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Résumé
Dynamique transcriptionnelle et remodelage chromatinien lors de la

spermatogenèse : rôle de la marque H3K79me2 et de sa méthyltransférase DOT1L

La spermatogenèse est  le  processus  de différenciation des  cellules  germinales  mâles  en
spermatozoïdes. Elle est divisée en trois phases – la prolifération des spermatogonies, la
méiose et la spermiogenèse – associées à une très grande dynamique transcriptionnelle et
chromatinienne. Les études de transcriptomiques (RNA-seq) et épigénomiques (ChIP-seq)
de ces processus ont permis de mettre en évidence un enrichissement de la diméthylation
de la  lysine  79  de l’histone  H3 (marque épigénétique appelée  H3K79me2)  et  une forte
expression de sa seule méthyltransférase DOT1L aux stades méiotiques et post-méiotiques.
Notre équipe a récemment produit un modèle de souris knock-out (KO) de Dot1l dans les
cellules germinales mâles et montré qu’il entraîne une hypofertilité masculine, caractérisée
par  des  malformations  des  spermatozoïdes  ainsi  que  des  défauts  de  compaction  de  la
chromatine.

L’objectif  de  ma thèse  a  été  de  caractériser,  par  des  analyses  bioinformatiques,  le  rôle
moléculaire  de  DOT1L  et  de  corréler  la  dynamique  de  la  marque  H3K79me2  avec  les
changements  transcriptionnels  et  le  remodelage  chromatinien  au  cours  de  la
spermatogenèse. Pour cela, j’ai analysé des données de ChIP-seq, RNA-seq et ATAC-seq,
produites par l’équipe et issues de la littérature.

Pour caractériser la dynamique de H3K79me2 au cours de la spermatogenèse, j’ai analysé
des données de ChIP-seq dans 4 stades de développement des cellules germinales mâles
(des  spermatogonies  indifférenciées  aux  spermatides  post-méiotiques  et  allongées).  Un
pipeline  d’analyse  a  été  développé  en  intégrant  les  outils  bowtie2  pour  l’alignement,
MACS2 pour l’enrichissement de la marque suivi de sa caractérisation par ChIPseeker et
ChromHMM.  ChromHMM  permet  de  prédire  les  états  chromatiniens  des  cellules
germinales mâles à partir de données provenant de 6 marques d’histones différentes. Cette
approche m’a conduit à développer un package R (ChromENVEE) permettant d’associer les
gènes  à  leur  région  régulatrice  à  distance  (enhancer)  la  plus  probable.  Mes  analyses
montrent  que H3K79me2 est  corrélée  positivement avec la  transcription,  et  enrichie au
niveau  du  promoteur  et  du  corps  du  gène,  mais  aussi  au  niveau  des  enhancers.  J’ai
également trouvé que H3K79me2 est impliquée dans la régulation des gènes portés par les
chromosomes sexuels lors de la transition de la méiose vers les spermatides.

Parallèlement, j’ai étudié l’impact du KO-Dot1l sur la transcription à différents stades de la
spermatogenèse  par  des  analyses  de  RNA-seq.  J’ai  développé  un  pipeline  d’analyse  en
utilisant l’outil  STAR pour l’alignement suivi  par des analyses d’expression différentielle
utilisant  DESeq2  et  edgeR.  Ces  analyses  ont  également  été  réalisées  en  utilisant  une
normalisation externe par « spike-in », c’est-à-dire via des séquences exogènes ajoutées aux
échantillons dans une concentration connue. En intégrant nos données de RNA-seq et de
ChIP-seq, nous avons montré que le KO-Dot1l conduit à la dérégulation de centaines de
gènes. Nous avons trouvé que la majorité des gènes sous-exprimés dans les cellules KO
correspondent à des gènes cibles « directs », c’est-à-dire enrichis en H3K79me2 au niveau
du corps du gène et/ou de l’enhancer. Contre-intuitivement, nous avons trouvé beaucoup
plus de gènes sur-exprimés que sous-exprimés dans les cellules KO. Ce phénomène semble
indépendant  de  H3K79me2,  et  ces  gènes  sont  principalement  situés  dans  des  états
chromatiniens  caractérisés  par  des  marques  bivalentes  et  répressives,  en  particulier  la
marque répressive H3K27me3.
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En conclusion, nos résultats montrent que DOT1L et H3K79me2 sont indispensables à la
régulation des gènes sur l’ensemble de la spermatogenèse. En plus de son rôle d’activateur,
ces résultats présentent également un nouveau rôle de répresseur de la transcription pour
DOT1L en fonction de l’environnement chromatinien.

Mots  clés :  RNA-seq,  ChIP-seq,  spermatogenèse,  H3K79me2,  DOT1L,  états
chromatiniens
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Abstract
Transcriptional dynamic and chromatin remodeling during spermatogenesis: role

of the H3K79me2 mark and its methyltransferase DOT1L

Spermatogenesis is the process by which male germ cells differentiate into spermatozoa. It
is divided into three phases – spermatogonial proliferation, meiosis and spermiogenesis –
associated  with  elevated  transcriptional  and  chromatin  dynamics.  Transcriptomic  and
ChIP-Seq  studies  of  these  processes  have  revealed  an  enrichment  in  dimethylation  of
histone H3 lysine 79 (an epigenetic mark known as H3K79me2) and strong expression of its
sole methyltransferase DOT1L at meiotic and post-meiotic stages. Our team has recently
produced a Dot1l knock-out (KO) mouse model in male germ cells and shown that it leads
to male hypofertility,  characterized by sperm malformations and chromatin compaction
defects.

The aim of my thesis was to characterize, through bioinformatic analyses, the molecular
role  of  DOT1L  and  to  correlate  the  dynamics  of  H3K79me2  mark  with  transcriptional
changes and chromatin remodeling during spermatogenesis. To this end, I analyzed ChIP-
seq, RNA-seq and ATAC-seq data produced by the team and from the literature.

To characterize the dynamics of H3K79me2 during spermatogenesis, I analyzed ChIP-seq
data in 4 stages of male germ cell development (from undifferentiated spermatogonia to
post-meiotic, elongated spermatids). A pipeline was developed using bowtie2 for alignment,
MACS2  for  mark  enrichment  and  followed  by  characterization  using  ChIPseeker  and
ChromHMM. ChromHMM predicts  male  germ cell  chromatin states  from data derived
from  6  different  histone  marks.  This  approach  led  me  to  develop  an  R  package
(ChromENVEE)  to  associate  genes  with  their  most  likely  distal  regulatory  region
(enhancer). My analyses show that H3K79me2 is positively correlated with transcription,
and  enriched  at  promoters  and  gene  bodies,  but  also  at  enhancers.  I  also  found  that
H3K79me2 is  involved in  the regulation of sex chromosomes-encoded genes  during the
transition from meiosis to spermatids.

In  parallel,  I  studied  the  impact  of  Dot1l-KO  on  transcription  at  different  stages  of
spermatogenesis  using  RNA-seq  analyses.  I  developed  a  pipeline  using  STAR  tool  for
alignment  followed by  differential  expression analyses  using DESeq2 and edgeR.  These
analyses were also carried out using external normalization by "spike-in", i.e. via exogenous
sequences added to the samples in a known concentration. By integrating our RNA-seq and
ChIP-seq data, we showed that  Dot1l-KO leads to the deregulation of hundreds of genes.
We found that  the majority of  downregulated genes  in  KO cells  correspond to "direct"
target  genes,  i.e.  enriched  in  H3K79me2  at  the  gene  body  and/or  enhancer.  Counter-
intuitively, we found many more genes upregulated than downregulated in KO cells. This
phenomenon appears to be independent of H3K79me2, and these genes are mainly located
in  chromatin  states  characterized  by  bivalent  and  repressive  marks,  in  particular  the
repressive H3K27me3 mark.

In conclusion, these results show that DOT1L and H3K79me2 are indispensable for gene
regulation throughout spermatogenesis. In addition to its activator role, these results also
present  a  novel  transcription  repressor  role  for  DOT1L  according  to  the  chromatin
environment.

Keywords:  RNA-seq,  ChIP-seq,  spermatogenesis,  H3K79me2,  DOT1L,  chromatin
states
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Introduction

Introduction
Ce projet de thèse a consisté en l’étude de la dynamique transcriptionnelle et du

remodelage chromatinien lors de la spermatogenèse et, plus particulièrement, nous nous
sommes  intéressés  au  rôle  de  H3K79me2  et  de  sa  méthyltransférase  DOT1L.  Ainsi,  je
commencerai par introduire l’organisation de l’information génétique et épigénétique chez
les  mammifères  de  façon  générale  puis  je  me  concentrerai  plus  précisément  sur  son
implication  dans  la  spermatogenèse.  Finalement,  je  décrirai  le  rôle  chromatinien  et
transcriptomique de H3K79me2 et de DOT1L dans différents contextes cellulaires.

 1 Généralités  sur  l’organisation de  l’information génétique  et  épigénétique
chez les mammifères

L’ADN contient l’ensemble de l’information génétique nécessaire au développement
et  au  fonctionnement  des  cellules  des  mammifères.  Cette  information  génétique
s’accompagne  également  d’informations  épigénétiques,  qui  désignent  l’ensemble  des
processus transmissibles permettant de moduler l’expression des gènes sans pour autant
altérer  la  séquence  de  l’ADN  (Holliday,  1994).  Ces  processus  épigénétiques  sont
indispensables pendant le développement et d’une manière générale à tout processus de
différenciation  cellulaire,  comme  la  spermatogenèse  qui  sera  abordée  plus  loin  (cf.  2
Dynamique transcriptionnelle et chromatinienne au cours de la spermatogenèse).

Figure 1 : Organisation de la chromatine chez les mammifères

Dans le noyau, l’ADN est associé à diverses protéines, et en particulier les histones
pour former la chromatine. Celle-ci est organisée en une structure complexe comportant
plusieurs niveaux. Les éléments principaux de cette structure sont, dans l’ordre croissant de
taille,  le  nucléosome (octamère d’histones autour  duquel  s’enroule l’ADN),  les  fibres  de
chromatine,  les  boucles,  les  domaines  topologiques  et  les  compartiments (Fig.  1).  Le
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Introduction

nucléosome est composé de deux exemplaires de chacune des quatre histones suivantes  :
H2A,  H2B,  H3 et  H4  (Kornberg,  1974) reliées  entre  elles  par  une  autre  histone,  H1,  et
forment ensemble la fibre chromatinienne. Au sein de cette fibre, les nucléosomes sont plus
ou moins condensés, ce qui fait que la chromatine est présente sous deux conformations,
l’euchromatine  qui  correspond  à  une  conformation  ouverte  et  l’hétérochromatine  qui
correspond à une conformation fermée. La chromatine s’enroule sur elle-même pour former
des boucles de chromatine qui peuvent être de taille variable allant de quelques kilobases à
plusieurs mégabases de longueurs  (Misteli, 2020). Ces boucles permettent la régulation à
distance  de  l’expression  des  gènes  par  le  biais  de  régions  appelées  enhancers et  sont
regroupées  dans  des  domaines  topologiques,  appelés  des  domaines  d’association
topologique (TAD pour Topologically Associating Domain) (Lieberman-Aiden et al., 2009; Rao
et al.,  2014;  Farré et al.,  2015).  Ces TADs sont regroupés entre eux dans des structures
appelées  les  compartiments.  Ces  compartiments  existent  sous  deux  formes,  le
compartiment A, localisé dans le centre du noyau, qui correspond à des régions riches en
gènes et  transcriptionnelllement actives,  et  le  compartiment B,  localisé majoritairement
dans la périphérie du noyau et  qui  correspond à des  régions plus pauvres en gènes et
transcriptionnellement inactives (Lieberman-Aiden et al., 2009; Rao et al., 2014; Hildebrand
and Dekker, 2020).

 1.1 Informations génétiques

 1.1.1 La génomique

L’étude de la séquence de l’ADN, c’est-à-dire la génomique, a été rendue possible
par la mise en place de techniques variées du domaine de la biologie moléculaire comme le
transfert  d’ADN (southern  blot,  Southern,  1975)  et  l’amplification  par  PCR (Polymerase
Chain Reaction, Mullis and Faloona, 1987), mais c’est le développement des techniques de
séquençage qui a permis l’essor de la génomique. Depuis le séquençage de Sanger en 1977
(Sanger  et  al.,  1977),  plusieurs  méthodes,  appelées  séquençage  de  nouvelle  génération
(NGS), ont vu le jour, comme le « shotgun » (technologie développée par Illumina©), ou le
pyroséquençage et plus récemment le séquençage de 3ᵉ génération, également nommé le
séquençage « long-read » (technologie développée par Nanopore© ou Pacific Biosciences©).
Ces trois générations de séquençage sont assez différentes dans leur fonctionnement (Fig.
2).

Au fur et à mesure de leur évolution, ces méthodes sont devenues de plus en plus
performantes  et  permettent  d’avoir  une  résolution  plus  élevée  (Fig.  2).  Cependant,  ces
améliorations  ont  un  coût  et,  de  ce  fait,  le  séquençage  « short  read »  reste  le  plus
couramment  utilisé  dans  le  cas  d’analyses  (épi)génomique  et  transcriptomique.  En
définitive, l’apparition de ces technologies a permis la production de grandes quantités de
données,  le  développement  de  protocoles  bioinformatiques  permettant  l’analyse  de  ces
données.
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Figure 2 : Tableau comparant les trois méthodes de séquençage. La première génération correspondant
au séquençage de Sanger,  la  deuxième au séquençage « short-read » et  la troisième au séquençage
« long-read ». Figure provenant de https://bioinfo-fr.net/le-sequencage et issue de Schadt et al., 2010.

Le séquençage d’ADN peut être réalisé suivant plusieurs approches, le séquençage
du génome entier (whole genome sequencing) ou le séquençage d’exome (exome sequencing).
Ces techniques de séquençage ont permis d’établir la séquence génomique de nombreux
organismes et individus, et ainsi de détecter les variations génétiques entre les individus
d’une même espèce comme des événements de polymorphismes (simple nucléotide (SNP),
séquences répétées (SSR)...). Ainsi, depuis le séquençage de φX174, un virus bactériophage
(Sanger et al., 1977), plus de 3000 autres organismes ont été séquencés et continuent de
l’être, notamment via le projet zoonomia qui, en 2023, a séquencé 240 nouvelles espèces de
mammifères  (Vignieri, 2023). Le séquençage du premier génome humain a été achevé en
2001  (Lander et al., 2001). Depuis, de nouvelles versions sont régulièrement mises à jour
notamment grâce au projet international  Genome Reference Consortium (GRC) qui a pour
but  de  séquencer  l’entièreté  du génome humain  (Genome Reference  Consortium,  n.d.).
Débuté il y a plus de 20 ans, ce projet a permis de séquencer ≈92 % du génome humain et
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c’est l’apparition du projet T2T (Telomere-to-Telomere) en 2022 qui a permis quant à lui de
compléter une grande partie des régions manquantes du génome humain (Mao and Zhang,
2022).  En parallèle,  le  projet  1000  Génomes  a  été  mis  en  place  (1000 Genomes Project
Consortium et al., 2010; Fairley et al., 2020). Initié en 2008, ce projet avait pour objectif de
cataloguer les variations génétiques humaines en séquençant un millier d’individus. Depuis,
les génomes de dizaines de milliers d’individus ont été séquencés.

 1.1.2 La transcriptomique

Le  produit  de  la  transcription  de  l’ADN,  les  ARN,  peut  être  divisé  en  deux
catégories : les ARN codants (ou ARN messagers, ARNm) et les ARN non-codants (ARNnc).
Les ARN non-codants englobent plusieurs types d’ARN, les ARN ribosomaux (ARNr), les
ARN de transfert (ARNt), les micros ARN (miARN), ou les autres catégories d’ARN non-
codants (ARN long non-codant, ARNlnc ou ARN petit non-codant, ARNsnc).

Comme pour l’étude de l’ADN, l’étude de l’ensemble des ARNs, la transcriptomique,
a été facilitée par l’apparition de techniques de biologie moléculaire comme le transfert
d’ARN (northern  blot,  Kevil  et  al.,  1997) et  la  transcription  inversée  de  l’ARN en  ADN
complémentaire (ADNc) suivie de son amplification par PCR – technique appelée RT-PCR
(Reverse Transcriptase PCR,  Cavé et al.,  2003).  Mais  c’est  l’apparition du séquençage de
nouvelle génération appliqué aux molécules d’ARN rétro-transcrites en ADNc (Nagalakshmi
et al., 2008; Wilhelm et al., 2008), RNA-seq ou RNA-seq « bulk », qui a permis l’essor de la
transcriptomique,  et  ainsi  de  caractériser  le  transcriptome  des  organes  et  populations
cellulaires. Cette approche a permis une description globale des profils transcriptionnels de
tisus  ou  cellules  et  de  changements  du  niveau  d’expression  de  gènes  ou  de  l’épissage
alternatif entre différentes conditions (Wang et al., 2009). Les étapes du RNA-seq sont (i) la
phase  de  génération  des  fragments  (appelée  également  librairie),  (ii)  la  phase  de
séquençage, (iii) le retrait des adaptateurs et enfin, (iv) la phase de l’alignement (Fig. 3). De
nombreux  outils  et  protocoles  ont  été  mis  en  place  pour  faciliter  les  analyses
bioinformatiques de données RNA-seq (cf.  1.1.3 Analyses bioinformatiques des données de
séquençage).  Le RNA-seq peut être réalisé sur tous les types d’ARN mais se fait le plus
souvent à partir des ARNm. Les techniques d’extraction des ARNs et de préparation des
librairies  ne  sont  pas  les  mêmes  pour  étudier  les  différentes  catégories  d’ARNs.  Une
extraction des ARNs totaux est le plus souvent réalisée, mais certains protocoles permettent
d’enrichir en petits ARNs. Dans le cas des ARNm, ils sont, après extraction, sélectionnés par
leur queue polyA au moment de la préparation de la librairie. Les protocoles d’analyses sont
également différents en fonction du type d’ARN que l’on souhaite analyser. Dans le cadre
de ma thèse, je me suis intéressée aux ARNm, de ce fait, je ne détaillerai pas les méthodes
d’analyse pour les autres types d’ARNs.

L’alignement des fragments pour les analyses RNA-seq est réalisé couramment à
l’aide d’outils spécialisés tel que STAR (Dobin et al., 2013) ou TopHat2 (Kim et al., 2013), qui
permettent ainsi d’obtenir la quantification du nombre de fragments alignés par gène. Ces
deux outils sont aujourd’hui parmi les plus cités dans le domaine de la transcriptomique
mais,  par  comparaison  avec  TopHat2,  STAR  est  vraisemblablement  plus  utilisé  pour
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l’analyse  des  variations  de séquence de l’ADN et  de  l’épissage  (Engström et  al.,  2013).
L’analyse des changements de l’expression génique fait suite à l’étape d’alignement et se
fait généralement à travers une comparaison entre plusieurs conditions biologiques pour
définir,  par  exemple,  l’impact  d’un  traitement  biologique  ou  d’un  processus  de
différenciation cellulaire (Fig. 3). Pour étudier ces changements plusieurs types d’analyses
existent comme les analyses différentielles d’expression utilisant des packages R comme
edgeR (Robinson et al., 2010) et DESeq2 (Love et al., 2014) ou les analyses d’enrichissement
en certaines voies cellulaires ou processus biologiques comme GSEA (Subramanian et al.,
2005).  Ces  analyses  peuvent  être  utilisées  de  manière  indépendante  ou  combinées,  car
donnant  des  informations  complémentaires.  En  effet,  les  analyses  différentielles
d’expression  permettent  d’avoir  une information sur  les  gènes  dérégulés  entre les  deux
conditions  alors  que  l’analyse  d’ontologie  permet  d’obtenir  la  liste  des  ontologies
dérégulées en mettant en évidence des liens fonctionnels entre différents gènes dérégulés.

Figure 3 :  Protocole d’alignement des données de séquençage sur un génome de référence pour des
analyses de RNA-seq, de BS-seq, d’ATAC-seq et de ChIP-seq. En bleu, l’étape de séquençage (séquençage
par Illumina©) et en vert l’étape de retrait des adaptateurs. Pour le BS-seq, en orange sont représentées
les régions méthylées. Pour le ChIP-seq et l’ATAC-seq, un pic signifie un enrichissement dans la marque
d’histone d’intérêt ou une région ouverte de la chromatine respectivement.

Depuis quelques années, une autre méthode de RNA-seq est apparue, le  single-cell
RNA-seq  (scRNA-seq),  qui  permet,  tout  comme  la  méthode  classique,  d’analyser  le
transcriptome (Eberwine et al., 2014). Cependant cette méthode ne se fait pas à la même
échelle, le RNA-seq donnant pour sa part des informations sur l’expression génique dans un
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groupe de cellules plus ou moins complexe selon le matériel de départ, alors que le scRNA-
seq permet d’avoir l’expression génique de  chaque cellule au sein d’un tissu, organe ou
groupe  de  cellules.  Cette  méthode  est  aujourd’hui  très  utilisée  pour  comprendre
l’hétérogénéité transcriptomique, pour caractériser les différents types cellulaires au sein
d’un  tissu/organe  voire  en  découvrir  de  nouveaux,  ou  pour  étudier  la  dynamique
transcriptionnelle à l’échelle de la cellule unique au cours du développement. Cependant, le
scRNA-seq  ne  permet  pas  d’avoir  une sensibilité  aussi  importante  que  le  RNA-seq  sur
l’analyse  de  l’expression  des  gènes  due  à  une  détection  limitée  des  gènes  exprimés
(seulement  10-45 % des  ARN exprimés  dans  une  cellule  sont  captés  par  ces  méthodes,
Mereu  et  al.,  2020).  Cette  nouvelle  méthode  ne  permet  pas  non  plus  d’obtenir  des
informations fiables sur l’épissage alternatif et sur les ARNs non codants  (Li and Wang,
2021).

 1.1.3 Analyses bioinformatiques des données de séquençage

Comme précisé, il existe trois types de séquençage (Sanger, « short read » et « long-
read »),  et  de  ce  fait,  la  méthode  d’analyse  des  données  de  séquençage  dépend  de  la
technique employée. Dans ce manuscrit, je me concentrerai sur les méthodes d’analyse de
données  provenant  de la  technologie  « short  read » par  Illumina©,  car  c’est  le  type  de
séquençage qui a été utilisé pour générer les données que j’ai étudiées. Quel que soit le type
d’analyse (RNA-seq, BS-seq, ChIP-seq ou ATAC-seq), le protocole d’analyse des données de
séquençage est similaire et comprend les mêmes grandes étapes (Fig. 3). Les outils ne sont
cependant pas toujours les mêmes,  car ils  sont développés spécifiquement pour chaque
type de données. Le protocole de génération des fragments (ou préparation de la librairie de
séquençage) est propre à chaque type d’analyse et est suivi d’un séquençage (Illumina©
dans ce cas), puis les séquences sont traitées dans le but de retirer les séquences d’ADN
rajoutées  aux  extrémités  des  fragments  lors  de  l’étape  de  préparation  de  la  librairie
(adaptateurs),  et  qui  permettent  d’une  part  d’identifier  l’échantillon  pour  permettre
d’analyser plusieurs échantillons à la fois et, d’autre part, de disposer d’amorces nécessaires
au  séquençage. Plusieurs  outils  permettant  le  retrait  des  adaptateurs  existent  comme
Cutadapt  (Martin, 2011), BBDuk (Bushnell, 2014) ou Trimmomatic  (Bolger et al., 2014) et
sont  communs  aux  différents  types  d’analyses.  Ces  trois  outils  ont  des  performances
similaires et le choix d’utiliser l’un par rapport aux autres est en fonction de la préférence
de l’utilisateur  (Guzman and D’Orso, 2017). Le retrait des adaptateurs est suivi par une
étape de filtration en fonction de la qualité des fragments puis par une étape d’alignement
des fragments contre le génome de référence.

L’alignement des fragments est réalisé à l’aide d’outils spécialement développés en
fonction du type d’analyse réalisée, par exemple, l’alignement de données de RNA-seq se
fait  en utilisant,  entre  autres,  les  outils  STAR ou TopHat2,  tandis  que l’alignement des
données  de  ChIP-seq  et  d’ATAC-seq  est  couramment  fait  à  l’aide  des  outils  bowtie2
(Langmead and Salzberg, 2012) ou BWA (Li and Durbin, 2009). L’alignement de données de
RNA-seq permet d’obtenir le niveau d’expression de chacun des gènes, cette information se
traduit par une quantification du nombre de fragments alignés sur chaque gène (Fig. 3).
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L’alignement  des  données  de ChIP-seq  et  d’ATAC-seq va  permettre  d’obtenir  le  niveau
d’enrichissement  d’une  région  génomique,  se  traduisant  par  un  pic  d’enrichissement
obtenu à partir de la quantification du nombre de fragments alignés sur un intervalle donné
du génome en utilisant des outils tels que MACS2 (Zhang et al., 2008).

