immense majorité de la transcription d’une cellule  : dans certaines 
conditions, près de 60% de l’activité transcriptionnelle totale d’une cellule est constituée par 
l’activité de la RNAPol1 (1). 
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Tableau 1 : Les sous-unités de l’ARN Polymérase 1.
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I.I.1 Initiation de la transcription 

 
 Une séquence promotrice spécifique est indispensable à l’initiation de la transcription 
par la Pol 1. Composée de 140 à 160 pb chez les vertébrés et les levures, cette séquence est 
cependant très peu conservée d’une espèce à une autre, attestant de la grande spécificité de 
la machinerie transcriptionnelle de la Pol 1 (2). Cependant, en règle générale, la séquence 
promotrice peut être divisée en deux séquences distinctes : la séquence Core, et une 
séquence promoteur amont (UPE). Cette division de la séquence promotrice est cruciale in 
vivo, mais in vitro, la séquence Core est souvent suffisante pour une initiation correcte. En 
premier, un complexe de pré-initiation se forme (PIC). Il est constitué de protéines se liant à 
la boîte TATA (TBP) et de facteurs associés à ces TBP, spécifiques de la Pol 1 (TAF1S). Chez les 
mammifères, le facteur de sélectivité 1 (SL1) est indispensable pour former le complexe de 
pré-initiation. SL1 contient TBP ainsi que cinq TAF1S, TAF110,68,48,41 et 12 (3). Le facteur de 
liaison en amont, ou UBF, améliore grandement la transcription par la Pol 1. Chez la levure, 
deux facteurs sont requis pour la formation du PIC : le facteur d’activation en amont (UAF) et 
le facteur core (CF). Le CF a une contrepartie qu’on retrouve chez les mammifères (4). UAF est 
en revanche spécifique de la levure (5).  
 Une cellule somatique comporte plusieurs centaines de copies d’ADNr, dont 
seulement une partie est transcrite. Le niveau de liaison d’UBF reflète le nombre de gènes 
actifs (6). UBF est une protéine qui appartient au groupe des protéines à haute mobilité 
(HMG). Elle se compose de deux polypeptides, UBF1 et UBF2, qui sont formés par un épissage 
alternatif d’un seul transcrit (7) et peuvent former des homodimères ou des hétérodimères. 
UBF1 permet une activité transcriptionnelle élevée de la Pol 1, tandis qu’UBF2 est cinq fois 
moins actif (8). Pour fonctionner, UBF se repose sur ses multiples séquences HMG afin de 
former l’enhancesome, une structure proche du nucléosome capable de réguler la 
transcription des gènes ribosomiques (9). UBF joue de nombreux autres rôles, tels que le 
recrutement du facteur de sélectivité 1 (10), mais aussi la régulation de l’échappement du 
promoteur (11) ou la phase d’élongation de la transcription (12). De plus, UBF n’est pas 
seulement capable de se lier au promoteur de l’ADN ribosomique in vivo : il est retrouvé tout 
le long des séquences transcrites, et même au niveau des séquences intergéniques qui 
flanquent les régions codantes (13). Enfin, UBF permet une conformation chromatinienne 
favorable à la transcription (14).  

SL1 reconnaît deux séquences sur chaque unité de rDNA : une première qui contribue 
à la formation de l’ARNr 47S, et une seconde généralement appelée promote ur « Spacer » 
(15,16). SL1 recrute ensuite le facteur TIF-1A (Rrn3 chez la levure) (17,18), qui permet la 
transition vers la suite du processus transcriptionnel. En effet, TIF-1A stabilise la Pol 1 dans sa 
forme monomérique, compétente transcriptionnellement, en opposition à la Pol 1 libre qui 
adopte plutôt une structure dimérique et inactive (19).  

De manière intéressante, pour assurer une initiation correcte de la transcription, le 
facteur de terminaison spécifique de la transcription Pol 1, TTF-1, doit être liée au site T0, situé 
à proximité du site de début de la transcription (TSS), afin de perme ttre le remodelage des 
nucléosomes via hydrolyse de l’ATP (20).  TTF-1 interagit notamment avec TIP5, une sous-
unité du complexe NoRC, qui permet le remodelage de la chromatine (21). NoRC contribue à 
la répression de la transcription des rDNA, en interagissant avec HDAC1 pour désacétyler les 
histones (22) et en recrutant des DNA méthyltransférases, contribuant à la formation 
d’hétérochromatine et donc à la répression de l’expression des gènes ribosomiques (23). TTF-
1 permet également le recrutement de CSB, qui est nécessaire à la formation du complexe de 
pré-initiation (24). Enfin, CSB interagit avec l’histone méthyltransférase (HMT) G9a, qui 
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méthyle les histones H3 sur la lysine 9. L’action de cette HMT est importante pour la 
transcription des ADNr.   

 

I.I.2 La phase d’élongation 

 
Une fois le PIC formé, la Pol 1 doit s’échapper du promoteur pour transcrire activement 

les gènes ribosomiques (11). Cet échappement est l’étape limitante de la synthèse d’ARNr in 
vitro (25). L’échappement du promoteur coïncide avec la libération de TIF-1A du promoteur, 
une libération indispensable à la bonne progression de la transcription mais aussi du cycle 
cellulaire chez la souris (26). La caséine kinase 2 (CK2) phosphoryle deux sérines spécifiques 
de RRN3 afin de permettre sa libération de la polymérase (26). 

UBF est également un acteur majeur de l’échappement du promoteur (27). Il interagit 
avec l’hétérodimère PAF49/CAST-PAF53, spécifique de la Pol 1 humaine, et permet 
l’activation transcriptionnelle (28). Ces deux évènements permettent la transition vers une 
élongation active de la RNAP1. Cette dernière est une enzyme extrêmement active  : en 
moyenne, 100 polymérases transcrivent chaque copie active des gènes au rythme effréné de 
95 nucléotides par seconde (29). Parmi les facteurs nécessaires, l’inévitable UBF, qui permet 
un remodelage phosphorylation-dépendent de la chromatine (9,13). SL1 semble également 
permettre une conformation spatiale favorable à la production d’ARNr en rappprochant les 
régions Core, UPE, et terminales (30). D’autres facteurs sont impliqués : les chaperonnes 
d’histones nucléoline, nucléophosmine et FACT. La première facilite la transcription à travers 
la chromatine (31), la seconde est liée aux histones au niveau des gènes ribosomiques et son 
absence inhibe la transcription (32), tandis que la troisième, dont le nom est littéralement 
« facilite la transcription de la chromatine », a plusieurs de ses sous-unités qui co-précipitent 
avec l’ARN Pol 1 (33). Les liens entre les facteurs chromatiniens et la transcription par l’ARN 
Pol 1 sont également renforcés par le fait que le facteur de transcription du syndrome de 
Williams (WTSF)-SNF2h facilite la transcription (34). Les moteurs moléculaires myosine 
nucléaire 1 (NM1) et actine nucléaire 1 participent également à l’élongation par la Pol 1 
(34,35). Ces deux moteurs moléculaires sont également impliqués dans le déplacement de 
l’ARN Pol 1 à la périphérie du nucléole au cours de la réparation par le TC-NER (36).  

Des topoisomérases, telles que la topoisomérase I qui est associée à la Pol 1 dans des 
cellules murines (37), participent également à faciliter l’élongation en soulageant les super 

enroulements précédant et suivant la Pol 1. CK2 phosphoryle également la topoisomérase II , 
une sous-unité de la Pol I . En outre, des protéines de la réparation de l’ADN semblent 
également impliquées dans la transcription Pol 1 : par exemple, le complexe TFIIH, si 
important pour la réparation par le NER mais aussi la transcription des ARNm par la Pol 2, est 
recruté au cours de la transcription (38). Il alimente la transcription au travers de l’activité 
d’hydrolyse de l’ATP de sa sous-unité XPB. La protéine CSB, impliquée dans la phase de 
détection du TC-NER, a également été localisée en complexe avec la Pol 1, XPG et TFIIH (39). 
L’hélicase du syndrome de Werner (WRN) accélère la transcription par l’ARN Pol 1 (40). 
Gadd45a, la protéine de l’arrêt de croissance et des dommages à l’ADN, est recrutée avec le 
complexe de la réparation par excision de nucléotides au niveau du promoteur des gènes 
ribosomiques par TAF12. Ceci conduit à une déméthylation active, permettant la transcription 
de l’ADN ribosomique (41). La transcription par la Pol 1 est intimement liée à la maturation du 
produit de transcription, l’ARNr (42). A ce titre, chez la levure, les facteurs Spt4 et Spt5, 
homologues de DSIF chez l’homme, couplent la transcription Pol 1 et la maturation du pré -
ARNr (43).  
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I.I.3 Terminaison de la transcription par Pol 1 

 
Chez les eucaryotes supérieurs, on sait depuis longtemps que la terminaison de la 

transcription par la Pol 1 se divise en deux étapes : d’abord la pause des complexes en cours 
d’élongation, puis la libération du pré-ARNr et de la Pol 1 de la matrice d’ADN par un facteur 
particulier (44). Ce facteur avait initialement été nommé facteur de libération de Pol 1 et du 
transcrit (PTRF) et se liait de manière spécifique aux transcrits qui contenaient les extrémités 
3’ du pré-ARNr. Chez la souris, dix éléments terminateurs de la transcription par Pol 1 sont 
situés en fin de la séquences codantes : les boîtes Sal, de T1 jusqu’à T10. Le facteur de 
terminaison spécifique de la transcription Pol 1, ou TTF-1, se lie aux boîtes Sal et permet la 
terminaison de la transcription (45). Chez l’homme, on retrouve également de multiples 
boîtes Sal, dont le nombre dépend du nombre de copies de rDNA présentes dans la cellule 
(46). La terminaison de la transcription est encore peu étudiée chez l’homme, mais chez la 
levure, un mécanisme proche du mécanisme torpille de la Pol 2 semble être en place  : dans 
un premier temps, l’endonucléase Rnt1 clive le pré-rRNA naissant après synthèse d’une 
séquence spécifique. Dans un second temps, l’exonucléase 5’ vers 3’ Rat1 (Xrn2 chez le 
mammifère) dégrade le produit de clivage associé à la Pol 1, en coopération avec l’hélicase 
ARN Sen1 (47). C’est la polynucléotide kinase Grc3 qui phosphoryle en 5’ le produit du clivage 
par Rnt1 pour permettre sa dégradation par Rat1 (48). Lorsque Rat1 rattrape la Pol 1, son 
complexe avec l’ADNr est instable et il y a dissociation, et de facto terminaison de la 
transcription. La sous-unité A12.2 (RPA12 chez l’homme) semble indispensable à la 
terminaison de la transcription, d’autant plus qu’elle est une homologue de Rpb9 chez la Pol 
2 et de Rpc11 chez la Pol III, qui sont toutes deux impliquées dans la terminaison de la 
transcription (49).  

Néanmoins, afin de produire suffisamment de transcrits, la Pol 1 doit pouvoir réinitier 
de nouveau la transcription dans un laps de temps très faible. Les sites de liaison de TTF-1 T0 
et Tsp sont localisés respectivement en aval du promoteur du rDNA et en amont de la région 
spacer de l’unité d’ADNr. En se liant à ces sites, TTF1 permet la création d’une boucle d’ADN 
qui facilite grandement une transcription efficace (50). SL1 est notamment impliqué dans la 
formation de cette boucle, comme évoqué plus haut (30). De plus, si TIF-1A doit quitter le 
promoteur pour permettre la transition vers la phase d’élongation, ce n’est pas le cas du dit 
SL1 et d’UBF, qui restent liés au promoteur (et même tout le long de l’unité d’ADNr pour UBF) 
(27,51). L’interaction réversible TIF-1A-Pol1 semble être la clé d’une ré-initiation rapide de la 
transcription par l’ARN Pol 1. TIF-1A peut d’ailleurs être déphosphorylée sur les sérines 170 et 
172, ciblées par CK2, par la phosphatase FCP1. Cette déphosphorylation est requise pour la 
reformation du complexe Pol 1-TIF-1A, et donc pour la ré-initiation (26). Chez la levure, ces 
deux sérines ne sont pas conservées et c’est la phosphorylation de la Pol 1 qui semble réguler 
la formation du complexe (52). Toutefois, FCP1 est tout de même impliquée dans la 
transcription Pol 1 chez la levure, mais plutôt dans le cadre de l’élongation (52). Néanmoins, 
le mécanisme de ré-initiation n’est pas complètement compris à ce jour, et de nombreuses 
autres protéines doivent être impliquées dans ce processus indispensable pour l’efficacité 
transcriptionnelle de l’ARN Polymérase 1. La figure 1 résume ce processus de transcription 
(adaptée de (53)). 
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Figure 1 : Schéma général de la transcription par l’ARN Polymérase 1.

I. Assemblage du complexe de pré-initiation (PIC), avec SL1 dans la 
région du promoteur et UBF pour permettre une conformation favorable. II. 
Recrutement de l’ARN Polymérase 1 par TIF-1A. III. Echappement du 
promoteur par la libération de TIF-1A et initiation de la transcription. IV. 
Phase d’élongation de la transcription. De nombreux facteurs sont impliqués 
en plus d’UBF et de SL1. V. Terminaison de la transcription : TTF1 reconnaît 
les boîtes Sal et initie le processus de terminaison. VI. Le promoteur reste 
engagé, et TIF-1A peut facilement interagir de nouveau avec l’ARN 
Polymérase 1 pour réinitier rapidement la transcription.
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I.II La transcription par l’ARN Polymérase 2 
 

L’ARN Polymérase 2 (RNAP2), également constituée de plusieurs sous-unités (Tableau 2) 
synthétise les ARN messagers (ARNm) à partir des séquences ADN codantes, mais également 
des petits ARN nucléaires (ARNsn) et des micro-ARN (miARN). Les ARNm seront traduits en 
protéines par les ribosomes. L’activité transcriptionnelle de l’ARN Polymérase 2 est de loin la 
plus étudiée. Il existe des similitudes, mais aussi des différences, avec le processus 
transcriptionnel de l’ARN Polymérase 1.  

 

I.II.1 Initiation de la transcription 

 
L’ARN Polymérase 2 est associée à de nombreuses protéines, et son activité est finement 

régulée par des activateurs ou répresseurs transcriptionnels. La Pol 2 doit former le complexe 
de pré-initiation (PIC), en association avec des facteurs de transcription, afin que la 
transcription puisse être initiée. Le PIC peut contenir plus de 100 protéines, parmi lesquelles 
cinq sont indispensables, en plus de la Pol 2 : les facteurs de transcription généraux (GTFs), à 
savoir TFIIB, TFIID, TFIIE, TFIIF et TFIIH (54). Outre ces GTFs, le Médiateur est également 
indispensable : composé de plus de vingt sous-unités, il est à la fois coactivateur, corépresseur 
et facteur de transcription général (55). La séquence d’assemblage du PIC a pu être définie en 
utilisant des systèmes in vitro. Dans un premier temps, TFIID, qui contient parmi ses sous-
unités la protéine TATA box binding (TBP), est recruté au promoteur du gène. TBP est suffisant 
pour une activité transcriptionnelle basale sur des promoteurs contenant la boîte TATA, situé 
approximativement 30 paires de bases en amont du site d’initiation de la transcription (TSS) 
(56). TFIIA modifie la confirmation de TFIID au niveau du complexe TBP/boîte TATA pour 
permettre l’interaction avec l’ADN  (57,58). Par la suite, TFIIB va incliner l’ADN à 90° environ 
en s’y liant (59). TFIIB interagit également avec TBP et le core de l’ARN Pol 2 (60). TFIIF est 
recruté après tous les TF précédents, associé à la Pol 2. Il semble être crucial pour la stabilité 
de TFIIB dans le PIC (61). Enfin, TFIIH arrive en dernier, associé à TFIIE. Tous deux participent 
à la transition du PIC vers un complexe ouvert. TFIIH est d’ailleurs le seul GTF avec une activité 
enzymatique : XPB et XPD, des protéines du core, sont des hélicases, et Cdk7, du CAK, est une 
kinase. XPB est en charge de la dénaturation du promoteur (62).  

De son côté, le Médiateur stabilise le PIC et est nécessaire pour l’initiation de la 
transcription (63). Il est divisé en quatre modules : la tête et le milieu forment le core 
Mediateur (64) tandis que les modules queue et kinase ont des rôles de régulation (65). Le 
Mediateur est recruté au niveau des amplificateurs, via des facteurs de transcription. Il 
favorise le bouclage du gène, ce qui améliore les contacts amplificateurs-promoteurs (66). 
Suite au bouclage, le Médiateur interagit avec l’ARN Pol2 (67), avec TBP (68) et TFIIH (69). De 
plus, le Médiateur est également capable d’influencer l’état de la chromatine  : aux alentours 
de régions promotrices inductibles ou constitutivement actives, le Médiateur est impliqué 
dans le recrutement du complexe Swi/Snf, qui participe à l’éviction des histones. Cependant, 
comme le Médiateur a besoin de la Polymérase 2 pour interagir avec les TBP aux alentours de 
plusieurs régions promotrices, le PIC dans son intégralité est nécessaire à l’éviction des 
histones (70). De plus, le Médiateur est directement influencé par les modifications de queues 
d’histone : il est associé de manière stable aux queues des histones H3 et H4, et l’acétylation 
de la lysine 16 des H4, qui contribue à l’interruption de la transcription, inhibe l’interaction du 
Médiateur (71).  
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Tableau 2 : Les sous-unités de l’ARN Polymérase 2. 

Sous-unité Gène codant pour la sous-unité Poids (kDa)

RPB1 POLR2A 217

RPB2 POLR2B 134

RPB3 POLR2C 31

RPB4 POLR2D 16

RPB5 POLR2E 25

RPB6 POLR2F 14

RPB7 POLR2G 19

RPB8 POLR2H 17

RPB9 POLR2I 15

RPB10 POLR2L 8

RPB11 (RPB11-a, RPB11-b et 

RPB11-c)

POLR2J, POLR2J2 et POLR2J3 13, 13 et 13

RPB12 POLR2K 7
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I.II.2 De l’initiation à l’élongation 

 
Afin que la transcription puisse débuter, le PIC doit devenir un complexe ouvert. Au niveau 

du site d’initiation de la transcription, noté comme position +1, l’ADN est double brin. Il doit 
être ouvert pour former une bulle de transcription (position entre – 10 et + 2 autour du site 
d’initiation de la transcription). La sous-unité XPB du complexe TFIIH va agir comme une clé 
anglaise pour modifier la conformation de l’ADN. Elle va également «  ouvrir » l’ADN en 
dénaturant les deux brins (60). La transcription débute alors de façon abortive : des ARN longs 
de 2-3 nucléotides sont synthétisées de manière répétée (72). Le CTD de RPB1, la plus grosse 
sous-unité de l’Arn Pol 2, contient 52 heptarépétitions avec une séquence consensus, 
YSPTSPS. CdK7 phosphoryle la sérine en position 5 du CTD de RPB1 (73). Ceci a pour effet de 
déstabiliser l’interaction entre la Pol 2 et la multitude de facteurs liés au promoteur, favorisant 
ainsi l’échappement du promoteur de la Pol 2 (74). De manière intéressante, il a été démontré 
que chez la levure, Kin28, l’équivalent de Cdk7, stimule l’échappement du promoteur en 
dissociant le Médiateur de la Pol 2, mais ne stimule pas l’élongation per se (75). Une fois libéré 
du promoteur, la Pol 2 doit faire face à un autre obstacle dans sa progression  : la barrière 
nucléosomique. Chd1, un remodeleur de chromatine, est recruté au promoteur et joue un 
rôle dans le turn-over des nucléosomes afin de permettre une avancée fluide de la Pol 2 (76). 
Après avoir synthétisé entre 25 et 50 nucléotides, la Pol 2 cesse son activité transcriptionnelle. 
Durant cette pause, l’ARN néosynthétisé est soumis à plusieurs contrôles qualité. 

Deux facteurs sont impliqués dans cette pause : le Facteur d’Elongation Négative (NELF) 
et le facteur induisant la sensibilité à DRB (DSIF) (77). DSIF est conservé chez la levure, tandis 
que NELF ne l’est pas. Cependant, il a été récemment démontré in vitro que le passage en 
pause pourrait être inhérent au PIC, et en particulier à TFIID, et que NELF et DSIF pourraien t 
simplement servir à ajouter un niveau de régulation à ce phénomène (78). DSIF interagit avec 
l’ARN néosynthétisé, et sa présence permet l’interaction entre NELF et l’ARN Pol 2 (79). NELF 
empêche la réactivation du site catalytique de la Pol 2 (80). Cette pause sert plusieurs 
objectifs : tout d’abord, une Pol 2 en pause est en compétition avec les nucléosomes pour 
occuper des promoteurs hautement régulés, et ceci empêche la formation de structures 
défavorables de la chromatine (81). De plus, une Pol 2 en pause empêche l’initiation d’une 
nouvelle transcription au niveau du promoteur (82). Enfin, un nombre élevé d’ARN 
Polymérase 2 en pause coïncide souvent avec un enrichissement en facteurs de régulation de 
voies de développement, de prolifération mais aussi de réponses au stress et/ou dommages 
(83). Il a même été suggéré que la pause de la Pol 2 joue un rôle dans la différentiation 
cellulaire des cellules souches embryonnaires (84). 

C’est le facteur d’élongation positive b (P-TEFb) qui est en charge de la sortie de la pause. 
Il est recruté par le Médiateur (85) et BRD4, une protéine qui se lie aux lysines acétylées sur 
les queues des histones core (86), entre autres. P-TEFb contient notamment la sous-unité 
CDK9, une kinase qui est activée par Cdk7 (87). Une fois activée, elle phosphoryle plusieurs 
cibles, parmi lesquelles la sous-unité Spt5 de DSIF (88). Une fois cette dernière phosphorylée, 
NELF est libéré de la Pol 2. NELF est d’ailleurs directement phosphorylée par CDK9. CDK9 agit 
également sur le CTD de RPB1 : elle phosphoryle la Sérine 5 (89), et la Sérine 2 (87) qui peut 
également être phosphorylée par CDK12 (90). Le CTD phosphorylé en position 2 et 5 est 
associé à une Pol 2 en début de phase d’élongation (91). 
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I . I I .3 De l’élongation à la  terminaison 

 
A mesure que la Pol 2 avance sur l’ADN, le niveau de phosphorylation de la Sérine 5 

diminue, tandis que le niveau de Sérine 2 phosphorylée augmente. DSIF est toujours présent, 
mais dans une conformation modifiée après avoir été phosphorylé. Dans cette configuration, 
DSIF renforce la conformation « anneau de serrage » (closed clamp) de RNAP2 afin de faciliter 
le passage de l’ADN matrice (92). Pour avancer de façon fluide à travers la chromatine, la 
Polymérase 2 s’associe avec les FACTs, qui facilitent la transcription à travers la chromatine. 
Un nucléosome est composé d’un octamère d’histone, deux dimères H2A-H2B et un 
tétramère H3-H4, et FACT déloge les dimères H2A-H2B afin d’aérer le nucléosome (93). Le 
complexe PAF1C, qui s’associe à la Pol 2 au moment de la pause, voyage avec elle au cours de 
l’élongation et sert de plateforme de recrutement pour plusieurs remodeleurs d’histones, 
comme par exemple CHD1 (94), ou des modificateurs d’histones, comme COMPASS, une 
méthyltransférase H3K4, ou DOT1L, une méthyltransférase H3K79 (95).  

Le mode de terminaison de la transcription Pol 2 le plus étudié repose sur un signal de 
polyadénylation (PAS), qui permet le clivage et la polyadénylation du pré ARNm (96). Le PAS 
comporte un motif AAUAAA, avec des régions riches en U en amont et des régions riches en 
U/GU en aval. Un complexe de clivage et polyadénylation (CPA) reconnaît ces séquences et 
procède à une coupure entre le AAUAAA et les éléments en aval. Parmi les composants du 
CPA, on retrouve le complexe CPSF (Cleavage and polyadenylation specificity factor). Dans ce 
complexe, la sous-unités CPSF30 s’associe directement à la séquence AAUAAA, en compagnie 
de la protéine WDR33 (97). La sous-unité CPSF73 procède au clivage (98). Il est important de 
noter qu’une modification du signal de polyadénylation abolit totalement la terminaison de la 
transcription (99). 

Initialement, deux modèles de terminaison ont été conceptualisés : le modèle 
allosteric/antiterminator et le modèle torpedo. Dans le premier modèle, la transcription du 
PAS conduit à un changement de conformation de la Pol 2 ou à la dissociation de facteurs de 
transcription, les deux cas amenant à la terminaison de la transcription. En parallèle, des 
facteurs anti terminaisons tels que SCAF4 et SCAF8 empêchent l’activation de sites précoces 
de polyadénylation. En leur absence, des terminaisons précoces, via des sites de 
polyadénylation situés dans le corps du gène, peuvent se produire (100). Ces terminaisons 
précoces peuvent également se produire en cas de déplétion de la petite ribonucléoprotéine 
U1 (101), de Cdk12 (102) ou de la poly(A)-binding protein nuclear 1 (PAPBN1) (103). In vitro, 
les changements de conformation de la Pol 2 nécessaires à la transcription peuvent même se 
produire sans clivage du transcrit (104). Ce clivage n’est d’ailleurs pas visible en cas 
d’observation au microscope électronique de la transcription (105).  Toutefois, une 
dégradation rapide du produit de clivage expliquerait ce cas de figure, et il est peu probable 
que la terminaison ait lieu avant le clivage du transcrit, puisqu’une mutation du PAS conduit 
au blocage des transcrits sur le locus du gène (106).  

Le modèle Torpedo implique la dégradation du produit de transcription du PAS par une 
exonucléase 5’ vers 3’. La terminaison de la transcription est activée lorsque l’exonucléase 
atteint la Polymérase 2. Le fait que la déplétion de l’exonucléase nucléaire 5’ vers 3’ XRN2 
chez l’homme implique des problèmes de terminaison de la transcription donnait corps à ce 
modèle (107). Initialement, le clivage du produit de transcription du PAS semblait nécessaire 
uniquement au modèle Torpedo. Néanmoins, il a été montré qu’une mutation inactivant 
CPSF73 du complexe de clivage et polyadénylation bloquait la terminaison de la transcription, 
amenant la nécessité de développer un nouveau modèle de terminaison (108).  
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La réalité semble être plus proche d’une unification des deux modèles : dans un premier 
temps, un changement de conformation permet le ralentissement de la Pol 2 une fois que le 
PAS a été transcrit. La déphosphorylation du facteur d’élongation Spt5 par PP1 semble être la 
cause de ce changement, comme observé chez la levure (109).  L’équivalent humain de PP1 
et son facteur de ciblage nucléaire, PNUTS, sont présents dans le CPA, indiquant que le modèle 
unifié semble être la règle chez l’homme également (110). Chez la levure, PP1 déphosphoryle 
également les tyrosine 1 dans le CTD de la levure, participant au recrutement du CPA (111), 
et la mutation de ces tyrosines chez l’homme provoque des problèmes de terminaison de la 
transcription (112). Enfin, PP1 phosphoryle notamment p54/nrb, connu pour participer au 
recrutement de la « torpille », XRN2 (113). Il est intéressant de noter que les R-loops formés 
entre l’ADN et le néo-ARNM participent également à faciliter la terminaison de la 
transcription : d’abord par leur simple présence, en créant du stress torsionnel qui ralentit la 
progression de la Pol 2 (114), mais également lors de leur résolution, notamment par l’hélicase 
SETX qui facilite la terminaison XRN2-dépendante de la transcription (115). Ce changement 
conformationnel réduit drastiquement la vitesse de la RNAP2, qui passe d’environ 2 
kb/minute à 0.1 kb/minute (116). 

Ce ralentissement de la Polymérase 2 la rend incapable de fuir XRN2. Bien que sa vitesse 
de dégradation soit inconnue, sa contrepartie cytoplasmique XRN1 peut dégrader jusqu’à 2.3 
kb/minute (117). Ce modèle explique également pourquoi en l’absence de CPSF73, des 
centaines de kilobases étaient dégradées : le changement conformationnel médié par PP1 
n’avait pas lieu, et XRN2 devait poursuivre la Pol 2 en cours de transcription, non ralentie, sur 
une longue distance. Dans le modèle unifié, PP1 et PNUTS déphosphorylent SPT5 suite au 
clivage du PAS. Ceci ralentit la Pol 2, permettant à XRN2 de la rattraper en dégradant 
seulement quelques nucléotides et de terminer la transcription. Toutefois, étant donnée 
l’importance de l’arrêt de la transcription, d’autres mécanismes de terminaison doivent être 
mis en place par la cellule. Comme des cellules sans XRN2 sont capables de terminer la 
transcription, même de façon plus lente (116), ces mécanismes doivent être XRN2-
indépendants. 

Parmi ces solutions alternatives, on retrouve la terminaison au niveau des histones 
réplication-dépendants. Les extrémités 3’ sont clivées par CPSF73, qui est recruté par le petit 
ARN nucléaire U7 comme membre du complexe de clivage des histones (118). XRN ne semble 
pas impliqué, puisque l’expression d’un XRN2 dégradable par induction à l’auxine n’a pas 
d’effet sur ce mécanisme de terminaison. Toutefois, l’expression d’un XRN2 inactif affecte plus 
sévèrement ce mécanisme, ce qui semble indiqué une compétition spatiale entre XRN2 et 
d’autres exonucléases (119). Bien que CPSF73 n’ait pas directement d’activité exonucléase, 
certains indices indiquent qu’elle pourrait être l’éventuelle exonucléase dans ce mode de 
terminaison : tout d’abord, elle est similaire à la protéine bactérienne RNaseJ, qui est à la fois 
une endonucléase et une exonucléase (120). De plus, la RNA Polymerase archéenne se 
termine par un homologue de CPSF73, appelé FttA, qui est également doté d’une activité 
endonucléase et exonucléase (121). Toutefois, il n’est pas certain qu’une dégradation du 
produit de clivage soit absolument nécessaire pour la terminaison, et il n’est pas à exclure 
qu’un changement allostérique soit suffisant.  

Les petits ARN nucléaires (ARNsn) sont traités en 3’ par le complexe multi sous-unités 
Integrator, qui contient un paralogue de CPSF73 appelé INTS11 (122). Integrator se lie à la Pol 
2 et possède un élément ARN 3’ box pour prendre en charge les ARNsn. Une INTS11 
catalytiquement active est nécessaire pour la terminaison de la transcription des snRNA 
(123,124). Une nouvelle fois, XRN2 n’est que peu voire pas impliquée dans cette terminaison 
(108,119). Ce modèle de terminaison s’approcherait du modèle allostérique, et les produits 
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libérés seraient dégradés par l’exosome, comme peut l’indiquer le fait que certains de ces 
produits soient liés au composant catalytique de l’exosome DIS3 (125). Parmi les facteurs 
notables impliqués dans ce mode de terminaison, on relève la présence de PCF11 du complexe 
de clivage et polyadénylation, qui est en mesure de terminer l’élongation par la Pol 2 sans 
activité exonucléase 5’ vers 3’ (126), rapprochant encore davantage ce mode de terminaison 
du modèle allostérique. 

La plupart des promoteurs humains sont surchargés de Polymérase 2 à cause du 
mécanisme de pause qui suit l’initiation de la transcription. Néanmoins, des études récentes 
ont montré que la plupart de ces polymérases ne restent pas immobiles mais subissent un 
turn-over rapide (127,128). De manière intéressante, la déplétion du complexe Integrator 
inhibe ce turn-over sur de nombreux gènes (129). L’activité nucléase d’INTS11 est nécessaire 
pour la terminaison à proximité du promoteur et des sites de clivages sont trouvés près de 
l’extrémité 5’ des transcrits. De plus, XRN2 n’est pas impliqué dans ce mode de terminaison, 
ce qui le rapproche de la transcription des snRNA (129). En outre, le complexe Integrator a 
également été impliqué dans la terminaison de la transcription de certains transcrits de 
l’amont du promoteur (PROMPTs) et de transcrits de régions amplificatrices, qui ont en 
commun d’être de petits transcrits sensibles à la dégradation par l’exosome (130,131). En 
outre, certaines terminaisons à proximité du promoteur pourraient utiliser des mécanismes 
similaires au PAS, puisqu’un signal de polyadénylation est observé sur ces transcrits, et des 
facteurs du CPA se lient directement à certains d’entre eux (132–134). Cependant, ce 
mécanisme est encore peu étudié, de par la vulnérabilité de l’ARN Polymérase 2 située dans 
ces régions proches du promoteur. L’étude de ce mécanisme sera une question majeure des 
années à venir pour mieux comprendre la terminaison de la transcription par la Pol 2. La figure 
2 résume les grandes étapes de l’activité transcriptionnelle de l’ARN Polymérase 2.  
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Figure 2 : Schéma général de la transcription par l’ARN Polymérase 2.

I. Assemblage du complexe de pré-initiation (PIC), avec les facteurs de 
transcription généraux (TFIIA,IIB,IID,IIE,IIF,IIH) ainsi que le complexe 
Médiateur. II. L’activité hélicase de TFIIH permet l’ouverture de la double 
hélice, et son activité kinase gère la phosphorylation des sérines du CTD de 
l’ARN Polymérase 2. III. L’ARN Polymérase 2 passe dans une étape de pause à
proximité du promoteur, initiée par l’association de DSIF et NELF. Une fois les
vérifications inhérentes à ce processus de pause effectuées, P-TEFB 
phosphoryle ces deux facteurs pour les inactiver, ainsi que le CTD pour 
promouvoir l’élongation. IV. Une fois passé le signal de polyadénylation (PAS), 
le complexe CPSF clive les transcrits post-PAS, et XRN2 les dégrade en 
rattrapant une ARN Polymérase 2 ralentie. Cette dernière pourra réinitier la 
transcription sur des promoteurs déjà occupés par les TF et le Médiateur.
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I.III La transcription par l’ARN Polymérase 3 
 

Contrairement à tous les autres ARNr, le précurseur du 5S est transcrit par l’ARN 
Polymérase 3 (RNAPol3), qui transcrit également tous les ARN de transfert et divers éléments 
essentiels comme le petit ARN nucléaire U6, le petit ARN nucléolaire snR52, et les composants 
ARN de la particule de reconnaissance du signal (SRP1) et de la RNase P (RPR1) (135). Les gènes 
RNA5S sont localisés sur le chromosome 1 et répétés en tandem chez l’homme. De plus, ils 
sont localisés à proximité du nucléole (136). La Polymérase 3 est une enzyme avec 17 sous-
unités, 10 spécifiques (Tableau 3), 5 communes avec l’ARNPol2 (RPB5,6,7 ,10 et 12), et 2 
communes avec l’ARNPol1 (RPAC1 et 2). L’ARNPol3 fonctionne avec 3 facteurs de 
transcription qui lui sont spécifiques : TFIIIA, TFIIIB et TFIIIC (137). TFIIIA sert uniquement à la 
transcription des gènes codant pour l’ARNr 5S. TFIIIB est constitué de trois sous-unités, Brf1, 
Bdp1 et TBP, la TATA-binding protein. Enfin, TFIIIC est un complexe avec six sous-unités, qui 
reconnaît toutes les régions promotrices des unités de transcription Pol 3. Les régions 
promotrices des gènes codants pour les ARN de transfert (ARNt) transcrits par la Pol 3 
comportent des séquences conservées, appelées boîte A et boîte B, qui donnent 
respectivement la boucle D et la boucle T dans les ARNt matures. Au niveau du promoteur de 
RDN5, le gène codant pour l’ARNr 5S, on retrouve la boîte A et une boîte gène-spécifique, 
appelée boîte C. Cette boîte C est reconnue par TFIIIA, dont c’est d’ailleurs la seule fonction 
essentielle (138). Cette association permet ensuite la fixation de TFIIIC. On peut néanmoins 
retrouver quelques spécificités de l’organisation dans d’autres gènes transcrits par la Pol 3 : 
les régions promotrices situées en 5’ de l’ARN de la RNase P sont éliminées au cours de la 
maturation de cet ARN, tandis que le petit ARN nucléaire U6 a une boîte A interne, mais la  
boîte B a une boîte en aval du signal de terminaison de la transcription. Il possède également 
une boîte TATA reconnue par TBP (139).  

L’initiation de la transcription par la Pol 3 a été largement étudiée in vitro, et les 
analyses à l’échelle du génome réalisées ces dernières années vont dans le sens des 
observations réalisées in vitro. Dans un premier temps, TFIIIC reconnaît et se lie aux éléments 
promoteurs, dont les boîtes A et B (140). Ceci amène au recrutement de TFIIIB en amont du 
site d’initiation de la transcription (141). Si les évènements qui suivent sont moins 
caractérisés, on peut tout de même observer une forte accumulation de la Pol 3 au niveau des 
boîtes A et B sur tous les gènes codant pour des ARNt, ce qui pourrait indiquer un délai dans 
la transcription ou dans la séparation de la Pol 3 et du gène (142,143). Au contraire, on 
retrouve moins de TFIIIC lié au gène, ce qui pourrait indiquer son déplacement au cours de la 
transcription (144). Cependant, des études plus anciennes avaient identifié TFIIIC comme 
solidement liés à l’ADN au cours de la transcription (145). Une explication possible serait le 
détachement partiel de TFIIIC du gène : initialement, TFIIIC est détaché de la boîte A mais pas 
de la B, puis se raccroche à la boîte A avant de se détacher de la B (146). 

Tout comme les deux autres polymérases, la Pol 3 a besoin d’un signal de terminaison 
de la transcription : le plus étudié est composé de plusieurs A de suite. La longueur minimale 
est de 4A chez l’homme, 5 ou 6 chez la levure (147), mais le signal semble plus efficace avec 7 
ou 8 A in vivo (143). La faible liaison base-base entre les A du brin matrice et les U du transcrit 
naissant est la principale source de la déstabilisation de la liaison. De plus, la série de T du brin 
non matrice favorise également la pause de la polymérase, la formation du complexe de pré 
terminaison et la libération du transcrit (148). Néanmoins, chez l’homme et chez la levure, on 
peut noter un certain nombre de transcrit qui s’étendent après la série de U synonyme de 
terminaison (149,150). Ces régions non canoniques sont la cible du complexe exosome 
nucléase, afin d’éviter leur accumulation (151). De plus, Nab2, une protéine capable de se lier 



 
 

27 
 

à l’ADN, est impliquée dans la transcription par la Pol 3 (152), ainsi que dans le contrôle qualité 
des pré-ARNt (153) et la dégradation des éléments post-signal de terminaison (143). Nab2 se 
lie directement en  5’ des tRNA et interagit avec TFIIIB et la Pol 3 (153) et pourrait coupler 
l’initiation de la transcription avec les activités de surveillance. Enfin, la ré -initiation de la 
transcription après la terminaison est capitale pour une transcription efficace par la Pol 3 
(154). Les gènes avec le plus de transcrit post-signal de terminaison sont ceux qui ont les taux 
de transcription les plus faibles (143), et ceci pourrait être dû à l’éloignement spatial entre le 
site d’initiation, les facteurs de transcription et la Pol 3 (146).  

L’ARNr 5S, en plus de ne pas être transcrit par l’ARN Polymérase 1, est unique car il 
forme une particule pré-ribosomale avec la riboprotéine L5 (155). De plus, il interagit avec de 
nombreuses autres protéines avant d’intégrer la forme finale du ribosome, et il n’est pas 
transcrit au sein du nucléole. Cependant, la particule pré-ribosomale est amenée au sein du 
nucléole. Initialement, l’association avec les autres composants du ribosome semblait tardive 
(156). Il apparaît en réalité qu’elle intervient très tôt : en effet, chez la levure, les facteurs 
d’assemblage Rpf2 et Rrs1 l’intègrent au sein du noyau où elle sera associée avec le précurseur 
35S dans le pré-ribosome 90S (157). Le métabolisme de l’ARNr 5S commence par une 
association transitoire avec la protéine La. Seuls 1 à 2% des ARNr 5S sont retrouvés liés à La 
(158). La s’associe également avec d’autres transcrits de la Pol 3, dont elle reconnaît les 3’ 
uridylates. Elle est une chaperonne de la maturation et de la stabilité de ces divers ARN 
(159,160). La est essentielle chez les mammifères et les drosophiles, mais pas chez la levure, 
peut-être à cause de l’existence de voies alternatives spécifiques (161,162). La possède dans 
sa séquence un signal de localisation nucléaire (NLS), un signal de rétention nucléaire (NRE) 
et un signal de localisation nucléaire.  

Suite à l’association avec La, l’ARNr 5S s’associe donc avec la protéine ribosomale L5. 
Ceci permet de le stabiliser (163). Le niveau de L5 régule le niveau de 5S (164). Si d’autres 
protéines peuvent se lier à l’ARNr 5S pour l’amener dans le cytoplasme, L5 est la seule à 
pouvoir l’amener dans le noyau. Les NLS de L5 sont situées dans deux régions de la séquence, 
entre les aa 21-37 et 255-265, tandis que la séquence d’export nucléaire est située entre les 
aa 101 et 111 (165).  Une fois transcrit, l’ARNr 5S voit ses extrémités 3’ être dégradées par les 
exonucléases Rex1p, Rex2p et Rex3p chez la levure (166), trois membres de la famille RNase 
D. Enfin, la protéine Ro, capable de se lier à différentes formes du transcrit 5S mesurant entre 
69 et 112 nucléotides (167) est chargée de la surveillance du bon fonctionnement 
transcriptionnel et de l’élimination des transcrits en excès. Les ARNr 5S sont sensibles à  la 
polyadénylation et donc à la dégradation par l’exosome (168). La figure 3 résume l’activité 
transcriptionnelle de l’ARN Polymérase 3 (adaptée de (146)).  
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Tableau 3 : Les sous-unités de l’ARN Polymérase 3. 

Sous-unité Gène codant pour la sous-unité Poids (kDa)

RPC1 POLR3A 155

RPC2 POLR3B 128

RPC3 POLR3C 61

RPC4 POLR3D 44

RPC5 POLR3E 80

RPC6 POLR3F 36

RPC7/RPC7L POLR3G/POLR3GL 26/25

RPC8 POLR3H 23

RPC9 CRCP 17

RPC10 POLR3K 12
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Figure 3 : Schéma général de la transcription par l’ARN Polymérase 3.

I. TFIIIC reconnaît les boîtes A et B et recrute TFIIIB. Nab2 facilite cette 
interaction. La RNA Polymérase 3 est recrutée après les deux facteurs de 
transcription. II. L’ARN Polymérase 3 entame l’élongation, durant laquelle elle 
reste associée à Nab2. III. Au cours de l’élongation, TFIIC assure toujours 
l’association avec l’ADN de transfert, notamment en ne se liant pas 
simultanément à la boîte A et B en fonction des contraintes spatiales. IV. L’ARN 
Polymérase 3 termine la transcription lorsqu’elle transcrit un oligo poly-U et 
peut ensuite réinitier la transcription. 
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II. La biogénèse des ribosomes 
 

Les ribosomes sont des machineries cellulaires indispensables au bien-être du vivant. Ils 
sont en charge de la traduction, c’est à dire la synthèse des protéines à partir de l’ARNm 
transcrit par la Pol 2. Chez les eucaryotes, un ribosome se compose de deux sous-unités : la 
petite sous-unité, nommée 40S, et la grande sous-unité, nommée 60S. La petite sous-unité 
est constituée de l’ARN ribosomique (ARNr) 18S ainsi que de 33 protéines ribosomiques (Rps), 
tandis que la grande sous-unité est constituée des ARNr 28S, 5.8S et 5S et de 47 protéines 
ribosomiques (Rpl) (169). A l’exception de l’ARNr 5S, transcrit par l’ARN Polymérase 3, tous 
les ARNr sont synthétisés par la Pol 1. Les ADNr sont d’abord transcrits en un seul produit, le 
pré-ARNr 47S, qui subira ensuite plusieurs clivages et dégradations par des exonucléases, ainsi 
que des modifications post-transcriptionnelles variées, au cours d’un processus de 
maturation. A l’issue de cette maturation seront formés les trois ARNr évoqués ci-dessus : le 
28S, le 5.8S et le 18S. La synthèse du pré-ARNr 47S ainsi qu’une partie du processus de 
maturation ont lieu dans une organelle unique : le nucléole. 

 

II.I. Le nucléole et l’unité d’ADNr 
 
 Le nucléole est une organelle du noyau des cellules eucaryotes. S’il est intimement lié 
aux ADNr, ses fonctions vont néanmoins bien au-delà de la simple synthèse des ribosomes : il 
a de nombreux rôles dans l’homéostasie épigénétique de la cellule (170). Le nucléole est une 
organelle sans membrane, situé à l’intérieur du noyau des cellules, seul ou accompagné 
d’autres nucléoles. Les nucléoles sont formés à partir des régions organisatrices du nucléole 
(NORs), qui sont composées de plusieurs clusters d’unités d’ADNr. Chez l’homme, on retrouve 
les NORs sur le bras court de cinq chromosomes acrocentriques (le 13, le 14, le 15, le 21 et le 
22). Une unité d’ADNr est divisée en une séquence codant pour le pré -ARNr 47S qui mesure 
environ 13 kb, et une séquence intergénique appelée Intergenic spacer (IGS), longue d’environ 
30 kb. La séquence codante comporte un External Transcribed spacer (ETS), la séquence 
codante du futur ARNr 18S, l’Internal Transcribed Spacer 1 (ITS1), la séquence codante du 
futur ARNr 5.8S, un second ITS (ITS2), la séquence codante du futur ARNr 28S, et un second 
ETS (Figure 4). L’IGS contient des éléments régulateurs, des barrières aux fourches de 
réplication et peut-être même des séquences codantes transcrites par la Pol 2 (171). La 
séquence de l’ARNr 5S se situe exclusivement sur le chromosome 1 chez l’homme et elle est 
transcrite à la périphérie du nucléole ou dans le compartiment euchromatique du noyau (172).  
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Figure 4 : Schéma de l’organisation des gènes ribosomiques. 