 1.2 Informations épigénétiques

 1.2.1 La méthylation de l’ADN

L’ADN contient de régions riches en dinucléotides CG que l’on nomme des îlots
CpG  (Cytosine-phosphate-Guanine).  Chez  l’humain,  les  îlots  CpG  représentent  en
moyenne 41 % du génome (Piovesan et al., 2019) et 42 % du génome chez la souris  (Zhao
and Zhang, 2006). Plusieurs types de modifications associées aux cytosines existent comme
la méthylation, l’hydroxy-méthylation ou la carboxylation, cependant, la méthylation est
celle qui est la plus étudiée et décrite dans la littérature (Moore et al., 2013). La méthylation
de l’ADN est  également  très  représentée  dans  le  génome où  70-80 % de  ces  îlots  sont
enrichies en cytosines  méthylées  (Li  and Zhang,  2014;  Lismer and Kimmins,  2023).  Ces
régions  méthylées  sont  notamment  localisées  dans  les  satellites  péricentromériques  ou
dans le corps de gènes ou les régions promotrices riches en dinucléotides CG (Lister et al.,
2009).  La  méthylation  de  l’ADN  est  impliquée  dans  plusieurs  processus  fonctionnels
essentiels tels que la régulation de l’expression génique, la structure de l’ADN, l’inactivation
de  l’X  chez  les  femelles  ou  encore  le  phénomène  d’empreinte  parentale,  et  tout
particulièrement durant le développement embryonnaire (Greenberg and Bourc’his, 2019;
Al  Adhami  et  al.,  2022).  La  méthylation  de  l’ADN  est  régulée  à  trois  niveaux :
l’établissement,  la  maintenance et  la  déméthylation,  régis  par  des  enzymes spécifiques,
permettant  d’apposer  la  méthylation  de  l’ADN,  nommées  les  DNMTs  pour  DNA
methyltransferases (Lister et al., 2009). Pendant longtemps, la méthylation de l’ADN a été
décrite  comme  ayant  un  rôle  de  répresseur  de  la  transcription  (Weber  et  al.,  2007),
cependant les mécanismes sous-jacents sont multiples et restent encore peu compris, car la
méthylation de l’ADN seule ne semble pas permettre la répression génique (Greenberg and
Bourc’his, 2019). Bien que la méthylation de l’ADN semble être principalement localisée
dans les régions ouvertes de la chromatine  (Stadler et al.,  2011), elle semble favoriser la
formation  d’hétérochromatine  notamment  en  recrutant  des  enzymes  permettant  la
modification des histones comme l’acétylation ou la méthylation de H3K9 (Table. I, cf. 1.2.3
Les modifications post-traductionnelles des histones) (Greenberg and Bourc’his, 2019).

L’étude  de  la  méthylation  de  l’ADN  peut  se  faire  à  l’aide  de  la  technique  de
séquençage NGS couplée à un traitement au bisulfite (BS-seq ou Bisulfite-seq ou WGBS
pour whole-genome bisulfite sequencing)  (Feil et al., 1994; Lister et al., 2009; Berman et al.,
2011) qui permet d’identifier les cytosines méthylées dans le génome du matériel biologique
étudié. La technique consiste à traiter les échantillons d’ADN au bisulfite ce qui a pour
conséquence de convertir l’ensemble des cytosines non méthylées en uracile (C→U), les
uraciles sont ensuite convertis en thymine par amplification PCR (U→T). Les séquences
d’ADN obtenues sont ensuite comparées avec le génome de référence pour avoir le nombre
d’évènements de conversion (Lister et al., 2009). L’analyse des données de méthylation de
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l’ADN  suit  le  protocole  classique  d’analyse  des  données  de  séquençage  (Fig.  3).
L’alignement des données est réalisé majoritairement en utilisant l’outil Bismark (Krueger
and  Andrews,  2011) ou  occasionnellement  via bowtie2  (Langmead  and  Salzberg,  2012),
cependant  contrairement  aux  autres  techniques  (ATAC-seq,  ChIP-seq  et  RNA-seq),
l’alignement de données de BS-seq est plus compliqué dû à la conversion des cytosines en
thymines.  Ainsi  d’autres  techniques  d’analyses  ont  été  développées  pour  étudier  la
méthylation  de l’ADN comme le  RRBS (Reduced Representation Bisulfite  Sequencing),  le
MeDIP-seq  (Methylated  DNA  immunoprecipitation  sequencing)  ou  encore  l’analyse  par
hybridation sur puces. Ces méthodes, sauf la dernière où il n’y a pas d’étape d’alignement,
utilisent les mêmes outils d’alignement que le BS-seq et sont suivies d’une étape d’analyse
à l’aide d’outil tel que SeqMonk (https://github.com/s-andrews/SeqMonk) ou BSPAT (Hu et
al., 2015).

 1.2.2 La conformation ouverte ou fermée de la chromatine

Comme la chromatine peut se présenter sous deux conformations différentes qui
sont  l’euchromatine  et  l’hétérochromatine  (Fig.  1).  L’euchromatine  correspond  à  l’état
décondensé de la chromatine, également appelé état ouvert. L’ouverture de la chromatine
permet l’accessibilité des facteurs de transcription et de la machinerie transcriptionnelle
permettant ainsi l’expression des gènes (Buenrostro et al., 2013). L’hétérochromatine quant
à elle correspond à l’état condensé de la chromatine, également nommé état fermé.

La caractérisation des régions accessibles de la chromatine se fait via les méthodes
de FAIRE-seq, de DNase-seq ou d’ATAC-seq, qui permettent de détecter un enrichissement
en  séqeunces  d’ADN  correspondant  aux  régions  ouvertes.  Les  régions  génomiques
considérées comme ouvertes sont donc caractérisées par un pic d’enrichissement alors que
les régions fermées ne sont pas enrichies (Fig. 3). L’ATAC-seq pour Assay for Transposase-
Accessible Chromatin using sequencing (Buenrostro et al., 2013) est aujourd’hui la méthode
la plus utilisée, car elle est appréciée pour la rapidité d’exécution de son protocole et la
faible quantité de matériel biologique nécessaire à sa mise en place. L’ATAC-seq est basée
sur l’utilisation d’une enzyme spécifique, la transposase Tn5, qui se lie aux régions non
condensées  de  l’ADN.  Le  traitement  des  données  d’ATAC-seq  suit  le  modèle  classique
d’analyse (Fig. 3) dont l’alignement est réalisé majoritairement grâce aux outils bowtie2 ou
BWA. Les deux outils présentent des performances et fonctionnalités similaires bien que
bowtie2 soit plus rapide (Yan et al., 2020). La méthode d’analyse des résultats provenant du
séquençage de librairies ATAC-seq est similaire à celle utilisée pour les données de ChIP-
seq  que  ce  soit  au  niveau  des  outils  d’alignement  ou  pour  l’analyse  des  pics
d’enrichissement  via l’outil MACS2  (Zhang et al., 2008). L’ATAC-seq présente très peu de
bruit de fond, il n’est donc pas nécessaire d’avoir un fichier de contrôle ( input) comme pour
les données de ChIP-seq (fichier input correspondant au résultat du séquençage de l’ADN
traité de façon identique au test mais sans immunoprécipitation par l’anticorps d’intérêt).
Comme pour le RNA-seq, une méthode de single-cell a été développée pour l’ATAC-seq, le
scATAC-seq (Buenrostro et al., 2015). Le principe est le même que pour l’ATAC-seq mais se
fait à l’échelle de la cellule unique. Cependant, comme pour le scRNA-seq, le scATAC-seq ne
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donne pas une information aussi précise que l’ATAC-seq « bulk » (sur population cellulaire)
sur l’accessibilité de la chromatine due à une détection limitée des régions ouvertes par
cellule (1-10 % des pics détectés) (Chen et al., 2019a).

 1.2.3 Les modifications post-traductionnelles des histones

Le  nucléosome est  composé  de  quatre  histones :  H2A,  H2B,  H3  et  H4,  chacune
présente  en  deux  exemplaires.  Ces  histones  peuvent  subir  des  modifications  post-
traductionnelles  (PTMs) et/ou peuvent  être  remplacées  par  des  variants  d’histones. Les
variants diffèrent des formes canoniques des histones sur quelques résidus qui  peuvent
ainsi  leur  conférer  des  propriétés  différentes  (Jang  et  al.,  2015;  Shaytan  et  al.,  2015).
Certains  variants  ont  été  impliqués  dans  divers  processus  biologiques  tel  que  la
spermatogenèse  (Wang et al.,  2019a) mais je ne parlerai ici  que  des  modifications post-
traductionnelles des histones, objet principal de mon travail.

Figure  4 :  Position  des  résidus  d’histones  et  exemples  de  modifications  post-traductionnelles.  Les
modifications présentées ne sont pas exhaustives. Le N correspondant à la position N-terminale

Les modifications post-traductionnelles des histones, comme les acétylations (ac),
méthylations (me), phosphorylations (ph) ou ubiquitinations (ub) des lysines (K)  (Fig. 4)
sont essentielles à la régulation épigénétique. Ces modifications sont nommées suivant une
nomenclature précise qui sera utilisée dans le reste de ce manuscrit. À titre d’exemple, la
marque H3K27ac correspond à l’acétylation de la lysine en position 27 de l’histone H3. Ces
modifications sont régulées par des enzymes qui permettent leur mise en place (writers) ou
leur retrait (erasers). Il est important de préciser que les enzymes impliquées dans les PTMs
ne  sont  pas  nécessairement  spécifiques  d’une  marque  et  plusieurs  enzymes  peuvent
apposer une même modification (Table. I).
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Protéine Rôle Marque Référence

DOT1L / KMT4 méthyltransferase H3K79me1, 2 et 3 van Leeuwen et al., 2002

SETDB1 / ESET méthyltransferase H3K9me3 Wang et al., 2003

EZH2 méthyltransferase H3K27me1, 2 et 3 Cao et al., 2002

GCN5 / KAT2A acétyltransferase H3K9/14ac
H4K5/8/12/16ac

Brownell et al., 1996

SETD2 méthyltransferase H3K36me3 Yoh et al., 2008

PRDM9 méthyltransferase H3K4me1, 2 et 3 Mihola et al., 2009

Table I : Liste non exhaustive des marques citées dans ce manuscrit (cf. 2 Dynamique transcriptionnelle
et chromatinienne au cours de la spermatogenèse) et des enzymes les modifiant.

Ces  modifications  organisent  la  structure  de  la  chromatine  en  affectant  le
recrutement des protéines et/ou l’interaction entre les nucléosomes. Elles sont également
associées  lors  de  la  différenciation  cellulaire  à  la  régulation  de  l’expression  génique
(activation ou inhibition),  à la répression des éléments répétés, et/ou à la réparation de
l’ADN  (Kouzarides,  2007).  Plusieurs  de  ces  modifications  ont  été  étudiées  de  manière
approfondie au cours de ces deux dernières décennies, et sont désormais connues pour être
associées à une région fonctionnelle du génome et/ou un état transcriptionnel particulier
(Fig. 5). Certaines marques comme H3K79me2, H3K36me3, H3K27me1 et H4K20me1 sont
associées à une transcription active contrairement à H3K27me3, H3K9me3 et H4K20me3
qui sont caractéristiques de l’état d’hétérochromatine et de la répression des gènes (Peters
et al., 2003; Squazzo et al., 2006). En utilisant la méthode de ChIP-chip, l’article de Bernstein
et al, fait partie des premiers articles décrivant la position de l’enrichissement de la marque
H3K4me3  dans  le  promoteur  des  gènes (Bernstein  et  al.,  2002).  Depuis,  la  position  de
l’enrichissement  de  nombreuses  marques  a  été  décrite  (Fig.  5).  Une  marque  peut  être
enrichie au niveau des gènes, que ce soit dans le promoteur pour H3K4me3 et H3K27me3,
au niveau du site d’initiation de la transcription TSS (Transcription Start Site) et dans le
corps  des  gènes  (gene  body)  pour  H3K79me2  ou  dans  des  régions  distales  comme  les
enhancers pour H3K4me1. Contrairement aux autres marques d’histones,  H3K36me3 est
localisée  dans  le  corps  du  gène  et  vers  le  site  de  terminaison  de  la  transcription  TES
(Transcription End Site). En plus de leur localisation différente, les marques sont classées en
fonction de leur type d’enrichissement : les marques peuvent être étalées (broad) comme
H3K79me2 ou étroites (narrow) comme H3K4me3. Ces différences sont à prendre en compte
lors des analyses de données de séquençage.
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Figure 5 : Schéma représentant les principales modifications d’histones et leur position par rapport aux
gènes. Les marques sont classées en fonction de leur rôle :  activateur, répresseur ou bivalent. Figure
adaptée de Barbero et al, 2023

L’étude  de  ces  modifications  peut  être  réalisée  suivant  plusieurs  techniques  de
quantification  comme  la  quantification  absolue  via  la  spectrométrie  de  masse  ou  la
quantification relative via le western blot ou l’immunofluorescence. Elles peuvent également
être analysées en immunoprécipitant la marque d’intérêt grâce à un anticorps spécifique,
suivi d’une quantification par qPCR ou d’une analyse par séquençage (ChIP-seq), ce qui
permet d’identifier les régions génomiques dans lesquelles la marque est enrichie.

Analyse par séquençage à haut débit des marques d’histone  
Le  ChIP-seq  est  une  méthode  de  séquençage  NGS  permettant  de  capturer  la

localisation génomique et le niveau d’enrichissement des marques d’histones dans tout le
génome  grâce  à  l’utilisation  d’anticorps  dirigés  spécifiquement  contre  les  marques
d’histones d’intérêt. Son analyse suit le même protocole que les autres analyses de NGS
type Illumina (Fig. 3). Comme pour l’ATAC-seq, l’alignement des fragments sur le génome
se fait couramment en utilisant l’outil BWA (Li and Durbin, 2009) ou bowtie2 (Langmead
and Salzberg, 2012). Cette étape est suivie par une étape d’analyse grâce à des outils tels
que MACS2  (Zhang et al.,  2008), SICER  (Xu et al.,  2014) ou epic2  (Stovner and Sætrom,
2019) qui  permettent  d’estimer  la  position  et  le  niveau  d’enrichissement  de  la  marque
d’intérêt. Initialement développé pour analyser les marques  narrow,  MACS2 a depuis été
mis à jour pour prendre en compte les marques broad et permet ainsi d’analyser un large
panel  de  marques.  A  contrario,  SICER  et  plus  récemment  epic2  sont  spécialisés  dans
l’analyse de marques broad. Le niveau d’enrichissement de la marque d’histone se traduit
par un pic, appelé pic d’enrichissement qui sera plus ou moins haut proportionnellement à
l’enrichissement de la région génomique en la marque. Ces pics sont visualisables à l’aide
de  logiciel  tel  que  IGV  (Robinson  et  al.,  2011) et  l’utilisation  de  packages  R  tel  que
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ChIPseeker (Yu et al., 2015) permet leur caractérisation, leur annotation, la comparaison et
la visualisation des données.

La qualité des données générées diffère selon les marques d’histones. En effet, les
marques les plus éloignées de la queue N-terminale de l’histone, plus proche du centre, sont
plus difficiles d’accès et donc fournissent des résultats de moins bonne qualité  (Fig. 4). À
titre d’exemple, il est plus aisé d’avoir une bonne qualité pour une modification sur H3K4
que sur H3K79. De plus,  pour l’analyse de ChIP-seq,  il  est  nécessaire d’avoir  un grand
nombre de cellules pour avoir une résolution suffisante. De ce fait, pour des populations
cellulaires  de  faible  nombre  (comme  celles  correspondant  aux  premières  étapes  du
développement embryonnaire (Hainer et al., 2019; Zhou et al., 2023) ou dans lesquelles la
chromatine  est  difficile  d’accès  car  hautement  compactée,  comme  c’est  le  cas  des
spermatozoïdes, de nouvelles techniques ont été développées demandant moins de matériel
biologique : le CUT&RUN  (Skene and Henikoff, 2017) et le CUT&TAG  (Kaya-Okur et al.,
2020).  Comme pour  le  ChIP-seq,  le  CUT&RUN et  le  CUT&TAG utilisent  un  anticorps
spécifique de la marque d’histone d’intérêt qui, dans le cas de ces deux techniques, est
couplé à une enzyme, MNase pour le CUT&RUN, et Tn5 pour le CUT&TAG (Fig. 6). Une
fois la génération des fragments réalisée, l’analyse des données suit le même protocole et
utilise les mêmes outils que pour l’analyse de ChIP-seq (Fig. 3).

Figure 6 : Comparaison de la génération des fragments entre les méthodes de ChIP-seq, CUT&RUN et
de CUT&TAG

L’analyse  bioinformatique  de  ces  données  permet  d’avoir  des  informations
concernant la localisation génomique de ces marques et, de ce fait, a montré que plusieurs
marques peuvent être présentes au sein d’une même région. Cette co-présence définit des
états chromatiniens spécifiques. L’utilisation d’outils bioinformatiques tel que ChromHMM
(Ernst  and Kellis,  2012) conjointement  avec  les  données  du projet  ENCODE  (ENCODE
Project Consortium, 2012) a permis l’identification et la caractérisation de ces états.  En
effet, ChromHMM utilise un modèle HMM (Modèle Caché de Markov,  Schuster-Böckler
and Bateman, 2007) pour prédire des états chromatiniens à une région donnée en fonction
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de  l’enrichissement  en  une  ou  plusieurs  marques  d’histones  (Fig.  7).  Cet  outil  met  en
évidence,  entre  autres,  plusieurs  catégories  d’enhancers,  chacune  caractérisée  par  la
présence de H3K4me1 (Barski et al., 2007). La présence d’autres marques d’histones permet
de définir des  enhancers actifs (H3K27ac),  inactifs (H3K27me3) ou bivalents (H3K27me3,
H3K4me3 et H3K27ac à un faible niveau). Cette dernière catégorie étant la plus représentée
dans les cellules embryonnaires (Bernstein et al., 2005; Creyghton et al., 2010; Zentner et al.,
2011).

Figure 7 : Modèle des états chromatiniens caractérisés par une combinaison de marques d’histones en
utilisant l’outil ChromHMM. À gauche, le niveau d’enrichissement des marques d’histones et à droite le
nom des états chromatiniens associés. Figure adaptée de Ernst and Kellis, 2017

 1.2.4 L’organisation spatiale de la chromatine

L’expression génique est  étroitement liée à  l’organisation tridimensionnelle  de la
chromatine. L’analyse de la conformation chromatinienne se fait généralement en utilisant
la  méthode  appelée  « Capture  de  la  Conformation  de la  Chromatine »  (ou  3C)  qui  se
décline  sous  plusieurs  formes :  4C  (Circular  Chromosome  Conformation  Capture),  Hi-C
(High-throughput  Chromatin Conformation  Capture),  etc.  L’ensemble  de  ces  méthodes
reprend  le  même  principe  qui  consiste  à  identifier  les  zones  de  contact  entre  régions
génomiques distantes (Fig. 8). La méthode 3C (Dekker et al., 2002) servant de base à toutes
les autres méthodes consiste à figer la conformation tridimensionnelle de la chromatine en
utilisant un agent fixateur. Dans un premier temps, les régions d’ADN spatialement proches
les unes des autres dans le noyau sont liées entre elles (crosslink), cette étape est suivie
d’une  digestion  enzymatique  de  l’ADN  puis  d’une  ligation  des  séquences  d’ADN  se
retrouvant à proximité pour obtenir un fragment d’ADN hybride composé de fragments
distants  sur  une  représentation  linéaire  mais  proche  dans  une  organisation
tridimensionnelle (Fig. 8).
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Dans le cadre d’une analyse Hi-C, tous ces fragments d’ADN peuvent ensuite être
séquencés puis alignés contre le génome de référence en utilisant les mêmes outils que pour
l’alignement  des  données  de  ChIP-seq  (Fig.  3)  (Lieberman-Aiden  et  al.,  2009).  Après
alignement  et  différentes  étapes  de  curation  des  données,  les  résultats  peuvent  être
représentés sous forme d’une carte de fréquences de contact entre des régions génomiques
à l’aide par exemple de l’outil HiCExplorer (Ramírez et al., 2018; Wolff et al., 2018). Les TADs
y sont représentés sous la forme de triangles dans une matrice de corrélation correspondant
à la conformation dépliée de l’ADN (Fig. 8).

Figure 8 :  Processus d’analyse des  données de Hi-C. La représentation graphique correspond à une
représentation linéaire des TADs.

Les TADs sont étroitement liés à la régulation de l’expression génique notamment en
agissant sur le repliement de la chromatine ou en agissant en tant que barrière (Boltsis et
al.,  2021) qui  empêche la  propagation de l’hétérochromatine vers  les  régions actives  et
inversement (Narendra  et  al.,  2015).  La  régulation  de  l’expression  génique  passe  par
l’interaction  entre  les  enhancers et  les  promoteurs  des  gènes  (Dixon  et  al.,  2012;
Schoenfelder et al., 2015; Schoenfelder and Fraser, 2019), en effet une altération des TADs
peut  entraîner  des  modifications  au  niveau  de  l’interaction  enhancer-promoteur,  en
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permettant  entre  autres  de  nouvelles  interactions  ou  en  supprimant  celles  existantes
(Flavahan et al., 2016). Les  enhancers sont des régions génomiques, de 150 à 1500bp, qui
permettent de réguler l’expression génique à distance en formant des boucles d’ADN avec
les promoteurs des gènes (Fig. 9) (Levine, 2010; Long et al., 2016). Ces régions régulatrices
peuvent être localisées en amont ou en aval d’un gène (enhancers intergéniques) ou dans les
introns d’un gène (intragéniques)  (Schoenfelder and Fraser, 2019). L’utilisation d’analyse
par ChIP-seq sur H3K27ac et d’Hi-C a permis d’identifier plusieurs centaines de milliers
d’enhancers  actifs (entre  400 000  et  1,4  millions  selon  l’espèce) (ENCODE  Project
Consortium, 2012; Shen et al., 2012; Plank and Dean, 2014). Notons qu’un  enhancer peut
réguler plusieurs gènes et qu’un gène n’est, en retour, pas nécessairement régulé par un
unique  enhancer (Karnuta  and  Scacheri,  2018).  Certaines  analyses  dérivées  de  l’Hi-C
permettent  d’étudier  de  façon  précise  la  régulation  des  gènes  par  les  enhancers et
notamment en définissant les couples enhancers-promoteurs (Lieberman-Aiden et al., 2009).
Ces méthodes restent,  cependant,  complexes à mettre en place et très coûteuses si  l’on
souhaite  atteindre  une  résolution  suffisante  pour  identifier  les  interactions  enhancers-
promoteurs.  Certaines  études  ont  donc  développé  des  méthodes  mathématiques  et
statistiques pour prédire ces couples  enhancers-promoteurs en s’affranchissant d’analyse
Hi-C.  À la place, des données de ChIP-seq pour H3K4me1 et H3K27ac sont utilisées pour
identifier les enhancers, et le gène le plus proche de l’enhancer dans un intervalle inférieur à
100kb lui est associé (Rada-Iglesias et al., 2011). Cette méthode a néanmoins ses limites car,
dans certains cas, les  enhancers ne régulent pas le gène le plus proche et peuvent réguler
des gènes à plusieurs centaines de kilobases de distance (Amano et al., 2009; Sanyal et al.,
2012; Schoenfelder et al., 2015; Schoenfelder and Fraser, 2019).

Figure 9 : Schéma des enhancers et des super-enhancers. À gauche, la représentation du repliement de
l’ADN formant  une  boucle  d’ADN avec  un  enhancer  (A)  et  un  super-enhancer  (B)  et  à  droite,  la
représentation linéaire du génome pour un enhancer (C) et un super-enhancer (D). Dans ce schéma les
super-enhancer sont définis suivant le modèle de Whyte et al, 2013

Dans la littérature, certains articles font mention de régions régulatrices à distances
nommées les  super-enhancers (SE).  Dans leur article,  Whyte et al.,  définissent les  super-
enhancers comme  des  agrégats  d’enhancers (Fig.  9)  plus  larges  que  les  enhancers dit
« classiques » (Whyte et al., 2013). Ces super-enhancers sont également caractérisés par un
enrichissement plus important en certains facteurs de transcription pionniers comme SOX2
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ou  NANOG.  En  se  basant  sur  cette  définition,  l’outil  ROSE
(https://github.com/stjude/ROSE)  a  été  développé  pour  permettre  de  différencier  les
enhancers des super-enhancers en se basant sur des données de ChIP-seq pour H3K27ac ou
H3K4me1 (Lovén et al., 2013; Whyte et al., 2013). Les études utilisant ROSE montrent que le
nombre de super-enhancers définis varie en fonction du type cellulaire allant d’environ 200
super-enhancers dans  les  cellules  souches  embryonnaires  (ESC)  jusqu’à  1000  dans  les
spermatides rondes (Whyte et al., 2013; Maezawa et al., 2020; Cao et al., 2023). De plus, de
récentes études utilisant la technique Hi-C montrent que les  super-enhancers permettent
aussi des interactions longue distance entre eux alors même que les interactions inter-TADs
sont quasi inexistantes (Cao et al., 2023; Kessler et al., 2023).

Chez les mammifères et dans tous les types cellulaires, les super-enhancers régulent
les gènes qui sont essentiels pour l’identité cellulaire, notamment dans les processus de
développement et de différenciation cellulaire,  comme la spermatogenèse  (Whyte et al.,
2013; Sin et al., 2015; Maezawa et al., 2020).

 2 Dynamique  transcriptionnelle  et  chromatinienne  au  cours  de  la
spermatogenèse

Le testicule est l’organe mâle dans lequel se déroule la spermatogenèse, c’est-à-dire,
le processus de différenciation des cellules germinales mâles nécessaire à la procréation. La
spermatogenèse est  très  dynamique d’un  point  de  vue  transcriptionnel  et  protéomique
(Soumillon et al.,  2013), ce qui en fait un excellent modèle pour étudier les mécanismes
épigénétiques qui s’opèrent durant la différenciation cellulaire.  C’est un processus qui est
extrêmement  bien  conservé  chez  les  mammifères,  et  qui  est  organisé  en  trois phases
successives  qui  sont  (i)  la  prolifération  des  spermatogonies,  (ii)  la  méiose  et  (iii)  la
spermiogenèse (Roosen-Runge, 1962; Hess and Renato de Franca, 2008) (Fig. 10). Chacune
de ces phases sera développée dans la suite de cette introduction.