Les gènes ribosomiques sont présents en plusieurs centaines de répétitions. 
Une répétition est constituée par une région non transcrite, l’Intergenic 
Spacer (IGS), d’environ 30 kb, et une région codant pour les ARNr, d’environ 
13 kb. Cette dernière est divisée en plusieurs éléments : une partie dite 5’ 
External Transcribed Spacer (ETS), le futur ARNr 18S, une partie dite Internal 
Transcribed Spacer 1 (ITS1), le futur ARNr 5.8S, une partie dite Internal 
Transcribed Spacer 2, le futur ARNr 28S et une partie dite 3’ External 
Transcribed Spacer. L’unité transcriptionnelle est flanquée de séquences de 
terminaison de la transcription (T

0
 et T). La région promotrice (P) se compose 

d’une séquence Core (-45 à 18 relativement au site d’initiation de la 
transcription, le +1) et d’une séquence en amont, l’Upstream Promoter 
Element (UPE).  
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Le nucléole peut être divisé en trois types de régions : le composant granulaire (CG), 
qui contient un ou plusieurs composants fibrillaires denses (CFD), au centre de chacun duquel 
on trouve un centre fibrillaire (CF) (Figure 5, adaptée de (173)). Le nucléole est entouré d’une 
couche d’hétérochromatine, nommée chromatine périnucléolaire, depuis laquelle des brins 
de chromatine pénètre dans le GC, formant la chromatine intranucléolaire (170). La majorité 
de l’ADNr se situe dans le CF ou dans le CFD (174), où il peut être actif ou inactif (175), tandis 
qu’il est a priori forcément inactif en dehors du nucléole. Plusieurs hypothèses justifient l’une 
ou l’autre location : selon certains, les ARNr naissants génèreraient les CFD (176), tandis que 
d’autres les situent dans les CF car Pol 1 y a été localisée (177). Enfin, une dernière hypothèse 
place la transcription Pol 1 dans les CFDs, où l’on retrouve la fibrillarine (FBL), qui permettrait 
de maintenir la chromatine dans un état ouvert pour favoriser la haute activité 
transcriptionnelle de la Pol 1 (178). 
 Le nucléole est une structure extrêmement dynamique, dont la composition change 
au fil des développements ou entre les tissus, ainsi qu’en fonction des conditions cellulaires. 
Plus de 500 protéines ont été localisées dans le nucléole suite à des analyses de protéomique 
(179). UBF est le chef d’orchestre qui regroupe toutes ces protéines, et il a été montré qu’un 
UBF localisé de façon ectopique provoque la formation de pseudo-NORs (14). Ce facteur de 
transcription indispensable de la Pol 1 est également le marqueur des CF. La fibrillarine est le 
marqueur des CFD, et la nucléophosmine est le marqueur du CG. Ces deux protéines sont 
retrouvées parmi les centaines de protéines du nucléole et occupent des fonctions cruciales 
pour la maturation des ARNr (3,180). Les NORs inactifs se trouvent hors du nucléole (175) 
 Au cours du cycle cellulaire, le nucléole est désassemblé à la métaphase et réassemblé 
par la suite, au début de la télophase, quand les facteurs de traitement des ARNr sont recrutés. 
Cependant, ce recrutement est indépendant de la transcription par la Pol 1 (181). En fin de 
mitose, les protéines nucléolaires s’accumulent en corps prénucléolaires (PNB), avant de 
s’associer aux NORs pour former le nucléole per se (182). Les dommages à l’ADN contribuent 
également à modifier la structure nucléolaire : en cas de cassures double brins (DSBs), que ce 
soit sur les ADNr (183) ou hors du nucléole (184), la transcription Pol 1 est interrompue et les 
CF et CFD migrent à la périphérie du CG, avec les protéines de la réparation et de réponse aux 
dommages, formant les coiffes nucléolaires (Nucleolar caps) (185,186). Les cassures dans la 
région codant pour le 45S peuvent également être réparées par un processus ATM-
dépendant, avec relocalisation à la périphérie, avec la nucléoline et la nucléophosmine (187). 
Enfin, après lésions UV, la Pol 1 sera déplacée en périphérie du nucléole où elle restera 
plusieurs heures pour y être réparée par le TC-NER, avec une non-reprise de la transcription 
tant que toutes les lésions ne sont pas réparées (188).  

L’ARN Pol 1 transcrit les copies actives d’ADNr en un premier produit, le pré -ARNr 47S. 
A partir de ce produit commence un long processus de maturation qui aboutira à la formation 
des ribosomes matures. Près de 200 facteurs d’assemblage des ribosomes (AFs)  et environ 80 
petits ARN nucléolaires (snoRNAs) sont impliqués dans ce travail titanesque, qui est sans 
doute le processus qui requière le plus d’énergie de la cellule. La découverte de la formation 
d’un ARN précurseur de grande taille, qui subit des modifications co-transcriptionnelles pour 
aboutir à la formation de 3 ARNr différents, remonte à près de 50 ans (189). Une 
centrifugation avec gradient de sucrose a permis l’établissement du coefficient de 
sédimentation des différentes formes maturées de cet ARN de grande taille, à l’époque 
appelées particules pré-ribosomales 90S, 66S et 43S (156). A la même époque, la structure 
« en sapin de Noël » des polymérases 1 synthétisant plusieurs ARNr le long d’une seule unité 
d’ADNr a également été repérée par microscopie électronique (190). L’étude de la levure a 
permis de définir que la maturation du 18S se termine dans le cytoplasme (191).  
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Figure 5 : Schéma de la structure du nucléole. 

Il est entouré de l’hétérochromatine périnucléolaire (HP), et divisé en trois 
structures : les centres fibrillaires (CF) qui sont entourés du composant 
fibrillaire dense (CFD) et reposent dans le centre granulaire (CG).    
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Son émergence en tant que modèle biologique a d’ailleurs permis de confirmer la 
conservation des méthodes de synthèse entre l’homme et la levure, chez laquelle les trois 
particules pré-ribosomiques ont été retrouvées (192). Cependant, alors que la transcription 
du pré-ARNr, ses modifications et clivages étaient de mieux en mieux décrits (1), l’assemblage 
des ribosomes restait le fruit de mécanismes inconnus, jusqu’à la découverte des facteurs 
trans. Originaires du cytoplasme mais capables de se lier à l’ADN, chez la levure  (193) six 
catégories ont été initialement définies : Drs (Déficience en sous-unités ribosomiques), Nop 
(Protéines nucléolaires), Mak (Maintenance d’un plasmide tueur), Rrp (Maturation de l’ARN 
ribosomique), Kre (Resistance à un tueur), Ecm (Matrice extracellulaire), et Spb (Suppresseur 
de Pab), avec à chaque fois un numéro derrière le nom du gène, numéro relatif soit au poids 
moléculaire de l’élément, soit à l’ordre de sa découverte. 

Un peu plus tôt, un autre élément indispensable à la formation du ribosome, un ARN 
de faible poids moléculaire associé à l’ARNr 28S, a été identifié comme un facteur clé des 
étapes précoces de l’assemblage des ribosomes : U3, le petit ARN nucléolaire (snoARN), un 
élément clé de la maturation du pré-ARNr (194). La petite ribonucléoprotéine du même nom 
a également été étudiée en détail, et plusieurs laboratoires sont parvenus à montrer qu’elle 
se liait au pré-ARNr 18S (195–197). D’autres snoARN ont été identifiés par la suite, comme 
U14 ou snR30, responsables d’autres coupures du produit initial pour former les trois produits 
matures. Ces snoARN coupent à des sites précis, nommés A0, A1 et A2 chez la levure (198), 
(199). In fine, près de 80 snoARN ont depuis été découverts, et regroupés en deux classes : les 
snoARN boîte C/D, au nombre de 45 environ, dont font notamment partie U3 et u14, qui ont 
pour la plupart un rôle dans la méthylation du 2’-O-ribose, qui a lieu à de nombreux sites de 
l’ARNr au cours de la transcription en association avec la fibrillarine, et une trentaine de 
snoARN boîte H/ACA, qui sont les guides de la pseudouridylation catalysée par la pseudo 
uridine synthase Cbf5 (200,201). De tous ces éléments impliqués résulte un nombre 
impressionnant de modifications : chez l’homme, 130 méthylations et pseudouridylations ont 
été visualisées sur la structure 3D du ribosome 80S (202).  

 

II.II. Du pré-ARNr 47S aux formes matures. 
 

L’ADNr est donc transcrit en premier lieu en un seul produit, le pré-ARNr 47S. Celui-ci formera 
de nombreux précurseurs intermédiaires pendant la maturation des particules pré-40S (Figure 
6, adaptée de (203)) ou pré-60S (Figure 7, adaptée de (203)). 
 

 II.II.1 Maturation des particules pré-40S. 

 
Chez l’homme, de nombreuses protéines sont impliquées et ont des rôles très divers 

au cours de ce processus très complexe : récemment, près de 300 protéines ont été 
impliquées directement ou indirectement dans la maturation des particules pré -40S, dont 
80% intervenant dans les étapes nucléolaires (204). Une des particularités est l’absence, à 
notre niveau actuel de connaissances, de clivages co-transcriptionnels, contrairement à la 
maturation pré-40S chez la levure ou la souris (205).  Néanmoins, deux clivages ont lieu très 
tôt après la terminaison de la transcription du 47S : au niveau du site A’ dans l’ETS 5’, et au 
niveau du site 02 dans le 3’ETS. Privé de ses deux extrémités, le pré-ARNr 47S devient alors le 
45S. Le 45S peut alors emprunter deux voies alternatives : dans l’une d’entre elles, le site 2, 
situé dans l’ITS1, subit un clivage, provoquant une séparation précoce des éléments qui 
aboutiront à la petite et à la grande sous-unité du ribosome. Ici, nous nous intéresserons au 
pré-ARNr 30S, compris dans les particules pré-40S. Cette voie semble être la plus 
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fréquemment utilisée, eu égard à l’abondance du 30S parmi les différents précurseurs 
ribosomiques. La maturation se poursuit avec le clivage du site A0 en 5’, ce qui libère le pré-
ARNr 26S, qui sera clivé au site 1, toujours en 5’, pour donner le 21S. Le 21S se compose en 5’ 
du 5’ du futur ARNr 18S, et son 3’ est composée par les 950 premiers nucléotides environ de 
l’ITS1 (206–208). L’endonucléase à domaine PIN hUTP 24 est responsable du clivage au site 1 
du 26S (209), mais aussi au site E du 21S-C (210) qui amène à la forme 18S-E. C’est une autre 
endonucléase à domaine PIN, hUTP23, qui est impliqué dans le clivage A0 du 30S (211), et de 
manière intéressante, hUTP24 est requise pour que le clivage puisse se produire, mais sans 
que sa fonction ne soit nécessaire (209,210). 

La voie alternative de clivage commence par deux clivages consécutifs : au site A0 en 
5’ du 45S pour donner le 43S, puis au site 1 en 5’ de ce dernier pour former le 41S, qui consiste 
en l’entièreté du 47S mais sans les deux ETS. Le site E en 3’ du futur 18S sera alors clivé par 
l’endonucléase MRP (207), laissant alors le 21S, qui signe le retour à la partie commune des 
deux voies de clivage. Après le clivage au site 2, le pré-ARNr 21S subira une coupure 
exonucléolytique en 3’, jusqu’à une séquence extrêmement conservée de l’ITS1 chez les 
mammifères en dépit de la grande variabilité des ITS entre les espèces (212). Ce clivage donne 
naissance à la forme 21S-C, dont l’extrémité 5’ est celle du futur 18S et l’extrémité 3’ est située 
aux alentours du nucléotide 635 de l’ITS1 (206). Ce précurseur s’accumule en cas de déplétion 
de certains facteurs d’assemblage des ribosomes ou Riboprotéines, à savoir Bystine et RPS19 
(206,208). Toutefois, RRP6, en tant que seule enzyme catalytique liée à l’exosome nucléolaire, 
semble être l’acteur majeur de cette étape de la maturation (213,214). Comme évoqué plus 
haut, le 21S-C sera ensuite clivé au site E par hUTP24 pour donner le 18S-E. Le site E 
correspond en réalité à deux points de clivages, après les nucléotides 78 et 81 de l’ITS1 (212). 
De manière intéressante, il peut arriver en l’absence de certains facteurs d’assemblage et/ou 
riboprotéines que le clivage au site E ait lieu avant le clivage au site 2, conduisant à une 
augmentation drastique de la quantité de 18S-E et du 36S, le « reste » du 41S après le clivage 
du site E (215,216). Cet état de fait reste minoritaire dans des cellules saines.  

A partir de l’étape 18S-E, la production du 40S est délocalisée dans le noyau (217). 
Curieusement, c’est la ribonucléase spécifique des poly(A) (PARN), qui élague la partie ITS1 du 
18S-E (218), alors qu’elle se lie préférentiellement aux adénosines et que les ITS ont un haut 
pourcentage de GC (219). Toutefois, l’intervention de la polymérase poly(A) PAPD5, qui 
rajoute des adénosines sur plusieurs ARN non codants et substrats de PARN (220–222),  
semblerait rendre l’ITS1 PARN-compatible (223). Une fois PARN libéré, l’extrémité 3’ du 18S-
E est dégradé par une exoribonucléase à ce jour inconnue. Après cette dégradation, le 18S-E 
peut se voir ajouter des extensions de 2 à 4 uridines par une 3’ terminale uridyle transférase 
(TUTase) inconnue. Si le rôle exact de cet ajout n’est pas connu, l’oligo-uridylation terminale 
a récemment été associée à la maturation ou dégradation d’un certain nombre d’ARN 
(224,225). Dans ce cas de figure, elle pourrait guider une exoribonucléase cytoplasmique ou 
permettre à une étape de maturation tardive de se dérouler. Enfin, l’endonucléase à domaine 
PIN NOB1 va cliver la dernière partie d’ITS1 restante au 18S-E, au niveau du site 3, ce qui 
donnera le 18S mature. NOB1 fonctionne en présence du cofacteur ATPase hCINAP, du moins 
in vitro (226).  
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Figure 6 : Schéma de la maturation des particules pré-40S. 

Le premier produit de transcription, l’ARNr 47S, sera clivé plusieurs fois ou 
dégradé par des exonucléases, ainsi qu’exporté dans d’autres compartiments 
cellulaires, pour former l’ARNr mature 18S.  
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 II.II.2. Maturation des particules pré-60S. 

 
 La grande sous-unité du ribosome comporte trois ARNr : le 28S et le 5.8S, issus du pré-
ARNr 47S, et le 5S, transcrit par l’ARN Polymérase 3. Nous allons ici nous intéresser aux deux 
premiers.  Les particules pré-40S et pré-60S sont séparées dès les premières étapes de la 
maturation, à la suite du clivage du site 2, situé dans l’ITS1. En plus du pré-ARNr 30S, ce clivage 
donne naissance au pré-ARNr 32.5S, précurseur du 5.8S et du 28S. Par la suite, l’intervention 
de l’exoribonucléase 5’->3’ XRN2 dégrade le reste de l’ITS1 situé en 5’ du transcrit 32.5S, ce 
qui conduit à la formation du pré-ARNr 32S (212,214). Un clivage au site 4, situé dans l’ITS2 et 
médié par l’endonucléase Las1 donnera naissance au pré-ARNr 12S, le précurseur du 5.8S, et 
au pré-ARNr 28.5S, le précurseur du 28S (227). C’est encore XRN2 qui élimine le restant d’ITS2 
en 5’ du 28.5S pour donner le 28S mature (228). La transition du 12S au 5.8S se déroule en 
plusieurs étapes : dans un premier temps, un transcrit plus court, le 7S, est formé suite à un 
clivage au site 4a chez la souris, situé dans l’ITS2 (229). Des formes intermédiaires entre les 
deux s’accumulent en absence de composants de l’exosome, dont les sous-unités catalytiques 
RRP6 et DIS3 (212) mais également des facteurs associés tels que MTR4, MPP6 et CD 1 
(213,230). En l’absence de RRP6, on observe l’accumulation d’un intermédiaire nommé 
5.8S+40 (5.8S+30 chez la levure) (230). L’exonucléase nucléolaire ISG20-L2 semble également 
être impliquée dans cette étape de la maturation (231). Enfin, chez la souris, ERI1, une 
exoribonucléase 3’->5’ dégrade les quelques nucléotides qui séparent la forme transitoire 6S 
de la forme finale 5.8S (232). De façon intéressante, cette étape a lieu dans le cytoplasme chez 
la levure (233) et le Xénope (234), et ERI1 est une protéine cytoplasmique chez le nématode. 
Chez ce dernier, ERI1 n’est pas indispensable à la viabilité cellulaire, ce qui indique que la 
forme 6S reste compétente pour la traduction (235), contrairement à la souris où moins de 
10% des embryons survivent, pour finalement mourir dans les deux jours qui suivent la 
naissance (232).   
 

A l’issue de la maturation, les ARNr sont exportés dans le cytoplasme où ils entreront 
dans la composition des ribosomes matures, en association avec plusieurs dizaines de 
riboprotéines (Rp). 
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Figure 7 : Schéma de la maturation des particules pré-60S. 

Le premier produit de transcription, l’ARNr 47S, sera clivé plusieurs fois ou 
dégradé par des exonucléases, ainsi qu’exporté dans d’autres compartiments 
cellulaires, pour former les ARNr matures 5.8S et 28S.  
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III. Les dommages à l’ADN et leur réparation 
 

La molécule d’ADN est stockée dans le noyau de nos cellules et porte toutes les 
informations génétiques nécessaires au développement et au bon fonctionnement du vivant. 
Il est donc crucial qu’elle soit correctement répliquée et transcrite. Ce qui n’est pas une mince 
affaire, étant donné que notre ADN est exposé à chaque instant à de nombreux assauts qui 
mettent en péril son intégrité. Ces attaques peuvent être divisées en deux catégories (236) :  

- Les facteurs endogènes, comme par exemple les Dérivés Réactifs de l’Oxygène ( ROS), 
ou l’hydrolyse des liens entre les nucléotides. 

- Les facteurs exogènes, comme par exemple certains produits chimiques ou la lumière 
ultraviolette (UV). 

Une lésion peut affecter un seul ou les deux brins de la molécule d’ADN, avec des 
conséquences variables. Si elle touche un brin en cours de transcription, une lésion conduira 
à des mutations irréversibles, qui peuvent par exemple provoquer des cancers  (237). Dans 
d’autres cas de figures, une lésion peut bloquer le processus de transcription ou de réplication, 
ce qui activera la mort cellulaire ou le mécanisme de sénescence, conduisant à un 
vieillissement accéléré. (236). Les atteintes endogènes se chiffrent à environ 105 lésions par 
cellule et par jour (238), rendant capitale la nécessité de s’en prémunir. Pour ce faire, la cellule 
a développé plusieurs systèmes de réparation de l’ADN. Cette boîte à outils comporte cinq 
systèmes majeurs de réparation (Figure 8, adaptée de (237)), avec chacun des visées 
différentes.  

 

III.I. La réparation des cassures double brins 
 

III.I.1. La réparation par jonction d’extrémités non homologues (NHEJ)  

 
Les cassures double brins sont causées par des facteurs exogènes tels que les rayons 

X, mais peuvent également apparaître suite à l’effondrement d’une fourche de réplication 
lorsqu’elle rencontre une lésion simple brin non réparée. Chaque jour, on estime à environ 
dix par cellule le nombre de cassures double brins (239). Le système NHEJ peut être mis en 
place en parallèle de la réparation du dommage à l’ADN, puisqu’il recolle simplement les deux 
extrémités de la lésion. Le dimère Ku, composé de Ku70 et Ku80, reconnaît la lésion et se lie à 
l’ADN. Cette liaison de Ku va renforcer l’affinité pour l’ADN, déjà importante, de la sous unité 
catalytique de la protéine kinase ADN-dépendante (DNA-PKcs) (240). Une nucléase, Artemis, 
existe en complexe avec DNA-PKcs et est recrutée simultanément (241), afin de cliver la lésion 

et de préparer les extrémités à la ligation. Les Polymérases de la famille de Pol X,  et , 
ajoutent les nucléotides nécessaires, avant que le complexe de la ligase DNA IV, qui inclut 
XRCC4, XLF (242) et PAXX (243), ne prenne en charge l’étape critique de la ligation des brins. 
Cependant, ce système de réparation conduit fréquemment à des erreurs : des bases azotées 
peuvent être ajoutées ou retirées pendant la ligation. Au rang des conséquences plus 
délétères, on trouve également des translocations, dans le cas où des cassures double brins 
d’endroits différents du génome sont liées l’une à l’autre. Toutefois, ce défaut du NHEJ peut 
être mis à profit par notre organisme, par exemple dans le cas de la recombinaison V(D)J. En 
effet, les erreurs du NHEJ permettent une grande variabilité de la région déterminant la 
complémentarité (CDR) 3, ce qui permet in fine la formation d’une multitude de sites de 
détection de l’antigène (244). La variabilité du récepteur des cellules T dépend d’un 
mécanisme similaire. 
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Figure 8 : Les sources de lésions de l’ADN, le type de dommage induit et le 

système de réparation employé.

La cellule dispose de nombreux systèmes de réparation afin de pouvoir 
s’adapter aux multiples types de dommages qui l’affectent. SSB : Cassure 
simple-brin ; 6-4PPs : Dimère 6-4 pyrimidine-pyrimidone ; CPDs : Dimère 
cyclobutane pyrimidine ; ICL : Réticulation inter-brins ; DSBR : Cassure double 
brins ; BER : Réparation par excision de base ; NER : Réparation par excision
de nucléotide ; HR : Recombinaison homologue ; NHEJ : Jonction d’extrémités 
non homologues ; MMR : Réparation des mésappariements. 
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III.I.2. La recombinaison homologue (HR) 

 
La recombinaison homologue est le second système de réparation des cassures double 

brins. Contrairement au système NHEJ, il est garanti sans erreur puisqu’il aligne la lésion à la 
séquence correspondante sur le chromosome homologue et se sert de ce dernier comme d’un 
modèle pour une réparation sans erreur (245). Dans ce mode de réparation, c’est le complexe 
MRN, constitué de Mre11, Rad50 et Nbs1, qui reconnaît le dommage en se liant aux 
extrémités de l’ADN où la cassure est située. Intervient ensuite une étape dite de résection : 
d’abord, CtIP active le complexe MRN qui dégrade les nucléotides à proximité, puis 
l’exonucléase Exo1 associée au couple hélicase-endonucléase BLM-DNA2 étend ces régions 
simple brin orientée 3’ sur plusieurs kilobases (246). Ces régions 3’ libres serviront au 
recrutement de Rad51, via une interaction avec RPA et BRCA2 (247). Rad51 est la molécule 
centrale de la recombinaison homologue. Des filaments de Rad51 vont envahir les séquences 
proches à la recherche d’homologie. Rad51 requière un minimum de 8 nucléotides similaires, 
et le taux minimal de dissociation est observé lorsque la similarité s’étend à 15 nucléotides. 
Une fois l’homologie trouvée, une structure appelée D-loop est générée entre le brin 3’ libre 
et la séquence homologue. Rad54 permet la transition entre l’invasion de brins et la synthèse 
d’ADN en dissociant le filament de Rad51 de l’ADN (248,249). Plusieurs modes de terminaison 
sont alors possibles : la voie de la Synthesis-Dependent Strand Annealing (SDSA) où le brin 
invasif est étendu par une polymérase, avant d’être désassemblé et réhybridé à l’autre brin 
pour générer une réparation sans cross-over, la réplication induite par une cassure (BIR), qui 
transforme la cassure en une véritable fourche de réplication et une dernière voie où le 
second brin impliqué dans la cassure peut être capturé pour former une double jonction de 
Holliday, qui pourra donner lieu à des évènements de réparation avec ou sans cross -over.  

 En revanche, la recherche d’homologie prend un certain temps à la cellule, et le 
mécanisme HR est donc moins flexible que le NHEJ. En conséquence, il est plutôt utilisé après 
la réplication de l’ADN, quand la chromatide sœur est disponible pour servir de patron. De 
façon intéressante, une forme de recombinaison homologue associée à la transcription (TA -
HRR) a été récemment décrite (250) et pourrait être impliquée dans la réparation des R-loops, 
des structures hybrides composées de deux brins d’ADN entremêlés à un brin d’ARN 
nouvellement synthétisé. Lors de la mise en place du TA-HRR, les R-loops sont incisés pour 
former une cassure double brin, qui sera ensuite réparée par le système HR. Ce mécanisme 
permet une réparation sans erreurs des régions touchées par les R-loops.  
 

III.II. La réparation des lésions simple brin 
 

III.II.1. La réparation des mésappariements (MMR) 

 
Il peut arriver que deux nucléotides soit incorrectement appariés, suite à des erreurs 

de polymérase, la recombinaison entre les ADN parentaux alléliques, ou simplement suite à 
un dommage physique ou chimique (251). Le système MMR corrige ces appariements 
aberrants dans un brin nouvellement synthétisé. Afin de faire la différence entre les deux 
brins, le système MMR se repose sur la reconnaissance de méthylations de bases spécifiques, 
présentes sur le brin mère mais absentes sur le brin néo synthétisé. Les protéines homologues 
Mut sont en charge du MMR. Suite à la détection de la lésion, l’ADN sera incisé quelques 
nucléotides en amont et en aval de celle-ci, avant que la séquence erronée soit retirée. La  
lacune ainsi formée sera comblée par la machinerie réplicative et la séquence correcte liée 
aux deux extrémités par une ligase ADN (252).  
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III.II.2. La réparation par excision de bases (BER) 

 
Le BER répare les lésions causées par l’oxydation, la déamination ou l’alkylation des 

bases, qui ne déforment pas la double hélice d’ADN (253). Ces lésions sont détectées par onze 
glycosylases ADN, différentes selon la lésion : quatre d’entre elles détectent les uraciles et 
thymines mésappariées, six autres se concentrent sur les dommages oxydatifs, tandis que la 
dernière détecte les bases alkylées (254). Suite à l’action de la glycosylase, le site abasique 
ainsi créé est excisé, et une incision a lieu parmi les nucléotides alentour, créant une cassure 

simple brin. La Polymérase , spécifique de ce cas de figure, synthétise la séquence 
nucléotidique correcte en se servant du brin intact comme d’un patron, et une ligase ADN 
achève la réparation de la lésion (253).  
 

III.II.3. La réparation par excision de nucléotides (NER)  

 
Le NER est un système de réparation extrêmement polyvalent, qui répare plusieurs 

catégories de lésions qui déforment l’hélice d’ADN, qui n’ont pourtant pas grand-chose en 
commun : les adduits chimiques volumineux comme ceux induits par la fumée de cigarette  ; 
les dimères cyclo butane pyrimidine (CPD) ou les dimères 6-4 pyrimidine-pyrimidone (6-4PPs), 
tous deux induits par le rayonnement UV ; les réticulations inter-brins (ICL) ; certaines formes 
de dommages oxydatifs (236). Plus de 30 protéines sont impliquées dans ce processus dit de 
«scission-réparation » (255). Il est divisé en deux mécanismes : la réparation du génome 
global (GGR) ou la réparation couplée à la transcription (TCR). Une étape de détection 
spécifique est suivie par un arbre commun.  
 
I I I . I I.3.A. La détect ion de la lés ion 

 
Pour le GGR, deux cas de figures se présentent : si la lésion déforme beaucoup la 

double hélice, ce qui est le cas par exemple d’un 6-4PP, alors la protéine XPC est suffisante 
pour détecter le dommage. Dans le cas contraire, comme par exemple pour les CPDs, la 
double hélice n’est que légèrement déformée. Le complexe protéique XPE-DDB1 doit alors 
venir se greffer sur le CPD, afin d’augmenter la déformation de la double hélice, ce qui permet 
le recrutement d’XPC (256). De fait, les protéines XPC et XPE sont exclusives au GG-NER, et 
même lorsqu’elles sont dysfonctionnelles ou absentes, le TCR fonctionne toujours.  Dans le cas 
de ce dernier, la détection implique la protéine Cockayne Syndrome B (CSB). De manière 
basale, elle interagit avec l’ARN Polymérase 2 (RNAP2) (257) et cette interaction s’intensifie 
en présence d’une lésion bloquant la RNAP2 (258). La protéine Cockayne Syndrome A (CSA) 
est également recrutée sur le site de la lésion, et possède apparemment des fonctions 
d’ubiquitinase (259). Une ubiquitinylation précise de toutes les protéines impliquées dans le 
TCR est indispensable à la modulation de leurs interactions et de leurs fonctions. Il est à noter 
que le TCR est en charge de la réparation des lésions empêchant la progression de l’ARN 
Polymérase 1 (RNAP1) sur l’ADN ribosomique (ADNr) comme récemment démontré (188).  
 
I I I . I I.3.B . L’ouverture de la double hélice  

 
 Les étapes subséquentes à la détection de la lésion sont communes au GGR et au TCR. 
Elles impliquent un complexe protéique aux multiples rôles : TFIIH. Il est composé de dix 
protéines, divisées en deux catégories : sept protéines dites du « core », XPB, p62, p44, p52, 
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p34, TTDA et XPD, qui fait le lien entre le core et les trois protéines kinases associées aux 
cyclines (CAK), à savoir la Kinase dépendant des cycline 7 (CDK7), Menage a Trois 1 (MAT1) et 
la Cycline H (260). XPB est une hélicase 3’-5’, qui est régulée par p52 et TTDA, et XPD est son 
pendant 5’-3’, régulée par p44. P62 et p34 ont un rôle structurel. XPB possède une activité 
ATPase, grâce à laquelle il ancre TFIIH à l’ADN endommagé en rapprochant deux motifs 
structuraux via hydrolyse de l’ATP (261). Suite à cet ancrage, XPD examine l’ADN jusqu’à 
localiser la lésion et ouvre l’hélice avec une activité hélicase mue par sa fonction ATPase (262). 
TTDA stimule l’activité ATPase d’XPB, et favorise également le recrutement de la protéine XPA 
(263), qui interagit avec TTDA et p52 à une des extrémités de la bulle NER (264). XPA vérifie la 
lésion et favorise le déroulement de l’ADN par le core de TFIIH, tout en inhibant l’activité 
hélicase (265). Les protéines du CAK sont libérées de TFIIH, pour éviter qu’elles ne gênent la 
réparation (266). RPA est recrutée en interagissant avec XPA, et va recouvrir le brin non 
endommagé afin de le préserver (267).  
 
I I I . I I.3.C.  Double incis ion et  étapes  finales  

 
Guidés par XPA et RPA, XPF et XPG sont recrutés pour inciser l’ADN, respectivement 

en position 5’ et 3’ de la lésion (268,269) , conduisant à l’élimination d’un segment long d’un 
peu moins de trente nucléotides. XPG intervient le premier, un peu avant XPF, formant un 
complexe de préincision avec RPA, XPA et TFIIH. L’activité endonucléase d’XPG n’est 
cependant activée qu’une fois que la protéine XPF a procédé à l’incision en 5’, et l’incision en 
3’ intervient en second lieu. Une fois les deux incisions effectuées, le brin endommagé est 
libéré, et TFIIH part avec lui. Au niveau du groupe hydroxyle libre laissé par XPF en 3’, la 

Polymérase ,  ou , selon la situation de la cellule (270), puis la Ligase I ou III, toujours selon 
la situation de la cellule, achèvent ce processus de réparation.  
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Figure 9 : Le mécanisme moléculaire du NER.

Le NER peut être divisé en deux sous-voies, qui se différencient par l’étape de 
détection. Toutes les étapes suivant la détection sont communes aux deux 
voies. GGR: Réparation du génome global ; TCR : Réparation couplée à la 
transcription ; RNAP2 : ARN Polymérase 2 ; ARNm : ARN messager.
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IV. Les syndromes liés à un défaut du NER 
 

Étant donné que notre ADN subit constamment des dommages, les systèmes en charge 
de la réparation doivent être fonctionnels en permanence. Le non fonctionnement d’un ou 
plusieurs systèmes de réparation cause l’apparition de syndromes présentant de graves signes 
cliniques chez les patients concernés. Nous nous intéresserons ici uniquement aux syndromes 
causés par un défaut du système de réparation NER. Il est important de retenir que la 
mutation d’une même protéine peut causer un ou plusieurs syndromes simultanément, 
reflétant les multiples rôles des protéines du système NER. Les principaux syndromes liés à un 
défaut du système de réparation par excision de nucléotides sont le syndrome Xeroderma 

Pigmentosum (XP), le syndrome de Cockayne (CS), le syndrome Cérébro-Oculo-Facio-
Squelettique (COFS), le Syndrome UV-Sensitif (UVSS) et la Trichothiodystrophie (TTD). 
Certaines mutations vont causer une combinaison d’XP et de CS, mais il existe  également une 
forme dite « XP avec atteinte neurologique » et une combinaison d’XP et de TTD (271,272). 

Tous ces syndromes ont pour socle commun une sensibilité accrue du patient au 
rayonnement UV, puisque le NER est en charge de la suppression des adduits volumineux 
induits par l’exposition aux UV. En plus de cette hypersensibilité aux UV, la prévalence des 
cancers de la peau est beaucoup plus élevée chez les patients XP ; les patients CS et COFS 
présentent des atteintes neurologiques ainsi que des caractéristiques de vieillissement 
prématuré ; les patients TTD présentent des cheveux au motif tigré sous la lumière polarisée. 
Globalement, un simple déficit du système NER ne peut pas expliquer une telle variabilité de 
symptômes. Une atteinte des processus transcriptionnels dans lesquels sont impliqués les 
protéines du NER pourrait expliquer ces différents syndromes (273). Quoi qu’il en soit, la 
relation génotype-phénotype doit être étudiée en profondeur afin de mieux comprendre 
l’étendue du spectre de ces syndromes. 

 

IV.I. Xeroderma Pigmentosum 
 
 Xeroderma Pigmentosum est un syndrome rare, autosomique et récessif, qui touche 
environ une personne sur un million aux Etats-Unis, 4 personnes sur un million en Europe et 
environ 1 pour 100 000 au Japon. Caractérisé pour la première fois en 1874 par le 
dermatologue autrichien Moritz Kaposi, son nom provient du grec. Xeroderma signifie peau 
sèche, tandis que Pigmentosum indique les défauts dans la pigmentation causés par la 
maladie. En effet, les patients développent très tôt des grains de beauté, ainsi que de la 
poïkilodermie, une alternance de région hypo- et hyperpigmentées sur leur peau, et de la 
télangiectasie, l’apparition de tâches rouges sur la peau dues à l’accumulation de vaisseaux 
sanguins (274). De plus, ce syndrome est associé à une fréquence très élevée de 
développement de cancers de la peau : comparé à un patient sain, un patient atteint par XP a 
2 000 fois plus de risques de développer un mélanome de la peau, et 10 000 fois plus de 
risques de développer un cancer non mélanocytaire de la peau (275). De plus, ces cancers 
apparaissent très tôt, en général avant la dixième année, suite à une exposition au 
rayonnement UV solaire (276). A l’heure actuelle, il n’existe aucun traitement curatif pour XP. 
Néanmoins, avec des protections adaptées contre le rayonnement UV et si le patient est 
atteint d’une forme sans atteinte neurologique, le pronostic est généralement bon.  
 Le syndrome XP est causé par la mutation d’un gène XP. Il existe sept formes de la 
maladie, ou groupes de complémentation, du Xeroderma Pigmentosum de type A jusqu’au 
Xeroderma Pigmentosum de type G, chaque forme étant plus ou moins sévère selon le gène 
muté et le type de mutation. Il existe également une huitième forme, appelée Variant du 
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Xeroderma Pigmentosum (XPV), qui est causée par une mutation du gène POLH qui code pour 
la Polymérase , impliquée dans la synthèse translésionnelle, c’est-à-dire la réplication de 
l’ADN à travers des sites endommagés (277). En cas de suspicion de Xeroderma Pigmentosum, 
le test diagnostic le plus fréquent est le test de la synthèse d’ADN non programmée, ou UDS. 
Des nucléotides marqués sont incorporés dans des cellules, et celles-ci sont ensuite irradiées 
aux UV, afin d’activer le système NER. Dans des cellules saines, les nucléotides marquées 
seront intégrés lors de la réparation, et la mesure de cette incorporation reflète l’activité du 
NER. Tous les patients des formes traditionnelles de XP ont un niveau UDS plus faible. Les 
patients XPV ne présentent pas de défauts du NER, mais leurs cellules sont hypersensibles aux 
UV en présence de caféine, offrant ainsi une alternative de dépistage aisée (278).  
 Les patients XP souffrent également fréquemment de problèmes oculaires : une étude 
au long-court, s’intéressant à des patients XP sur presque cinquante ans, a démontré que 91% 
de 87 patients XP développaient un problème oculaire (279). De plus, 24% de 106 patients 
admis aux National Institutes of Health entre 1971 et 2009 présentaient une dégénérescence 
neuronale progressive. 64% de ces patients étaient atteints par un Xeroderma Pigmentosum 
de type D (275) XPD est une protéine très importante pour le complexe TFIIH, très impliqué 
notamment dans la transcription, ce qui tend à prouver que les formes les plus graves sont 
souvent liées à la perturbation d’autres processus en plus de la perturbation du NER. Cette 
étude a également démontré un décès intervenant plus tôt en cas d’atteinte neuronale 
associée à XP (29 ans, contre 37 sans problèmes neuronaux). Lorsque présents, ces 
symptômes de dégénérescence sont d’ailleurs la cause numéro 1 des décès, devant même les 
cancers de la peau. 
 Enfin, les patients avec une mutation du gène codant pour XPB, XPD, XPF ou XPG, 
peuvent être atteints par une forme combinée du Xeroderma Pigmentosum et du Syndrome 
de Cockayne (XP/CS), avec un pronostic encore plus délétère que celui des patients atteints 
par un XP avec atteinte neurologique (280). Dans cette étude, sur les 43 patients atteints par 
XP/CS, 21 avaient un XP de type G. Ces formes sévères présentant les caractéristiques des 
deux syndromes pourraient être associées à des mutations codant pour des formes tronquées 
de la protéine XPG, incapable de stabiliser TFIIH, tandis que les formes avec une mutation 
ponctuelle du gène codant pour la protéine XPG causeraient simplement une déficience du 
NER, et donc un « simple » Xeroderma Pigmentosum de type G (281).  
 

IV.II. Syndrome de Cockayne 
 
 Tout comme le Xeroderma Pigmentosum, le syndrome de Cockayne (CS) est une 
maladie rare, autosomique et récessive, qui concerne environ 2.7 naissances sur un million en 
Europe. Elle a été décrite pour la première fois en 1936 par Edward Cockayne comme une 
maladie causant un « Nanisme avec une atrophie rétinienne ainsi que de la surdité  ». En effet, 
CS provoque des retards de croissance et de développement, ainsi qu’une microcéphalie. Un 
autre signe clinique très reconnaissable du CS est le faciès « desséché » (282). La perte du gras 
sous-cutané creuse les yeux et les joues. Quant à la microcéphalie, elle est causée par une 
démyélinisation en bandes des neurones, dite « leucodystrophie tigroïde » (283). En tant que 
syndrome lié au NER, le CS cause une photosensibilité. Toutefois, il n’augmente pas la 
prévalence des cancers, contrairement à XP. Cette différence majeure pourrait être expliquée 
par la non-apparition de mutations consécutives à l’exposition aux UV dans les cellules CS 
(284). Une autre explication tient dans l’aspect progéroïde de CS : la sénescence des cellules 
ayant subi des dommages à l’ADN pourrait protéger les patients CS du cancer (285).  
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 Le syndrome de Cockayne est causé par une mutation du gène CSA ou CSB, qui codent 
pour les protéines du même nom. Comme évoqué précédemment, CS peut également être 
provoqué, en combinaison avec XP, par des mutations de XPB, XPD, XPF et XPG. On parle de 
groupes de complémentation pour CS également, mais il en existe deux uniquement : A et B. 
La maladie présente trois phénotypes : le type 1 est la forme classique de la maladie, avec une 
émergence des symptômes aux alentours des 1 an ; le type 2 est plus sévère et les symptômes 
sont présents à la naissance ; enfin, le type 3 est la forme la moins grave, avec une émergence 
des symptômes durant l’enfance. Les mutations du gène CSA conduisent principalement au 
Type 1 de la maladie, tandis que les mutations de CSB conduisent au type 2 (286). En règle 
générale, l’espérance de vie et la sévérité des symptômes sont corrélés à l’âge d’apparition 
des premiers symptômes, mais il existe des exceptions.  

De plus, des syndromes précédemment considérés comme des entités à part entière, 
sont dorénavant considérés comme des syndromes du spectre CS : le syndrome cérébro-
oculo-facio-squelettique (COFS), dont les patients présentent les symptômes du CS de Type 2 
associés à de l’arthrogrypose (286), et le syndrome de sensibilité aux UV (UVSS), dont les 
patients ne présentent pas d’atteintes neurologiques mais seulement une hypersensibilité aux 
UV, une sécheresse de la peau et des taches de rousseur (287). Les causes génétiques de COFS 
sont multiples : une mutation amenant à la perte de fonction des protéines CSB, XPD, XPG ou 
ERCC1 (288–291), et les symptômes peuvent parfois être détectés même pendant la grossesse 
(292). L’arthrogrypose caractéristique des patients COFS pourrait être due à une akinésie 
fœtale causée par une émergence encore plus précoce des atteintes neurologiques d’un CS 
de type 2 (286). 

Situé à l’opposé du spectre des syndromes CS, UVSS peut être causé par une mutation 
de CSA, CSB ou UVSS-A (293,294). Il s’agit de la forme la moins grave pouvant être causée par 
la mutation des gènes CS, puisque les patients sont totalement libérés de toute atteinte 
neurologique. Il reste toutefois à prouver si les patients souffrent de l’émergence tardive d’un 
déclin cognitif, de perte d’audition ou d’autres symptômes du syndrome de Cockayne au cours 
de leur vieillissement. Bien qu’apparentés au spectre CS, les CS et UVSS méritent néanmoins 
une attention particulière. 

Les protéines CSA et CSB sont impliquées uniquement dans le NER couplé à la 
transcription, et des cellules avec une mutation des gènes codant pour ces protéines sont 
encore capables d’effectuer le GG-NER. Le diagnostic d’un syndrome de Cockayne implique 
une expérience de récupération de la synthèse d’ARN (RRS) : à l’issue de la réparation d’une 
lésion sur un gène transcrit, la transcription de ce dernier reprend. Il est possible de quantifier 
cette reprise de la transcription en mesurant l’incorporation de nucléosides marquées. En cas 
de mutation de CSA ou CSB, les lésions des gènes transcrits ne sont pas détectées, et donc pas 
réparées : le signal RRS est alors nul.  

Le pronostic de la maladie dépend de sa sévérité. 65% des patients ont une mutation 
de CSB (295), qui conduit le plus souvent à un CS de Type 2, l’âge moyen de la mort est donc 
de douze ans (296). A l’heure actuelle, il existe seulement des traitements pour les 
symptômes, et aucun moyen de stopper ou même de ralentir la progression de la maladie. Le 
syndrome de Cockayne a été récemment associé aux maladies mitochondriales, avec 
lesquelles il partage de nombreux symptômes : l’ataxie, les convulsions, la myopathie, la 
surdité, la neuropathie, les retards de croissance, l’atrophie cérébelleuse, les défauts des 
noyaux gris centraux et la leucodystrophie (297). L’acidose lactique, observée dans plus de 
40% des maladies mitochondriales, est également observée chez des patients CS (298). Enfin, 
les sites de contact membranaires (MCS) associées aux mitochondries permettent le bon 
échange des métabolites requis pour la synthèse neuronale, et les maladies mitochondriales, 
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par la perturbation de ces sites, mettent en péril l’homéostasie neuronale et provoquent la 
neurodégénérescence, symptôme majeur du CS (299). Dans ce contexte, il a récemment été 
démontré qu’un traitement avec un produit imitant le facteur neurotrophique dérivé du 
cerveau (BDNF) contribuait à partiellement supprimer les défauts de la neurogenèse dans des 
lignées cellulaires de patients CS (300).  
 