Figure 10 : Les trois grandes étapes de la spermatogenèse avec les stades cellulaires associées. Figure
basée sur les données de Soumillon et al, 2013, Luo et al, 2019, Wang et al, 2019b et les articles citées
dans cette partie
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L’étude du transcriptome des différents types cellulaires de la spermatogenèse via
RNA-seq (Gan et al., 2013; Soumillon et al., 2013; Hasegawa et al., 2015; Sin et al., 2015) a
permis d’étudier la dynamique transcriptionnelle au cours de la spermatogenèse depuis
plus de 10 ans (Fig. 10). Les cellules germinales mâles ayant une taille et/ou un contenu en
ADN distincts  à  chacune des  3  étapes  majeures  de  la  spermatogenèse,  il  est,  en  effet,
possible  de  collecter  des  fractions  enrichies  en  cellules  germinales  pré-méiotiques,
méiotiques et post-méiotiques par cytométrie en flux ou FACS (méthode la plus utilisée) ou
par  élutriation  –  qui  permet  un  meilleur  rendement  cellulaire  mais  avec  une  pureté
inférieure qu’avec la méthode FACS (Meistrich, 1977; Bastos et al., 2005) – et ainsi produire
des  données  RNA-seq  « bulk ».  Avec  le  FACS,  l’utilisation  de  marqueurs  permet  de
distinguer certains sous-types de cellules mais à partir de 2018, l’utilisation de scRNA-seq a
permis de caractériser avec précision les différents types/sous-types cellulaires existants au
sein du testicule  (Chen et al., 2018b; Green et al., 2018; Guo et al., 2018; Hermann et al.,
2018; Lukassen et al., 2018; Wang et al., 2018; Ernst et al., 2019). L’utilisation conjointe du
RNA-seq  « bulk »  et  du  scRNA-seq  montre  que  la  spermatogenèse  se  caractérise  par
d’importants changements  transcriptionnels faisant intervenir plusieurs milliers de gènes
(Fig. 11). En effet, durant son développement la spermatogenèse alterne entre des phases de
transcription  active  (durant  la  prolifération  et  le  début  de  la  spermiogenèse)  et  de
transcription inactive (une brève inactivation au tout début de la méiose, puis l’extinction
transcriptionnelle à la fin de la spermiogenèse) (Fig. 10). La spermatogenèse est également
caractérisée par des modifications de l’activité transcriptionnelle des ARNlnc, des éléments
transposables, d’éléments non géniques comme les pseudogènes ou par des évènements
d’épissage  alternatif,  ce  qui  fait  du  testicule  l’organe  avec  la  plus  grande  diversité
transcriptomique (Soumillon et al., 2013).

Figure 11 : Clusters d’expression au cours de la spermatogenèse en utilisant une approche de scRNA-seq.
Figure basée sur les données de Green et al, 2018 en utilisant RGV (https://rgv.genouest.org/, Darde et
al., 2015, 2019)

Cette  diversité  transcriptomique  est  associée  à  des  mécanismes  de  régulation
épigénétique comme la régulation par des ARN non codants, la méthylation de l’ADN et les
modifications post-traductionnelles et variants d’histones  (An et al., 2014; de Mateo and
Sassone-Corsi, 2014; Rathke et al., 2014; Stewart et al.,  2016; Lin et al., 2017; Zuo et al.,
2018). De la même façon que pour les études transcriptomiques, les modifications de l’ADN
(méthylation, hydroxylation, carboxylation...) (Gan et al., 2013; Blythe et al., 2021), les PTMs
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et les variants d’histones ont pu être étudiés dans des populations de cellules germinales
triées (Tan et al., 2011; Hammoud et al., 2014; Bryant et al., 2015; Zuo et al., 2018; Liu et al.,
2019; Chen et al., 2020b). Ces études, réalisées en grande majorité sur le modèle murin, ont
permis de montrer que la spermatogenèse se caractérise par des changements importants
en  termes  d’architecture  chromatinienne  (TAD  et  compartiments  chromatiniens)  et  de
modifications d’histones (Alavattam et al., 2019; Patel et al., 2019; Vara et al., 2019; Wang et
al., 2019b; Luo et al., 2020) (Fig. 10).

 2.1 Au cours de la phase pré-méiotique

Chez les mammifères, les spermatogonies sont une population hétérogène composée
de plusieurs sous-types classés en fonction de leur niveau de différenciation. Actuellement,
la classification des spermatogonies se fait via des marqueurs comme Thy1 ou c-kit pour la
différenciation et MKI67 ou α6 pour la prolifération (Lord and Oatley, 2017; Caldeira-Brant
et al., 2020).

Figure 12 : Étapes de différenciation des spermatogonies chez la souris, en haut et chez l’homme, en bas.
Figure adaptée de Ernst et al, 2019

Depuis l’article de Clermont en 1966, basé sur des observations histologiques, il est
établi que chez l’homme les spermatogonies sont divisées en trois catégories. La première
catégorie dans l’ordre de différenciation correspond aux spermatogonies indifférenciées qui
sont les plus proches des cellules souches ; elles  sont nommées Adark (Fig. 12). Parmi ces
cellules Adark, certaines se différencient en spermatogonies indifférenciées actives Apale. Les
deux stades Adark et Apale ont la capacité de renouvellement, permettant ainsi un maintien du
stock de cellules spermatogoniales. Les spermatogonies Apale deviennent, pour une partie,
des spermatogonies différenciées B (Clermont, 1966; Caldeira-Brant et al., 2020).

Chez la souris, le processus de différenciation comprend plus d’étapes de divisions
que  chez  l’homme  (Fig.  12).  La  première  catégorie  correspond  aux  spermatogonies
indifférenciées Asingle ou As,  certaines se renouvellent pour constituer le stock de cellules
spermatogoniales.  Les  spermatogonies  As subissent  ensuite  une  phase  de  mitose  pour
obtenir  les  spermatogonies  Apaired (ou  Apr),  suivie  de  plusieurs  divisions  mitotiques
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successives  pour  obtenir  le  groupe  des  spermatogonies  Aaligned :  Aal-4,  Aal-8 et  Aal-16.  Les
spermatogonies indifférenciées se différencient via six divisions mitotiques successives pour
obtenir les spermatogonies A1, puis A2, A3 et A4, puis en spermatogonies intermédiaires (Aint)
et  finalement  en  spermatogonies  B  (de  Rooij,  2017;  Caldeira-Brant  et  al.,  2020).  Les
spermatogonies  As,  Ap et  Aal sont  regroupées  dans  cette  introduction  sous  le  nom  de
spermatogonies indifférenciées et les spermatogonies du stade A1 jusqu’au stade B sont
catégorisées comme spermatogonies différenciées. À la suite de cela, les spermatogonies B
se divisent pour obtenir les spermatocytes pré-leptotènes qui engagent l’étape suivante de
la spermatogenèse qui est la phase de méiose.

Plusieurs études ont analysé la dynamique transcriptionnelle et chromatinienne de
deux types cellulaires collectés par FACS : i) les spermatogonies dites indifférenciées, qui
expriment plusieurs marqueurs (≈10 marqueurs connus) avec,  entre autres,  le  marqueur
Thy1 ou le  marqueur SSEA4  (Hammoud et  al.,  2014;  Guo et  al.,  2017;  Maezawa et  al.,
2018b) ; ii) les spermatogonies différenciées, qui expriment le marqueur c-kit  (Guo et al.,
2017; Maezawa et al., 2018b). En utilisant des données de scRNA-seq, Guo et al., ont montré
que plusieurs milliers de gènes sont différentiellement exprimés entre les spermatogonies
indifférenciées  et  les  spermatogonies  différenciées  humaines  (Guo  et  al.,  2017).  Cette
hétérogénéité cellulaire est également retrouvée chez la souris  (Ernst et  al.,  2019).  Chez
l’homme et la souris, les gènes spécifiques des spermatogonies indifférenciées sont associés
à des facteurs de transcription des cellules souches ou des récepteurs membranaires.  A
contrario, les gènes spécifiques des spermatogonies différenciées sont nécessaires au cycle
cellulaire et à la prolifération, indiquant que ce changement transcriptionnel pourrait être
essentiel  pour la différenciation des spermatogonies  (Guo et al.,  2017, 2018; Ernst et al.,
2019). De plus, l’analyse RNA-seq de ces deux stades cellulaires montre que, parmi les gènes
différentiellement exprimés, plusieurs sont des enzymes modifiant les marques d’histones
(Hammoud  et  al.,  2014;  Barbero  et  al.,  2023),  montrant  ainsi  que  modifications
chromatiniennes sont régies par des modifications transcriptionnelles.

Figure 13 : Dynamique transcriptionnelle, de l’accessibilité et de la conformation de la chromatine au
cours de la spermatogenèse. Figure basée sur les informations de Maezawa et al, 2018a (ATAC-seq), Luo
et al, 2020, Alzarez-Gonzalez et al, 2022 et de Wang et al, 2019 (Hi-C)
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Du  côté  de  la  chromatine,  les  spermatogonies  indifférenciées  sont  dépourvues
d’hétérochromatine  visible  au  microscope.  Elle  se  forme  au  fur  et  à  mesure  de  la
différenciation des spermatogonies. L’étude de la chromatine par ATAC-seq ne montre pas
de changements importants entre les spermatogonies indifférenciées et différenciées chez la
souris comme chez l’homme, avec une grande majorité de pics d’ATAC-seq en commun
dans les spermatogonies indifférenciées et différenciées  (Guo et al., 2017; Maezawa et al.,
2018b).  La  comparaison  avec  les  stades  méiotiques  et  post-méiotiques,  chez  la  souris,
montre une disparition progressive d’une centaine de milliers de régions « ouvertes » au fur
et à mesure de la différenciation, passant de 160 000 pics dans les spermatogonies à 60 000
dans  les  spermatides  rondes  (Maezawa  et  al.,  2018b) (Fig.  13).  La  différenciation  des
spermatogonies s’accompagne, cependant, de changements au niveau des histones PTMs
comme une augmentation de l’enrichissement de la méthylation et de l’acétylation des
histones H3 et H4 dans les spermatogonies différenciées. En accord avec le processus de
formation d’hétérochromatine à la fin de la phase proliférative pré-méiotique, la marque
H3K9me3  augmente  dans  les  spermatogonies  différenciées  par  rapport  au  stade
indifférencié (Liu et al., 2019). De la même façon, l’utilisation d’une approche ChIP-seq pour
H3K4me3 et d’analyse par immunomarquage montre que H3K4me3 augmente au cours de
la différenciation des spermatogonies (Godmann et al., 2007; Song et al., 2011; Hammoud et
al.,  2014).  Cette  observation  corrèle  avec  l’augmentation  de  l’enzyme  PRDM9
(méthyltransférase  de  H3K4me1,  2  et  3)  dans  les  spermatogonies  différenciées  par
comparaison avec les spermatogonies indifférenciées (Barbero et al., 2023). La présence de
PRDM9 est importante pour la spermatogenèse, car elle permet la formation des cassures
doubles brins (DSB pour Double Strand Breaks) survenant au cours de la méiose (Chen et
al., 2020b; Sun et al., 2022). La présence de la marque H3K4me3 est également corrélée à la
présence de sa méthyltransférase KMT2B qui est fortement exprimée. Tomizawa et al., ont
montré que l’enzyme KMT2B, qui est nécessaire au passage des  cellules  souches à des
cellules progénitrices, catalyse l’acquisition de la marque H3K4me3 aux promoteurs de deux
catégories  de  gènes :  ceux  dits  « bivalents »  qui  portent  H3K27me3  et  qui  ne  seront
exprimés que pendant le développement embryonnaire, et ceux dits « monovalents » (qui
n’ont pas H3K27me3) (Fig. 5) et qui sont, en majorité, exprimés lors de la spermiogenèse
(Tomizawa et al., 2018).

Figure 14 : Dynamique de la régulation des états bivalents durant la spermatogenèse. Figure basée sur
les données de Tomizawa et al, 2018 et de Maezawa et al, 2018a
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En relation avec cette étude, Maezawa et al., ont montré qu’il existe deux catégories
de gènes « bivalents » dans la spermatogenèse : ceux qui portent H3K27me3 dès le stade
spermatogonies  indifférenciées  (≈2000  gènes),  et  ceux  qui  acquièrent H3K27me3  au
moment de l’entrée en méiose (≈700 gènes) et dont l’acquisition de la marque H3K27me3
est  catalysée  par  SCML2  (Maezawa  et  al.,  2018a),  En  effet,  SCML2  est  une  enzyme
permettant l’établissement de H3K27me3 par le complexe PRC2 (Fig. 14) et qui se retrouve
fortement exprimée dans les spermatogonies  (Maezawa et al.,  2018a).  Cette observation
corrèle avec les données transcriptomiques qui montrent une sur-expression de Ezh1 dans
les spermatogonies indifférenciées  (Barbero et al., 2023), supposant la mise en place d’un
état bivalent lors de la méiose (Maezawa et al., 2018a; Barbero et al., 2023).

 2.2 Lors de la transition de la mitose à la méiose

La  transition  de  la  phase  mitotique  vers  la  phase  méiotique  est  une  étape
caractérisée par des changements chromatiniens et transcriptomiques drastiques. L’analyse
du transcriptome des cellules germinales mâles par RNA-seq puis,  plus récemment,  par
scRNA-seq permet de mettre en évidence un « switch » du programme génétique dans les
spermatocytes  au  stade  pré-leptotène.  Lors  de  cette  transition,  la  transcription  s’arrête
progressivement, atteignant un niveau extrêmement bas au stade pré-leptotène  (Monesi,
1964;  Ernst  et  al.,  2019).  Bien  qu’observé  dans  plusieurs  études,  le  ou  les  mécanismes
responsables  de  ce  phénomène  restent  encore  méconnus.  Cet  arrêt  transcriptionnel
pourrait permettre la reprogrammation génétique lors de la transition mitose-méiose. Celle-
ci  se  caractérise  en  effet  par  un  changement  drastique  des  gènes  exprimés :  les  gènes
somatiques s’éteignent au profit des gènes nécessaires à la méiose et à la spermiogenèse
(Soumillon et al., 2013; Sin et al., 2015; da Cruz et al., 2016; Chen et al., 2018a; Maezawa et
al., 2018b). En effet, les spermatocytes au stade leptotène expriment fortement les gènes
méiotiques qui sont, pour la majorité, spécifiques de ce stade cellulaire  (Soumillon et al.,
2013; da Cruz et al., 2016; Maezawa et al., 2018b). C’est dans les stades plus tardifs de la
méiose (stades pachytènes) que les gènes nécessaires à la spermiogenèse s’expriment (Sin
et al., 2015; Maezawa et al., 2018b).

Cette  reprogrammation  transcriptionnelle  entre  les  stades  pré-méiotique  et
méiotique s’accompagne d’une réorganisation de l’accessibilité de la chromatine et de sa
conformation  (Sin et al.,  2015; Maezawa et al., 2018b; Alavattam et al.,  2019; Vara et al.,
2019;  Wang  et  al.,  2019b).  L’analyse  de données  d’ATAC-seq  montre  que,  lors  de  cette
transition,  la  majorité  des  régions  ouvertes  de  la  chromatine  dans  les  spermatogonies
différenciées sont fermées dans les spermatocytes pachytènes (Fig.  13)  (Maezawa et al.,
2018b).  En  parallèle,  des  régions  ouvertes  apparaissent  spécifiquement  dans  les
spermatocytes.  Ainsi,  deux  types  de  chromatines  ouvertes  s’opposent  durant  la
spermatogenèse : les régions ouvertes présentant un programme génétique spécifique des
spermatogonies (qui comprend de nombreux gènes exprimés dans les cellules somatiques)
et  les  régions  ouvertes  caractérisées  par  un  programme  génétique  spécifique  de  la
spermiogenèse  (Maezawa  et  al.,  2018b).  La  dynamique  de  certaines  modifications
d’histones  est  également  intéressante  à  regarder.  L’analyse  de  données  de  ChIP-seq
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obtenues  pour  différentes  marques  d’histone  montre  une  apparition  des  marques
H3K4me3, H3K27ac et H3K36me3 dans les spermatocytes à partir du stade leptotène (cf. 2.3
Lors  de  la  méiose)  (Maezawa et  al.,  2018b;  Chen et  al.,  2020b).  L’augmentation  de  ces
marques d’histone, et principalement de H3K4me3, corrèle positivement avec l’expression
des  gènes  nécessaires  à  la  formation  des  DSB se  déroulant  durant  la  méiose.  Comme
présenté dans la partie précédente, de nombreux gènes spécifiques de la spermiogenèse
sont  prêts  à  être  activés  (« poised »)  dès  le  stade  spermatogonie  (Sin  et  al.,  2015).  La
diminution  de  H3K27me3  dans  les  régions  bivalentes  lors  de  la  transition  vers  les
spermatocytes  est  associée  à  l’expression  de  ces  gènes  dans  les  spermatocytes  et  les
spermatides  (Maezawa  et  al.,  2018a).  Cette  diminution  serait  une  conséquence  de  la
régulation par le complexe PRC2 durant la transition de la phase de mitose vers la phase de
méiose  (Fig.  14).  À  l’inverse,  l’augmentation  de  H3K27ac  corrèle  positivement  avec  le
nombre  d’enhancers et  de  super-enhancers dans les spermatocytes (≈200  super-enhancers
définis par la présence de H3K27ac dans les spermatogonies différenciées et ≈500 dans les
spermatocytes pachytènes)  (Maezawa et al., 2020). Il est intéressant de noter que peu de
super-enhancers sont communs entre les spermatogonies et les spermatocytes, indiquant
que  la  majorité  des super-enhancers retrouvés  dans  les  spermatocytes  pachytènes
apparaissent lors de la méiose.  Ces super-enhancers sont pour la plupart associés à des
gènes nécessaires pour la spermiogenèse (Maezawa et al., 2020).

Pour finir, les données de Hi-C ont montré qu’à partir des stades spermatogonies
indifférenciées,  les  compartiments  A  et  B  disparaissent  au  profit  de  l’apparition  de
structures A-B, structures où les compartiments A et B ne sont pas clairement distincts (Fig.
13) (Alavattam et al., 2019; Patel et al., 2019; Vara et al., 2019; Wang et al., 2019b; Luo et al.,
2020;  Álvarez-González  et  al.,  2022).  Cette  diminution  s’accompagne  également  d’une
diminution  des  TADs  et  donc  des  interactions  chromatiniennes  intra-TADs (Luo  et  al.,
2020).

 2.3 Lors de la méiose

La seconde phase de la spermatogenèse est la phase de méiose qui fait suite à la
différenciation des spermatogonies (Fig. 15). Elle consiste en une phase de réplication de
l’ADN  suivie  de  deux  divisions  successives :  la  division  réductionnelle  (i)  à  partir  des
spermatocytes primaires (SCI) pour obtenir deux spermatocytes secondaires (SCII)  et la
division équationnelle (ii), aboutissant à la formation de quatre spermatides rondes (RS).
Chacune de ces divisions est composée de quatre étapes (prophase, métaphase, anaphase et
télophase) dont  la  prophase  I  est,  de  loin,  la  plus  longue  et  la  plus  dynamique  côté
transcriptionnel et chromatinien (Cobb and Handel, 1998; Ernst et al.,  2019; Patel et al.,
2019;  Wang  et  al.,  2019b).  Elle  commence  par  la  phase  leptotène  qui  correspond  à  la
condensation de la chromatine pour former les chromosomes et au début de l’appariement
des chromosomes homologues. Cette phase est suivie par la phase zygotène au cours de
laquelle se poursuit l’appariement des chromosomes. Lors des phases leptotène et zygotène,
les DSB sont mises en place.  Une fois  tous les chromosomes appariés,  lors  de la phase
pachytène, la réparation des DSB par recombinaison induit des évènements de  crossing-
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over. La phase diplotène est caractérisée par le retrait des synapses entre les chromosomes.
Durant  le  processus  de  méiose,  la  séparation  et  l’appariement  des  chromosomes  sont
étroitement liés  à la ré-organisation de la chromatine et notamment à une compaction
importante de la chromatine (Fig. 13).

Figure 15 : Étapes de la méiose chez la souris. Figure adaptée de Ernst et al, 2019

La dynamique transcriptionnelle et épigénétique lors de la méiose est très conservée
entre  les  différentes  espèces  mammifères  étudiées  comme les  rongeurs  et  les  primates
(Murat et al., 2022; Álvarez-González et al., 2022). Cependant, elle se déroule différemment
entre les autosomes et les chromosomes sexuels. Je traiterai donc d’abord des autosomes au
cours  de  la  méiose,  puis  des  chromosomes  sexuels  au  cours  de  la  méiose  et  la
spermiogenèse.

 2.3.1 Dynamique transcriptionnelle et chromatinienne des autosomes

La  méiose  s’accompagne  de  modifications  transcriptionnelles  et  post-
traductionnelles, de changements de l’accessibilité de la chromatine et de la conformation
tridimensionnelle  de  la  chromatine plus importants  que dans les  stades  pré-méiotiques
(Kimmins and Sassone-Corsi, 2005; Hammoud et al., 2009; Sin et al., 2015; Maezawa et al.,
2018b; Wang et al., 2019b). Pour la plupart, ces modifications résultent de la transition des
spermatogonies vers les spermatocytes (cf. 2.2 Lors de la transition de la mitose à la méiose).
L’ensemble  de  ces  modifications  permet  la  mise  en  place  d’une  configuration
chromatinienne  unique  dans  la  spermatogenèse  qui  se  caractérise  par  le  lien  entre
transcription des gènes et organisation chromatinienne (Wang et al., 2019b).

Les analyses scRNA-seq de la spermatogenèse mettent en évidence des différences
transcriptionnelles au sein des spermatocytes et notamment entre les stades zygotène et
pachytène  (Guo et al., 2018; Wang et al., 2018; Ernst et al., 2019) : les gènes exprimés au
stade zygotène sont impliqués dans l’organisation de la chromatine et la recombinaison de
l’ADN  alors  que  les  gènes  exprimés  au  stade  pachytène  sont  spécifiques  de  la
spermiogenèse (Wang et al., 2018).
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Comme précisé plus haut, les données d’Hi-C montrent une atténuation voire une
déplétion  des  TADs  et  des  compartiments  chromatiniens  A  et  B  durant  la  méiose  et
particulièrement dans les spermatocytes pachytènes ; ces structures sont rétablies par la
suite dans les spermatides rondes (Fig. 13) (Alavattam et al., 2019; Patel et al., 2019; Vara et
al., 2019; Wang et al., 2019b; Luo et al., 2020; Álvarez-González et al., 2022). La déplétion des
compartiments A et B dans les spermatocytes pachytènes se fait au profit de l’émergence
d’une  structure  A-B  qui  semble  liée  au  processus  de  compaction  de  la  chromatine
essentielle pour l’appariement des chromosomes (Patel et al., 2019; Vara et al., 2019; Wang
et  al.,  2019b;  Álvarez-González  et  al.,  2022).  Malgré  la  réorganisation  importante  qui
survient  dans  les  spermatocytes,  des  analyses  ATAC-seq  montrent  quelques  régions
ouvertes  mais  ayant  une  grande  stabilité  au  niveau  des  régions  promotrices  (Fig.  13)
(Maezawa et al., 2018b). La fermeture de nombreuses régions de la chromatine semble liée à
la  présence  de  H3K9me3  médiée  par  l’enzyme  SETDB1.  En  effet,  le  knock-out (KO)
conditionnel du gène codant pour cette protéine entraîne une augmentation du nombre de
régions ouvertes dans les spermatocytes  (Cheng et al.,  2021).  Il  entraîne également des
changements dans la méthylation de l’ADN des éléments transposables et des altérations
dans la  dynamique épigénétique durant  la  spermatogenèse,  résultant  en une activation
prématurée des gènes spécifiques des spermatides (Hirota et al., 2018; Cheng et al., 2021).
La  réorganisation  de  la  chromatine  durant  la  méiose  s’accompagne  d’une  apparition
d’enhancers actifs caractérisés par la présence de H3K27ac, qui sont associés à des gènes
fortement exprimés dans les spermatides (Sin et al., 2015). Il est intéressant de noter que les
enhancers et notamment les super-enhancers sont importants pour la production de piARN
– essentiels à la méiose – dans les spermatocytes pachytènes (Maezawa et al., 2020).

 2.3.2 Dynamique transcriptionnelle et chromatinienne des chromosomes sexuels

Chez les mammifères mâles, les chromosomes sexuels sont dits hétérologues, c’est-
à-dire qu’ils sont caractérisés par la co-présence d’un chromosome X et d’un chromosome
Y, contrairement aux autosomes qui sont homologues. Lors de la division méiotique, les
chromosomes  sexuels  s’apparient  et  recombinent  entre  eux  au  niveau  de  leurs  régions
pseudo autosomales,  processus qui  est indispensable pour  la ségrégation méiotique des
chromosomes  sexuels.  Les  régions  hétérologues  quant  à  elles,  ne  s’apparient  pas  et  ne
recombinent  pas.  Cette absence de recombinaison lors  du passage du stade zygotène à
pachytène  dans  la  prophase  I,  s’accompagne  également  d’une  condensation  des
chromosomes  sexuels  et  la  formation  d’un  compartiment  chromatinien  spécifique  à  la
périphérie du noyau, appelé le corpuscule sexuel, « sex body » ou « XY body » (Fig. 16) [voir
Turner, 2007 pour revue]. Ces observations sont confirmées via des approches d’Hi-C qui
montre une réorganisation spécifique et isolée des chromosomes sexuels par rapport aux
autosomes  (Patel  et  al.,  2019;  Wang  et  al.,  2019b;  Álvarez-González  et  al.,  2022).  Cette
condensation  entraîne,  dans  le  sex  body,  une  absence  d’expression  des  gènes  des
chromosomes X et Y (Fig. 16). Ce phénomène d’inactivation transcriptionnelle des gènes et
de remodelage des chromosomes sexuels est appelé le MSCI, pour Meiotic Sex Chromosome
Inactivation (Handel,  2004;  Namekawa  et  al.,  2006;  Turner,  2007).  C’est  un  processus
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extrêmement bien conservé entre les espèces de mammifères  (Murat et al.,  2022) qui se
caractérise par un arrêt de la transcription des gènes portés par les chromosomes sexuels
suivi d’une réactivation dans les spermatides rondes à la fin de la méiose.

Figure 16 :  Modifications transcriptionnelles et  chromatiniennes intervenant pendant le processus de
MSCI  et  continuant  dans  les  spermatides.  En  gris,  le  niveau  d’enrichissement  des  PTMs  dans  les
chromosomes sexuels en comparaison des autosomes. Les lignes représentent le niveau d’expression des
gènes dans les autosomes (en orange), dans les chromosomes sexuels simples copies (en bleu) et multi-
copies (en vert). Figure basée sur les informations de Sin et al, 2015, Moretti et al, 2016 et Ernst et al,
2019 et des articles cités dans cette partie.

Dans  la  littérature,  les  changements  moléculaires  accompagnant  le  MSCI  sont
largement étudiés, cependant son rôle dans la lignée germinale mâle des mammifères reste
encore mal compris (Turner, 2015). Plusieurs hypothèses ont été émises sur le rôle potentiel
du MSCI. Ce processus pourrait permettre la prévention des DSB au niveau des régions non
appariés mais également dans la réponse au point de contrôle de la prophase I. À noter que
ces deux hypothèses ne sont pas forcément indépendantes l’une de l’autre (Turner, 2015).
Un des points qui reste méconnu est de savoir si ces modifications épigénétiques mises en
place lors du MSCI sont conservées partiellement dans les spermatozoïdes (cf. sous-partie
Réactivation des chromosomes sexuels après la méiose) et si elles sont transmises des gamètes
mâles à la descendance (Hammoud et al., 2009; Brykczynska et al., 2010; Turner, 2015).

Inactivation des chromosomes sexuels durant la méiose  

Le MSCI est initié par la phosphorylation du variant d’histone H2AX (γH2AX) et
s’accompagne  d’un  remodelage  chromatinien  important  caractérisé  notamment  par  le
remplacement des variants d’histones H3.1/2 par le variant H3.3  (Fig. 16). Ce remodelage
s’accompagne de  la  diminution de plusieurs  modifications  post-traductionnelles  comme
H3K27me3  et  de  l’augmentation  de  H3K27ac  et  des  marques  d’hétérochromatine
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H3K9me2/3  et  H4K20me3  (Black  et  al.,  2012;  Sin  et  al.,  2015;  Maezawa et  al.,  2018b) ;
H3K9me3 est particulièrement abondante sur les chromosomes sexuels lors du MSCI (Ernst
et al., 2019) (Fig 16). L’enrichissement en H3K9me3 au niveau des gènes du chromosome X
augmente à partir du stade pachytène et reste élevé dans les spermatides rondes. Il  est
important de noter que, dans ces études, le chromosome Y n’est pas regardé (Wang et al.,
2018; Ernst et al., 2019; Liu et al., 2019). L’enrichissement en H3K9me3 corrèle avec la sur-
expression  de sa  méthyltransférase  SETDB1 au stade pachytène.  Le  rôle  de  la  marque
H3K9me3 dans le MSCI reste encore à déterminer et deux modèles s’opposent sur son
implication dans l’initiation du MSCI. Dans leur article,  Hirota et al.,  décrivent que les
protéines de la voie de réponse au dommage à l’ADN (DDR pour  DNA damage response),
dont γH2AX, recrutent la méthyltransférase SETDB1 sur les chromosomes sexuels ce qui
entraîne l’acquisition de la marque H3K9m3 et l’inactivation transcriptionnelle des gènes
de l’X et de l’Y  (Hirota et al.,  2018). La délétion de  Setdb1, par KO conditionnel chez la
souris, entraînant une perturbation du processus du MSCI (Hirota et al., 2018), les auteurs
concluent que H3K9me3 est nécessaire au processus d’initiation du MSCI (Fig. 17). De leur
côté, en utilisant un modèle ex-vivo de culture de cellules germinales pendant un temps
limité, Abe et al., montrent que l’initiation du MSCI n’est pas médiée par H3K9me3 mais
par les facteurs de la DDR (Abe et al., 2022).

Figure 17 : Schéma du rôle de H3K9me3 dans l’initiation du MSCI. A gauche (en vert) l’hypothèse émise
par Abe et al, 2022 et à droite (en rose) l’hypothèse émise par Hirota et al, 2018

Réactivation des chromosomes sexuels après la méiose  

Après la méiose, de nombreux gènes portés par les chromosomes sexuels sont ré-
activés, ou exprimés  de novo,  représentant 60 % des gènes de l’X et la quasi-totalité des
gènes de l’Y chez la souris (Moretti et al., 2016). Cependant, la chromatine de l’X et de l’Y se
distingue toujours  de celle  des  autosomes  et  est  appelée  PMSC,  pour  Post  Meiotic  Sex
Chromatin (Namekawa et al., 2006; Turner, 2007; Sin et al., 2015; Moretti et al., 2016; Ernst et
al.,  2019).  Après la méiose,  la  chromatine sexuelle  se caractérise par la conservation de
certaines marques d’histones mises en place lors du MSCI (Fig. 16). Par comparaison avec le
niveau dans les autosomes, les marques H3K27ac et H3K9me3 sont fortement enrichies
dans les chromosomes sexuels et plus particulièrement sur l’X pour H3K9me3 (Ernst et al.,
2019; Liu et al., 2019) et sur l’Y pour H3K27ac (Moretti et al., 2016). Au contraire, la marque
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H3K27me3 reste très faible dans les chromosomes sexuels par rapport aux autosomes (Sin
et al., 2015).

Après  la  méiose,  l’expression  des  gènes  portés  par  les  chromosomes  sexuels  est
également  co-régulée  par  un  processus  spécifique,  qui  implique  différentes  protéines
comme RNF8 ou SLY (Cocquet et al., 2009; Sin et al., 2012). En effet, RNF8 est une protéine
permettant l’établissement de H3K4me3 et de H4K20me1 dans les chromosomes XY durant
la méiose et qui permet l’activation des gènes de la PMSC (Sin et al., 2012). La sortie de
méiose  s’accompagne  en  effet  d’une  (ré)activation  de  certains  gènes  portés  par  les
chromosomes sexuels et, en particulier, des gènes présents en multi-copies (Fig. 16) (Moretti
et al., 2016, 2020). Ces gènes sont caractérisés par la présence de modifications d’histones,
comme  H3K4me3  ou  H3K79me2,  ainsi  que  l’acétylation  et  la  crotonylation  d’H3K27
(Moretti et al., 2017; Crespo et al., 2020). Ces gènes multi-copies sont difficiles à analyser du
fait  de  la  nature  répétée  de  leur  séquence.  De  plus,  ils  sont  généralement  faiblement
exprimés individuellement, mais collectivement les copies d’un même gène ont un niveau
d’expression élevé (Moretti et al., 2016). Cette accumulation (amplification) de gènes multi-
copies sur les chromosomes sexuels est présumée être une conséquence du MSCI :  afin
d’échapper à l’environnement chromatinien répressif mis en place lors du MSCI, des gènes
essentiels  à  la  spermiogenèse  (qui  sont  portés  par  l’X  et  l’Y)  deviennent  multi-copies
(Mueller et al., 2008). Ce phénomène est conservé au cours de l’évolution des mammifères
bien que les gènes portés par les chromosomes sexuels (et en particulier par l’Y) évoluent
rapidement (Murat et al., 2022). Parmi les gènes multi-copies portés par l’Y chez la souris, le
gène Sly est exprimé spécifiquement dans les spermatides rondes et est indispensable à la
spermatogenèse  (Cocquet  et  al.,  2009;  Moretti  et  al.,  2017).  En effet,  l’inhibition  de  Sly
entraîne une dérégulation de plusieurs  centaines  de gènes  portés  par  les  chromosomes
sexuels  (Moretti et al.,  2017). Elle entraîne également la dérégulation de quelques gènes
autosomaux, parmi lesquels le gène Dot1l qui code pour une histone méthyltransférase de
H3K79  (Moretti et al.,  2017).  Le rôle complet  de DOT1L durant la spermatogenèse sera
précisément décrit ultérieurement (cf. 3.2.2 DOT1L dans la spermatogenèse).

 2.4 Lors de la spermiogenèse

 2.4.1 Déroulement de la spermiogenèse

La spermiogenèse (qui dure ≈23 jours chez l’homme et 12 jours chez la souris) est la
dernière phase de la spermatogenèse au cours de laquelle les cellules haploïdes rondes que
sont les spermatides se différencient en spermatozoïdes (Fig. 18). La spermiogenèse est un
processus de spécialisation cellulaire « extrême » caractérisée par l’acquisition de nouvelles
structures (flagelle et acrosome) et l’élimination de la majorité du cytoplasme. Ce processus
est  également  caractérisé  par  une  dynamique  transcriptionnelle  et  chromatinienne  très
importantes  faisant  intervenir  plusieurs  centaines  de  gènes  et  de  nombreuses  PTMs,
aboutissant ainsi à une réorganisation importante de la chromatine puis à sa compaction
extrême. Tous ces évènements font que la spermiogenèse a un programme génétique et
épigénétique très dynamique.
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Figure  18 :  Étapes  de  la  spermiogenèse  chez  la  souris  et  sa  dynamique  transcriptionnelle  et
chromatinienne. Figure adaptée d’Ernst et al, 2019

 2.4.2 Régulation chromatinienne de la transcription dans les spermatides rondes

Les  gènes  exprimés  spécifiquement  dans  les  spermatides  rondes  contribuent
fortement  à  la  grande  diversité/complexité  transcriptionnelle  observée  dans  le  testicule
(Soumillon et al., 2013). Une étude de l’évolution du transcriptome des cellules germinales
dans  10  espèces  de  mammifères  et  une  espèce  aviaire  a  montré  récemment  que,
contrairement aux spermatogonies et aux spermatocytes dont les gènes exprimés sont très
conservés entre les espèces, les gènes exprimés spécifiquement dans les spermatides rondes
évoluent rapidement  (Murat et al., 2022). Les auteurs suggèrent que la compétition entre
spermatozoïdes est à l’origine de ce phénomène.

Dans  les  spermatides  rondes,  la  configuration  de  la  chromatine  revient  à  sa
configuration initiale (Wang et al., 2019b; Luo et al., 2020; Álvarez-González et al., 2022). La
structure  A-B  présente  dans  les  spermatocytes  disparaît pour  reformer  les  structures
initiales que sont les compartiments A et B  (Wang et al., 2019b) ; de la même façon, les
TADs qui avaient disparu pendant la méiose, réapparaissent (Wang et al., 2019b; Luo et al.,
2020;  Álvarez-González  et  al.,  2022) (Fig.  13).  La  reformation  des  TADs  corrèle  avec
l’augmentation du nombre d’enhancers et de super-enhancers dans les spermatides rondes
en comparaison avec les spermatocytes (≈500 dans les spermatocytes et  ≈1100 dans les
spermatides  rondes)  (Maezawa  et  al.,  2020) ;  ceux-ci  sont  maintenus  jusque  dans  les
spermatozoïdes (Jung et al., 2017). L’identification de ces enhancers est faite par la présence
de H3K27ac  (Maezawa et al., 2020) et ces  enhancers sont le plus souvent co-marqués par
H3K27cr  dans  les  spermatides  rondes  (Crespo  et  al.,  2020).  Les  analyses  protéomiques
montrent  que  H3K27cr  est  fortement  associée  à  H3K36me2  (Crespo  et  al.,  2020)c,
précédemment décrite comme caractéristique des enhancers et des super-enhancers (Soldi et
al.,  2017).  L’augmentation  de  H3K27cr  et  majoritairement  de  H3K27ac  au  niveau  des
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enhancers et des promoteurs est proposée comme étant essentielle à la différenciation des
spermatides  lors  de  la  spermiogenèse.  En  effet,  l’augmentation  du  nombre  de  super-
enhancers et d’enhancers induit une augmentation de la transcription dans les spermatides
(Maezawa et al., 2020; Sakashita et al., 2020). Deux types d’enhancers sont mis en évidence :
les  super-enhancers qui  activent  des  gènes  nécessaires  pour  la  spermatogenèse  et  des
enhancers dérivant  de  certaines  séquences  de  rétrovirus  endogènes  qui  acquièrent  une
fonction d’enhancers  activant  la  transcription de gènes  qui  régulent  la  spermatogenèse
(Maezawa et al., 2020; Sakashita et al., 2020).

La première moitié de la spermiogenèse s’accompagne également d’une régulation
post-transcriptionnelle,  des  piRNA  et  des  structures  localisées  dans  le  cytoplasme  des
cellules  germinales  mâles  appelées  « chromatoid  body »,  dont  les  détails  ne  seront  pas
développés dans ce manuscrit.

 2.4.3 Remplacement des histones par les protamines à partir du stade spermatides
allongées

À partir de la 2e moitié de la spermiogenèse, les spermatides allongées subissent un
remodelage important de leur chromatine au cours duquel la quasi-totalité des histones
canoniques est remplacée par des variants d’histones et des protéines de transition, qui
vont  guider  l’incorporation  des  protamines  (Barral  et  al.,  2017).  Ceci  entraîne  une
réorganisation  totale  de  la  chromatine  sous  la  forme  de  toroïdes,  avec  seuls  quelques
solénoïdes d’histones maintenus, et une hyper-compaction de la chromatine. Ce processus
est accompagné par une extinction de la transcription. Il est indispensable au maintien de
l’intégrité génomique puisqu’il permet de protéger le génome paternel d’éventuels stress
extérieurs ;  il  contribue  également  à  la  forme  hydrodynamique  de  la  tête  des
spermatozoïdes  (Hazzouri  et  al.,  2000;  Govin  et  al.,  2007;  Rathke  et  al.,  2014;  Bao and
Bedford, 2016). Un mauvais remplacement des histones par les protamines entraîne une
infertilité masculine (Blanco and Cocquet, 2019).

Côté transcriptionnel, le transcriptome des spermatides allongées est très proche de
celui des spermatides rondes – les transcrits sont conservés (Moretti et al., 2016; Chen et al.,
2018a),  jusqu’à  extinction  de  la  transcription  et  élimination  d’une  grande  partie  du
cytoplasme dans les spermatides condensées.

Les variants d’histones et les modifications post-traductionnelles nécessaires lors de
la transition histones-protamines sont très nombreux. Plusieurs revues décrivent l’ensemble
des  évènements  et  le  rôle  de chacun dans  cette étape de transition (Fig.  19)  (Bao and
Bedford,  2016;  Wang et  al.,  2020).  Le rôle  de nombreuses  d’entre  elles  –  en particulier
l’hyperacétylation  des  histones  –  est  de  faciliter  l’ouverture  de  la  chromatine  et
l’enlèvement des histones. Cette chromatine « permissive » est supposée contribuer à la
diversité transcriptomique observée lors de la spermiogenèse (Soumillon et al., 2013; Murat
et al., 2022). L’hyperacétylation des histones est le changement le plus caractéristique et le
plus étudié de ce processus  (Hazzouri et al., 2000; Govin et al., 2007; Rathke et al., 2014;
Luense  et  al.,  2019) et  intervient  sur  chacune  des  histones :  H2AK5/9/13/15,
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H2BK5/12/15/20/23/24,  H3K4/9/14/18/27/36/56/79/122  et  H4K5/8/12/16/20/79/91  (Fig.  19)
(Barbero  et  al.,  2023).  L’hyperacétylation  des  histones  est  facilitée  par  la  présence  de
nombreux  facteurs  établis  tout  au  long  de  la  spermatogenèse  et  ceux  spécifiques  des
spermatides comme GCN5, Nut ou CDH5 (Li et al., 2014; Shiota et al., 2018; Luense et al.,
2019).

En 2014, Dottermusch-Heidel et al., décrivent que l’hyperacétylation de l’histone H4
s’accompagne d’une augmentation de la méthylation de H3K79, au moment de la transition
histones-protamines  (Dottermusch-Heidel  et  al.,  2014a,  2014b).  Cette observation corrèle
avec l’augmentation de l’expression de DOT1L, méthyltransferase de H3K79, à la fin de la
méiose et dans les spermatides (Moretti et al., 2017). Comme décrit plus haut, Dot1l est l’un
des gènes cibles de Sly, ainsi la délétion de SLY entraîne une diminution de l’expression de
Dot1l et  de  la  méthylation  de  H3K79  ainsi  qu’une  compaction  anormale  du  noyau
entraînant  une rétention des  histones  (Moretti  et  al.,  2017). Le rôle  complet  de DOT1L
durant  la  spermatogenèse  sera  décrit  ultérieurement  (cf.  3.2.2  DOT1L  dans  la
spermatogenèse).

Durant la spermiogenèse, le retrait des histones n’est pas total.  En effet,  chez la
souris  ≈5 %  des  histones  sont  retenus  dans  les  spermatozoïdes, et  15 %  chez  l’humain
(Yamaguchi et al., 2018). De ce fait, beaucoup d’histones acétylées disparaissent vers la fin
de  la  spermiogenèse  (états  tardifs  des  spermatides  condensées),  excepté  les  marques
acétylées H4K5/8/12ac et H3K9ac (Hazzouri et al., 2000; Govin et al., 2007; Steilmann et al.,
2011; Bell et al., 2014; Luense et al., 2016). Une perte de l’acétylation dans les spermatides
allongées entraîne un défaut de condensation dans les spermatozoïdes (Bell et al., 2014). La
crotonylation de H3K27 fait également partie des marques qui sont conservées dans les
spermatozoïdes (Crespo et al., 2020).
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Figure 19 : Schéma représentant les modifications d’histones s’opérant au cours de la spermatogenèse.
En rose sont représentés les méthylations d’histones, en violet les acétylations d’histone, en vert les
autres modifications d’histone et en bleu les variants d’histones. Figure produite à partir des données de
Wang et al, 2019a et des autres publications citées dans cette partie.

 2.5 L’épigénome du spermatozoïde

Le  spermatozoïde,  le  produit  final  de  la  spermatogenèse,  véhicule  l’information
génétique  (son  ADN)  mais  également  épigénétique,  transmises  à  la  descendance.  Le
programme épigénétique des spermatozoïdes, également appelée « épigénome », est établi
tout au long de la spermatogenèse et son bon déroulement, en particulier la compaction du
de la chromatine lors de la spermiogenèse, est indispensable pour le maintien de l’intégrité
du matériel génétique et sa transmission après la fécondation (Hazzouri et al., 2000; Govin
et al., 2007; Rathke et al., 2014; Bao and Bedford, 2016). Par conséquent, des altérations de
la mise en place de l’épigénome des spermatozoïdes sont souvent associées à une infertilité
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masculine [voir Blanco and Cocquet, 2019 et Moritz and Hammoud, 2022 pour revue]. Par
exemple, Luense et al., décrivent que la perte de l’histone acétyltransférase GNC5 dans les
cellules  germinales  mâles  entraîne  un  développement  spermatique  anormal  et  une
infertilité masculine (Luense et al., 2019).

Bien  qu’il  soit  retrouvé  chez  tous  les  vertébrés,  le  spermatozoïde  montre  des
divergences  évolutives  importantes  caractérisées  notamment  par  des  différences
morphologiques  (Temple-Smith et al.,  2018; Murat et al., 2022). La structure générale du
spermatozoïde  est  cependant  extrêmement  bien  conservée,  composée  de  la  tête  qui
contient  l’information  génétique  compactée  dans  le  noyau,  du  flagelle  permettant  la
mobilité du spermatozoïde et d’une pièce de connexion permettant d’attacher la tête à la
queue  du  spermatozoïde  (Temple-Smith  et  al.,  2018) (Fig.  20).  Bien  que  l’information
génétique  soit  retrouvée  exclusivement  dans  le  noyau,  l’information  épigénétique,  en
particulier  l’expression  des  ARNs  non  codants,  peut  être  contenue  dans  l’ensemble  du
spermatozoïde (Santiago et al., 2021).

Figure 20 : Structure du spermatozoïde de la souris (en haut) et de l’humain (en bas). Figure adaptée de
Linn et al., 2021

L’épigénome du spermatozoïde consiste en trois grands types de modifications : la
méthylation de l’ADN, les modifications post-traductionnelles des histones et les ARN non-
codants (Champroux et al., 2018; Lismer and Kimmins, 2023). Ces modifications ne sont pas
nécessairement indépendantes puisqu’il existe des interactions entre ces éléments (Lambrot
et  al.,  2021;  Lismer  and  Kimmins,  2023).  Ces  trois  grands  types  de  modifications  sont
retrouvés dans toutes les cellules de l’organisme, cependant l’épigénome du spermatozoïde
est unique et très différent des autres cellules.

 2.5.1 La transcription des ARN non-codants

La transcription étant quasiment éteinte dans les spermatozoïdes, le transcriptome
détecté dans les spermatozoïdes est en majorité le résidu du transcriptome des spermatides
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rondes  et  allongées  (Johnson  et  al.,  2011) (Fig.  10).  Malgré  la  faible  quantité  d’ARNm
détectée dans les spermatozoïdes, il est observé une abondance de petits ARNs non codants
(sncRNA), suggérant que ceux-ci jouent un rôle régulateur y compris après la fécondation
(Erkek et al., 2013; Hammoud et al., 2014). Plusieurs récentes études ont, en effet, démontré
que certains sncRNA issus des spermatozoïdes peuvent avoir un impact sur la fécondation,
le développement embryonnaire et/ou la santé de la descendance [pour revues voir Zhang
et al., 2019, Sharma, 2019 ou Santiago et al., 2021]. Parmi les sncRNA qui sont présents dans
les spermatozoïdes, les principales catégories mises en évidence sont les miRNA, les piRNA
et les tsRNA (Table. II) (Sharma et al., 2016; Santiago et al., 2021). L’utilisation de données
de  RNA-seq  permet  de  montrer  que  les  miRNA  sont  hautement  représentés  dans  les
spermatozoïdes au début de l’épididyme et décroissent durant le trajet dans l’épididyme
contrairement aux piRNA qui ont un profil opposé  (Pantano et al., 2015; Hutcheon et al.,
2017).  Les  études  des  miRNA  chez  la  souris  montrent  que  les  miRNA  régulent  la
spermatogenèse, en effet, la dérégulation de l’expression des miRNA entraîne un arrêt de la
spermatogenèse et des défauts des spermatozoïdes (Yao et al., 2015).

ARNm ARNlnc miARN piARN tsARN

Taille Variable 200-10000nt 20-24nt 24-30nt 18-40nt

Fonction

remodelage
chromatinien ;
traduction de novo

formation
d’hétérochromatin
e ;  méthylation de
l’ADN ;  régulation
transcriptionnelle
et  post-
transcriptionnelle

contrôle  de  la
traduction ;
dégradation  de
l’ARN

répression  des
rétrotransposons ;
contrôle  de  la
traduction ;
dégradation  de
l’ARN

régulation,
inactivation  et
stabilité  de
l’ARNm ;
modification  de
l’ARNm ;  liaison
des protéines

Expression

Ubiquitaire Ubiquitaire Exprimé  dans  la
majorité des tissus

Majoritairement
exprimé  dans  la
spermatogenèse
(spermatocyte,
spermatide)

Très exprimé dans
le spermatozoïde

Localisation
dans le

spermatozoïde

Tête,  pièce
intermédiaire  et
queue

Tête
(compartiment
nucléaire  et  péri-
nucléaire)

Tête
(compartiment
nucléaire  et  péri-
nucléaire)  et
queue

Queue Tête

Fonction dans
le

spermatozoïde

fécondation ;
transmission  de
l’ARN  du
spermatozoïde
aux  stades
embryonnaires
précoces

héritage
transgénérationnel 
;  régulation  de
l’expression
génique ;
modification
d’histone ;
développement
embryonnaire
précoce

remplacement  des
histones  dans  les
stades
embryonnaires ;
embryogenèse
précoce ;
modification
épigénétique ;
maturation  des
spermatozoïdes

protection  des
transposons ;
modification
épigénétique

modification
épigénétique ;
héritage
transgénérationnel 
;  développement
embryonnaire
précoce

Table  II : Résumé  des  types,  caractéristiques  et  rôles  des  types  d’ARN  les  plus  étudiés  dans  le
spermatozoïde. Traduction d’un tableau publié dans Santiago et al., 2021

Le  croisement  de  données  de  ChIP-seq  de  plusieurs  marques  d’histones  avec
différents types de sncRNA indiquent que l’expression de ces sncRNA est régulée au niveau
chromatinien  (Lismer and Kimmins, 2023). Parmi les sncRNA, les tsRNA (ARNt dérivé de
petits  ARNs)  semblent  jouer  un  rôle  très  important  dans  le  spermatozoïde,  car  ils
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représentent 65 % des sncRNA présents dans les spermatozoïdes, ils sont plus enrichis que
les miRNA et sont plus abondants dans la tête que dans la queue des spermatozoïdes (Chen
et al., 2016; Hua et al., 2019). De plus, le RNA-seq des tsRNAs montre que ceux-ci ont un
rôle dans des fonctions essentielles pour le spermatozoïde comme la stabilité, la régulation
et  l’inactivation de l’ARNm ou la  prolifération cellulaire (Table.  II)  (Chen et  al.,  2020a).
L’analyse des tsRNA dans le spermatozoïde montre que ceux-ci sont nécessaires pour le
développement embryonnaire précoce et la transmission transgénérationnelle (Chen et al.,
2016; Sharma et al., 2016).