IV.III. Trichothiodystrophie 
 

Le terme Trichothiodystrophie a été utilisé pour la première fois en 1980 par Vera H. 
Price pour décrire les anomalies capillaires des patients affectés par cette maladie 
autosomique rare et récessive à la prévalence inconnue. En effet, les cheveux courts, fragiles 
et épars des patients TTD sont caractérisés par un motif « queue de tigre » (une alternance de 
bandes claires et sombres) sous une lumière polarisée. Leurs ongles sont cassants, et ces deux 
symptômes sont les conséquences d’une synthèse anormale de sulfures contenus dans la 
kératine (301). Les patients TTD présentent également des retards de croissances ainsi que 
des retards mentaux. A la naissance, ils sont de plus atteints d’ichtyose, symptôme qui 
disparaît au cours des premières semaines de vie (302). Environ la moitié des patients 
souffrent en outre de photosensibilité, et leur syndrome sera placé dans la catégorie 
Trichothiodystrophie Photosensible (TTDP), tandis que l’autre moitié des patients n’est pas 
atteinte de photosensibilité, et sera dans la catégorie Trichothiodystrophie Non photosensible 
(TTDN). Les cancers de la peau sont rares dans les formes TTDN.  
 Une TTDP peut être causée par une mutation du gène codant pour la protéine XPB, 
XPD ou TTDA, trois protéines du core TFIIH, essentiel pour le NER mais aussi pour la 
transcription (303). Approximativement 20% des TTDN sont causées par une mutation du 
gène MPLKIP (303,304), dont le rôle n’est pas clair pour le moment. Il interagit toutefois avec 
l’ARNPol2, mais aussi avec SBDS, une protéine très conservée qui joue un rôle essentiel dans 
la biogénèse des ribosomes (304). Le spectre clinique de TTD est large : il existe la TTD IBIDS 
(ou type E), qui regroupe des formes présentant les symptômes suivants : Ichtyose, cheveux 
cassants, déficit cognitif, fertilité réduite et petite taille. Les formes photosensibles sont 
classifiées comme PIBIDS (ou type F). Certaines formes ne présentent pas d’ichtyose et sont 
dites BIDS ou type D.  
 La présence de cheveux cassants ou d’anomalies de la tige de cheveux peuvent 
indiquer un TTD. Pour confirmer le diagnostic, il faut observer un cheveu sous le microscope  : 
la présence du motif en queue de tigre indique de façon certaine un TTD (305). De plus, les 
cheveux des patients TTD contiennent une dose réduite de souffre ou de cystine, et les 
patients atteints de forme photosensibles présentent également des défauts du NER. Un 
patient TTD de moins de 10 ans a un risque de décès vingt fois plus élevé que la moyenne de 
la population américaine (305), et comme pour les autres syndromes du NER, il n’existe aucun 
traitement curatif. 
 Certaines mutations du gène codant pour XPB ou pour XPD peuvent provoquer une 
forme combinée d’XP et de TTD. Comme dans le cas des formes XP/CS, il a été suggéré qu’une 
protéine dont le rôle dans l’activité transcriptionnelle est affecté donnera une forme XP/TTD, 
tandis qu’une protéine qui ne peut « simplement » pas participer au NER donnera un 
Xeroderma Pigmentosum de type B ou D (306). Le tableau 4 récapitule les différents 
syndromes liés à un défaut du NER, les gènes impliqués dans ces syndromes et les symptômes 
causés par ces maladies.  
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Tableau 4 : Récapitulatif des différents syndromes affectant la réparation 

de l’ADN. 

Pour chaque syndrome sont indiqués les gènes pouvant être mutés, ainsi 
que les principaux symptômes causés par le syndrome en question. 

Syndrome Gène pouvant être muté Symptômes

Xeroderma Pigmentosum (Variant) 

(XP)

XPA,ERCC3/XPB,XPC,ERCC2/XPD,DDB

2/XPE,ERCC4/XPF,

ERCC5/XPG, (POLH)

Hypersensibilité aux rayons UV, 

lésions de la peau et des yeux, 

fréquence élevée de cancers de la 

peau

Xeroderma Pigmentosum avec 

atteinte neurologique

XPA, ERCC3/XPB,ERCC2/XPD, 

ERCC5/XPG, ERCC5/XPG

Hypersensibilité aux rayons UV, 

lésions de la peau et des yeux, 

fréquence élevée de cancers de la 

peau, retard mental et atrophie 

cérébrale

Syndrome de Cockayne (CS) ERCC8/CSA,ERCC6/CSB Hypersensibilité aux rayons UV, 

retards de croissance, dysmorphie 

faciale, microcéphalie, défauts 

neurologiques et dégénérescence 

cognitive

Syndrome Cérébro-Oculo-Facio-

Squelettique (COFS)

ERCC6/CSB,ERCC2/XPD,ERCC4/XPF,

ERCC5/XPG

Hypersensibilité aux rayons UV, 

arthrogrypose, retards de 

croissance, dysmorphie faciale, 

microcéphalie, défauts 

neurologiques et dégénérescence 

cognitive

Syndrome d’hypersensibilité aux 

UV (UVSS)

ERCC8/CSA,ERCC6/CSB,UVSS-A Hypersensibilité aux rayons UV, 

dépigmentation, lentigines 

solaires

Trichothiodystrophie

(Photosensible) (TTD)

ERCC3/XPB,ERCC2/XPD,

GTF2H5/TTDA 

Hypersensibilité aux rayons UV, 

cheveux et ongles cassants, 

retards de croissance, déficit 

intellectuel

Xeroderma Pigmentosum & 

Syndrome de Cockayne (XP/CS)

ERCC3/XPB,ERCC2/XPD,ERCC4/XPF,

ERCC5/XPG

Symptômes de Xeroderma

Pigmentosum et du syndrome de 

Cockayne

Xeroderma Pigmentosum & 

Trichothiodystrophie (XP/TTD)

ERCC3/XPB,ERCC2/XPD Symptômes de Xeroderma

Pigmentosum et de la 

Trichothiodystrophie
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V. La protéine XPG et ses différents rôles 
 

XPG est une endonucléase 3’ simple brin. Elle est codée par le gène ERCC5, qui est situé 
sur le bras long du chromosome 13, en position q33.1. La séquence protéique est composée 
de 1186 acides aminés, divisés en différents domaines (Figure 10) : de la position 25 à 95, le 
domaine N est un premier domaine nucléase. Le second domaine nucléase est appelé I et se 
situe entre les acides aminés (aa) 766 et 873. Ces deux domaines nucléases font d’XPG un 
membre de la famille des Flap Endonucléases 1 (FEN-1) (307). Trois acides aminés sont 
indispensables à l’activité catalytique d’XPG : Glu77, Glu791 et Asp812. La mutation d’un de 
ces trois résidus conduit à l’inactivité catalytique de la protéine XPG (308). Entre N et I, on 
retrouve le domaine Spacer, qui s’étend sur 600 acides aminés. La région entre l’aa 111 et 550 
est responsable de l’interaction avec TFIIH (309) ; une interaction indispensable pour le 
fonctionnement du NER (310). Les aa 184 à 210, en particulier, sont très conservés chez les 
eucaryotes supérieurs et forment le domaine de liaison à l’ubiquitine (UBM) (311). Les aa 747 
à 928 sont également impliqués dans l’interaction avec XPB, XPD, p62 et p44, des composants 
du core de TFIIH (312), mais en leur absence, XPG peut tout de même être recruté par TFIIH, 
ce qui n’est pas le cas en l’absence de la région 111-550 (309). XPG interagit également 
directement avec CSB (39). Enfin, les aa 981 à 1009 forment le domaine PIP, requis pour 
l’interaction avec le PCNA. L’arginine en position 992 est d’ailleurs indispensable pour cette 
interaction (313). 
 

V.I. XPG dans la réparation par excision de nucléotides 
 
XPG joue un rôle double dans le NER : elle est une protéine structurelle, mais également 

active. Elle est recrutée au site de la lésion par TFIIH, XPA et RPA, où elle va former un 
complexe de pré-incision qui procède à la vérification du dommage. Dans ce complexe, XPG 
n’a pas d’activité catalytique, mais sa présence est indispensable au recrutement de la 
protéine XPF, son pendant en 5’ (314). Une fois que la protéine XPF a procédé à l’incision en 
5’ de la lésion, une extrémité 3’-OH libre est générée, et la machinerie de synthèse de l’ADN, 
à savoir la polymérase , le chargeur de pince RFC et le facteur de processivité PCNA, peut y 
être recrutée pour procéder à la synthèse de la séquence remplissant la lacune (315). 
L’incision en 3’ par XPG pourrait intervenir après un blocage de la Polymérase au milieu de la 
synthèse, et la synthèse s’achèverait suite à cette incision, avant l’étape de ligation (315).  
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Figure 10 : La structure de la protéine XPG. 

Les régions responsables de ses principales interactions sont indiquées avec 
une ligne horizontale surmontée de la protéine ou du complexe protéique 
concerné par l’interaction. N et I : Domaines catalytiques. UBM : Motif de 
liaison à l’ubiquitine. PIP : Peptide d’interaction avec PCNA. 
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V.II. XPG et l’activité transcriptionnelle 
 
En plus de son rôle dans le NER, XPG joue également de multiples rôles dans l’activité 

transcriptionnelle de la cellule. Elle interagit avec l’ARN Polymérase 2 en cours d’élongation 
(316). De manière intéressante, elle interagit plus étroitement avec les bulles d’ADN de 
transcription, qui mesurent entre 14 et 22 nucléotides, qu’avec les bulles d’ADN du NER, qui 
mesurent 30 nucléotides. XPG permet de stabiliser l’interaction CSB-ARN Pol 2. Le complexe 
TFIIH, composant obligatoire du complexe d’initiation de la transcription par l’ARN 
Polymérase 2 (312) est également lié au complexe XPG,CSB et ARN Pol 2. TFIIH pourrait être 
impliqué dans le remodelage de la bulle transcriptionnelle quand l’ARN Pol 2 est bloqué e par 
une lésion, ce qui pourrait permettre l’incision par XPG au cours de la réparation (316). Le 
complexe XPG-TFIIH est également nécessaire à la phosphorylation du domaine C-terminal 
(CTD) de la plus grosse sous-unité de la Pol 2, phosphorylation effectuée par Cdk7. Ceci 
renforce encore plus l’idée de la nécessité d’XPG pour la transcription par l’ARN Polymérase 2 
(310). Globalement, XPG semble être un élément clé de la stabilité du complexe TFIIH, et plus 
particulièrement du lien entre le core et le CAK. La protéine XPG a également été localisée 
dans le nucléole, où a lieu la transcription des gènes ribosomiques (39). 
 

V.III. Les autres rôles de la protéine XPG 
 
La protéine XPG est impliquée dans la réparation des dommages oxydatifs de l’ADN, qui 

peuvent être causés par l’exposition à des radiations ionisantes ou à des composés 
radiomimétiques. XPG active hNTH1 (317,318), une glycosylase/apurinique/apyrimidique 
ADN. Cette protéine réalise l’excision initiale d’une base pyrimidique qui a subi des dommages 
oxydatifs. XPG permet de renforcer l’interaction entre hNTH1 et l’ADN, et il est important de 
noter que cette action est spécifique à XPG, qui ne peut être remplacée par un autre membre 
de la famille FEN-1 (317). Curieusement, l’activité catalytique d’XPG n’est pas nécessaire pour 
son rôle dans le BER : en effet, une protéine XPG mutée sur l’acide aminé 791 ou 792, deux 
acides aminés indispensables pour l’activité catalytique de la protéine, joue tout de même son 
rôle dans le BER. De fait, des patients avec un simple Xeroderma Pigmentosum de type G n’ont 
pas de défaut de la réparation des dommages oxydatifs, tandis que des patients XP-G/CS, dont 
la protéine XPG est sévèrement tronquée, ne peuvent pas réparer correctement les 
dommages oxydatifs. Un lien entre le syndrome de Cockayne et les  dommages oxydatifs 
pourrait donc être extrapolé (317). 

La protéine XPG joue également un rôle dans la résolution des R-loops, des structures 
formées par l’hybridation d’un brin d’ARN néosynthétisé avec la double hélice située en 
amont d’une polymérase en cours de transcription. Les régions riches en G et C ou un 
superenroulement négatif consécutif à une forte activité transcriptionnelle favorisent 
l’apparition de ces structures néfastes pour le génome (319). En association avec d’autres 
protéines du NER, telles que XPB, XPD et XPF, la protéine XPG conduit à la formation d’une 
cassure double brin, soit en incisant un brin, qui amènera à une cassure double brin à travers 
la réplication de l’ADN, soit en clivant les deux brins, en association avec XPF (320). Cette 
cassure double brin sera ensuite réparée par le biais des systèmes de réparation classiques de 
la cellule. Récemment, il a été montré que la protéine XPG est recrutée par Rad52 et BRCA1, 
deux protéines impliquées dans la réparation par recombinaison homologue. Ces deux 
protéines recrutent l’endonucléase 3’ dans les régions transcriptionnellement actives où 
l’ARN Polymérase 2 est bloquée par des cassures double brins, conduisant à la formation de 
R-loops avec l’ARNm néosynthétisé (250), laissé nu derrière l’ARN Polymérase 2. XPG incise 
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en 3’ du R-loop, ce qui amène au recrutement de RPA et Rad51 et à l’initiation d’un mécanisme 
appelé Réparation par recombinaison homologue associée à la transcription (TA -HRR). Ce 
mécanisme contribue à une réparation fidèle de ces régions activement transcrites et 
contribue à la conservation de l’intégrité du génome. Jusqu’à 5 % des cassures double brins 
induites par les radiations ionisantes pourraient être réparées par ce mécanisme de TA -HRR 
(250).  

 
 Afin que la transcription puisse se dérouler correctement, il est capital que l’ADN soit 
exempt de tout dommages. Fort heureusement, les systèmes de réparation à la disposition  
de notre cellule permettent un maintien de l’intégrité du génome et un développement 
correct du vivant. Toutefois, en cas de mutation de certains gènes codant pour des protéines 
de la réparation, on assiste à l’apparition de syndromes multifactoriels. C’est le cas de la 
combinaison mortelle entre le Xeroderma Pigmentosum de type G et le syndrome de 
Cockayne. Les symptômes ne peuvent pas être causés uniquement par un défaut de la 
réparation par le NER. La localisation nucléolaire de la protéine XPG et ses multiples rôles dans 
de nombreux processus cellulaires nous ont amené à nous demander si la protéine XPG 
pouvait avoir un rôle dans la transcription des gènes ribosomiques et dans la maturation des 
ARN ribosomiques. En effet, la perturbation de l’homéostasie ribosomique provoque une 
catégorie de maladies nommées ribosomopathies, qui par certains aspects peuvent être 
rapprochées de la combinaison XP/CS. De plus, par effet de cascade, de nombreux processus 
en aval de la synthèse ribosomique seront affectés par la perturbation de l’homéostasie 
ribosomique. Les objectifs de cette thèse sont donc multiples :  
 

 Analyser la biogenèse des ribosomes en l’absence d’une protéine XPG fonctionnelle, 
dans le contexte du syndrome XP-G/CS. 

 Tenter de comprendre les mécanismes de régulation de la protéine XPG et savoir s’ils 
interviennent co-transcriptionnellement ou post-transcriptionnellement. 

 Poser les bases de nouvelles pistes thérapeutiques pour les patients atteints de ce 
syndrome. 
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MATÉRIEL ET MÉTHODES :  
 
Culture cellulaire :  

 
Les fibroblastes embryonnaires de souris (MEFs) sauvages (WT) et déplétés en protéine XPG 
(XPG-/-) ont été cultivées dans du Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) (Sigma), 
supplémenté avec 1% de pénicilline/streptomycine (Gibco) et 20% de sérum de veau fœtal 
décomplémenté (Corning). Les cellules MRC5-SV, XPCS1RO-SV, GM14930-SV (Coriell) et 
GM14931-SV (Coriell) ont été cultivées dans du DMEM (Sigma), supplémenté avec 1% de 
pénicilline/streptomycine (Gibco) et 10% de sérum de veau fœtal non décomplémenté 
(Corning). Toutes ces cellules étaient stockées dans un incubateur à 37°C avec 5% de CO2 et 
3% d’O2 (low oxygen) afin de réduire les dommages oxydatifs.  Les cellules XPCS1RO-SV+XPG-
GFP ont été cultivées dans un milieu similaire avec du G418 (Sigma Aldrich) pour la sélection 
et conservées dans un incubateur à 37°C avec 5% de CO2.  
 
RNA Fluorescence In Situ Hybridization (FISH) - Immunofluorescence : 

 
Les cellules ont été cultivées sur des lamelles de 18 mm, dans des plaques 6 puits, lavées au 
PBS et fixées avec du paraformaldéhyde 4% pendant 15 minutes à 37°C. Les cellules ont été 
perméabilisées avec du PBS + Triton X-100 0,4% pendant 7 minutes à 4°C et incubées pour au 
moins deux heures dans du tampon de pré-hybridation (2X SSPE et 15% formamide) (20X 

SSPE, pH 8.0 : 3 M NaCL, 157 mM NAH2PO4-H2O et 25 mM EDTA). 3.5 L de sonde 47S à 10 
ng/ L ont été dilués dans 70 L de tampon d’hybridation (2X SSPE, 15% formamide, 10% 
dextran sulfate et 0,5 mg/mL de tRNA) préalablement chauffés 1 minute à 90°C. L’hybridation 
a eu lieu sur la nuit en chambre humide à 37°C. Les lamelles ont ensuite été lavées deux fois 
20 minutes avec du tampon de pré hybridation et une fois 20 minutes avec du SSPE 1X, avant 
d’être lavées au PBS puis au PBS+ (PBS, 0,5% BSA et 0,15% glycine). Les lamelles ont ensuite 
été incubées 2h à RT en chambre humide et à l’abri de la lumière avec 70 L d’anticorps anti-
RPA194 (clone C-1) (Santa Cruz) dilué 500 fois dans du PBS+ avant d’être lavées 3 fois cinq 
minutes avec du PBS et 1 fois rapidement avec du PBS+. Les lamelles ont ensuite été incubées 
une heure à RT en chambre humide à l’abri de la lumière avec un anticorps secondaire Goat 
anti-mouse – AlexaFluor 488 (Invitrogen A11008) et lavées 3 fois 5 minutes avec du PBS, avant 
d’être montées avec du Vectashield + DAPI (Vector) et scellées au vernis. Les séquences des 
sondes utilisées peuvent être trouvées dans les données supplémentaires. Au moins 3 
réplicats biologiques ont été générés.  
 
Prise d’images et analyse : 

 
Les images ont été prises sur un microscope Andor Spinning disk avec un objectif 40X à huile 
pour les MEFs ou sur un Z1 Axioimager droit (Zeiss) avec un objectif 40x sans huile. Les images 
ont été analysées avec le logiciel ImageJ. Pour chaque condition, au moins 25 cellules ont été 
quantifiées en utilisant une macro développée par P-O M.  
 

Immunoprécipitation de chromatine (ChIP) : 

 
Les cellules ont été cultivées jusqu’à 60-80% de confluence dans des boîtes 10 cm. Elles ont 
été lavées au PBS à 4°C et fixées avec du formaldéhyde methanol-free 1% dilué dans du PBS à 
RT (Formaldéhyde 16% Thermo Fisher 28908) pendant exactement 10 minutes sur un 
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agitateur à RT. La fixation a été stoppée par ajout de glycine à 0,125 M et les cellules ont été 
lavées au PBS puis récoltées par grattage dans du PBS + PIC 1X (cOmplete EDTA-Free Protease 
Inhibitor Cocktail 50X Roche 5056489001) et culotées par centrifugation à 800 G 8 minutes 
4°C. Les cellules ont été lavées deux fois dans la solution de lavage (0,05% détergent Active 
Motif 37517, PIC 1X et PBS) et centrifugées à 800 G 8 minutes à 4°C. Le culot a été resuspendu 
dans du PBS + PIC 1X et centrifugé à 800 G 8 minutes à 4°C. Les cellules ont été douncées avec 
un douncer B dans du tampon de lyse cellulaire (10 mM Tris-HCl pH 8.0, 10 mM NaCL, 0.2% 
NP-40 et PIC 1X) et incubées 10 minutes sur glace. Les cellules ont été culotées par 
centrifugation à 800 G 8 minutes à 4°C et resuspendues dans du tampon de sonication (50 
mM Tris-HCl pH 8.0, 10 mM EDTA et 0,25% SDS) avant d’être soniquées avec un Covaris S220 
(Covaris, Peak Intensity Power 14 watts Duty Factor 10% Cycle per Burst 200, pour 9 minutes) 
afin d’obtenir des fragments d’ADN d’environ 250 pb. Les échantillons ont été centrifugés 10 
minutes à 14 000 g afin d’éliminer les débris puis dosés avec un Quantus Fluorometer 
(Promega E6150). La quantité optimale de chromatine pour l’Input a été stockée à -20°C tandis 
que les quantités optimales de chromatine pour le Mock et l’IP ont été incubées sur la nuit à 
4°C sur roue avec des billes magnétiques couplées à des protéine G (Dynabeads Protein G 
10004D, Thermo Fisher) et préalablement lavées deux fois avec du DRIP Binding Buffer 1X + 
Tween 20 0,1% (DRIP Binding Buffer 10X : 100 mM Sodium Phosphate, pH 7, 1.4 M NaCL et 
0,5% Triton X-100, filtré à 0.2 μm et dilué dans du TE 1X) et couplées plusieurs heures avec un 
anticorps anti-IgG murin (Diagenode, C15400001), anti-ARNPol1 (RPA-194 clone C1, sc-48385, 
Santa Cruz) ou anti-UBF (UBF F-9 X, sc13125 X, Santa Cruz) en quantité optimale. Après l’IP, 
les billes ont été lavées deux fois cinq minutes à 4°C avec du tampon RIPA Low-Salt + PIC 1X 
(TE 1X, 0.1 % SDS, 140 mM NaCL, 0.1 % Na-Deoxycholate et 1 % Triton X-100), deux fois cinq 
minutes à 4°C  avec du tampon RIPA High-Salt + PIC 1X (TE 1X, 0.1 % SDS, 500 mM NaCL, 0.1 
% Na-Deoxycholate et 1 % Triton X-100), deux fois cinq minutes à 4°C avec du tampon de 
lavage LiCl + PIC 1X (TE 1X, 250 mM LiCl, 0.5 % Na-Deoxycholate et 0.5 % NP-40) et deux fois 
cinq minutes à 4°C avec du TE 1X + PIC (10 mM Tris-HCl pH 8.0 et 1 mM EDTA). L’ADN et les 
protéines ont ensuite été élués avec un tampon d’élution (TE 1X et 1% SDS) deux fois 20 
minutes à 37°C avec agitation 1400 rpm sur un thermomixeur. Les échantillons ont été 
décrosslinkés 5h à 65°C avec 0.3 M de NaCL et de la protéinase K à 10 mg/mL puis 30 minutes 
à 37°C avec de la RNAse A à 10 mg/mL. L’ADN a ensuite été extrait avec le kit QIAGEN MinElute 
PCR purification kit (Qiagen, ID : 28004) suivant les instructions du fournisseur. L’ADN obtenu 
a été dilué dix ou cent fois avant de poursuivre avec les qPCR. 
 