Des études par microfluidique à l’échelle de la cellule unique sur plusieurs individus
montrent  une  hétérogénéité  des  miARN  exprimés  dans  les  spermatozoïdes  entre  les
différents  individus (Yu  et  al.,  2017).  Ces  divergences  entre  individus  et  le  long  de
l’épididyme suggèrent un haut niveau de complexité et rendent difficile leur analyse.

 2.5.2 L’accessibilité de la chromatine et les modifications post-traductionnelles

Dans les spermatozoïdes,  ≈5 % et 15 % des histones ne sont pas remplacées par les
protamines durant la spermiogenèse respectivement chez la souris et chez l’humain, et sont
donc  conservées  dans  les  spermatozoïdes  (Yoshida  et  al.,  2018).  Cette  rétention  des
histones dans  les  spermatozoïdes  permet  la  régulation  de  gènes  important  pour  le
développement embryonnaire (Hammoud et al., 2009; Lesch et al., 2016; Lismer et al., 2021).
(La Spina et al., 2014)

La localisation génomique de ces histones retenues a été discutée dans une dizaine
d’études  publiées  depuis  2009  et  fait  encore  débat.  Plusieurs  études  ont  observé  une
rétention des histones dans les régions hétérochromatiniennes (régions pauvres en gènes, et
riches en éléments répétés) (Carone et al., 2014; Yamaguchi et al., 2018) en accord avec les
observations  faites  par  immunofluorescence  (Govin  et  al.,  2007).  Certaines  histones
modifiées comme H3K9me3 semblent avoir une localisation assez similaire (enrichies dans
les régions pauvres en gènes, en particulier les régions centromériques), tandis que d’autres
marques, comme H3K4me3 et H3K27me3, sont retenues au promoteur de gènes impliqués
dans la spermatogenèse et dans le développement embryonnaire précoce. Les analyses par
ChIP-seq  pour  H3K4me3  dans  les  spermatozoïdes  montrent  que  les  histones  sont
particulièrement enrichies  au niveau des  promoteurs  des  gènes  (Hammoud et  al.,  2009;
Brykczynska et al., 2010; Erkek et al., 2013). Dans leur article, Yamaguchi et al., supposent
que l’enrichissement de H3K4me3 dans les promoteurs est un phénomène universel dans
les spermatozoïdes  (Yamaguchi et al., 2018). En effet, ces résultats sont similaires à ceux
trouvés dans d’autres études (Hammoud et al., 2009; Brykczynska et al., 2010; Erkek et al.,
2013).  A contrario,  Carone et  al.,  montrent,  par  analyse  ChIP-seq,  que les  histones  des
spermatozoïdes sont généralement appauvries au niveau des promoteurs, y compris ceux
des gènes du développement (Carone et al., 2014).

De  plus,  la  co-présence  de  H3K4me3  et  H3K4ac  dans  les  spermatozoïdes  est
supposée permettre le maintien de l’état ouvert de la chromatine pour quelques régions
(Godmann et al.,  2007; Rathke et al.,  2014; Sin et al.,  2015; Maezawa et al.,  2018b) .  Ces
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observations  s’expliquent  par  un  changement  de  la  structure  chromatinienne  du
spermatozoïde durant  sa maturation lors  de son passage dans l’épididyme  (Bedi  et  al.,
2022). Ces modifications structurelles se localisent au niveau des promoteurs des gènes ou
au niveau des  enhancers (Bedi et al., 2022). Au niveau des  enhancers,  les  super-enhancers
présents dans les spermatozoïdes sont initialement présents dans les spermatides rondes
(Crespo et al., 2020).

En raison de la compaction très importante de la chromatine dans le spermatozoïde
et en particulier chez la souris, il est très difficile de mettre en place un protocole de ChIP-
seq  permettant  d’obtenir  le  niveau  d’enrichissement  des  marques  d’histones.  Très
récemment, une étude pré-publiée, a comparé les quatre méthodes les plus couramment
utilisées  –  ChIP-seq  (lyse  par  onde  sonore  (sonication)  ou  traitement  par  MNase),
CUT&RUN et CUT&TAG – dans le spermatozoïde entier et  retrouvent les résultats des
études  précédentes  (Yin  et  al.,  2023).  Ces  observations  supposent  que les  résultats  des
études précédentes (Erkek et al., 2013; Jung et al., 2017) pourraient être contaminés par des
cellules somatiques et donc que ces résultats ne refléteraient pas le niveau d’enrichissement
des histones dans le noyau du spermatozoïde.

 2.5.3 La méthylation de l’ADN

La  méthylation  de  l’ADN  est  nécessaire  à  la  fécondation  et  au  développement
embryonnaire. En effet, des changements de méthylation de l’ADN dans les spermatozoïdes
sont  associés  à  une  dérégulation  transcriptionnelle  des  gènes  de  développement
embryonnaire  (Milekic  et  al.,  2015;  Greenberg  and  Bourc’his,  2019).  Les  études  du
méthylome par WGBS et BS-seq montrent que le génome du spermatozoïde est hautement
différentiellement méthylé avec environ 70 % des îlots CpG qui sont méthylés  (Molaro et
al.,  2011;  Shea  et  al.,  2015;  Lismer  and  Kimmins,  2023).  Dans  le  spermatozoïde,  la
méthylation de l’ADN est unique par rapport aux cellules somatiques, en effet, les îlots CpG
sont principalement méthylés dans le corps des gènes et au niveau des éléments répétés
contrairement aux autres types cellulaires qui sont méthylés dans les promoteurs (Lambrot
et al., 2021; Lismer and Kimmins, 2023).

La comparaison de la méthylation entre 7 espèces de mammifères montre une forte
divergence des régions méthylées au cours de l’évolution, principalement pour les régions
qui ne sont pas localisées dans les promoteurs. En effet, le nombre et la taille des régions
hypométhylées dans le spermatozoïde augmente au cours de l’évolution  (Qu et al., 2018)
(Fig. 21). Les régions hypométhylées conservées entre l’homme et la souris sont présumées
importantes  pour  les  processus  biologiques  intervenant  durant  le  développement
embryonnaire (Fang et al., 2019) car elles sont localisées au niveau des promoteurs et des
enhancers de  gènes  importants  pour  ces  processus  (Jones,  2012).  Les  régions
hyperméthylées  qui  sont  conservées  entre  les  espèces  sont  associées  à  des  gènes
permettant  l’extinction  de  l’immunité  après  la  fécondation  permettant  l’adhérence  et
l’implantation de l’embryon dans l’utérus (Fang et al., 2019).
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Figure 21 : Évolution du pourcentage de régions hypométhylées dans le génome des mammifères au
cours de l’évolution. Figure adaptée de Qu et al., 2018

L’analyse conjointe de données de WGBS et de ChIP-seq pour la marque H3K4me3
montre que les régions enrichies en H3K4me3 pourraient être associées à un niveau de
méthylation de l’ADN intermédiaire voire élevé  (Lambrot et al.,  2021).  Ces observations
supposent que la méthylation de l’ADN permettrait la régulation du niveau de H3K4me1/3
au niveau des promoteurs et les  enhancers,  pour potentiellement réguler l’expression des
gènes permettant le développement embryonnaire (Lismer and Kimmins, 2023).

 3 DOT1L & la méthylation de la marque H3K79

 3.1 DOT1/DOT1L, méthyltransférase de H3K79

DOT1 (Disruptor of telomeric silencing-1) est une protéine initialement découverte
chez la levure Saccharomyces cerevisae (Singer et al., 1998) connue sous le nom de DOT1L
chez  les  mammifères.  Elle  est  très  conservée  dans  les  espèces  eucaryotes  comme
Arabidopsis thaliana,  plusieurs espèces de mycètes, la drosophile et les mammifères  (van
Leeuwen et al., 2002; Zhang et al., 2007; Frederiks et al., 2008; Dottermusch-Heidel et al.,
2014b; Kim et al., 2014).

DOT1L est la seule méthyltransférase capable de méthyler la lysine en position 79
de  l’histone  3  (H3K79).  En  effet,  la  délétion  du  gène  Dot1l entraîne  une  perte  de  la
méthylation de H3K79 chez la levure, la drosophile, la souris et l’humain (van Leeuwen et
al., 2002; Shanower et al., 2005; Jones et al., 2008; Deshpande et al., 2013; Vlaming and van
Leeuwen, 2016; Wood et al., 2018; Feng et al., 2022). Cette modification post-traductionnelle
existe sous trois formes : mono-, di- et tri-méthylée, catalysées par DOT1 chez la levure /
DOT1L chez les mammifères  (van Leeuwen et al., 2002; Frederiks et al., 2008; Kim et al.,
2014; Feng et al., 2022). Chez la levure, H3K79 est retrouvée à 90 % sous une forme méthylée
avec H3K79me3 comme forme principale (van Leeuwen et  al.,  2002),  contrairement aux
mammifères où H3K79 est principalement sous une forme non méthylée, avec H3K79me1
comme forme méthylée la plus abondante (6 à 30 %) (Vlaming and van Leeuwen, 2016). Les
trois  formes  méthylées  de  H3K79  sont  des  marques  étalées caractérisées  par  un  pic
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d’enrichissement  juste  après  le  site  d’initiation  de  la  transcription  TSS  qui  décroît
progressivement le long du corps du gène (Marson et al., 2008; Huff et al., 2010).

 3.1.1 Rôle biologique de DOT1L et de H3K79me

Figure 22 : En haut, expression en ARN (TPM) de Dot1l dans 55 tissus humains classés par groupes de
tissus. Figure provenant de Human Protein Atlas. En bas, expression en ARN (RPKM) de Dot1l chez la
souris dans plusieurs tissus différents. En bleu clair sont présentés les tissus de l’appareil reproducteur
mâle (Blanco et al., 2023)

DOT1L  est  essentielle  pour  de  nombreuses  fonctions  biologiques  comme  la
régulation de la transcription, la réponse aux dommages à l’ADN, le cycle ou la prolifération
cellulaire (Jones et al., 2008; Nguyen et al., 2011; Wood et al., 2018; Feng et al., 2022; Wille
and Sridharan, 2022). De par son implication dans plusieurs fonctions biologiques, DOT1L
est une protéine ubiquitaire exprimée dans une majorité de types cellulaires chez l’humain
et chez la souris (Fig. 22). L’analyse de l’expression de Dot1l indique qu’à l’âge adulte, il est
fortement exprimé dans le testicule et plus particulièrement dans les spermatocytes et les
spermatides  (Dottermusch-Heidel et al.,  2014a, 2014b; Moretti et al.,  2017). Ces résultats
suggèrent un rôle de DOT1L dans le processus de spermatogenèse, rôle qui sera décrit plus
précisément ultérieurement.

Chez la souris, le KO constitutif de Dot1l entraîne une létalité de l’embryon entre 9,5
et 10,5 jours après fécondation dû à des défauts de formation du sac vitellin, de croissance
et du cœur  (Jones et al., 2008). Pour contourner la létalité embryonnaire, de nombreuses
études ont caractérisé le rôle de  Dot1l en produisant un KO conditionnel induit dans un
type cellulaire ou un tissu particulier (Fig. 23) [voir Wille and Sridharan, 2022 pour revue].
Ces études montrent l’implication de DOT1L dans une multitude de fonctions biologiques,
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en particulier dans la différenciation cellulaire, comme celle des lymphocytes T et B, des
cardiomyocytes  ou  des  cellules  germinales  mâles.  À titre  d’exemples,  lors  de  la
différenciation des lymphocytes le KO de  Dot1l entraîne une différenciation précoce des
cellules T (Kwesi-Maliepaard et al., 2020) et un arrêt dans les cellules B (Aslam et al., 2021).

De nombreuses équipes ont également étudié le rôle de DOT1L dans les leucémies
type MLL (Mixed Lineage Leukemia). Leurs travaux montrent que DOT1L est une potentielle
cible thérapeutique pour le traitement de ces leucémies (Mueller et al., 2007; Biswas et al.,
2011; Nguyen et al., 2011). Le mécanisme par lequel DOT1L est impliqué dans les leucémies
MLL est développé plus bas (cf. 3.3.1 Rôle dans l’élongation de la transcription).

Figure 23 : Schéma des organes dans lesquels le KO de Dot1l a été étudié. Figure adaptée de Wille and
Sridharan, 2022

 3.1.2 DOT1L et H3K79 dans l’embryogenèse

Durant le  développement précoce pré-implantatoire des  mammifères,  le  transcrit
Dot1l est détecté au stade 1-cellule, avant l’activation du génome zygotique (Fig. 24). Puis
son expression est diminuée aux stades 2 et 4 cellules avant d’augmenter progressivement
jusqu’au stade blastocyste (Ooga et al., 2013). H3K79me2 disparaît complètement après la
fécondation  pour  rester  à  un  niveau  indétectable  jusqu’au  stade  4-cellules  de
l’embryogenèse  (Ooga  et  al.,  2008).  Le  niveau  de  méthylation  augmente  ensuite
progressivement jusqu’au stade blastocyste (Ooga et al., 2013). Ces observations suggèrent
que le transcrit Dot1l – hérité de l’ovocyte – n’impacte pas H3K79 au stade 1-cellule (Ooga
et al.,  2013).  En effet,  le  KO de  Dot1l dans les ovocytes n’affecte pas le développement
embryonnaire ni la fertilité de la descendance  (Liao and Szabó, 2020) démontrant que la
contribution paternelle suffit.
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Figure 24 : Expression de DOT1L et de H3K79me2 au cours du développement embryonnaire chez les
mammifères. Figure basée sur les données d’immunofluorescence de Ooga et al., 2008, 2013

 3.1.3 DOT1L et H3K79 durant la spermatogenèse

Comme présenté précédemment, l’analyse par RNA-seq montre que le gène  Dot1l
est fortement exprimé dans les cellules germinales mâles (Fig. 22) avec un pic d’expression
dans les cellules méiotiques et post-méiotiques  (Dottermusch-Heidel et al.,  2014a, 2014b;
Ontoso et  al.,  2014;  Moretti  et  al.,  2017).  Ces  observations  ont  été  confirmées  par  des
analyses scRNA-seq sur l’ensemble de la spermatogenèse qui montrent une augmentation
importante  du  niveau  d’expression  de  Dot1l à  ces  stades  (Green  et  al.,  2018).  Il  est
intéressant de noter que la protéine DOT1L ainsi que la méthylation de H3K79 suivent la
même dynamique (Dottermusch-Heidel et al., 2014a, 2014b; Moretti et al., 2017).

Figure 25 : Figure représentant le niveau d’expression de Dot1l et l’enrichissement de H3K79me1/2/3 et
de acH4 dans le noyau et le PMSC au cours de la spermatogenèse. Figure basée sur les données de
Moretti et al., 2016 ; Green et al., 2018 ; Ontoso et al., 2014 et de Dottermusch-Heidel et al., 2014a, 2014b

Dans les spermatocytes, la présence de la protéine  DOT1L et de H3K79me a été
étudiée dans le noyau  et au niveau du  sex body.  L’approche par immunofluorescence ne
montre pas de changement pour la marque H3K79me1 au cours de la méiose que ce soit
dans le noyau ou dans le sex body (Fig. 25) (Ontoso et al., 2014). Au niveau du sex body, la
protéine DOT1L est visible à partir du stade diplotène ce qui correspond à la phase de
réactivation de l’expression des gènes des chromosomes X et Y (Ontoso et al., 2014). Après
la méiose, la protéine DOT1L est toujours très visible dans le noyau des spermatides avec
un signal  particulièrement intense au niveau de la chromatine de l’X et de l’Y (PMSC)
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(Moretti et al., 2017). L’intensité du signal DOT1L diminue ensuite au fur et à mesure de la
phase « spermatides rondes » avant d’augmenter à nouveau juste avant l’élongation des
spermatides.  Cette  augmentation  précède  de  peu  l’augmentation  de  H3K79me2/3  qui
accompagne l’hyperacétylation de H4 dans les spermatides allongées (Dottermusch-Heidel
et  al.,  2014a,  2014b;  Moretti  et  al.,  2017).  Ces  observations  suggèrent  que  DOT1L  et
H3K79me pourraient être essentielles à la différenciation des cellules germinales mâles.

Récemment, plusieurs équipes – dont la nôtre – ont caractérisé le rôle de DOT1L au
cours de la spermatogenèse et plus particulièrement dans les spermatogonies et durant la
spermiogenèse (Lin et al., 2022, 2023; Blanco et al., 2023; Malla et al., 2023a). Ces études ont
été réalisées par différents KO conditionnels dans les cellules germinales. Les résultats de
ces études seront présentés dans la partie résultat et dans la discussion de mon manuscrit
de thèse.

 3.2 Méthylation de H3K79 et transcription des gènes

De la  levure aux mammifères,  il  a  été observé que les  formes mono-,  di-  et  tri-
méthylées sont associées à l’activation de la transcription (Steger et al., 2008; Vlaming and
van  Leeuwen,  2016;  Wood  et  al.,  2018).  En  effet,  l’enrichissement  en  la  marque  est
positivement  corrélé  avec  le  niveau  d’expression  des  gènes,  c’est-à-dire  qu’un  fort
enrichissement est associé à un haut niveau d’expression des gènes (Fig. 26).

Figure 26 :  Profil  d’enrichissement de la marque H3K79 dans sa forme mono-, di- et triméthylée en
fonction du niveau d’expression des gènes. Figure traduite de Vlamming et al., 2016

Chez la drosophile et les mammifères, les gènes enrichis en H3K79me2 sont associés
à un fort  taux d’élongation de l’ARN polymérase  II  et  sont  également enrichis  pour  le
variant H3.3 (McKittrick et al., 2004; Jonkers et al., 2014; Veloso et al., 2014). Ce variant est
décrit comme étant associé à la transcription active dans ces organismes (McKittrick et al.,
2004). De plus, l’utilisation de ChIP-seq permet de mettre en évidence que H3K79me2 est
enrichie au niveau des gènes codants pour des miARNs et pour des protéines (Suzuki et al.,
2011).  Toutes  ces  informations,  corrélées  avec  l’augmentation  de l’enrichissement  de la
marque  en  fonction  du  niveau  d’expression  des  gènes,  indiquent  que  DOT1L  et  la
méthylation de H3K79me2 sont associées à l’activation de la transcription.

Cependant,  depuis  2019,  plusieurs  études  RNA-seq  –  dont  les  nôtres  –  utilisant
différents modèles murins/cellulaires de KO pour Dot1l, suggèrent un autre rôle de DOT1L
dans  la  régulation  de  la  transcription.  Ces  études  seront  présentées  et  discutées
ultérieurement dans les parties résultats et discussion.
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 3.2.1 Rôle dans l’élongation de la transcription

Depuis plusieurs années, la marque H3K79me2 est décrite comme étant associée à
l’élongation de la transcription médiée par l’ARN polymérase II (Krogan et al., 2003; Bitoun
et al., 2007; Steger et al., 2008; Mohan et al., 2010; Nguyen et al., 2011; Kim et al., 2012; Cao
et  al.,  2020). Chez  les  mammifères,  DOT1L  est  retrouvée  dans  plusieurs  complexes
permettant l’élongation de la transcription par l’ARN polymérase II (ARN polII) [voir Wood
et al., 2018 pour revue], en particulier les complexes DotCom pour Dot1-containing complex
(Mohan et al., 2010) et SEC, pour Super Elongation Complex (Luo et al., 2012). Le complexe
SEC, contient, entre autres, la protéine AF9 (MLLT3) et est impliqué dans le développement
embryonnaire  (Lin  et  al.,  2011) et  dans  certaines  formes  de  cancer  leucémiques  et
notamment celles par translocation impliquant le gène MLL (Luo et al., 2012). L’élongation
de l’ARN polII  par le  complexe SEC est associé à une transcription active des gènes et
notamment les gènes de contrôles du développement (Luo et al., 2012). DotCom comme son
nom l’indique est un complexe composé de plusieurs sous-unités dont AF10 (MLLT10) et
DOT1L (Mohan et al., 2010). Au sein de ces complexes, les enzymes AF9 et AF10 sont des
cofacteurs de DOT1L, car ils permettent de moduler son activité de méthyltransférase. En
effet une modification (sur-expression ou  inhibition) de AF10 et AF9 corrèle positivement
avec des changements (augmentation ou diminution) de la méthylation de H3K79me2/3
(Mohan et al., 2010; Wood et al., 2018).

La présence de la méthylation de H3K79 au niveau du promoteur et du corps du
gène est un indicateur du processus d’élongation de la transcription par l’ARN polII (Steger
et al., 2008). Pour comprendre le rôle de DotCom, Cao et al., ont réalisé un KO de  Dot1l
dans  les  cellules  ESC  (Cao  et  al.,  2020).  L’analyse  d’expression  différentielle  entre  les
individus contrôles et KO-Dot1l montre peu d’effet sur l’élongation de la transcription par
l’ARN polII. Cependant, le KO de Dot1l précédé d’une inhibition du complexe SEC par un
traitement au KL-2 montre que la délétion de Dot1l renforce les défauts d’élongation causés
par la perte de SEC (Fig. 27)  (Cao et al.,  2020). L’analyse par ChIP-seq des trois formes
méthylées de H3K79 confirme que le KO de Dot1l entraîne une inhibition de son activité
catalytique notamment en diminuant l’enrichissement de H3K79me (Cao et al., 2020).
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Figure 27 : Schéma de la fonction de DOT1L dans l’élongation de la transcription. Figure traduite de
Cao et al., 2020

Comme évoqué précédemment, plusieurs études montrent également l’implication
de  DOT1L dans certains types de cancers et notamment les leucémies causées par des
translocations  MLL  (Nguyen  et  al.,  2011).  Dans  le  cas  des  leucémies  MLL-AF9,  cette
translocation  est  caractérisée  par  la  fusion  de  AF9  avec  MLL,  ce  qui  entraîne  une
stabilisation de la protéine MLL. DOT1L, qui interagit directement avec AF9 au travers du
complexe  SEC,  est  associée  à  une  activation  inappropriée  de  gènes  dans  ces  cellules
(Mueller  et  al.,  2007;  Biswas  et  al.,  2011).  Cette  dérégulation  est  associée à  une
augmentation  locale  (au  niveau  des  gènes  dérégulés)  de  H3K79me2/3  et  H3K36me3
(Krivtsov et al., 2008; Bernt et al., 2011; Kerry et al., 2017). Ces études montrent que DOT1L
et ses partenaires (AF9, AF10) sont des cibles thérapeutiques potentielles pour le traitement
de cancer MLL (Okuda et al., 2017; Grigsby et al., 2021).

 3.2.2 H3K79me2 et l’épissage alternatif

En  2018,  l’article  de  Li  et  al.,  est  le  premier  décrivant  une  corrélation entre
DOT1L/H3K79me2  et  les  événements  d’épissages  alternatifs  dans  différents  types
cellulaires  (34  types  cellulaires  sains  et  cancéreux)  chez  l’Homme (Li  et  al.,  2018).  Les
auteurs s’intéressent à l’impact de DOT1L sur le niveau d’expression des gènes associés à
des  sites  d’épissage alternatif  et  particulièrement aux évènements de saut  d’exon (exon
skipping) car c’est l’évènement le plus représenté avec jusqu’à 3035 gènes impactés (Li et al.,
2018).  L’exon  skipping apparaît  lors  de  l’épissage  des  ARNm,  au  cours  duquel,  un  ou
plusieurs  exons  peuvent  être  « sautés »  entraînant  un  nouveau  transcrit,  et  donc,
potentiellement, une nouvelle isoforme de la protéine (Fig. 28).
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Figure 28 : Schéma du saut d’exon lors de la transcription

Dans cette étude, les auteurs montrent que le KO de Dot1l entraîne une modification
des isoformes, obtenues par épissage alternatif, dans deux types de MLL, notamment en
incluant des exons au lieu de les exclure (Li et al., 2018). L’analyse d’expression par RNA-
seq,  des  cellules  où  DOT1L  est  inhibée,  ne  montre  pas  de  différence  significative
d’expression entre les transcrits associés à un évènement d’exon skipping et ceux qui ne le
sont  pas.  Cependant,  ils  observent  que  de  nombreux  évènements  d’exon  skipping sont
caractérisés  par  des  pics  H3K79me2,  indiquant  que  la  corrélation  entre  H3K79me2  et
l’épissage alternatif est indépendante du niveau d’expression des gènes (Li et al., 2018). Ces
résultats montrent que H3K79me2 joue un rôle dans le processus d’épissage alternatif et
que ces modifications peuvent influencer la transformation et la progression de la maladie
dans le cas des leucémies MLL.

 3.3 Interaction (« cross-talk »)  entre  H3K79me et  d’autres  modifications post-
traductionnelles

En parallèle de leur rôle sur la transcription des gènes, DOT1L et la méthylation de
H3K79  semblent  interagir  avec  d’autres  modifications  post-traductionnelles  comme
l’ubiquitination de H2B (H2Bub) ou l’acétylation de H4 (acH4).

Figure  29 :  Schéma  des  interactions  entre  H3K79me2  représenté  par  Me2  (en  rose)  et  d’autres
modifications post-traductionnelles. Figure adaptée de Wille and Sridharan, 2022.
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 3.3.1 H3K79me2/3 et l’ubiquitination de l’histone H2B

Une  des  modifications  post-traductionnelles  impactant  H3K79me est
l’ubiquitination de H2B (Lee et al., 2018; van Welsem et al., 2018). Chez plusieurs espèces et
notamment la levure et les mammifères, il a été montré que l’ubiquitination de H2B est
nécessaire à la mise en place de la di- et tri-méthylation de H3K79 dans le nucléosome
(Davie and Murphy, 1990; Sun and Allis, 2002; Zhu et al., 2005; Fuchs et al., 2014). En effet,
la  délétion  de l’enzyme nécessaire  à  l’ubiquitination  de H2B entraîne une baisse  de la
méthylation  H3K79  (Sun  and  Allis,  2002;  Zhu  et  al.,  2005).  Des  études  récentes  de  la
structure des protéines ont démontré que H2Bub augmente l’activité catalytique de DOT1L
(Anderson  et  al.,  2019;  Jang  et  al.,  2019;  Worden  et  al.,  2019;  Yao  et  al.,  2019).  Ainsi
l’augmentation de l’ubiquitination de H2B induit une augmentation de la méthylation de
H3K79 (Fig. 29) (Valencia-Sánchez et al., 2021; Sharma et al., 2022).

Conjointement avec le rôle de DOT1L dans l’élongation de la transcription, il a été
montré que le niveau de H2Bub corrèle avec le niveau d’expression et le taux d’élongation
de  l’ARN  polymérase  II  (Fuchs  et  al.,  2014;  Vlaming  and  van  Leeuwen,  2016).  Cette
observation  évoque une coopération  entre  la  méthylation  de H3K79me et  H2Bub pour
promouvoir le processus d’élongation de la transcription dirigé par H3K79me2 (Vlaming
and van Leeuwen, 2016).

 3.3.2 H3K79me2/3 et l’acétylation de l’histone H4

Une autre modification post-traductionnelle impactant H3K79me2 est l’acétylation
de l’histone H4 (acH4). Comme décrit précédemment, l’augmentation de la méthylation de
H3K79  accompagne  l’hyperacétylation  de  l’histone  H4  durant  la  spermiogenèse
(Dottermusch-Heidel  et  al.,  2014a,  2014b).  Parmi  les  marques  acétylées  de  H4,  DOT1L
interagit particulièrement avec H4K16ac (Fig. 29). En effet, l’étude de la structure protéique
indique que l’interaction entre DOT1L et la marque H4K16ac permet d’augmenter l’activité
méthyltransférase de DOT1L et que l’association conjointe des deux marques H2Bub et
H4K16ac permet d’augmenter davantage la méthylation de H3K79 par DOT1L (Worden et
al., 2019; Valencia-Sánchez et al., 2021). La présence conjointe de ces marques permet donc
à DOT1L de déposer plusieurs résidus méthyl successivement sur H3K79 améliorant ainsi
sa  processivité  (Worden et  al.,  2019).  Le  « cross-talk »  entre  H3K79 et  acH4 semble  bi-
directionnel  puisque dans leur étude,  Gilan et al.,  observent que DOT1L via  H3K79me2
facilite  l’acétylation de H4 et  permet de recruter  l’enzyme BRD4 qui  interagit  avec  les
histones acétylées (Gilan et al., 2016).

Il a également été montré qu’une diminution de DOT1L induit une diminution de la
méthylation de H3K79 et de l’hyperacétylation dans les spermatides allongées (Moretti et
al., 2017).

 3.3.3 H3K79me2/3 et les marques d’hétérochromatine

Pang et al., ont décrit que des marques activatrices comme H3K36me3 et H3K79me2
peuvent  être  retrouvées  dans  des  régions  d’hétérochromatine  en  association  avec  des
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marques  répressives  comme  H3K27me3  (Pang  and  Snyder,  2020).  Des  expériences
d’immunofluorescence  ont  d’ailleurs  montré  que  H3K79me3  est  localisée  dans
l’hétérochromatine péricentromérique (Ooga et al., 2008; Abe et al., 2011). Dans des ESC, il
a été observé que le KO de  Dot1l entraîne la perte de la méthylation de H3K79, comme
attendu, et s’accompagne d’une augmentation de l’acétylation de H3K9 et d’une réduction
des marques d’histones H3K9me2 et H4K20me3 dans les centromères et les télomères (Fig.
29), confirmant la relation entre DOT1L et la régulation des régions hétérochromatiniennes
(Jones  et  al.,  2008).  De  manière  intéressante,  l’expression  forcée  de  DOT1L  dans  les
embryons  pré-implantatoires  perturbe  l’organisation  de  cette  même  hétérochromatine
indépendamment  de  son  activité  méthyltransférase  (Ooga  et  al.,  2013).  Ces  résultats
suggèrent que DOT1L est nécessaire pour la régulation de l’activité transcriptionnelle au
niveau des régions hétérochromatiniennes. Récemment, des articles se sont donc intéressés
à décrire le rôle transcriptionnel de DOT1L sur l’hétérochromatine durant le développement
embryonnaire précoce et la spermatogenèse (Malla et al., 2023a, 2023b). Les résultats de ces
études seront abordés plus loin dans la partie discussion.
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Résultats
Comme décrit ci-dessus, la spermatogenèse est un processus biologique caractérisé

par  une  dynamique  transcriptionnelle  et  chromatinienne  importante,  ce  qui  fait  de  la
spermatogenèse, un très bon modèle pour étudier l’interaction entre la chromatine et la
transcription. Mon projet de thèse a consisté à caractériser la marque H3K79me2 et  sa
méthyltransférase,  DOT1L,  au  cours  de  la  spermatogenèse,  afin  de  comprendre  le  rôle
moléculaire de DOT1L, en particulier son impact sur la régulation de l’expression génique,
lors de ce processus.

 1 Introduction et contexte de l’étude

Avant mon arrivée, de précédents travaux de l’équipe avaient mis en avant le rôle du
gène Sly lors de la réactivation des chromosomes sexuels dans les spermatides rondes, et
dans la transition histone-protamine lors de la spermiogenèse (Cocquet et al., 2009; Moretti
et  al.,  2017).  Ces  études  avaient montré  par  ChIP  et  analyse  du  transcriptome que  la
protéine SLY régule l’expression du gène Dot1l. Le knock-down de Sly dans les spermatides
rondes  induit,  en  effet,  une  diminution  de  l’expression  du  gène  Dot1l ainsi  qu’une
diminution de l’enrichissement en H3K79me2, juste avant la transition histone-protamine.
Cette observation avait permis de proposer un modèle selon lequel la diminution de Dot1l
et H3K79me2 contribuerait aux défauts de remplacement des histones observés dans les
souris  déficientes  en  Sly (Moretti  et  al.,  2017).  Il  avait  également  été  observé  par
immunofluorescence que la protéine DOT1L est fortement exprimée dans les spermatides
rondes,  et  présente  au niveau de la  chromatine sexuelle  (PMSC) supposant  un rôle  de
DOT1L dans la régulation de cette structure (Moretti et al., 2017).

Toutes ces données indiquaient que DOT1L est impliquée dans la spermiogenèse,
l’équipe a  donc produit  un  modèle  de  souris  KO conditionnel  afin  d’étudier  le  rôle  de
DOT1L dans ce processus. Dans ce cadre, l’objectif de mon projet de thèse a été, dans un
premier temps, d’analyser les données de RNA-seq issues des spermatides contrôles et KO-
Dot1l afin de comprendre le rôle moléculaire de DOT1L et le lien entre la dérégulation
génique  lors  de  la  spermiogenèse,  et  le  phénotype  des  souris  KO. Ces  résultats  sont
présentés sous la forme d’un article publié cette année (cf. 3.2 Article 1).

Dans un deuxième temps, j’ai intégré la totalité des données de RNA-seq générées à
partir de ce modèle avec des données de ChIP-seq pour la marque H3K79me2 obtenues à
partir de souris contrôle, dans le but de caractériser de façon globale la dynamique de la
marque tout au long de la spermatogenèse, et de mieux comprendre l’impact de DOT1L sur
la régulation de l’expression génique. Ces analyses m’ont permis de mettre en évidence un
rôle de répresseur de la transcription en plus du rôle d’activateur déjà décrit pour DOT1L.
En parallèle de ces analyses, j’ai étudié l’implication de H3K79me2 et de DOT1L dans le
processus de régulation de l’expression des gènes localisés dans les chromosomes sexuels.
Ces résultats font l’objet d’un second article qui sera bientôt soumis et qui est présenté
dans la partie suivante de ce manuscrit (cf. 4.2 Article 2).
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D’autres études visant à caractériser le phénotype des souris avec un KO de Dot1l
dans la lignée germinale, au stade spermatogonies (Lin et al., 2022) ou dans les spermatides
(Lin et al., 2023; Malla et al., 2023a), ont été publiées en parallèle de la nôtre. Cependant, à
ce  jour,  aucune étude ne décrit  le  rôle  antagoniste de DOT1L dans la  régulation de la
transcription, en particulier celle des chromosomes sexuels lors de la spermatogenèse, ni la
dynamique  de  la  marque  H3K79me2  tout  au  long  de  ce  processus  particulier  de
différenciation. Ces résultats seront discutés à la fin de ce manuscrit.

 2 Approches développées pour le projet

 2.1 Données biologiques

 2.1.1 Données de transcriptomique KO-Dot1l et contrôle

Pour réaliser ce projet, l’équipe a produit un modèle murin KO conditionnel pour
Dot1l (KO-Dot1l), qui correspond à une délétion de l’exon 2 de Dot1l induite par la Stra8-Cre
dans la lignée germinale et plus particulièrement à partir du stade spermatogonies. À partir
de ce modèle, l’équipe a généré des données de RNA-seq sur des individus contrôles (CTL)
et des individus KO-Dot1l dans plusieurs stades cellulaires de la spermatogenèse comme les
spermatocytes primaires (SCI) et secondaires (SCII) et les spermatides rondes (RS) (Fig. 30).
Ces données ont été complétées avec des données de spermatogonies indifférenciées (Kit-)
et  différenciées  (Kit+)  provenant  de  nos  collaborateurs  (équipe  de  Pierre  Fouchet,
Laboratoire  Cellules  Souches  Germinales,  CEA  de  Fontenay-aux-Roses).  Les  différentes
populations cellulaires ont été isolées par tri (FACS) selon leur taille et  leur contenu en
ADN.

Figure 30 : Liste des données transcriptomiques et épignétiques utilisées dans notre étude. En orange, les
données de ChIP-seq pour H3K79me2 et en rose, les données de RNA-seq pour des individus KO-Dot1l
et contrôles

Les  données  de  transcriptomiques  ont  été  réalisées  selon  deux  méthodes,  la
méthode  de  RNA-seq  « classique »,  dont  la  normalisation  consiste  à  l’utilisation  d’une
méthode (CPM pour  Count per Million,  TPM pour  Transcrit  per Million ou RPKM pour
Reads Per Kilobase Million) permettant de normaliser le niveau d’expression des gènes et la
méthode de RNA-seq spike-in. Cette deuxième consiste en un protocole d’analyse de RNA-
seq standard dans lequel des séquences exogènes, appelées spike-in, sont ajoutées lors de la
préparation des librairies. Le  spike-in est un ensemble de séquences exogènes ayant une
composition  et  une  concentration  connues  qui  sont  ajoutées  à  l’échantillon  afin  de
normaliser  les  résultats,  soit au  sein  d’un  même  échantillon,  soit  entre  différents
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échantillons. Un pipeline d’alignement des données de RNA-seq a été mis en place suivant
le modèle classique utilisé pour les analyses de transcriptomique (Fig. 3) en utilisant les
outils BBDuk pour le retrait des adaptateurs et STAR pour l’alignement. Les paramètres
utilisés seront décrits plus précisément dans la partie « Matériels et Méthodes » des articles
de cette étude.

 2.1.2 Données de ChIP-seq pour H3K79me2

Nous avons également généré des données de ChIP-seq pour la marque H3K79me2
dans  les  spermatogonies  indifférenciées  (GSC),  les  spermatocytes  primaires  et  les
spermatides rondes et allongées (ES) (Fig.  30).  La perte de DOT1L entraînant une forte
diminution de la marque sur tous les sites testés par ChIP-qPCR, il n’a pas semblé pertinent
de  réaliser  un  ChIP-seq  H3K79me2  sur  des  échantillons  KO-Dot1l.  Contrairement  aux
données  de transcriptomiques dont  les  spermatogonies  indifférenciées  sont  directement
issues du tri grâce à un marqueur KIT, les spermatogonies indifférenciées obtenues pour les
données  de  ChIP-seq  sont  des  spermatogonies  indifférenciées  triées  selon  la  même
méthode puis mises en culture pour augmenter la quantité de matériel – des expériences de
ChiP-seq H3K79me2 sur faible quantité de matériel (low input) n’ayant pas fonctionné. Un
pipeline  d’alignement  des  données  de  ChIP-seq  a  été  mis  en  place  suivant  le  modèle
classique utilisé pour les analyses de ChIP-seq (Fig. 3) en utilisant les outils BBDuk pour le
retrait des adaptateurs, bowtie2 pour l’alignement et MACS2 pour déterminer les pics de
H3K79me2.  Comme pour  les  données  de transcriptomiques,  les  paramètres  utilisés  par
chacun  de  ces  outils  seront  décrits  plus  précisément  dans  la  partie  « Matériels  et
Méthodes » des articles de cette étude.

 2.2 Mise en place d’une analyse d’expression différentielle

L’un  des  objectifs  de  mon  projet  a  été  d’analyser  l’impact  de  DOT1L  sur  la
transcription tout au long de la spermatogenèse. Pour étudier cette dynamique, j’ai réalisé
une analyse différentielle de l’expression des gènes entre 5 stades de cellules germinales
contrôles et KO-Dot1l. L’analyse de l’expression génique a été faite à l’aide des packages R
DESeq2 (Love et al., 2014) et edgeR (Robinson et al., 2010). Pour chacun des échantillons, le
nombre de séquences alignées par gène est reporté en CPM, le nombre de séquences par
gène  est  ainsi  normalisé  en  fonction  du  nombre  de  séquences  identifiés  tous  gènes
confondus.

 2.2.1 Génération du modèle d’analyse

L’une des difficultés du projet a été de mettre en place un modèle pour réaliser
l’analyse différentielle d’expression en parallèle dans les 5 types cellulaires, sachant qu’il
existe  une  très  grande  diversité  transcriptionnelle  entre  les  stades  pré-méiotiques  et
méiotiques/post-méiotiques.  Le  modèle  qui  a  été  développé  pour  réaliser  l’analyse
différentielle d’expression prend en compte trois paramètres qui sont le type cellulaire (Kit-,
Kit+, SCI, SCII et RS), le génotype (KO-Dot1l et contrôle) et l’interaction entre les deux
premiers paramètres (Formule. n°1). Ce troisième paramètre a été ajouté pour prendre en
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compte l’interaction entre le type cellulaire et le génotype étudié, et ainsi « compenser »
cette hétérogénéité transcriptionnelle.

modèle = ~ type cellulaire + génotype + type cellulaire : génotype
Formule  n°1 :  Formule  permettant  la  caractérisation  du  modèle  mis  en  place  pour  les  analyses
différentielles d’expression

 2.2.2 Estimation des gènes dérégulées

Une fois  le modèle établi,  l’objectif  est  d’identifier  les  gènes dérégulés entre nos
deux conditions KO-Dot1l et contrôle. Les gènes dérégulés sont estimés en fonction de la
valeur de deux paramètres : un seuil de fold-change (FC) et une valeur de significativité. Le
fold-change correspond à la différence d’expression entre deux conditions A et B (Formule.
n°2).  Ainsi  une  valeur  de  fold-change de  2  entre  une  condition  A  et  B  signifie  que  la
condition B est deux fois plus exprimée que la condition A. Dans le cas de notre étude, nous
avons établi notre valeur de fold-change à 1,5 c’est-à-dire que l’on estime que les gènes sont
dérégulés si la différence d’expression entre les individus KO-Dot1l et les individus contrôles
est de minimum 1,5.

Formule n°2 :  Formule pour calculer le fold-change entre deux conditions avec A représentant l’état
initial et B représentant l’état final

Dans  le  cas  de  notre  étude,  nous  estimons  un  gène  comme  dérégulé
significativement s’il a une valeur de  p-value inférieure à 5 % (p-value < 0,05 ou  p-value <
5 %). La p-value permet d’estimer la significativité statistique d’une valeur par rapport à une
hypothèse nulle H0. Ainsi, une p-value inférieure à 5 % signifie que l’on a moins de 5 % de
chance  que  l’hypothèse  H0 soit  vraie.  Lorsqu’un  grand  nombre  de  p-value est  calculé,
comme c’est le cas pour une analyse différentielle d’expression où l’on a une valeur de p-
value par gène exprimé, il est nécessaire de corriger les valeurs de p-value en leur appliquant
une correction permettant ainsi de déterminer leur valeur de  p-value ajustée, également
nommée q-value. Cette correction se fait grâce à plusieurs méthodes comme la correction
de Benjamini-Hochberg (BH ou FDR (False Discovery Rate, Benjamini and Hochberg, 1995))
ou la  correction de Bonferroni  (Dunn,  1961) et  permet d’estimer la  significativité  de la
valeur de la p-value. Ainsi, une valeur de q-value inférieure à 5 % signifie que l’on a moins de
5 % de se tromper sur la significativité de la p-value.

Dans notre étude, nous estimons deux niveaux de dérégulations, les gènes dérégulés
significativement (FC > 1,5 et p-value < 0,05) et les gènes dérégulés avec un haut niveau de
significativité (FC > 1,5 et q-value < 0,05). Pour la dernière catégorie, la q-value a été calculée
en utilisant la correction de Benjamini-Hochberg et sera donc nommé FDR dans la suite de
ce manuscrit. La correction de la p-value prend en compte l’ensemble des gènes exprimés,
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de ce fait le nombre de gènes très significativement dérégulés (q-value < 5 %) est inférieur
au nombre de gènes significativement dérégulés (p-value < 5 %). Une approche supervisée
de  la  correction  de  la  p-value a  donc  été  faite  dans  le  but  de  valider  les  gènes
significativement  dérégulés.  Cette  approche  montre  ainsi  que  l’intégralité  des  gènes
dérégulés (p-value < 5 %) a une  q-value inférieure à 5 %, validant ainsi la liste de gènes
dérégulés.

 2.2.3 Analyse par spike-in 

Comme précisé, nos échantillons pour l’analyse transcriptomique ont été couplés
avec des séquences spike-in, séquences exogènes utilisées pour normaliser les échantillons
par une approche externe. L’objectif de cette normalisation est d’ajuster l’expression des
gènes en fonction de données connues qui  sont  les  valeurs d’expression des spike-in et
permettre  d’estimer  si  les  dérégulations  observées  dans  une approche  classique  sont  le
reflet  de la  réalité  biologique ou si  c’est  un biais  de normalisation.  Cette approche est
particulièrement intéressante à mettre en place dans le cas de dérégulation globale ou pour
comparer des types cellulaires ayant un niveau d’expression très différents.

Pour cela, nous avons utilisé la méthode de normalisation décrite par Risso et al.,
appelée RUV pour Remove Unwanted Variation (Risso et al., 2014). Cette méthode consiste à
utiliser  un  set  de  gènes  comme  contrôle  négatif,  c’est-à-dire  qui  ne  sont  pas
différentiellement exprimées entre les deux conditions (ce qui va être le cas des  spike-in).
Dans le cas où les  spike-in ne montrent pas de différences d’expression, la  p-value doit
suivre une loi normale. Une fois normalisées, les données sont analysées par une analyse
différentielle d’expression en suivant le même schéma que celui présenté dans la partie
précédente.

 2.3 Caractérisation des états chromatiniens

Pour comprendre et déterminer l’interaction de H3K79me2 avec d’autres marques
épigénétiques,  il  a  été  nécessaire  de  mettre  en  place  une  analyse  permettant  la
caractérisation de H3K79me2 en fonction des états chromatiniens.

ChromHMM  est  un  outil  développé  par  Ernst  et  al.,  qui  permet  de  séparer  le
génome d’intérêt  en  différentes  régions  ou « états »  chromatiniennes  (Ernst  and Kellis,
2012).  Ces  régions  sont  définies  par  la  présence  d’une  ou  de  plusieurs  marques
épigénétiques. Le nombre et les marques utilisées influencent le type d’état chromatinien
défini par ChromHMM. Pour définir ces états chromatiniens, l’outil utilise un modèle caché
de Markov (HMM pour Hidden Markov Model). ChromHMM est un outil de prédiction, il
est donc indispensable d’avoir un grand jeu de données pour avoir une meilleure efficacité
de prédiction des états chromatiniens. Dans le cas de notre étude, nous avons utilisé six
marques d’histone :  H3K4me1,  H3K4me3,  H3K36me3,  H3K9me3,  H3K27ac et  H3K27me3
pour obtenir 18 états chromatiniens différents répartis en plusieurs catégories comme les
enhancers,  les  états  répressifs,  les  états  actifs  ou  les  états  quiescents  (Fig.  31). L’état
quiescent représentant la majorité du génome quel que soit le type cellulaire étudié.
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Figure 31 : Modèle chromatinien obtenu en utilisant ChromHMM

Pour  augmenter  la  précision  de  notre  modèle,  nous  avons  récupéré  dans  la
littérature  les  marques  épigénétiques  de  17  tissus  ou  types  cellulaires  différents  parmi
lesquels des stades de la spermatogenèse (spermatogonies indifférenciées et différenciées,
spermatocytes  primaires  et  spermatides  rondes)  (Fig.  32).  L’objectif  de  ce  modèle  est
d’intégrer  les  états  chromatiniens  obtenus avec nos  données  de transcriptomique et  de
H3K79me2 pour différents stades de la spermatogenèse.

Figure 32 : Liste des données utilisées pour la mise en place du modèle (B). MEL correspondant à une
lignée cellulaire dérivant d’érythroleucémie et CH12 à une lignée cellulaire dérivant de lymphome. Les
données de ChIPseq proviennent du projet ENCODE et de la littérature (ENCODE Project Consortium,
2012; Hammoud et al., 2014; Zuo et al., 2018; Liu et al., 2019; Chen et al., 2020b)

À partir du modèle ChromHMM qui a été obtenu (Fig. 31), plusieurs analyses ont
été réalisées. La première a consisté à associer H3K79me2 à une expression génique lorsque
cette marque est positionnée dans les enhancers, pour cela, une méthode d’association des
gènes  aux  enhancers a  été  mise  en  place.  La  deuxième  analyse  a  consisté  à  analyser
l’environnement chromatinien des gènes dérégulés dans le KO-Dot1l.
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Ces  deux  volets  d’analyses  ont  été  compilés  dans  un  package  R,  nommé
ChromENVEE pour Chromatin Environment and Enhancer-dependent Expression. Ce package
est  actuellement  disponible  sur  GitHub  (Annexe.  Vignette  ChromENVEE,
https://github.com/ManonCoulee/ChromENVEE).

 2.3.1 Association des gènes aux enhancers 

Les  enhancers sont  des  régions  permettant  de  réguler  l’expression  des  gènes  à
distance. L’attribution des gènes aux enhancers se fait couramment en utilisant la méthode
d’Hi-C (cf.  1.2.4  L’organisation  spatiale  de  la  chromatine).  Cependant  cette  méthode  est
relativement coûteuse et difficile à mettre en place. De ce fait, des articles ont utilisé une
méthode permettant l’estimation du couple gène-enhancer à partir de données de ChIP-seq
(Rada-Iglesias et al., 2011). Cette méthode considère comme gène régulé par un enhancer, le
gène situé le plus proche de l’enhancer à une distance maximale de 100kb (Fig. 33A). Cette
méthode est, par exemple, reprise dans l’article de Godfrey et al., pour caractériser l’impact
de H3K79me2/3 sur l’expression génique lorsque ces marques sont situées au niveau des
enhancers (Godfrey et al., 2019). Dans le cas de Godfrey et al., seuls les gènes enrichis en
H3K79me2/3 au niveau du corps du gène sont gardés dans l’analyse et ceux sans H3K79me2
sont exclus car ayant généralement un niveau d’expression plus faible (Fig. 33B).

Figure 33 : Estimation des gènes régulés par des enhancers. A. méthode de Rada-Iglesias et al, 2011., B.
méthode de Godfrey et al, 2019., et C. méthode utilisée dans le package ChromENVEE
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Cette approche a ses limites, car les enhancers ne régulent pas systématiquement le
gène le plus proche. Les gènes régulés par les enhancers peuvent parfois être très éloignés,
allant jusqu’à un million de paires de base de distance  (Lettice et al., 2003; Amano et al.,
2009; Sanyal et al., 2012; Novo et al., 2018; Schoenfelder and Fraser, 2019). De plus, dans leur
article,  Karnuta  et  al.,  décrivent  qu’un  enhancer peut  réguler  plusieurs  gènes  et
qu’inversement un gène peut être régulé par plusieurs  enhancers (Karnuta and Scacheri,
2018). Ainsi mon objectif a été de développer une méthode permettant d’estimer quels sont
les  gènes  régulés  par  les  enhancers en  prenant  en  compte  l’ensemble  des  informations
spécifiques des  enhancers. Pour cela, je me suis basée sur les catégories d’enhancer défini
par  notre  modèle  ChromHMM  (Fig.  31).  Contrairement  à  la  méthode  présentée  dans
l’article  de  Rada-Iglesias  et  al.,  j’ai tout  d’abord  considéré  comme  gènes  associés  à
l’enhancer, l’ensemble des gènes dont le promoteur est situé à une distance maximale de
500kb  de  part  et  d’autre  de  l’enhancer (Rada-Iglesias  et  al.,  2011).  Les  gènes  dont  le
promoteur  est  situé dans l’enhancer ont  été  exclus  comme c’est  le  cas  du gène 2  dans
l’exemple (Fig. 33C).