DNA-RNA Immunoprecipitation (DRIP) :  

 
Les cellules ont été cultivées jusqu’à 60-80% de confluence dans des boîtes 10 cm. Elles ont 
été lavées dans du PBS, récupérées par trypsination et culottées en centrifugeant 5 minutes à 
1500 rpm RT. Le culot a été resuspendu dans du PBS et l’ADN génomique  a été extrait avec le 
kit DNeasy Blood and Tissue (QIAgen, ID : 69504) suivant les instructions du fournisseur. La 
quantité optimale d’ADN a été digérée par un cocktail d’enzymes de restriction : BSA 1X, NEB 
Buffer 2 1X, 30 U BSRgI (NEB, R0575S), 30 U EcoRI-Hf (NEB, R3101), 30 U SspI-Hf (NEB, R3132),  
30 U HindIII (NEB, R0104S) , 30 U XbaI (NEB, R0145S) et de la Spermidine 0.5X (Sigma-Aldrich,  
05292-1ML-F) sur la nuit à 37°C. L’ADN ainsi digéré a été séparé en deux : la moitié a été digéré 

par 3,75 U de RNase H (NEB, M0297L) pendant 5h à 37°C avant d’être inactivé avec 1 L 
d’EDTA 0.5 M tandis que l’autre moitié a été conservée à 4°C. Une partie de l’ADN a été 
stockée à -20°C (Input) et l’ADN en quantité optimale + DRIP Binding Buffer 1X, avec et sans 
RNaseH a ensuite été immunoprécipité sur la nuit à 4°C sur roue avec un anticorps dirigé 
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contre les R-loops (Anti-S9.6, Merck-Millipore, MABE1095) ou sans anticorps (Mock). Des 
billes magnétiques couplées à des protéines G (Dynabeads Protein G, 10004D, Thermo F isher) 
ont été lavées deux fois dans du DRIP Binding Buffer 1X avant d’être ajoutées en quantité 
optimale aux tubes immunoprécipités. Ceux-ci ont été incubés 4h sur roue à 4°C. Les lavages 
ont été faits comme pour la ChIP, et l’extraction a été faite avec le kit NucleoSpin Gel and PCR 
clean-up (Macherey-Nagel, ref. 740609.50). L’ADN obtenu a été dilué dix fois avant de 
poursuivre avec les qPCR.  
 
qPCR : 

 
Le nombre de cycles a été mesuré en utilisant le Power SYBR Green PCR Master Mix (Applied 
Biosystems, 10209284) dans une CFX-Connect (Bio-Rad, 1855201). Le programme utilisé était 
le suivant :  
 

- 50°C pendant 2 minutes 
- 95°C pendant 10 minutes 
- 95°C pendant 15 secondes 
- 60°C pendant 1 minute 
- Lecture de la plaque 
- 39 répétitions des 3 étapes précédentes 
- 95°C pendant 15 secondes 
- Melt curve entre 65°C et 95°C, incrémentation de 0.5°C pour 3 secondes et lecture de 

plaque 
 
Les données obtenues ont été normalisées en pourcentage d’Inputs ou fold gene expression 
pour chaque couple de primers utilisés. Au moins 2 réplicats biologiques ont été générés pour 
chaque expérience. La séquence des primers utilisés sont disponibles dans le matériel 
supplémentaire. 
 
Extraction des ARN totaux :  

 
Les ARN totaux ont été extraits en utilisant du RNAzol RT (Sigma-Aldrich, R4533), selon les 
instructions du fabricant. Brièvement, des cellules à 60-80% de confluence ont été récupérées 
dans 1 mL de RNAzol RT, centrifugées pour séparer les ARN des ADN & protéines, et les 
premiers ont été précipités avec de l’isopropanol 100% puis lavés deux fois dans de l’éthanol 
75%. L’ARN a été dilué dans de l’eau sans être séché au préalable avant d’être dosé au 
Nanodrop.  
 
RiboMethSeq : 

 
Les ARN totaux à la concentration optimale ont été envoyés à la plateforme EpiRNASeq à 
Nancy où la technique a été réalisée. 
 
Northern Blot : 

 
4 g d’ARN totaux ont été séparés sur un gel d’agarose 0.8 % avec 1.2 % de formaldéhyde 
dans du tampon T/T (30 mM Tricine (Santa Cruz, CAS 5704-04-1), 30 mM triethanolamine 
(Supelco, 8223415000)) avant d’être transférés sur une membrane en nylon chargée 
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positivement (Roche, 11-209-299-001) par transfert capillaire de haut en bas en conditions 
légèrement alcalines et cross-linkés sous rayonnement UV. Les membranes ont été pré-
hybridées pendant une heure à 42°C avec de l’ULTRAhyb-Oligo buffer (Life/ThermoFisher, 
AM8663) avant d’être hybridées sur la nuit à 42°C avec 10 μM de sondes oligonucléotidiques 
biotinylées en 5’ diluées dans de l’ULTRAhyb-Oligo buffer. Ils ont été hybridés avec des sondes 
associées à de la biotine en 5’. Par la suite, les membranes ont été lavées deux fois avec du 
tampon de lavage 1X (5X stock : 5X PBS, 2.5% SDS), trois fois avec du tampon de blocage (1X 
PBS, 0.5% SDS, 0.1% I-Block Reagent (Thermo Fisher, T2015)), une fois avec de la solution de 
conjugué (1 μL de Streptavidin-AP conjugate (Life/ThermoFisher #S921) pour 10 mL de 
tampon de blocage), une fois avec du tampon de blocage, trois fois avec du tampon de lavage 
1X, deux fois avec du tampon essai (0.1 M diethanolamine (Supelco, 1162051000), 1 mM 
MgCl2, pH 10.0) et recouverte de CDP-Star® Luminescent Substrate (0.25 mM Ready-To-Use) 
(Life/ThermoFisher, T2146) avant que le signal ne soit révélé par chimiluminescence dans un 
Chemidoc Touch (Bio-Rad, 1708370). Les sondes ont été retirées des membranes par deux 
lavages dans du NB Strip buffer bouillant (0.1X SSC, 0.5% SDS) laissé à refroidir à RT, avant de 
recommencer à l’étape de pré hybridation pour l’utilisation d’une autre sonde. La séquence 
des oligonucléotides utilisées comme sondes sont disponibles dans le matériel 
supplémentaire. Les signaux ont été quantifiés au moyen du logiciel ImageJ .  
 
SUnSET :  

 
Des cellules à 60-80% de confluence ont été cultivées dans des boîtes 10 cm. Elles ont ensuite 
été traitées avec du cycloheximide (100 μM dans du DMSO) pendant 10 minutes puis avec de 
la puromycine (1 μM) pendant 45 minutes, avec de la puromycine seule pendant 45 minutes, 
ou non traitées. Les protéines ont ensuite été extraites avant d’être séparées par Western 
Blot. 
 
Extraction de protéines :  

 
Les cellules ont été cultivées jusqu’à 60-80% de confluence dans des boîtes 10 cm avant d’être 
récoltées par trypsination. Elles ont été culottées par centrifugation à 2500 rpm pour 5 
minutes avant d’être resuspendues dans 10 volumes de RIPA Lysis and Extraction Buffer 
(Thermo Fisher, 89900) et laissées 15 minutes sur glace. Les échantillons ont ensuite été 
centrifugés 10 minutes, 14000 rpm à 4°C et le surnageant a été récupéré. La concentration en 
protéines a été mesurée par la méthode de Bradford.  
 
Western Blot :  

 
50 g d’extraits protéiques ont migré sur un gel SDS-PAGE 10% et transférés sur une 
membrane en nitrocellulose. Les membranes ont été bloquées pendant 1h dans du PBS Tween 
20 0.1% avec 5% de lait et incubées sur la nuit avec un anticorps anti-puromycine (Merck 

Millipore, MABE343) dilué au 5000ème puis avec un anticorps secondaire Peroxidase 
AffiniPure Goat Anti-Mouse IgG, Fcy subclass 2a specific (Jackson ImmunoResearch, 115-035-
206). Les membranes ont été incubées dans de l’ECL Clarity Max (Bio-Rad, 1705062) avant 
d’être révélées par chimiluminescence au Chemidoc Touch. Les signaux ont été analysés avec 
le logiciel ImageLab (Bio-Rad). 
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Analyse statistique : 

 
Tous les tests statistiques ont été réalisés sur GraphPad Prism version 8.1.0. n.s : non 
significatif ; * : P<0,05 ; ** : P<0,01 ; *** : P<0,001 ; **** : P<0,0001. 
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RESULTS : 
 
47S quantity is increased in the absence of XPG. 

 
 As the XPG protein is located in the nucleolus and associated with CSB, TFFIH and 
RNAP1, we wondered if its absence could have an effect on the transcriptional activity of 
RNAP1. To assess this, we performed RNA Fluorescence In Situ Hybridization (RNA FISH) using 
a specific oligonucleotide probe, directed against the 5’ of the 47S rRNA, upstream of cleavage 
site A’ (Figure 11A). This cleavage happens early in the maturation process (1), allowing us to 
quantify in a reliable way the RNAP1 transcriptional activity. We measured the amount of 
newly transcribed 47S in MRC5-SV (wild type cell line), XPCS1RO-SV (immortalized cell line 
derived from a XP-G/CS patient with a XPG protein containing a frameshift mutation at aa 926 
and a premature stop codon at aa 980 (2)), XPCS1RO-SV+XPG-GFP (rescue cell line) (Figure 
S1).  
Interestingly, instead of a reduction of the 47S signal, a higher level of 47S was measured in 
the nucleoli of XPCS1RO-SV cells. When complemented with XPG-GFP, the level of 47S rRNA 
decreased to a level slightly lower than in MRC5-SV cells. This surprising result prompted us 
to measure the 47S amount in two other independent XPG cell lines: GM14931 (Coriell), 
presenting a premature stop codon at aa 659 (2) and GM14930 (Coriell), presenting one allele 
similar to GM14931 and the other coding for a XPG protein of only 262 aa (2). 
According to the results observed in XPCS1RO-SV cell line, in both the GM cell lines an increase 
of the level of 47S compared to the wild type cells was observed (Figure 11B). The variations 
in fluorescence level are calculated and shown in Figure 11C. This result suggests that in the 
absence of XPG, in human cells an increased amount of 47S is observed.  
To verify whether this feature was common to other mammalian XPG models, we performed 
47S RNA FISH in Mouse Embryonic Fibroblasts (MEFs) (kindly provided by Dr Hoeijmakers) (3), 
either wild-type (WT) or depleted in XPG protein (XPG-/-). As for the human cell lines, we 
observed that the quantity of 47S rRNA is increased in the XPG-/- MEFS (Figure 11D), 
confirming that the absence of the XPG protein leads to an increase in the quantity of 47S in 
mammalian cells. Representative pictures of the RNA FISH assay are shown in Figure 11E. The 
augmentation of the 47S quantity in the nucleoli is related to the lack of a functional XPG 
protein, and is not cell-line specific. For the following experiments, we chose to focus on the 
XPCS1RO-SV cell line, as we have a rescue cell line at our disposal.  
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The absence of XPG changes the ribosomal DNA chromatin environment. 

 
 Following this result, we questioned the rationale that could explain this increase in 
47S quantity. Two possible hypotheses were considered: either an increase of the 
transcriptional activity of RNAP1, leading to the production of a greater quantity of pre-rRNA 
47S, or a perturbation in 47S maturation, causing an accumulation of this primary product due 
to the inability of the cell to properly proceed to its maturation.  
To investigate whether in the absence of XPG, the Upstream Binding Factor (UBF) (4) and 
RNAP1 binding on the rDNAs sequences was disturbed, we performed chromatin 
immunoprecipitation coupled with quantitative PCR (ChIP-qPCR). 11 primers along the 
sequence of the ribosomal genes and in non-transcribed flanking regions were used to 
establish a map of the binding of these two proteins along the rDNA in WT, XPG-deficient and 
XPG-corrected cell lines (Figure 12A).  
In the absence of a functional XPG protein, UBF binding capacity to the rDNA is higher than in 
the control cells. In the rescue cell line XPCS1RO-SV+XPG-GFP, UBF binding along the rDNA is 
similar to the profile established in the MRC5 cell line. This result shows that the binding of 
UBF along the rDNA may be modified in the absence of a functional XPG protein (Figure 12B). 
As UBF reflects the number of active copies of rDNA, the absence of a functional XPG protein 
may lead to an increase of the transcriptional activity of the RNAP1 by increasing the number 
of active copies of rDNA. Furthermore, we measured the number of basal rDNA copies by 
qPCR in the MRC5-SV, XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell lines and we observed no 
difference of the number of copies between XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell lines, 
implying that if there is indeed an augmentation of the number of active copies of rDNA in the 
XPCS1RO-SV cell line, it is solely related to the increased binding of UBF (Figure S2). 
However, we observed that in the absence of a functional XPG protein, RNAP1 binding 
capacity to the rDNA is reduced. Intriguingly, restoring the presence of a functional XPG 
protein failed to increase the binding of RNAP1 back to the level of what was observed in the 
control cells, prompting us to think that the binding of RNAP1 to the rDNA may be more cell 
line-dependent than XPG-dependent (Figure 12C). 
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R-loops are increased along rDNA sequence in absence of XPG. 

 
 In actively transcribed regions, nascent RNA is emerging upstream of the moving RNA 
polymerase. This nascent RNA is naked, and can form hybrid structures when in complex with 
the double-stranded DNA. These hybrid structures were named R-loops, to reflect their 
similarity with D-loops (5). R-loops tend to form in transcriptionally active regions and/or GC-
rich regions, such as ribosomal genes. Recently, it has been shown that the XPG protein was 
in charge of processing some of the R-loops formed upon Double Strand Breaks induction, to 
start a repair process known as Transcription-Associated Homologous Recombination Repair 
(TA-HRR) (6). In a similar fashion, XPG could be involved in the processing of R-loops produced 
along the rDNA, while RNAP1 is actively transcribing. To verify this hypothesis, we performed 
DNA/RNA ImmunoPrecipitation (DRIP) experiment in association with qPCR. Briefly, by using 
an antibody targeting R-loops following DNA digestion by an enzymatic cocktail, and 
proceeding as for the ChIP experiments, the profile of R-loops along the ribosomal genes was 
established (Figure 13A). 
In the XPCS1RO-SV cell line, we measured a higher percentage of input of R-loops precipitated 
along the rDNA, compared to the wild-type cell line. To verify that this result depends on the 
absence of XPG, we performed DRIP in the rescue cell line. In XPG-GFP corrected cell line the 
binding profile of R-loops along the rDNA was very similar to the one established in MRC5 cells 
(Figure 13B). This result prompted us to think that a functional XPG protein contributes to 
reducing the number of un resolved R-loops along the rDNA.  
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The maturation of rRNA is impaired in the absence of a functional XPG protein.  

 
  Following transcription, 47S ribosomal RNA is cleaved several times, ultimately leading 
to three mature forms: 18S, 5.8S and 28S. We hypothesized that the increase of rRNA 47S 
observed in the absence of a functional XPG could be a consequence of an improper 
maturation process. To check the validity of this hypothesis, we performed Northern Blot 
experiments with oligonucleotides probes hybridizing within the InterGenic Spacers , allowing 
us to visualize several non-mature precursors of the rRNA (Figure 14A). The resulting 
migration of three independent samples of RNA extracted from the MRC5-SV cell line, 
XPCS1RO-SV cell line and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell line can be seen in Figure 14B.  
 To precisely quantify the maturation of the rRNA in these three cell lines, we used the 
Ratio Analysis of Multiple Precursors (RAMP) (7) technique: in every cell line, we first 
quantified the ratio between one precursor and the Primary Transcript Plus (PTP), composed 
by the co-migration of 47S, 46S and 45S, at the top of the Northern Blot lane. Then, we 
calculated the ratio of this Precursor/PTP from either XPCS1RO-SV cell line or XPCS1RO-
SV+XPG-GFP cell line to its equivalent from MRC5-SV cell line, before calculating the log base 
2 of this ratio. The resulting value for every precursor has been regrouped in one graph (Figure 
14C). A positive value indicates an increase of the quantity of this precursor in the cell line 
compared to the quantity of this precursor in the MRC5 cell line, while a negative value 
indicates a decrease of the quantity of this precursor in the cell line compared to the MRC5 
cell line. 
 In the absence of a functional XPG protein, we measured a slight increase of the rRNA 
precursor 41S. When the cell line is rescued with a functional XPG protein, the 41S rRNA 
precursor has a signal comparable to the signal observed in wild type cell line. The absence of 
a functional XPG protein increases the quantity of 41S rRNA precursor. Furthermore, in the 
XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell line, we measured a decrease of the quantity of 36S rRNA 
precursor. Both 41S and 36S rRNA precursors come from alternative cleavage pathways: thus, 
the absence of a functional XPG protein could guide the cell towards alternative ways of 
maturation, and restoring a functional protein may promote the classical pathways.   
 We also measured an increase of the quantity of 32S rRNA precursor in the XPCS1RO-
SV cell line. In the rescue cell line, the quantity of this precursor is slightly decreased. Using 
Figure 4B, we can hypothesize that the XPG protein is involved in the cleavage at site 4. We 
would expect a decrease of rRNA precursor 12S following this impairment, which we do not 
have. However, an increase of both 32S and 12S precursors has been seen in literature (8). 
Finally, we measured an increase of the precursor rRNA 18S-E in the XPCS1RO-SV cell line. This 
increase was lost in the XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell line. A functional XPG protein may be 
required for the export or exonucleolytic trimming of this precursor. In the absence of a 
functional XPG protein, rRNA maturation is impaired and guided towards alternative 
pathways. Restoring a functional XPG protein, however, restores all the correct maturation 
steps except for the cleavage at site 4, which is only partially restored. The blots with the ITS1-
5.8S and ITS2-b and d/e probes can be seen in Figure S3. 
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A non-functional XPG protein does not affect the 2’-O-Methylation profiles of the rRNAs. 

 
We established that the absence of a functional XPG protein prevents proper rRNA 

maturation. Apart from cleavages and exonucleolytic degradations, rRNA undergoes several 
co- or post-transcriptional modifications. Among these post-transcriptional modifications, the 
most studied is probably the 2’-O-Methylation (2’-O-Me): the addition of a methyl group to 
the 2’ hydroxyl of the ribose residue of a nucleoside. This modification has an interesting 
particularity: it shields the adjacent phosphodiester bonds from alkaline degradation. When 
total RNA is submitted to this kind of degradation and sequenced afterwards, the 2’ -O-ME 
sites are never found as 3’ or 5’ ends of the obtained RNA fragments (9). By making use of this 
characteristic, it is possible to establish a profile of the 2’-O-Me on the rRNAs. This technique 
is called RiboMethSeq. We wanted to know if the impaired maturation or the lack of a 
functional XPG protein could have an effect of the post-transcriptional modifications 
underwent by the rRNAs, so we established the methylation profiles of the XPCS1RO-SV and 
XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell lines by looking at the methylation score of known, suspected or 
new candidate sites of 2’-O-Me methylation in 18S, 5.8S and 28S mature rRNA.  

We found no significative difference in the methylation scores for the known (Figure 
15A) and suspected sites (Figure 15B) of 2’O-Me of the 18S rRNA. No significative difference 
of 2’-O-Me was established for the known methylation sites (Figures 15C), suspected 
methylation sites (Figure 15D) or even new candidate sites (Figure 15E) for the mature 28S 
rRNA. Finally, we found identical methylation scores for the two 2’-O-Me methylation sites of 
the mature 5.8S rRNA (Figure 15F). From these data, there is clearly no involvement of the 
XPG protein in the process of 2’O-Me of the mature rRNAs. Furthermore, the impaired 
maturation process does not seem to affect this post-transcriptional modification. Individual 
comparisons of each methylation sites for the 5.8S rRNA, 28S rRNA and 18S rRNA can be seen 
respectively in figures S4, S5 and S6.  
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The translational activity of the ribosomes is non-affected in the absence of a functional XPG 

protein. 

 
 Finally, as we observed an impaired maturation of ribosomes, we wanted to check if 
the main activity of the ribosomes, the translation, was affected by the lack of a functional 
XPG protein.  
The translation is the process by which proteins are synthesized using mRNA s as guides. 
Nucleotides are read as triplets, called codons, and each codon is associated with an amino 
acid (aa). Amino acids are carried by the transfer RNA (tRNA), in the Aminoacyl-site (A) of the 
ribosome. The tRNA carrying an aa will be taken to the Peptidyl-site (P), where it will be 
stripped from its aa, before being transferred in the Exit-site (E). Amino acids will form 
polypeptides in the P site, polypeptides that will ultimately form proteins. It is possible to have 
a rough idea of the translational level by making use of the SUnSET technique (10) : it takes 
advantage of the structural similarity of puromycin, a nucleosidic antibiotic produced by 
Streptomyces alboniger, with an aminoacyl-tRNA. When used at a low enough concentration, 
puromycin is integrated in newly synthesized proteins. Afterwards, the level of puromycin 
integration can be measured by western blot, using the proper antibodies. MRC5-SV, 
XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell lines were treated with puromycin, with 
cycloheximide, a drug blocking translation, then puromycin, or not treated, before a protein 
extraction was performed. Resulting whole cell extracts were analyzed by Western Blots, using 
Red Ponceau staining to assess for equal protein quantity (Figure 16A), normalized to the 
untreated MRC5-SV protein extract (Figure 16B), then using an anti-puromycin primary 
antibody and a secondary antibody for chemiluminescence (Figure 16C). Measured signals 
were normalized as percentage of the signal measured in the MRC5-SV cell line (Figure 16D). 
 We observed no significative difference of the puromycin signal in the XPCS1RO-SV cell 
line compared to the MRC5-SV cell line. Likewise, we measured no difference in the quantity 
of integrated puromycin in the XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell line compared to the MRC5-SV cell 
line (Figure 16C). The + cycloheximide + puromycin lanes indicate that the puromycin signal is 
only translation-dependent. The lack of a functional XPG protein does not affect the 
translational activity of the cells, not more than the impaired rRNA maturation.   
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SUPPLEMENTARY MATERIALS : 

Supplementary Table 1: Sequences (5’ to 3’) of the probes used in RNA FISH 

analysis.
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Supplementary Table 2: Sequences (5’ to 3’) of the qPCR primers.

Used for ChIP, DRIP, and qPCR analysis of the ribosomal DNA. Position is the 
middle of the PCR product, related to the transcription start site (TSS).
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Supplementary Table 3: Sequences (5’ to 3’) of the probes used for Northern 

Blot analysis.