La  méthode  que  j’ai développée  permet  d’avoir  des  informations  supplémentaires
concernant les gènes associés aux enhancers comme :

 le nombre de gène associé aux enhancers,
 la distance entre l’enhancer et le promoteur du gène,
 le niveau d’expression des gènes associé aux enhancers à partir de donnée de

transcriptomique.

En comparant le niveau d’expression des gènes en fonction de leur distance avec
l’enhancer,  nous  avons  observé  que  la  présence  de H3K79me2  au niveau  des  enhancers
affecte  l’expression  des  gènes  proches  (ayant  une  distance  avec  l’enhancer inférieure  à
100kb) (Fig. 34). Ainsi pour la suite des analyses utilisant les couples gènes-enhancers, nous
ne nous intéresserons qu’à ceux ayant une distance de moins de 100kb.

Figure 34 : Impact de la présence de H3K79me2 au niveau des enhancers sur l’expression génique en
fonction de la distance gène-enhancer dans les spermatides rondes
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 2.3.2 Caractérisation de l’environnement chromatinien

À partir des états chromatiniens définis par le modèle ChromHMM, l’objectif a été
de  déterminer  l’environnement  chromatinien  des  gènes  dérégulés  dans  notre  analyse
transcriptomique.

En se basant sur la méthode décrite dans l’article de Ferrari et al.,  j’ai considéré
comme environnement chromatinien l’ensemble des états chromatiniens qui sont situés
dans l’environnement d’un gène  (Ferrari  et  al.,  2020).  Dans le  cas de notre étude,  nous
avons estimé que l’environnement d’un gène est de 3kb autour du TSS de ce gène , soit un
environnement total de 6kb (Fig. 35), paramètre similaire à celui utilisé pour l’analyse via
ChIPseeker  (Yu  et  al.,  2015) pour  déterminer  l’annotation  génomique  des  pics  de
H3K79me2. L’objectif de la méthode que j’ai développée dans le package ChromENVEE est
de déterminer les états chromatiniens présents dans l’environnement du gène à partir de
leur localisation génomique. Une fois l’environnement déterminé, nous cherchons à estimer
l’état chromatinien majoritaire de chaque gène. Pour cela, nous  considérons comme état
chromatinien majoritaire, l’état ayant la plus grande couverture dans l’environnement.

Figure  35 :  Caractérisation  de  l’environnement  chromatinien  d’un  gène  par  ChromENVEE.  Chaque
couleur correspond à un état chromatinien différent.

 3 DOT1L  régule  l’organisation  de  la  chromatine  et  l’expression  des  gènes
durant la différenciation spermatique

 3.1 Résultats de l’étude

L’analyse phénotypique du modèle murin KO-Dot1l (réalisée par d’autres membres
de l’équipe) a permis de mettre en évidence le rôle de DOT1L dans la spermatogenèse et en
particulier lors de la spermiogenèse en montrant que les mâles KO présentent des défauts
de  compaction  de  la  chromatine.  Ces  observations  sont  confirmées  par  l’analyse  par
spectrométrie de masse qui montre que l’absence de DOT1L induit une dérégulation de
plusieurs marques d’histones, en particulier une diminution drastique de l’hyperacétylation
de H4 dans les spermatides allongées. Cette marque permet l’ouverture de la chromatine et
est indispensable au retrait des histones avant leur remplacement par les protamines. Cette
dérégulation  entraîne,  dans  le  spermatozoïde,  une  rétention  d’histones  plus  importante
chez les individus KO-Dot1l par rapport aux individus contrôles. Les analyses par  western
blot montrent également que le noyau des spermatozoïdes KO-Dot1l contient des protéines
de transitions et des formes immatures de la protamine 2 (Prm2).
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En plus des défauts de compaction de la chromatine, les souris KO-Dot1l, montrent
des  défauts  de  formation  du flagelle  et  de  mobilité  des  spermatozoïdes.  Ces  multiples
défauts  des  spermatozoïdes  induisent  une  hypofertilité.  Pour  comprendre  l’origine  des
défauts  de  la  spermiogenèse observée,  j’ai  comparé  les  données  transcriptomiques  des
stades  méiotiques et post-méiotiques pour  des individus KO-Dot1l et  contrôles  par  une
analyse différentielle « classique » (Fig. 31). L’analyse d’expression des gènes montre que
DOT1L régule l’expression de plusieurs centaines de gènes avec plus de gènes sur-exprimés
que  de  gènes  sous-exprimés.  En  analysant  l’ontologie  des  cellules  KO par  rapport  aux
cellules contrôles, nous observons que DOT1L régule l’expression des gènes impliqués dans
l’organisation de la chromatine, la formation du flagelle, le cycle cellulaire, la régulation de
la  transcription  et  le  métabolisme,  ce  qui  corrèle  avec  les  observations  faites  lors  de
l’analyse phénotypique. En intégrant des données de ChIP-seq pour H3K79me2 dans les
spermatides  rondes,  nous  observons  que  les  gènes  sous-exprimés  sont  associés  à  un
enrichissement  de  la  marque  H3K79me2  au  niveau  du  gène  alors  que  les  gènes  sur-
exprimés ne sont pas enrichis en H3K79me2 au niveau du corps du  gène. Ces données
indiquent que les gènes sous-exprimés dans KO sont des cibles « directes » de DOT1L alors
que les gènes sur-exprimés seraient des cibles « indirectes ».

L’ensemble de ces résultats ont fait l’objet d’un article publié dans EMBO Reports
en 2023 qui est présenté dans la partie suivante (Blanco et al., 2023).
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 3.2 Article 1

DOT1L regulates chromatin reorganization and gene expression
during sperm differentiation

Publié dans EMBO Reports le 26 avril 2023

Mélina Blanco, Laila El Khattabi, Clara Gobé, Marion Crespo, Manon Coulée, Côme
Ialy-Radio,  Clémentine  Lapoujade,  Maëlle  Givelet,  Alberto  de  la  Iglesia,  Marion
Delessard, Ivan Seller-Corona, Kosuke Yamaguchi, Nadège Vernet, Fred Van Leeuwen,
Alban  Lermine,  Yuki  Okada,  Romain  Daveau,  Rafael  Oliva,  Pierre  Fouchet,  Ahmed
Ziyyat, Delphine Pflieger & Julie Cocquet

DOI : 10.15252/embr.202256316

Les figures supplémentaires sont disponibles en annexe de ce manuscrit
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 4 DOT1L a des effets antagonistes sur la régulation de l’expression génique
liés aux chromosomes sexuels et autosomiques durant la spermatogenèse

 4.1 Résultats de l’étude

Nos  analyses  transcriptomiques  ont  permis  de  mettre  en  évidence  que  le  KO
conditionnel  de  Dot1l entraîne  un  nombre  plus  important  de  gènes  sur-exprimés  en
comparaison  du  nombre  de  gènes  sous-exprimés  au cours  de  la  spermiogenèse (cf.  3.2
Article  1).  Cette  observation  va  à  l’encontre  d’un rôle  strictement  activateur  de  la
transcription de DOT1L et  de la  corrélation  entre  méthylation de H3K79 et  expression
génique,  observés  dans  les  études  publiées  jusqu’alors.  Dans  un  premier  temps,  mon
objectif  a  donc  été  de  vérifier  la  validité  de  ces  observations  par  une  approche  de
normalisation  externe  via spike-in dans  les  stades  étudiés  précédemment  et  dans  deux
stades pré-méiotiques (Fig. 30). Ainsi, mes résultats montrent que, normalisé par spike-in, le
KO de Dot1l entraîne la dérégulation de plusieurs centaines de gènes avec un nombre de
gènes  sur-exprimés  plus  important  à  tous  les  stades  étudiés,  confirmant que cette sur-
expression n’est pas  due à  un biais  de normalisation.  L’analyse de la  dynamique de la
dérégulation par DOT1L sur l’expression des gènes apparaît majoritairement à partir du
stade de spermatocyte secondaire et est conservée dans les spermatides rondes.

En parallèle, j’ai caractérisé la dynamique de la marque H3K79me2 dans trois stades
de la spermatogenèse (Fig. 30). L’intégration de nos données de ChIP-seq avec les données
de transcriptomiques permettent de mettre en évidence que l’augmentation de H3K79me2
corrèle positivement avec l’augmentation de l’expression génique lorsque la marque est
située au niveau du corps du gène et au niveau des enhancers.

La comparaison de ces résultats avec les données de RNA-seq sur les cellules KO-
Dot1l montre également que l’activation des gènes par DOT1L est associée à la présence de
H3K79me2 au niveau du corps du gène avec ou sans présence de la marque aux enhancers.
La localisation de cette marque semble être cruciale, puisqu’à l’inverse, la sur-expression
observée dans les cellules KO est corrélée avec la présence de H3K79me2 seulement au
niveau des enhancers. Ces analyses ont permis de mettre en évidence le rôle de répresseur
de la transcription en plus du rôle d’activateur de la transcription déjà établi pour DOT1L.
Au moment de l’initiation du projet de thèse, cette fonction de DOT1L n’avait pas encore
été décrite dans la littérature mais a depuis été observée dans d’autres types cellulaires (cf.
Discussion). J’ai donc ensuite cherché à identifier le mécanisme par lequel DOT1L agit en
tant que répresseur, par l’environnement chromatinien ou par activation d’un répresseur.
L’analyse  de  l’environnement  chromatinien  des  gènes  dérégulés  permet  de  mettre  en
évidence que les gènes sur-exprimés sont associés à des états chromatiniens bivalents et
répresseurs, caractérisé par un enrichissement de H3K27me3.

Pour finir, mes travaux ont permis de mettre en évidence  que l’impact majeur de
DOT1L  sur  l’activation  de  la  transcription  était  associé  à  la  présence  de  la  marque
H3K79me2  et  concernait  les  gènes  portés  par  les  chromosomes  sexuels.  Ces  résultats
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montrent ainsi que DOT1L semble jouer un rôle lors de la réactivation des gènes après le
MSCI dans les spermatocytes secondaires et les spermatides rondes.
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 4.2 Article 2

DOT1L  has  opposite  effects  on  sex  chromosome-linked  and
autosomal gene expression during male germ cell differentiation

Prêt à être soumis

Manon Coulée, Clara Gobé, Mélina Blanco, Clémentine Lapoujade, Côme Ialy-Radio,
Guillaume Meurice, Pierre Fouchet, Julie Cocquet & Laila El Khattabi

Pour plus de simplicité, les figures sont incluses dans ce manuscrit

Les figures supplémentaires sont disponibles en annexe de ce manuscrit
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Figure  1.  Characterization  of  H3K79me2  dynamic  during  male  germ  cell
differentiation. 

a.  List of samples used in the present study. RNA-seq: Dot1l-KO and CTL in classic and
spike-in RNA-seq studies. ChIP-seq: H3K79me2 ChIP-seq data.  b.  Genomic annotation of
H3K79me2 ChIP-Seq peaks in germinal stem cells (GSC), primary spermatocytes (SCI), and
round  spermatids  (RS),  using  ChIPseeker. c. H3K79me2  enrichment  according  to  gene
expression level in GSC, SCI and RS. (blue: low expressed genes, red: high expressed genes.
Gene expression level is divided into percentile groups in each cell type).  d.  Alluvial plot
showing the dynamic of H3K79me2 peaks throughout spermatogenesis. Regions enriched
in H3K79me2 at the specific cell type are shown in grey, regions devoid of the mark in
black.  e.  Ontology  of  the  genes  enriched  in  H3K79me2  at  specific  stages  using
clusterProfiler,  p-value  is  adjusted  according  to  Benjamini-Hochberg  correction  and
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GeneRatio corresponds to the ratio ofderegulated genes among all genes in the pathway.  f.
Genomic annotation of H3K79me2 ChIP-Seq peaks that are stage-specific (GSC, SCI or RS),
or common to two successive stages (GSC-SCI or SCI-RS) or those common to all stages
(common).
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Figure 2. Chromatin environment at H3K79me2 regions in male germ cells.

a. The 18 chromatin state model obtained with ChromHMM. TSS: Transcription Start Site,
TSSFlnk:  Flanking  TSS,  TSSFlnkD:  Flanking  TSS  downstream,  TX:  Strong  transcription,
TxWk:Weak transcription, EnhG1 and EnhG2: Genic enhancers (which were pooled in one
state named EnhG), EnhA: Active enhancer, EnhWk: Weak enhancer, ZNF/Rpts: ZNF genes
and  repeats,  Het:  Heterochromatin,  TSSBiv:  Bivalent/Poised  TSS,  EnhBiv:  Bivalent
enhancer,  ReprPC: Repressed PolyComb, ReprPCWk: Weak repressed polycomb, Quies1,
Quies2  and  Quies3:  Quiescent/Low  (which  were  pooled  in  one  state  called  Quies).  b.
Distribution  of  chromatin  states  among H3K79me2 enriched regions  (H3K79me2+)  and
H3K79me2 devoid regions (H3K79me2-). c. Mean gene expression level (log(cpm)) of genes
associated with  enhancers enriched (+) or not (-) in H3K79me2 in RS.
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Figure  3.  Transcriptional  changes  throughout  spermatogenesis  upon  Dot1l
knockout.

a. Multi-Dimensional Scaling plot showing RNA-Seq data from 2 genotypes (Dot1-KO and
CTL cells) and 5 male germ cell types (N= 3 KO and 3 CTL for Kit- and Kit+; N= 5 KO and 5
CTL  for  SCI,  SCII  and  RS).  Kit-:  undifferentiated  spermatogonia,  Kit+:  differentiated
spermatogonia expressing the c-kit marker, SCI: primary spermatocytes, SCII: secondary
spermatocytes and RS: round spermatids. b. Number of deregulated genes according to a
classic  differential  expression  analysis  (top,  n=  three  replicates  for  Kit-,  Kit+  in  each
condition, and n=5 replicates for SCI, SCII and RS in each condition) or including a spike-in
normalization (bottom, n= 3 replicates for all cell types and conditions) in 5 male germ cell
types (p<0.05; FDR<0.05; FC > 1.5).  c. Dynamics of the genes deregulated in Dot1l-KO vs
CTL male germ cells. d. Barplot representing the average length of deregulated genes (up,
down) and not deregulated genes. Gene size is divided into percentile groups in each cell
type. A star indicates a pvalue<0.05 found by comparison with not deregulated genes (using
a Chi2 test). e. Functional annotation of deregulated genes (up, down) and not deregulated
genes. IG-TR: Immunoglobulin/T- receptor ; lincRNA: long intergenic non-coding RNA; lnc:
long non-coding RNA; miRNA: microRNA ; misc_RNA: miscellaneous RNA (that are not in
any other classification); mtRNA: mitochondrial RNA; Protein coding ; Pseudogene; rRNA:
ribosomal  RNA;  snoRNA:  small  nucleolar  RNA  ;  snRNA:  small  nuclear  RNA;  TEC:
transcripts to be experimentally confirmed.
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Figure 4. Correlation between differentially expressed genes and their chromatin
environment.

a. Distribution of H3K79me2 enriched (H3K79me2+, dark grey) or not (H3K79me2-, light
grey)  genes  among  different  groups  of  differentially  expressed  genes  (Up:  upregulated
genes,  Down :  downregulated  genes,  Not:  not  deregulated  genes)  following  Dot1l  KO.
H3K79me2 enrichment was evaluated at the gene body in SCI and RS. Kit-/GSC data was
not included because only few genes were found deregulated at this stage. NB. “classic”
data  were  already  shown  in  (Blanco  et  al  2023)  for  RS.  b. Distribution  of  H3K79me2
enrichment at or nearby genes (at the gene body (GB), at enhancers/regulatory elements
(RE) as defined by ChromHMM analysis, at both regions (GB-RE) or in none of these (NO)),
in different gene categories (up, down or not deregulated), in SCI and RS.  c. Chromatin
states (as defined in Fig. 2a) associated with the promoter region (+/-3Kb interval around
the  TSS)  of  deregulated  genes  or  not,  in  SCI  and  RS.  d.  H3K27me3  and  H3K4me3
enrichment  profiles  at  differentially  expressed  genes.  e.  MD  plot  showing  differential
expression levels  (Log fold change)  according to gene expression level  (LogCPM) in  RS
(spike-in  RNA-seq  analysis).  Significantly  downregulated  genes  that  are  enriched  in
H3K79me2 and known transcriptional repressors are indicated in the figure.
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Figure 5. DOT1L regulates XY gene expression via H3K79me2.

a. Chromosome localization of deregulated genes (“spike-in” analysis) in SCII and RS. Blue:
downregulated  genes  (DR),  red:  upregulated  genes  (UR),  the  green  dot  indicates  the
centromere,  and  the  grey  dot,  the  telomere.  b.  Comparison  of  gene  expression  levels
between Dot1l-KO and CTL male germ cells. Boxplots showing gene expression log2-fold
change of Dot1l-KO relative to CTL. Box: 25th/75th percentiles. Bar in the box: median.
Whiskers: 1.5 times the interquartile range from the 25th/75th percentiles. dashed lines: 1.5-
fold change. ns: not significant. p-value calculated using Wilcoxon test are indicated above.
c. Number of H3K79me2 peaks, normalized to the chromosome length, per chromosome in
GSC, SCI and RS. Bars representing the results for sex chromosomes are colored in red. d.
Chromosome location  of  downregulated  genes  in  Dot1l-KO vs.  CTL RS indicated  in  %
(circle).  The  squares  indicate  the  values  obtained  for  downregulated  genes  which  are
marked by H3K79me2 at their gene body, at the TSS or at the closest distal regulatory
region.  e.  Quantification of  H3K79me2 level  at  the gene body of  deregulated genes  by
ChIP-qPCR (n=  3  replicates  for  CTL and  KO conditions).  Bar  plots  indicate  the mean
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enrichment value (IP/input recovery %) ± SEM (the star indicates a p<0.05 obtained with
unpaired t-test).
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Discussion

Discussion

 1 DOT1L dans la spermatogenèse

Nous avons étudié les effets d’une délétion conditionnelle de Dot1l (KO-Dot1l) dans
les cellules germinales mâles murines. L’analyse phénotypique de ce modèle montre que
DOT1L est nécessaire à la différenciation des spermatides. En effet, le KO de Dot1l entraîne
une  hypofertilité  pouvant  être  expliquée  par  la  production  de  spermatozoïdes  non
fonctionnels présentant des altérations du flagelle et des défauts au niveau de la tête du
spermatozoïde, caractérisés notamment par des défauts de compaction et de composition
de  sa  chromatine.  Ces  résultats  démontrent  que  DOT1L  est  bien  impliquée  dans  le
remodelage de la chromatine des spermatides, comme suggéré initialement dans le cadre
de l’analyse de souris déficientes en  Sly (Moretti et al.,  2017).  Par analyse protéomique,
nous avons observé que le KO de  Dot1l affecte non seulement la méthylation de H3K79
mais aussi d’autres PTMs des histones, en particulier l’hyperacétylation de H4, au moment
de la transition histones-protamines.  Ces anomalies expliquent les résultats de l’analyse
phénotypique puisque l'hyperacétylation de H4 est connue pour être indispensable à la
réorganisation et à la compaction de la chromatine des spermatozoïdes.

L’analyse  phénotypique  montre  également  un  défaut  plus  précoce,  au  stade
spermatogonies,  caractérisé par  des tubes  séminifères vides de cellules  germinales dans
environ 7 % des cas (Blanco et al.,  2023). Cette observation est en lien avec les résultats
obtenus par une autre équipe, en analysant un modèle de KO conditionnel plus précoce que
le nôtre (utilisant la Ddx4-Cre dont l’expression commence au stade embryonnaire E15, à la
place de la Stra8-Cre) (Lin et al., 2022). L’équipe de J. Wang a en effet observé un nombre de
spermatozoïde très faible voire nul pour les souris KO-Dot1l qui semble dû à un défaut de
renouvellement des cellules souches. En effet, cette équipe a également réalisé une analyse
RNA-seq sur des GSC traitées avec un inhibiteur de DOT1L et a observé la dérégulation
d’une trentaine de gènes dont certains nécessaires au renouvellement des cellules souches
(Lin et al., 2022).

Dans notre étude RNA-seq réalisée sur les spermatides KO, nous observons que la
perte de DOT1L entraîne  la dérégulation de plusieurs centaines de gènes qui pourraient
expliquer le phénotype flagellaire et contribuer au phénotype chromatinien. En effet, dans
les  spermatogonies  et  dans  les  spermatocytes  primaires,  l’analyse  d’ontologie  met  en
évidence  des  voies  de  régulations associées  à  la  formation  du  flagelle  et  à  partir  des
spermatocytes, DOT1L est associée à des voies de régulations relatives à l’organisation de la
chromatine et de la transcription. De manière surprenante, l’analyse d’ontologie montre
également  une  dérégulation  de  gènes  impliqués  dans  d’autres  processus,  comme  le
métabolisme, l’apoptose et la régulation de la transcription. Nous observons également que
la perte de DOT1L induit une augmentation de l’expression de plusieurs centaines de gènes
(1033  gènes  dérégulés  dont  789  sur-exprimés  et  244  sous-exprimés),  à  partir  du  stade
spermatocyte primaire.  Ce phénomène sera développé plus loin dans la partie 3.4 de la
discussion (cf. 3.4 DOT1L réprime la transcription de plusieurs centaines de gènes).
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Il est intéressant de noter qu’en parallèle de la publication de notre article sur le rôle
de DOT1L durant la spermiogenèse, deux autres articles ont également été publiés. Dans le
premier, le KO conditionnel (dans la lignée germinale, grâce à  Ddx4-Cre) du gène codant
pour le partenaire de DOT1L, MMLT10, a été généré et montre une hypofertilité des mâles
associée à des anomalies de nombre et de morphologie des spermatozoïdes (Lin et al., 2023).
Par western blot, les auteurs observent une rétention des histones dans ce KO, et également
dans  le  KO-Dot1l Stra8-Cre,  en  accord  avec  nos  résultats.  Par  immunofluorescence,  les
auteurs observent que MLLT10, tout comme DOT1L, co-localise avec le  sex body dans les
stades  méiotiques  et  le  PMSC dans  les  stades  post-méiotiques  (Lin  et  al.,  2023).  Cette
observation concorde avec les analyses précédentes (Ontoso et al., 2014; Moretti et al., 2017)
et qui seront détaillées dans la partie 3.3 de cette discussion (cf. 3.3 DOT1L est nécessaire à la
réactivation des  chromosomes sexuels  dans les  stades  post-méiotiques).  À noter qu’aucune
analyse transcriptomique ou par ChIP-seq n’a été réalisée dans l’étude de Lin et al (Lin et
al., 2023).

Le second article caractérise brièvement le phénotype du KO conditionnel Dot1l (via
Ddx4-Cre)  et  réalise  une  analyse  transcriptomique par  scRNA-seq  (Malla  et  al.,  2023a).
Leurs résultats montrent, comme les nôtres, un plus grand nombre de gènes dérégulés dans
les spermatides que dans les stades précédents, et plus de gènes sur-exprimés que sous-
exprimés (Blanco et al., 2023; Malla et al., 2023a). Ils observent également une diminution
de l’expression de gènes impliqués dans la transition histones-protamines, comme Brdt et
Prm2.  Malla  et  al.,  proposent  que  DOT1L  régule  le  remodelage  de  la  chromatine  des
spermatides, en favorisant l’élongation de la transcription au niveau du gène Brdt, qui code
pour  l’enzyme reconnaissant l’acétylation des histones dans les spermatides  (Gaucher et
al., 2012; Malla et al., 2023a). Il est important de noter qu’ils ont observé une diminution du
nombre de spermatides en fin de spermiogenèse dans les individus KO. Ainsi, leurs résultats
de  RT-qPCR  montrant  la  diminution  de  l’expression  de  gènes  abondants  dans  les
spermatides allongées dans des analyses réalisées sur testicules entiers pose question.

Pour finir, Malla et al., observent une diminution de l’expression des microsatellites
majeurs,  qui  pourrait  être  responsable  des  défauts  des  remplacements  des  protamines
observés dans les spermatides (Malla et al., 2023a). De plus, une autre étude du groupe de
B.  Lesch  montre  que  DOT1L  dirige  l’expression  des  satellites  permettant  ainsi  la
stabilisation de l’hétérochromatine dans les cellules embryonnaires chez le modèle murin
(Malla et al., 2023b).