All probes are biotinylated in 5’.
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Supplementary Figure 1: Structure of the XPG protein.

Cartoon depicting the structure of the XPG protein in MRC5-SV, XPCS1RO-SV, 
XPCS1RO-SV+XPG-GFP, GM14931-SV, GM14930-SV cell lines. UBM: Ubiquitin 
Binding Motif ; PIP : PCNA Interacting Peptide.
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Supplementary Figure 2: Comparison of the basal copy number of rDNA.

Fold gene expression of three rDNA regions, relatively to two housekeeping 
genes, in MRC5-SV, XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell lines. The 
error bars represent the SEM of 3 biological replicates. Statistical significance 
was determined using the Holm-Sidak method in GraphPad Prism 8.1.0, with ⍺ = 0.05. n.s: Not significant.
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Supplementary Figure 3: Northern blot with ITS2b, ITS2d/E and ITS1-5.8S 

probe.

A) Northern Blot analysis of the RNA of three biological replicates of MRC5-
SV, XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell lines with the ITS1-5.8S 
probe. B) Northern Blot analysis of the RNA of three biological replicates of 
MRC5-SV, XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP with the ITS2 (ITS2b and 
ITS2d/e) probes. 
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Supplementary Figure 4: Comparison of each methylation sites of the 5.8S 

rRNA. 
Methylation score of the known sites of methylation of the 5.8S rRNA in 
XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell lines. CTRL_XPG: XPCS1RO-SV; 
T_XPG-GFP: XPCS1RO-SV+XPG-GFP. 
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Supplementary Figure 5: Comparison of each methylation sites of the 28S 

rRNA.

A) Methylation score of the known sites of methylation of the 28S rRNA in 
XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell lines. B) Methylation score of the 
suspected sites of methylation of the 28S rRNA in XPCS1RO-SV and XPCS1RO-
SV+XPG-GFP cell lines. C) Methylation score of the new candidate sites of 
methylation of the 28S rRNA in XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP cell 
lines. CTRL_XPG: XPCS1RO-SV; T_XPG-GFP: XPCS1RO+XPG-GFP.
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Supplementary Figure 6: Comparison of each methylation sites of the 18S 

rRNA

A) Methylation score of the known sites of methylation of the 18S rRNA in 
XPCS1RO-SV and XPCS1RO-SV+XPG-GFP. B) Methylation score of the 
suspected sites of methylation of the 18S rRNA in XPCS1RO-SV and XPCS1RO-
SV+XPG-GFP. CTRL_XPG: XPCS1RO-SV; T_XPG-GFP: XPCS1RO-SV+XPG-GFP.
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DISCUSSION : 
 
 XPG est une protéine aux activités multiples : en plus de son rôle crucial dans le NER, 
elle semble être impliquée dans la transcription par l’ARN Polymérase 2, en étant associé à 
cette dernière en compagnie du complexe TFIIH et de CSB, qui sont d’ailleurs deux de ses 
partenaires dans le processus de réparation par excision de nucléotides (1), mais également 
dans la réparation par excision de bases (BER), notamment en stimulant la thymine glycol DNA 
glycosylase (2), ou encore dans la résolution des R-loops, des structures hybrides ARN : ADN, 
qui sont de plus en plus fréquemment liées aux symptômes des maladies neurodégénératives 
ces dernières années (3). XPG pourrait également endosser des rôles  essentiels à l’activité 
transcriptionnelle de l’ARN Polymérase 1, car elle a été localisée dans le nucléole, en 
association avec CSB et TFIIH, ses partenaires pour la transcription des ARNm par l’ARN 
Polymérase 2 (4). Mon projet s’est concentré sur le volet nucléolaire des activités de la 
protéine XPG. Mon but était de découvrir ses rôles potentiels au cours de plusieurs étapes de 
la biogénèse des ribosomes, un processus majeur et indispensable à la croissance cellulaire.  
 

Les gènes ribosomiques sont présents en plusieurs centaines de copies dans la cellule. 
Ces copies sont localisées dans le nucléole, une organelle du noyau de la cellule eucaryote. 
Bien que seules certaines copies soient actives, ces gènes ribosomiques sont tout de même 
transcrits à un rythme effréné : les ARN ribosomiques peuvent représenter jusqu’à 80% des 
ARN totaux d’une cellule (5) ! Les ADNr sont situés sur le bras court des cinq chromosomes 
acrocentriques (13,14,15,21 et 22) et sont regroupés dans des régions appelées organisateur 
nucléolaire (NOR). Ces derniers sont essentiels pour la formation du nucléole, qui a de 
nombreux rôles nécessaires à l’homéostasie épigénétique (6). Une unité d’ADNr comporte les 
éléments suivants : le 5’ External Transcribed Spacer (5’ETS), le futur ARNr 18S, l’Internal 
Transcribed Spacer 1 (ITS1), le futur ARNr 5.8S, l’Internal Transcribed Spacer 2 (ITS2), le futur 
ARNr 28S et enfin le 3’External Transcribed Spacer (3’ETS). Entre chaque région codante, on 
trouve un Intergenic Spacer (IGS), qui porte de nombreux éléments nécessaires à la régulation 
(7). Un gène ribosomique se compose donc de la région codante et d’un IGS. Ces gènes sont 
répétés des centaines de fois en tandem (Figure 4). L’ARNPol1 transcrit ces gènes 
ribosomiques en un seul produit, long de plusieurs milliers de nucléotides  : le pré-ARNr 47S. 
Ce produit va ensuite subir plusieurs processus de clivages ou dégradation pour former les 3 
ARNr matures, puis les ribosomes. Plusieurs dizaines de protéines sont nécessaires pour 
mener à bien ce projet d’envergure (8).   
 

Nous nous sommes intéressés en premier lieu au tout début de ce projet, la 
transcription des ADNr en 47S. XPG avait déjà été localisée dans le nucléole, en complexe avec 
la Pol 1, et nous nous sommes demandés si son absence aurait des conséquences sur l’activité 
transcriptionnelle de la RNAPol1. Au moyen d’une sonde ciblant les premiers nucléotides du 
47S, en amont du clivage au site A’, couplée à un fluorochrome, nous disposons d’un moyen 
de quantifier l’activité transcriptionnelle de l’ARNPol1 : ce premier clivage est réalisé quelques 
minutes seulement après la transcription de l’ARNr 47S (9), et en s’hybridant en amont, la 
sonde permet d’évaluer avec fiabilité l’activité transcriptionnelle de la RNAPol1. Cette 
dernière a d’abord été mesurée dans une lignée cellulaire humaine dérivée de patients XP-
G/CS, et dans la même lignée complémentée avec une forme sauvage de la protéine XPG, 
associée à de la GFP afin d’avoir une confirmation visuelle de l’expression de la protéine XPG 
exogène dans les cellules. A notre grande surprise, nous avons observé que l’absence d’une 
protéine XPG fonctionnelle conduit à une augmentation de la quantité de pré -ARNr 47S. De 
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plus, dans le cas où des cellules exprimant la forme tronquée d’XPG sont complémentées avec 
une protéine XPG sauvage, on retrouve une quantité de 47S similaire à celle présente dans les 
cellules sauvages (Figure 11B). Nous avons souhaité vérifier si ce résultat était lignée -cellulaire 
dépendant ou syndrome dépendant, en utilisant les lignées cellulaires GM14931-SV et 
GM14930-SV, dérivées de deux autres patients atteints du syndrome XP-G/CS. Dans ces 
lignées cellulaires, nous avons également retrouvé l’augmentation de la quantité de 47S 
présente dans la lignée XPCS1RO-SV (Figure 11C). Nous nous sommes ensuite demandé si la 
même situation se retrouvait chez d’autres mammifères, et nous avons réalisé l’expérience 
de RNA FISH dans des fibroblastes embryonnaires murins (MEFs) sauvages ou déplété s en 
protéine XPG. Nous avons à nouveau observé une augmentation de la quantité de 47S en 
l’absence de la protéine XPG (Figure 11D). Ce résultat a clairement établi un pattern dans les 
cellules de mammifère : l’absence d’une protéine XPG fonctionnelle conduit à une 
augmentation de la quantité de pré-ARNr 47S, et restaurer la protéine XPG contribue à 
diminuer la quantité du 47S à son niveau basal.  Pour expliquer cet état de fait, nous avons 
émis deux hypothèses : soit la protéine XPG réprime la transcription par l’ARN Polymérase 1, 
et son absence contribue à augmenter l’activité transcriptionnelle de cette polymérase, soit 
la protéine XPG est impliquée dans la maturation des ARNr ribosomiques, et son absence 
empêche la maturation du 47S, conduisant de facto à son accumulation dans le nucléole de la 
cellule. 

 
Tout d’abord, nous nous sommes intéressés à la première hypothèse, celle d’un rôle 

d’XPG dans la transcription. Afin d’établir une capture d’écran de l’environnement 
chromatinien, nous avons utilisé la technique de l’immunoprécipitation de 
chromatine associée à la qPCR. Nous avons choisi d’observer la façon dont deux protéines 
étaient liées aux gènes ribosomiques et aux régions alentour (Figure 12A) en présence et en 
absence d’une protéine XPG fonctionnelle  : UBF et la RNAPol1. UBF est un membre de la 
famille séquence-non spécifique groupe à haute mobilité (HMG). Il est à la racine de la 
transcription par l’ARN Pol 1, en recrutant SL1 (10) ; c’est d’ailleurs la seule activité 
transcriptionnelle dans laquelle il est impliqué (11). De plus, il permet la formation d’une 
structure proche des nucléosomes, l’enhancesome, modifiant par la même occasion la vitesse 
de transcription des gènes ribosomiques (12), en plus de stimuler à la fois l’échappement du 
promoteur (13) ou la phase d’élongation de la transcription (5). Ce qui est encore plus 
intéressant avec cette protéine, c’est qu’elle reflète le nombre de copies actives des rDNA 
(14). En absence d’XPG, nous avons constaté qu’il y avait plus d’UBF lié aux gènes 
ribosomiques. Dans la lignée cellulaire « rescue », cette augmentation de la quantité d’UBF 
liée aux gènes ribosomiques est perdue, pour un retour aux valeurs observées dans les cellules 
sauvages (Figure 12B). Au vu de ce résultat, nous avons émis l’hypothèse d’un plus grand 
nombre de copies actives dans les cellules XPCS1RO-SV, ce qui induirait donc une 
augmentation de l’activité transcriptionnelle et donc une plus grande quantité de 47S dans les 
cellules. Le nombre de copies de rDNA étant variable entre les individus (15), nous ne pouvions 
pas exclure que ce taux de liaison d’UBF plus important soit dû à une variation «  basale » du 
nombre de copies. Cependant, des qPCR réalisées avec des amorces localisées sur les gènes 
ribosomiques ainsi qu’avec deux gènes de ménage ont permis de montrer qu’il n’existait 
aucune différence significative du nombre de copies de manière basale (Figure S2) et que 
l’augmentation/la diminution du nombre de copies actives reflétées par ce taux de liaison 
d’UBF était bien dépendante de l’absence/la restauration d’une protéine XPG fonctionnelle.  
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 Toutefois, nous avons obtenu un résultat plus surprenant concernant la liaison de 
l’ARN Polymérase 1 aux gènes ribosomiques : celle-ci était plus faible en l’absence d’une 
protéine XPG fonctionnelle. De plus, secourir la lignée avec une protéine XPG fonctionnelle ne 
permet pas de restaurer le taux de liaison de la RNAPol1 observé dans les cellules sauvages 
(Figure 12C). Le taux de liaison de la Polymérase 1 aux gènes ribosomiques pourrait donc être 
plutôt cellule-dépendant que XPG-dépendant. Afin d’expliquer le résultat obtenu concernant 
la liaison accrue de la protéine UBF aux ADNr, nous avons émis l’hypothèse suivante  : XPG 
étant capable de plier l’ADN (16), il pourrait être un facilitateur de la transcription par 
l’ARNPol1, contribuant à permettre une transcription efficace en modifiant la conformation 
des gènes ribosomiques. En conséquence, l’absence d’XPG pourrait perturber l’avancée de la 
transcription des gènes ribosomiques. Pour compenser cette diminution de la transcription 
sur un gène donné, la cellule pourrait augmenter le nombre de copies actives de gènes 
ribosomiques, ce qui expliquerait la présence augmentée d’UBF sur les rDNA, afin de 
maintenir le niveau transcriptionnel. En imaginant que d’autres processus soit dérégulés, on 
pourrait imaginer une surcompensation par l’activation de trop nombreuses copies, et donc 
une surproduction d’ARNr 47S conduisant à l’augmentation que nous avons mesurée 
précédemment. Fait intéressant, un mutant UBF gain-de-fonction a été observé récemment 
chez sept individus non liés génétiquement (17). Ce mutant était plus fortement lié au 
promoteur de l’ADNr ainsi qu’au 5’ETS, sans pour autant affecter le niveau de liaison de 
plusieurs composants de l’ARNPolymérase 1. Ce gain de fonction a été associé à une 
augmentation significative de l’ARNr 18S, et, surtout, à une dégénérescence neuronale 
progressive durant l’enfance des patients affectés. En conséquence, l’augmentation du taux 
de liaison d’UBF aux gènes ribosomiques en l’absence d’une protéine XPG fonctionnelle 
pourrait expliquer les symptômes de neurodégénérescence observés chez les patients XP -
G/CS. 

 
Les régions très actives transcriptionnellement ou riches en G/C sont des terreaux 

fertiles pour les R-loops, des structures formées lorsqu’un brin d’ARN nu, nouvellement 
synthétisé, s’associe à l’ADN double brin en amont d’une polymérase en cours de 
transcription. Les gènes ribosomiques remplissant ces deux critères, il n’est donc pas 
surprenant que des R-loops s’y forment fréquemment. Dans plusieurs cas de figures, la 
protéine XPG, de par son activité endonucléase, a été impliquée dans la résolution des R-loops 
(18,19). Les R-loops pouvant perturber la transcription par l’ARN Polymérase 1 (20), nous 
avons cherché à mesurer la présence de R-loops sur les gènes ribosomiques en présence et 
en absence d’une protéine XPG fonctionnelle. En utilisant la technique de DNA:RNA 
ImmunoPrecipitation (DRIP), combinée avec des qPCR ciblant les gènes ribosomiques au 
moyen des amorces précédemment utilisées (Figure 13A), nous avons pu établir un profil des 
R-loops le long des gènes ribosomiques (Figure 13B). Dans les XPCS1RO-SV, nous avons 
mesuré plus de R-loops sur les gènes ribosomiques, et secourir la lignée cellulaire a permis de 
ramener la présence de R-loops non résolus à des valeurs proches de celle des cellules 
sauvages. Une protéine XPG fonctionnelle permet donc de réduire la quantité de R-loops non 
résolus le long des gènes ribosomiques. On peut toutefois se demander si la réduction est 
directement liée à l’action de la protéine XPG, qui clive les R-loops directement, ou si elle est 
indirecte et liée à la diminution de l’activité transcriptionnelle causée par la restauration d’une 
protéine XPG fonctionnelle. Afin de répondre à cette question, nous pourrions réaliser les 
expériences de ChIP-qPCR et de DRIP-qPCR sur des cellules XPCS1RO-SV, complémentées avec 
un XPG catalytiquement inactif avec une mutation en position 791. L’acide glutamique devient 
une alanine. Si cet acide aminé est essentiel pour l’activité catalytique d’XPG, cette forme de 
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la protéine reste néanmoins capable d’accomplir tous les rôles non catalytiques de la protéine 
(21). Ceci nous permettrait de vérifier si l’activité catalytique de la protéine XPG est nécessaire 
pour accomplir son rôle dans la répression de la transcription et la résolution de s R-loops le 
long des gènes ribosomiques.  

 
Les R-loops ont un rôle ambigu : s’ils peuvent parfois réguler l’expression génique, par 

exemple en protégeant les régions promotrices de la méthylation (22), en induisant la 
terminaison de la transcription sur les régions 3’ (23) ou favoriser des motifs chromatiniens 
répressifs (24), ils peuvent également menacer le bon fonctionnement de la transcription : 
dans le cas des gènes ribosomiques, une ARN Pol 1 peut être bloquée par des R-loops, ce qui 
amène à l’effondrement chromosomique (20). De plus, une accumulation de R-loops 
commence à être vue comme une des causes possibles de plusieurs maladies 
neurodégénératives. C’est le cas notamment pour les maladies associées à la répétition d’un 
triplet de nucléotides : la chorée de Huntington (répétition de motifs CAG), le syndrome de l’X 
fragile type A ou E (CCG et CGG, respectivement) ou encore l’ataxie de Friedreich (GAA), dont 
les régions répétées sont riches en C/G et très sensibles à l’accumulation de R-loops, parfois 
même dans une configuration dite « double R-loops » (25). Les répétitions au niveau de 
C9orf72 (GGGGCC)-(GGCCCC) sont également rendues instables par une accumulation de 
double R-loops, ce qui provoque la sclérose latérale amyotrophique ou une dégénérescence 
lombaire fronto-temporale (DLFT) (25). L’ataxie avec une apraxie oculomotrice de type 2 
(AOA2) est une maladie neurodégénérative causée par la mutation de la Senataxine (SETX), 
une hélicase nécessaire à la résolution des R-loops. Dans cette maladie, l’expression des gènes 
neuronaux est modifiée, et de nombreux R-loops sont présents sur ces gènes (26). Enfin, parmi 
les syndromes liés aux R-loops, l’anémie de Fanconi (FA), provoquée par la perte d’une 
protéine de la voie FA, est intéressante dans notre cas. En cas de perte de la voie FA, les R-
loops s’accumulent dans les cellules, provoquant une augmentation du nombre de blocage 
des fourches réplicatives et des cassures de l’ADN (27,28). FANCI, l’une des protéines de cette 
voie, a été localisée dans le nucléole où elle est physiquement impliquée dans la transcription 
du pré-ARNr47S mais aussi dans la maturation des ARNr de la grande sous-unité du ribosome 
(29). L’anémie de Fanconi est une maladie héréditaire qui affecte la moelle osseuse, et les 
patients présentent très tôt dans l’enfance une anémie aplastique, des altérations 
congénitales, et leurs cellules sont hypersensibles à des agents nocif s comme le 
diepoxybutane (DEB) ou la mitomycine C (MMC) (30,31). Une accumulation de R-loops ainsi 
qu’une perturbation de la biogénèse des ribosomes pourraient donc causer des symptômes 
multiples, eu égard à l’importance capitale des ribosomes dans la production protéique. 
Rapprocher XP-G/CS des ribosomopathies pourrait, de plus, permettre d’élargir les pistes 
thérapeutiques potentielles.  

 
De plus, les résultats obtenus dans nos expériences de DRIP-qPCR font écho à des 

découvertes récentes : il a été montré que l’ARNPol2 pouvait « diriger » la transcription Pol1 
dans le nucléole. En effet, la Pol 2 et SETX génèrent un bouclier constitué de R-loops dans les 
IGS, et ce bouclier empêche l’ARNPol1 de transcrire les IGS et de former des ARN 
intergéniques sens non-codants (sincRNA) (32), qui perturberaient l’organisation du nucléole 
ou l’expression des ADNr. L’accumulation de R-loops sur les régions codantes, en l’absence 
d’XPG, pourrait causer un phénomène similaire de « bouclier », empêchant la liaison correcte 
de l’ARNPol1 aux gènes ribosomiques. En conséquence, une diminution de l’activité 
transcriptionnelle, et la cellule activerait donc plus de copies de rDNA, ce qui expliquerait 
l’augmentation du taux d’UBF lié aux gènes ribosomiques évoquée plus haut. Une 
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surcompensation de l’activité transcriptionnelle causerait l’augmentation de 47S observée. 
Cependant, le niveau de liaison similaire de l’ARN Pol 1 aux gènes ribosomiques dans les 
cellules secourues constitue un point faible de cette hypothèse. Toutefois, comme les taux de 
liaisons d’UBF, reflétant le nombre de copies actives, de même que la quantité de R-loops non 
résolus le long des ADNr, sont identiques entre les cellules complémentées et les cellules 
sauvages, et qu’on constate également une baisse de la quantité de 47S, le niveau de liaison 
de Pol 1 peut être dû à une capture à des instants différents de la transcription, puisque le 
crosslinking avec le formaldéhyde utilisé dans la technique de ChIP fige les protéines sur l’ADN 
à un instant donné. On pourrait imaginer que dans le cas des cellules « rescue », le crosslinking 
ait été fait à un moment où le taux d’occupation de l’ARN Polymérase 1 était relativement 
faible.  En plus de son potentiel rôle en lien direct avec la transcription, XPG pourrait 
également faciliter la progression de l’ARNPol1 le long des ADNr en réduisant le nombre de R-
loops et le stress induit sur la cellule.  

 
Notre seconde hypothèse concernant l’accumulation du 47S était un déficit potentiel 

de la maturation : l’absence de la protéine XPG pouvait causer l’absence de  certaines 
protéines ou la non-réalisation de certains mécanismes, prévenant la maturation et 
provoquant l’accumulation du premier transcrit des gènes ribosomiques. Afin d’observer la 
maturation, nous avons réalisé des expériences de Northern Blot avec des sondes couplées à 
de la biotine et dirigées contre les Intergenic Transcribed Spacers de l’ADN ribosomique 
(Figure 14A) (33). Cibler ces régions permet de visualiser de multiples transcrits intermédiaires 
avec une seule sonde. Pour analyser les résultats, nous avons utilisé la méthode RAMP, qui 
permet une quantification précise de la maturation per se : en premier lieu, chaque transcrit 
intermédiaire est normalisé sur le premier transcrit, pour compenser les éventuelles 
différences de quantité d’ARN initiale, puis est normalisé sur la cellule « contrôle ». Calculer 
le log base 2 de ce ratio permet d’uniformiser les résultats afin de pouvoir visualiser avec 
précision les différences dans la maturation entre plusieurs conditions cellulaires (Figure 14C) 
(34). La première chose intéressante à tirer de ce graphique est l’augmentation de la quantité 
de 41S en l’absence d’une protéine XPG fonctionnelle. Lorsque qu’on complémente les 
cellules avec une forme sauvage de la protéine XPG, on retrouve une quantité de 41S similaire 
à celle observée dans les cellules sauvages. L’ARNr 41S provient d’une voie de  clivage 
alternative, et se forme lorsque les clivages au site A0 puis 1 se produisent avant le clivage au 
site 2 (Figure 6), une situation minoritaire dans les cellules HeLa saines (35,36). La cellule 
semble donc plus susceptible à des voies de maturation alternatives en l’absence de la 
protéine XPG. Cette hypothèse se confirme par l’observation du précurseur ARNr 36S  : si l’on 
n’observe pas de différence dans les cellules XPCS1RO-SV, on mesure en revanche une 
diminution de ce précurseur en cas de complémentation de cette lignée avec la protéine XPG 
fonctionnelle. Le précurseur ARNr 36S est également issu d’une voie de maturation 
alternative, lorsque l’ARNr 41S est clivé au site E avant le site 2 (Figure 7). Restaurer la protéine 
XPG semble donc permettre à la cellule de favoriser de nouveau les voies de maturation 
principales relativement aux voies alternatives. 

 
 Cette analyse RAMP nous a également permis de constater une augmentation de la 

quantité du précurseur 32S dans notre lignée XPCS1RO-SV comparée à la lignée MRC5-SV. 
Lorsque l’on restaure la protéine XPG fonctionnelle dans les cellules XPCS1RO-SV, on 
remarque une légère baisse de la quantité de ce précurseur, sans toutefois restaurer 
totalement la quantité contrôle. Le précurseur 32S provient de la dégradation par une 
exoRNase du 32.5S, un précurseur à la durée de vie très courte, pour lequel nous n’avons 
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mesuré aucune différence entre les différentes lignées. Le précurseur ARNr 32S sera clivé au 
niveau du site 4, et à l’issue de ce clivage se formeront le précurseur 12S, dans la voie de 
l’ARNr 5.8S et le précurseur 28.5S, dans la voie de l’ARNr 28S. Dans le cadre d’une analyse 
RAMP, l’accumulation d’un précurseur indique que le moyen de maturation de ce précurseur 
(clivage endonucléolytique et/ou dégradation exoRNAsique) ne peut être correctement 
réalisée dans les conditions observées. En l’occurrence, en l’absence d’une protéine XPG 
fonctionnelle, on observe une perturbation du clivage au site 4. Et secourir la lignée ne 
restaure que partiellement ce clivage. Deux hypothèses sont possibles : premièrement, XPG 
peut être directement impliquée dans ce clivage au site 4. En effet, cette protéine est membre 
de la superfamille FEN1, précédemment identifiée comme capable de cliver de l’ARN (37). 
Une seconde hypothèse implique un partenaire potentiel pour la protéine XPG  : la protéine 
XRN2. Tout d’abord, XRN2 est impliquée dans la résolution de certains R-loops (38). Tout 
comme XPG, elle joue un rôle dans la transcription par la Pol 2, à une étape différente de la 
transcription toutefois (39,40). De plus, les deux protéines jouent un rôle important pour le 
processus de réparation par recombinaison homologue (HRR) (41,42). Enfin, elle est 
notamment impliquée dans la terminaison de la transcription par l’ARN Polymérase 1 (43). 
Comme évoqué brièvement dans la partie Résultats, des résultats précédents ont montré une 
accumulation des précurseurs 32S et 12S en l’absence de cette protéine (44). Si dans notre 
cas, l’on ne retrouve pas d’augmentation significative du précurseur ARNr 12S, les valeurs 
dans les deux lignées XPCS1RO-SV ont tout de même une tendance plus élevée que dans la 
lignée contrôle. Un autre argument en faveur d’une association XRN2-XPG est la diminution 
de la quantité du précurseur ARNr 36S en cas de restauration d’une protéine XPG 
fonctionnelle : ce précurseur subit une dégradation exoRNAsique par… XRN2 ! L’absence de 
cette protéine conduit d’ailleurs à une accumulation de 36S et de 41S (36). Le lien entre XPG 
et XRN2 semble donc être une piste à privilégier afin de comprendre plus en détail ces 
conséquences de l’absence d’une protéine XPG fonctionnelle sur la maturation de l’ARN 
ribosomique. On pourrait imaginer inactiver XRN2, par exemple au moyen d’un petit ARN 
interférent (siARN) dans des cellules XPCS1RO-SV+XPG-GFP, et observer l’effet sur la 
maturation par Northern Blot.  

 
Enfin, cette analyse RAMP nous a permis d’observer une augmentation de la quantité 

du précurseur ARNr 18S-E en l’absence d’une protéine XPG fonctionnelle. Restaurer cette 
protéine permet d’abolir cette augmentation.  Le précurseur 18S-E est issu du clivage au site 
E du précurseur 21S-C et il est clivé au niveau du site 3 pour former l’ARNr 18S mature (Figure 
6). De manière intéressante, lorsque le clivage au site E a lieu avant celui au site 2, on observe 
son accumulation dans la cellule. Cet état de fait renforce notre hypothèse d’une 
augmentation des clivages alternatifs en l’absence de la protéine XPG (45). Afin qu’il puisse 
poursuivre sa maturation , la ribonucléase spécifique poly-A (PARN) doit d’abord dégrader 
quelques nucléotides du 18S-E, dans le noyau (46), avant un dernier clivage endonucléolytique 
réalisé par NOB1 dans le cytoplasme (47,48), après l’export du 18S-E traité par PARN. Jusqu’à 
présent, XPG n’a été localisé que dans le noyau et les nucléoles, ce qui a priori l’empêche 
d’intervenir directement dans les étapes cytoplasmiques de cette maturation. Son éventuelle 
influence doit donc avoir lieu dans le noyau. Le 18S-E est un substrat plutôt riche en GC 
comparé aux substrats habituels de PARN, et l’un des candidats potentiels pour adapter le 
18S-E aux exigences de PARN est la poly-(A) polymerase PAPD5, qui assiste PARN pour son 
rôle dans le traitement des petits ARN nucléolaires (snoRNA) (46). Au vu de ses activités 
potentielles, XPG pourrait potentiellement participer à rendre le 18S-E PARN-compatible en 
clivant une partie de sa séquence. Tout comme pour les expériences de DRIP, réaliser ces 
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expériences avec la lignée cellulaire XPCS1RO-SV complémentées avec une protéine XPG 
catalytiquement inactive pourrait permettre de vérifier si l’endonucléase a un rôle actif dans 
la maturation des ARNr, ou plutôt un rôle structurel.   

 
Nous avons observé que restaurer la protéine fonctionnelle XPG -GFP dans la lignée 

XPCS1RO-SV contribuait à régler tous les problèmes dans la maturation des ARN 
ribosomiques, à l’exception de l’accumulation du précurseur ARNr 32S : certes, sa quantité 
est légèrement diminuée, mais la différence avec les cellules MRC5-SV reste élevée. Plusieurs 
hypothèses peuvent expliquer cela : tout d’abord, notre lignée rescue n’exprime pas à 100% 
la protéine XPG-GFP. Sur la population observée donc, la tendance pourrait rester à une 
quantité supérieure de précurseur ARNr 32S. Une autre hypothèse est la particule GFP 
associée à la protéine XPG : de par la contrainte spatiale qu’elle ajoute, elle pourrait perturber 
la participation de cette protéine à ce processus particulier de la maturation. Il a déjà été 
observé pour d’autres protéines la possibilité de jouer certains de leurs rôles, mais pas tous, 
lorsqu’associées à la GFP : c’est par exemple le cas de la protéine RAD51, qui, lorsqu’associée 
à la GFP en position carboxy-terminale, peut participer à la réplication de l’ADN mais pas à la 
recombinaison homologue ni à la réparation des dommages à l’ADN dans des cellules souches 
embryonnaires de souris (49). Un moyen de vérifier cette hypothèse serait d’utiliser une lignée 
cellulaire XPCS1RO-SV complémentée avec la forme sauvage de la protéine XPG simplement 
associée à un tag HA, beaucoup moins contraignant spatialement, et d’observer le 
déroulement de la maturation de l’ARNr dans ces conditions. Une autre expérience 
intéressante à réaliser serait celle du Polysome Profiling : par migration sur gradient de 
sucrose, il est possible d’établir des profils précis avec le nombre de petites sous -unités 
ribosomiques, de grandes sous-unités ribosomiques, mais aussi de polysomes, afin d’avoir une 
illustration précise du pool de ribosomes matures dans une condition donnée. Si l’absence de 
la protéine XPG perturbe la maturation des ARNr, alors il est fortement probable que le profil 
des polysomes soit différent en l’absence de cette protéine.  

 
Les ARNr subissent de nombreuses modifications co- ou post-transcriptionnelles au 

cours de la biogénèse des ribosomes : 130 méthylations et pseudouridylations ont été 
visualisées sur la structure du ribosome mature (50). Parmi les modifications post-
transcriptionnelles reconnues et étudiées, il existe- l’ajout d’un groupe méthyle à l’hydroxyle 
2’ d’un résidu du ribose d’un nucléoside. Cette modification est appelée 2’ -O-Méthylation (2’-
O-Me). L’une des particularités intéressantes de cette méthylation est qu’elle protège les 
liaisons phosphodiesters adjacentes d’une dégradation alcaline. En faisant usage de cette 
caractéristique, il est possible d’établir des profils de méthylation des ARNr, puisqu’un site 
méthylé ne se retrouvera jamais à l’extrémité 3’ ou 5’ d’un des fragments obtenus suite à la 
dégradation (51). L’établissement d’un profil des 2’-O-Me porte le nom de RiboMethSeq. Les 
modifications du profil de méthylation d’un ARNr ont pu être liées à certains cancers. Par 
exemple, les cancers du sein peuvent être répartis dans 4 catégories, selon leur profil de 
méthylation ribosomale, et chacune de ces 4 catégories ont un taux de survie différent. Les 
trois grades de tumeurs mammaires, ainsi que les sous-types, sont également répartis 
différemment dans les 4 profils de méthylation (52). Dans le cas des lymphomes diffus à 
grandes cellules B, les profils de méthylation de certains patients ont été établis et il a été 
constaté une hypométhylation de plusieurs sites. De plus, la perturbation était plus sévère 
dans le type activé b périphérique que dans le type centro folliculaire (53). En règle générale, 
le niveau de méthylation de sites spécifiques des ARNr peut être comme une façon de 
contrôler de manière épitranscriptomique l’activité traductionnelle des ribosomes (54). C’est 
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pourquoi nous avons établi les profils RiboMethSeq des lignées cellulaires XPCS1RO -SV et 
XPCS1RO-SV+XPG-GFP, afin de découvrir si la protéine XPG était impliquée dans l’une des 
modifications post-transcriptionnelles majeures des ARNr. 

 
 Les 2’-O-Me sont sous la responsabilité des snoRNA, qui servent de guides pour les 

modifications de l’ARN-ARN dépendantes (55). Si les altérations du profil de méthylation 2’-
O-Me sont principalement liées à des cancers, des modifications ont tout de même été 
identifiées dans d’autres syndromes : le syndrome de Prader Willi, notamment, dont les 
patients souffrent de retards mentaux, d’hypotonie musculaire, d’obésité ainsi que d’une 
taille inférieure à la moyenne. Deux snoARN boîte C/D, qui catalysent les 2’ -O-Me, SNORD115 
et SNORD116, ont été directement liés à ce syndrome : ils ne sont pas correctement exprimés 
chez les patients (56,57).  Toutefois, dans notre modèle d’étude, nous n’avons établi aucune 
différence significative entre les scores de méthylation des sites connus, suspectés, ou même 
des nouveaux sites candidats à la méthylation, et ce dans les trois ARNr matures (Figure 15, 
Figures S4,5,6). La protéine XPG n’a donc pas de rôle dans la méthylation 2’-O-Me. Cependant, 
la cellule semble faire montre d’une certaine « tolérance » aux modifications des profils de 
méthylation : il a par exemple été démontré que dans des cellules en culture, des ribosomes 
méthylés de façon hétérogène peuvent coexister (58) et que des cellules avec une protéine 
Fibrillarine, liée à de très nombreuses 2’-O-méthylations, bloquée par utilisation d’un petit 
ARN interférent (siARN) pouvaient toujours produire des ribosomes matures même si jusqu’à 
50% des sites 2’-O-Me n’étaient pas méthylés (59). Toutefois, comme les 2’-O-Me sont 
nombreux et bien caractérisés sur les ARNr matures et que nous cherchions à étudier le rôle 
de la protéine XPG dans la biogénèse des ribosomes, nous devions réaliser cette expérience. 
Si cette modification est sans doute la mieux caractérisée, on peut tout de même se demander 
si d’autres modifications peuvent ne pas être réalisées correctement en l’absence de la 
protéine XPG, par exemple les pseudouridylations.  

 
Les modifications de la maturation des ARNr peuvent perturber la cellule de plusieurs 

façons : tout d’abord, parce que ceci pourrait conduire à la diminution du nombre de 
ribosomes matures, et que ceci affecterait l’activité traductionnelle globale de la cellule. 
Comme évoqué plus haut, la technique du polysome profiling nous permettrait d’observer les 
ribosomes matures dans nos différentes lignées cellulaires. Dans notre cas de figure, nous 
avons pu mesurer l’activité traductionnelle des ribosomes, afin de « conclure » notre étude 
du rôle d’XPG dans la biogénèse des ribosomes en observant ce qui se passait une fois les 
ribosomes matures. Nous avons cherché à savoir si l’absence de la protéine XPG, qui influe à 
la fois sur l’activité transcriptionnelle de l’ARNPol1 mais aussi sur la maturation de l’ARNr 47S, 
a une conséquence sur le rôle principal des ribosomes : la traduction, c’est-à-dire la synthèse 
de protéines à partir de l’ARN messager. Au cours de ce processus, les ARNt produits par l’ARN 
Polymérase 3 font correspondre les acides aminés au triplet nucléotidique de l’ARNm, au sein 
du site P du ribosome, après être entré par le site A. Tandis que les ARNt déchargés de leur 
acide aminé sortent de la machinerie ribosomique par le site E, les acides aminés forment des 
chaînes polypeptidiques dans le site A. Ces chaînes polypeptidiques subiront des changements 
de conformation dits secondaires et tertiaires voire quaternaires suite à leur synthèse, pour 
former les protéines matures. Il est possible de mesurer le niveau d’activité traductionnelle 
de cellules en profitant d’une caractéristique de la puromycine, un antibiotique issu de 
Streptomyces Alboniger. Cette antibiotique présente une analogie structurelle avec un ARNt 
chargé d’un acide aminé, et lorsqu’il est utilisé en concentration suffisamment faible, il est 
intégré dans les ribosomes pour faire partie des polypeptides néosynthétisés (60). Il est 
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ensuite facile de visualiser la puromycine au moyen d’anticorps et de techniques appropriés, 
afin d’établir un niveau brut de l’activité traductionnelle dans des conditions particulières.  
 

Par Western Blot, nous avons mesuré le signal Puromycine dans les lignées cellulaires 
MRC5-SV, XPCS1RO-SV et XPCS1RO-SV+XPG-GFP. Afin de s’assurer de la spécificité de ce 
signal, nos échantillons cellulaires ont été étudiés en triplicat : en plus de l’extrait cellulaire  
traité avec de la puromycine, nous avons utilisé des extraits cellulaires non traités, et des 
extraits cellulaires traités avec du cycloheximide, une drogue qui bloque la traduction, puis 
avec de la puromycine. Ainsi, nous avons pu mesurer un signal puromycine traduction 
dépendant (Figure 16C). Nous n’avons pas observé de différences significatives du niveau de 
traduction entre les trois lignées cellulaires, même si la tendance semblait plus haute chez les 
cellules XPCS1RO-SV et inversement, plus basse dans les cellules XPCS1RO-SV+XPG-GFP. Ce 
résultat est toutefois à mettre en perspective : certes, le signal puromycine équivalent montre 
une activité traductionnelle similaire, néanmoins, le SUnSET ne renseigne pas sur la qualité 
des protéines produites. On pourrait imaginer, en l’absence d’une protéine XPG fonctionnelle, 
des arrêts précoces de la synthèse des chaînes polypeptidiques dus à la qualité ribosomique 
moindre, ou des erreurs dans la traduction qui causeraient l’accumulation de produits de 
traduction néfastes pour la cellule. D’autres expériences doivent être réalisées pour vérifier la 
qualité traductionnelle, plus que la quantité.  En effet, il a récemment été démontré qu’un 
défaut des mécanismes de contrôle-qualité des produits de traductions pouvait être lié à des 
pathologies neurodéveloppementales (61). Une altération du traductome pourrait être un 
autre mécanisme potentiel d’explication des symptômes observés chez les patients XP-G/CS.  

 
De plus, la modification de l’homéostasie ribosomique peut affecter le développement 

autrement que par l’activité traductionnelle générale en elle-même : tout d’abord, le pool de 
ribosomes cellulaires est extrêmement hétérogène, et l’existence de ribosomes spécialisés, 
qui doivent agir à certains moments du développement ou dans certains tissus, a été 
démontrée (62). Les changements dans la maturation des ARN ribosomiques pourraient 
affecter et perturber le bon fonctionnement de ces ribosomes spécialisés. Ici, dans le contexte 
XP-G/CS, la perturbation du développement physique et cognitif pourrait être liée à la 
perte/modification de la fonction de certains ribosomes spécialisés, en plus de la perturbation 
des autres processus évoqués ci-dessus. Enfin, malgré l’existence de contrôles qualité qui 
éliminent les ribosomes aberrants (63), il a été prouvé chez la levure que certains précurseurs 
ARNr immatures pouvaient participer à la transcription (64,65) et favorisaient la traduction de 
certains ARNm plutôt que d’autres (66). Ce point ajoute encore une complexité potentielle à 
la perturbation de la maturation des ARNr, démontrant s’il le  fallait encore que l’homéostasie 
ribosomique est absolument essentielle au développement correct du vivant.  
 

Pour conclure, la présence d’une protéine XPG tronquée modifie l’homéostasie de la 
cellule à plusieurs étapes au cours de la biogénèse des ribosomes : d’abord en modifiant 
l’environnement chromatinien, à savoir une augmentation du taux d’occupation de la 
protéine UBF sur les gènes ribosomiques, et donc une augmentation du nombre de copies 
actives d’ADNr et une dérégulation de la transcription qui conduit à une augmentation de 
l’ARNr 47S, des éléments déjà reliés précédemment à une perturbation de la neurogénèse, 
qui pourrait expliquer les sévères symptômes neurologiques observés chez les patients XP -
G/CS. Nous avons également mesuré une augmentation de la quantité de R-loops le long des 
ADN ribosomiques, et cette accumulation peut avoir des conséquences dramatiques  : en 
effet, l’accumulation de R-loops non résolus sur des loci géniques semble être une cause 
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majeure de nombreuses maladies neurodégénératives, et dans le contexte XP-G/CS, elle 
pourrait perturber encore plus un développement déjà très perturbé par la dérégulation de la 
production du premier précurseur des ARN ribosomiques. En plus de ces perturbations liées 
à la transcription, l’absence d’une protéine XPG fonctionnelle perturbe également la 
maturation des ARNr en causant l’accumulation de certains précurseurs. La perturbation de 
la maturation des ARNr peut affecter de trois façons la cellule  : tout d’abord, en affectant la 
quantité de ribosomes matures, et donc le niveau d’activité traductionnelle de la cellule, qui 
n’est pas affecté par l’absence de la protéine XPG. La question reste néanmoins ouverte 
concernant la qualité des produits de traduction dans le contexte XP-G/CS.  Toutefois, il ne 
faut pas exclure que le dérèglement du processus de maturation des ARNr n’affecte certains 
ribosomes spécialisés, aux rôles finement régulés dans la spatialité et la temporalité du bon 
développement cellulaire, voire que ce dérèglement ne contribue à la formation de ribosomes 
aberrants car immatures, qui favorisent la traduction de certains ARNm par rapport à d’autres. 
Enfin, nous avons établi le profil des 2’-O-méthylations sur les ARNr matures des cellules 
dérivées de patients XP-G/CS, méthylations qui ajoutent un niveau de contrôle 
épitranscriptomique à la traduction. Nous n’avons pas observé de rôle de la protéine XPG dans 
l’établissement de la méthylation des résidus 2’-O des riboses. Parmi les procédés observés, 
seule la 2’-O-Me méthylation des ARNr matures semble ne pas être perturbée par l’absence 
d’XPG. La perturbation de tous ces processus, en plus des défauts de la réparation par le 
système NER, contribueraient à expliquer la multiplicité des symptômes observés chez les 
patients XP-G/CS. Nous avons établi de nouveaux rôles de la protéine codée par le gène ERCC5 
dans la biogénèse des ribosomes, et si des expériences restent à accomplir pour comprendre 
plus en détail comment cette protéine agit dans ces différents mécanismes, nous avons posé 
la voie pour la découverte de nouvelles pistes thérapeutiques potentielles, notamment en 
rapprochant XP-G/CS d’autres catégories de maladie que celles dites de la réparation, par 
exemple les ribosomopathies.  
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CONCLUSION : 

 
 L’objectif de ma thèse était de répondre aux questions suivantes : la protéine XPG est-
elle impliquée dans la biogénèse des ribosomes ? Le cas échéant, quel(s) rôle(s) y joue-t-elle ? 
Et, par extension, peut-on exploiter ces rôles pour établir de nouvelles pistes thérapeutiques 
pour les patients affectés par cette maladie ? Il apparaît clair que la protéine XPG joue de 
nombreux rôles à diverses étapes de la production des ribosomes : tout d’abord, elle permet 
de réduire la quantité d’ARNr 47S produit. Elle permet également la réduction du stress 
transcriptionnel en dégradant les R-loops qui s’accumulent en amont de l’ARN Pol 1. Enfin, 
elle est nécessaire pour la maturation correcte des ARN ribosomiques. Si d’autres travaux 
restent nécessaires afin d’étudier plus en détail ses rôles dans ces trois processus, nous avons 
néanmoins posé les jalons dans des domaines nouveaux, où la protéine XPG n’était pas 
forcément attendue. Par extension, ces domaines permettront peut-être de rapprocher XP-
G/Cs d’autres maladies, certes également rares, comme les ribosomopathies, mais ceci 
contribuera à la multiplicité des pistes pour le traitement de cette pathologie rare.  
 
 S’il s’est concentré uniquement sur un modèle cellulaire, ce travail a néanmoins 
contribué à montrer que les maladies dites de la réparation sont parfois plus complexes que 
leur nom ne l’indique : en effet, dans notre cas, ce n’est pas seulement la réparation par le 
NER qui est déficiente, mais l’une des activités les plus couteuses mé taboliquement de la 
cellule. Ceci met en lumière les multiples rôles des protéines dites de la réparation, et le besoin 
capital de comprendre le fonctionnement de ces protéines afin de découvrir les raisons 
derrière le phénotype de certains syndromes complexes et éventuellement de trouver un 
traitement, mélioratif à défaut de curatif, pour les patients affectés par ces syndromes. Le 
chemin est encore long, mais les bases sont posées. A l’échelle plus globale, étudier les rôles 
d’autres protéines dans des processus non-directement liés à la réparation pourrait permettre 
des découvertes majeures dans le domaine des maladies rares.  