 2 H3K79me2 est associée à une transcription active au niveau des gènes et des
enhancers 

Dans notre étude,  nous avons cherché à caractériser la marque H3K79me2 dans
plusieurs stades de la spermatogenèse, pour cela, nous avons généré des données pour les
stades GSC, SCI, RS et ES (Fig. 30). Cependant, les données provenant des spermatides
allongées ont été exclues des différentes analyses, car trop peu de pics sont communs entre
les deux réplicats sur ce matériel. Chaque réplicat montre cependant une bonne corrélation
avec les autres stades cellulaires, en particulier avec le stade spermatide ronde, ce qui est
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cohérent. Ces observations sont explicables par le fait que ce matériel est assez hétérogène,
car il  inclut des spermatides allongées et des spermatides en cours de condensation. La
marque  H3K79me2  est  donc  moins  accessible  et  les  résultats  de  ChIP-seq,  moins
reproductibles,  à  ce  stade.  Pour  avoir  des  résultats  plus  exploitables,  il  serait  donc
nécessaire d’augmenter le nombre de réplicats dans les spermatides allongées de façon à
avoir une meilleure quantification de l’enrichissement de la marque.

Notre analyse de H3K79me2 dans les différentes cellules germinales mâles montre
que la marque suit un enrichissement au niveau des gènes similaire à celui qui est décrit
dans la littérature pour d’autres types cellulaires (Vlaming and van Leeuwen, 2016). De plus,
on  observe  que  l’enrichissement  de  la  marque  est  positivement  corrélé  à  l’expression
génique. De façon intéressante, l’analyse de l’annotation génomique de H3K79me2 montre
que,  dans  les  spermatides  rondes,  une  grande  proportion  des  régions  enrichies  en
H3K79me2 est annotée comme des régions distales intergéniques. Nous avons donc cherché
à caractériser l’impact  de la  présence de H3K79me2 dans les  enhancers sur  l’expression
génique. Contrairement aux autres analyses (Godfrey et al., 2019; Cattaneo et al., 2022) qui
prennent  en  compte uniquement  la  présence  de  H3K27ac  pour  déterminer  la  présence
d’enhancer, nous avons catégorisé les enhancers en quatre catégories définies par le modèle
ChromHMM : bivalents, actifs, faibles et géniques (Fig. 31). Ces analyses ainsi que la nôtre
montrent que la présence de la marque au niveau des  enhancers corrèle avec un niveau
d’expression génique élevé, quel que soit le type cellulaire (Godfrey et al., 2019; Cattaneo et
al., 2022). De plus, l’association gène-enhancer,  réalisée en utilisant la méthode que nous
avons  développée  dans  le  package  ChromENVEE  (cf.  2.3.1  Association  des  gènes  aux
enhancers) a été comparée avec celle utilisée dans l’article de Godfrey et al. (Godfrey et al.,
2019). Ces deux méthodes montrent des résultats similaires, permettant ainsi de conclure
que la présence de H3K79me2 au niveau des  enhancers est  associée à une transcription
active.

L’association gène-enhancer mise en place dans notre étude est une approximation
et  ne peut  pas  permettre d’évaluer  avec  exactitude la  relation  gène-enhancer.  Bien  que
basée sur les propriétés génomiques décrites pour les enhancers comme la localisation ou la
distance entre le gène et l’enhancer, ces informations ne remplaceront pas une analyse plus
fine  de  la  structure  tridimensionnelle  de  la  chromatine  par  Hi-C.  De  ce  fait,  et  pour
confirmer les relations gènes-enhancers estimées dans notre analyse, il sera nécessaire de
réaliser des analyses Hi-C très résolutives à différents stades de la spermatogenèse (GSC,
SCI et RS) dans le but de les comparer avec les résultats déjà obtenus par ChromENVEE.
Cette approche permettra non seulement de valider l’association entre H3K79me2 localisée
aux enhancers et l’expression génique, mais également d’affiner et de valider la méthode de
prédiction de ChromENVEE.
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 3 DOT1L régule la transcription des gènes par plusieurs mécanismes

 3.1 Analyse différentielle d’expression

Pour  cette  analyse,  plusieurs  modèles  ont  été  mis  en  place.  Le  premier  modèle,
réalisé à partir de données de spermatocytes primaires, secondaires et spermatides rondes,
a été initialement développé dans le cadre de l’analyse de la spermiogenèse (cf.  3.2 Article
1).  Le  second  modèle  a  été  réalisé  sur  les  stades  spermatogonies  indifférenciées  et
différenciées. Ce modèle a été utilisé dans le cadre d’une collaboration avec l’équipe de
Pierre Fouchet (Lapoujade et al., en préparation). Un troisième modèle a été développé afin
d’intégrer  l’ensemble  des  données  générées  aux  cinq  stades  de  la  spermatogenèse.
Cependant  ce  modèle  ne  semblait  pas  refléter correctement  la  biologie  de  nos  stades
cellulaires, car la différence de niveau d’expression des gènes dans les spermatogonies en
comparaison aux stades méiotiques et post-méiotiques était trop importante, entraînant
ainsi un biais lors de l’analyse de la dynamique. C’est pour ces raisons que les analyses
différentielles « classiques » ont été réalisées en comparant les données obtenues sur les
deux premiers modèles (cf. 4.2 Article 2). Cependant, cette approche est loin d’être parfaite
pour comparer tous les stades, j’ai donc utilisé la normalisation via spike-in pour produire
un modèle contenant les 5 stades de la spermatogenèse. Les résultats obtenus par les deux
méthodes sont comparables avec une majorité de gènes dérégulés en commun dans les
deux analyses (cf. 4.2 Article 2).

Lors de la mise en place de ces modèles, nous avons estimé le seuil au-delà duquel
un gène est considéré comme exprimé, c’est-à-dire CPM ≥ 1 dans au moins 2 échantillons.
Ce seuil est celui qui est couramment utilisé pour ce type d’analyse dans la littérature bien
que ce seuil soit arbitraire. De plus, ce seuil ne permet pas de prendre en compte les gènes
faiblement exprimés comme cela peut être le cas pour les gènes multi-copies de l’Y qui sont
cependant essentiels à la spermiogenèse. Dans notre analyse, nous avons donc également
réalisé une analyse avec comme seuil CPM ≥ 0 ainsi, nous prenons en compte l’ensemble
des gènes exprimés, permettant de garder les gènes multi-copies de l’Y. Cependant,  il serait
pertinent  de  mettre  en  place  une  méthode  permettant  d’estimer  au  mieux  le  seuil
d’expression des gènes comme utilisé dans l’article de Moretti et al. (Moretti et al., 2016).

Autre  point  intéressant,  il  est  décrit  depuis  2018  que  DOT1L  joue  un rôle  dans
l’épissage alternatif (Li et al., 2018). Cependant l’approche de RNA-seq que nous avons mis
en place ne permet pas de déterminer avec exactitude les événements d’épissage alternatif,
il serait donc pertinent de mettre en place un nouveau pipeline d’analyse à partir de nos
données  de RNA-seq  pour  savoir  si  DOT1L et  H3K79me2 ont  un impact  sur  l’épissage
alternatif dans le cadre de la spermatogenèse. Ces analyses font, actuellement, l’objet d’un
nouveau projet de thèse co-dirigé par Julie Cocquet.

 3.2 DOT1L  active  la  transcription  de  plusieurs  centaines  de  gènes  via  la
présence de H3K79me2

Comme  nous  l’avons  décrit  précédemment  et  en  accord  avec  les  observations
présentes dans la littérature  (Vlaming and van Leeuwen, 2016), H3K79me2 est associée à
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une transcription active au niveau du corps du gène et/ou des enhancers, et DOT1L interagit
avec des protéines impliquées dans l’élongation de la transcription. Il était donc attendu
que le KO de Dot1l entraînerait une diminution de l’expression de nombreux gènes, mais
lors  de  l’initiation  de mon projet,  aucune  étude  ne s’était  intéressée  à  caractériser,  en
détails,  l’impact  du  KO  de  Dot1l sur  l’expression  génique  dans  un  contexte  de
différenciation cellulaire (i.e. seules des études réalisées sur des cellules cancéreuses MLL
avaient été publiées) (Chen et al., 2015a). Notre étude a montré que le KO entraîne un plus
grand nombre de gènes sur-exprimés que de gènes sous-exprimés à tous les stades de la
spermatogenèse que nous avons étudié (Article 2, Fig. 2). Ces résultats, bien que inédits, ont
été confirmés et retrouvés depuis, dans le KO de Dot1l pour d’autres types cellulaires. En
effet, depuis 2019, de nombreuses études de RNA-seq ont montré une dérégulation génique
induite par le KO de Dot1l dans divers types de cellules somatiques, allant dans le même
sens que ce que nous avons trouvé (Fig. 36) (Franz et al., 2019; Kwesi-Maliepaard et al., 2020;
Aslam et al., 2021; Kim et al., 2021; Borosha et al., 2022; Cattaneo et al., 2022; Feng et al.,
2022; Willemsen et al., 2022; Appiah et al., 2023). Dans le but de confirmer nos résultats et
que cette régulation est le reflet biologique du KO de Dot1l et non due à un potentiel biais
de normalisation, nous avons décidé de réaliser une analyse de RNA-seq spike-in dans les
différents stades de la spermatogenèse (Fig. 30). Cette approche nous a permis de confirmer
la sur-expression observée dans le KO.

Figure 36 : Expression différentielle des gènes entre des individus contrôles et KO-Dot1l dans plusieurs
types de cellules somatiques. En rouge sont représentés les gènes sur-exprimés et en noir/bleu les gènes
sous-exprimés dans les KO-Dot1l  par rapport aux contrôles (FDR < 5 %).  A. Pie-chart provenant de
Cattaneo et al, 2022, sur des cardiomyocytes. B, C. MD-plots provenant de Kwesie-Maliepaard et al,
2020 (B) et Aslam et al, 2021 (C) dans des cellules T et B respectivement.

L’analyse  de  la  dynamique  des  gènes  dérégulés  montre  un  programme
transcriptionnel différent avant et après méiose. En effet, la majorité des gènes dérégulés
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dans  les  spermatogonies  ne  sont  pas  retrouvés  dans  les  stades  méiotiques  et  post-
méiotiques et inversement (Article 2, Fig 3c). L’intégration de nos données de ChIP-seq et
transcriptomiques montre que les gènes sous-exprimés dans le KO sont plus associés à la
présence de la marque au niveau du corps du gène que les gènes sur-exprimés. La même
observation a été faite dans d’autres types cellulaires  (Franz et al.,  2019; Godfrey et al.,
2019; Kwesi-Maliepaard et al., 2020; Aslam et al., 2021; Cattaneo et al., 2022), confirmant le
lien entre H3K79me2/3 et transcription active. En utilisant les  enhancers définis par notre
modèle (Fig. 31), nous observons que les gènes sous-exprimés sont en fait caractérisés par la
co-présence de H3K79me2 au niveau du corps du gène et des enhancers, corrélant ainsi avec
l’observation de Cattaneo et al., durant la cardiogenèse (Cattaneo et al., 2022). Ces résultats
appuient le rôle d’activateur de la transcription de H3K79me2 au niveau des enhancers. De
leur côté, Ferrari et al., supposent que l’inhibition de DOT1L pourrait affecter seulement
une sous-partie des enhancers indépendamment de la présence de H3K79me2 (Ferrari et al.,
2020). En effet, l’utilisation d’un inhibiteur de DOT1L entraîne la diminution de H3K27ac,
mais celle-ci ne suit pas la diminution globale de H3K79me2.

Un  article  récent  montre  que  DOT1L  semble  favoriser  l’élongation  de  la
transcription des microsatellites dans les régions péricentromériques et en particulier pour
les régions d’hétérochromatine  (Malla et al.,  2023b).  L’observation faite dans cet article,
initialement réalisée sur des cellules embryonnaires, a également été retrouvée par RT-PCR
sur des extraits de testicule entier KO-Dot1l (Malla et al., 2023a). Il serait donc intéressant
de confirmer dans nos échantillons KO de cellules germinales à différents stades si la même
dérégulation des microsatellites est retrouvée et, si oui, à quel stade.

Nous avons également cherché à catégoriser ces gènes en fonction de leur type, de
leur taille et de leur localisation chromosomique. Ainsi on observe, qu’à partir de la méiose,
les gènes sur-exprimés sont significativement plus longs tandis que les gènes sous-exprimés
dans les Kit+ sont plus petits. Des études précédentes montrent que les gènes plus longs
sont  plus  sensibles  aux  évènements  d’épissage  alternatif  (Grishkevich  and  Yanai,  2014;
Lopes et al., 2021). Ainsi il serait intéressant de savoir si les gènes sur-exprimés dans notre
étude sont plus associés à des évènements d’épissage alternatif. L’annotation fonctionnelle
des  gènes dérégulés  est sensiblement similaire dans tous les types cellulaires,  avec une
majorité de gènes annotée comme des protéines codantes (« protein coding ») concordant
avec le fait que notre analyse de RNA-seq est fait sur de l’ARNm. Nous avons cherché à
vérifier la localisation chromosomique des gènes dérégulés dans notre étude ; cette analyse
montre que les gènes dérégulés présentent une répartition aléatoire le long du chromosome
et ne sont pas localisés autour des centromères et télomères.

 3.3 DOT1L est nécessaire à la réactivation des chromosomes sexuels après la
méiose

De  façon  intéressante,  nous  observons  que  les  gènes  sous-exprimés  enrichis  en
H3K79me2 dans les spermatocytes secondaires et les spermatides rondes sont en majorité
des  gènes  portés  par  les  chromosomes  sexuels.  Ces  résultats  concordent  avec  des
observations  précédemment réalisées  par  immunofluorescence par  Ontoso et  al.,  et  par
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notre équipe, montrant une co-localisation de DOT1L avec la chromatine sexuelle au stade
diplotène  de  méiose  I  (Ontoso  et  al.,  2014) et  dans  les  spermatocytes  secondaires  et
spermatides rondes  (Moretti et al., 2017) – résultats également observés par la suite par
l’équipe de J. Wang (Lin et al., 2023). Ces résultats suggèrent que DOT1L pourrait permettre
la réactivation des chromosomes sexuels après la prophase I de la méiose. La distribution de
la marque H3K79me2 durant les différents stades de la spermatogenèse va également dans
ce  sens.  En  effet,  on  observe  que  la  présence  de  la  marque  H3K79me2  dans  les
chromosomes sexuels est augmentée dans les stades spermatides par rapport aux stades
spermatocytes  et  en  particulier  dans  le  chromosome  X.  La  dynamique  de  la  marque
H3K79me2 dans les chromosomes a été comparée avec celle d’autres marques d’histones
connues  pour  être  différentiellement  enrichies  dans  les  chromosomes  sexuels  en
comparaison  des  autosomes :  H3K4me1,  H3K4me3,  H3K27ac,  H3K27me3  et  H3K9me3
(Article 2, Fig. S4c et S5).

Plusieurs études précédentes s’étaient déjà penchées sur la question ;  cependant,
aucune ne regroupait l’ensemble de ces marques sur les trois phases de la spermatogenèse :
spermatogonies, spermatocytes et spermatides et le chromosome Y n’était généralement
pas étudié  (Sin et al., 2015; Moretti et al., 2016; Liu et al., 2019; Chen et al., 2020b). Pour
pouvoir étudier cette dynamique et par souci d’homogénéité, j’ai récupéré des données de
la littérature  (Hammoud et al., 2014; Bryant et al., 2015; Zuo et al., 2018; Liu et al., 2019;
Chen  et  al.,  2020b) que  j’ai  analysé  suivant  le  même  protocole  que  pour  l’analyse  de
H3K79me2.  Ainsi  nos  résultats  montrent  que  la  marque  répressive  H3K9me3  est  très
enrichie dans les  chromosomes sexuels  à partir  du stade spermatogonie jusqu’au stade
post-méiotique, corrélant avec les observations des précédentes études  (Ernst et al., 2019;
Liu et  al.,  2019).  En particulier,  on observe une augmentation de l’enrichissement de la
marque  H3K9me3  associée  à  l’X  dans  les  spermatides  rondes  par  rapport  aux
spermatocytes  (Article  2,  Fig.  S4c  et  S5).  Ces  observations  corrèlent  avec  les  résultats
d’autres  études  qui  montrent  une  augmentation  de  la  marque  H3K9me3  dans  les
chromosomes  sexuels,  en  particulier  de  l’Y,  dans  les  spermatides  par  rapport  au  stade
précédent (Liu et al., 2019) et un fort enrichissement de H3K9me3 dans l’Y par rapport aux
autres autosomes, dans les spermatides (Moretti et al., 2016). Cependant, contrairement à
l’article  de  Moretti  et  al.,  qui  utilise  les  données  de Bryant  et  al.,  nous observons  que
H3K9me3 est fortement enrichie dans l’X également  (Bryant et al.,  2015; Moretti et al.,
2016). De façon similaire à H3K9me3, on constate que la marque H3K27ac est enrichie dans
les  chromosomes  sexuels  à  partir  des  stades  méiotiques  de  la  spermatogenèse  et  plus
particulièrement pour l’Y dans les spermatides rondes. Cette observation corrèle avec les
résultats de Moretti et al., dans les spermatides (Moretti et al., 2016). Par opposition, nous
observons que la présence de la marque H3K27me3 dans les chromosomes sexuels diminue
au cours de la spermatogenèse, corrélant avec la perte de H3K27me3 dans l’X au moment
du MSCI (Sin et al., 2015).

Ainsi, notre analyse nous permet de confirmer et de compléter les observations de la
dynamique des marques modifiées durant le MSCI et ce, en partant des spermatogonies
indifférenciées (GSC). Cette analyse est également complétée par H3K79me2 et montre que
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cette  marque  est  l’une  des  plus  dynamiques  sur  les  chromosomes  sexuels  lors  de  la
spermatogenèse.

 3.4 DOT1L réprime la transcription de plusieurs centaines de gènes

Les analyses RNA-seq montrent que le KO de Dot1l entraîne une sur-expression de
nombreux gènes (Fig. 36) qui ne semble pas être limitée à un type cellulaire. En effet, cette
sur-expression  est  retrouvée dans  diverses  cellules  somatiques  tout  comme à  différents
stades de la spermatogenèse (Franz et al., 2019; Ferrari et al., 2020; Kwesi-Maliepaard et al.,
2020; Aslam et al., 2021; Borosha et al., 2022; Cattaneo et al., 2022; Feng et al., 2022; Blanco
et al., 2023). Il est intéressant de noter que les gènes sur-exprimés ne sont pas ou très peu
enrichis en H3K79me2 au niveau du corps du gène à partir du stade méiotique, corrélant
avec l’étude de Cattaneo et al.,  qui décrivent que les gènes sur-exprimés dans le KO de
Dot1l sont  majoritairement  associés  à  des  enhancers ayant  H3K79me2  (sans  avoir
H3K79me2 au corps des gènes)  (Cattaneo et al., 2022). Ce qui suggère que les gènes sur-
exprimés lors du KO de Dot1l sont régulés par d’autres mécanismes épigénétiques.

Le mécanisme responsable de cette sur-expression n’est pas encore clairement établi
bien que certaines pistes ont été proposées. Pour répondre à cette question, j’ai cherché à
déterminer  l’environnement  chromatinien  des  gènes  dérégulés  et  ainsi  estimer  l’état
chromatinien majoritaire en utilisant la méthode développée dans ChromENVEE (cf.  2.3.2
Caractérisation de l’environnement chromatinien). Cette analyse a montré que les gènes sur-
exprimés sont majoritairement associés à des états bivalents et répresseurs, tous les deux
caractérisés par la présence de H3K27me3. Dans leur article, Ferrari et al., ont également
utilisé ChromHMM pour définir des états chromatiniens et ont montré que les gènes sur-
exprimés  sont  caractérisés  par  la  co-présence  des  marques  H3K27me3  et  H3K4me3,
caractéristiques des états chromatiniens bivalents  (Ferrari et al.,  2020).  Ces observations
corrèlent  avec  nos  résultats  et  ceux  d’autres  études  qui  montrent  que  les  gènes  sur-
exprimés  sont  plutôt  associés  à  la  présence  de  la  marque  H3K27me3  au  niveau  du
promoteur des gènes (Ferrari et al., 2020; Kwesi-Maliepaard et al., 2020; Aslam et al., 2021;
Appiah et al.,  2023). Ces informations suggèrent un lien entre DOT1L et H3K27me3 qui
avait déjà été observé : des analyses ChIP-seq dans les cellules MLL-AF9 avaient en effet
montré  que  l’inhibition  de  DOT1L  entraîne  une  augmentation  de  l’enrichissement  de
H3K27me3 (Chen et al., 2015a).

De leur  côté,  Kwesie-Maliepaard et  al.,  montrent  que,  dans les  cellules  T CD8+,
DOT1L régule positivement l’expression de gènes répresseurs, en particulier Ezh2, qui code
pour la triméthyltransférase de H3K27 (Kwesi-Maliepaard et al., 2020). Cependant, cet effet
n’est pas retrouvé dans les autres articles ni dans notre étude de la spermatogenèse, ce qui
suppose que le mécanisme par lequel DOT1L réprime la transcription n’est pas le même
dans tous les types cellulaires (Aslam et al., 2021; Appiah et al., 2023). Dans notre étude des
gènes cibles de DOT1L, nous n’avons pas trouvé  Ezh2 ou d’autres gènes codant pour des
protéines du complexe PRC2, cependant, nous avons identifié d’autres répresseurs de la
transcription, comme Hdac8, Zkscan17, Bcl6 ou Bcor (co-répresseur de BCL6) dans les stades
méiotiques et post-méiotiques de la spermatogenèse (Article 2, Fig. 4e).  Bcl6 pourrait être
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un  candidat  intéressant,  car  il  intervient  dans  la  régulation  de  plusieurs  fonctions
biologiques comme la différenciation, l’apoptose et le contrôle du cycle cellulaire. De plus,
une étude de 2001 a montré que la perte de Bcl6 chez la souris entraînerait l’apoptose des
cellules  germinales  mâles  et  notamment  lors  de  la  phase  de  méiose,  suggérant  que  la
présence de Bcl6 permettrait de protéger les spermatocytes lors de la méiose de l’apoptose
(Kojima et al., 2001).  Ces résultats sont en accord avec les nôtres, puisque le KO de Dot1l
entraîne une augmentation de l’apoptose après la méiose. De façon intéressante, l’analyse
avec HOMER (Heinz et al., 2010) des gènes sur-exprimés montre que certains de ces gènes
sont enrichis pour le motif BCL6B (Article 1, Fig. S5a). Zkscan17, également connu sous le
nom de Nizp1, pourrait être également un gène d’intérêt, car il est très exprimé durant la
spermatogenèse et en particulier à partir des stades méiotiques.

D’un autre côté, Hdac8 est un gène codant pour une histone désacétylase de H3K27
(Chen et al., 2019b; Wang et al., 2022) et a été décrit comme réprimant l’expression de gènes
grâce  à  sa  capacité  à  désacétyler  les  enhancers (Chen  et  al.,  2019b).  Cette  observation
suggère  que  la  présence  de  DOT1L  empêcherait  l’expression  prématurée  des  gènes
importants pour la différenciation spermatique en empêchant l’acétylation de H3K27 et en
favorisant sa triméthylation au niveau des  enhancers. Parmi les gènes activés par DOT1L,
on  retrouve  également  Kdm6a,  une  des  méthyltransférase  de  H3K27,  dans  les
spermatocytes secondaires et les spermatides rondes suggérant une interaction complexe
entre H3K27ac et H3K27me3. Ces résultats suggèrent que l’interaction entre H3K27ac et
H3K27me3 serait nécessaire pour la régulation de l’expression des gènes régulés par les
enhancers et les super-enhancers (Maezawa et al., 2020).

Figure 37 : Modèle expliquant les effets de DOT1L sur la régulation de l’expression génique  au cours de
la spermatogenèse

Prises ensembles, ces informations suggèrent que DOT1L réprime l’expression des
gènes via plusieurs mécanismes indépendants de la présence de H3K79me2 au niveau du
corps  du  gène.  Cette  observation  corrèle  avec  l’hypothèse  émise  par  Chen  et  al.,  qui
supposait  que  DOT1L  pourrait  réprimer  l’expression  génique  via  plusieurs  mécanismes
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(Chen et al.,  2015b).  Dans notre étude, nous observons que la régulation des gènes par
DOT1L  se  fait  via l’environnement  chromatinien  de  ces  gènes,  et  notamment  par  la
présence  de  H3K27me3  et  indirectement  en  régulant  l’expression  de  répresseurs  de  la
transcription (Fig. 37).

Très récemment, un article a montré que DOT1L réprime les  rétrotransposons, en
particulier les rétrotransposons MERVL (Murine Endogenous Retrovirus-L), dans les cellules
souches embryonnaires  (Zhao et al.,  2023). Les  rétrotransposons peuvent contribuer à la
régulation de l’expression de gènes  « classiques » comme cela  a  été démontré dans les
cellules germinales  (Sakashita et al., 2020). Il serait donc très pertinent de regarder si les
gènes que nous trouvons sur-exprimés dans les cellules KO sont associés à des MERVL. Il
serait  également  intéressant  de  savoir  si  ces  gènes  sur-exprimés  sont  associés  à  des
enhancer « poised » ayant H3K27ac. En effet, il a été montré que les  enhancers « poised »
peuvent être régulés par des rétrovirus endogènes (Sakashita et al., 2020).

 4 H3K79me2 et développement embryonnaire précoce

Dans  une  étude  précédente,  l’équipe  avait  observé  par  western  blot et
immunofluorescence  que  H3K79me2  est  une  marque  retenue  dans  les  spermatozoïdes
(Moretti et al., 2017). Ainsi, durant ma thèse, l’équipe a essayé de générer des données de
ChIP-seq  pour  H3K79me2  dans  les  spermatozoïdes,  afin  d’étudier  le  potentiel  impact
intergénérationnel de la marque. Cependant de par l’extrême compaction de la chromatine,
nous n’avons pas réussi à obtenir des données fiables. Pour surmonter cette difficulté nous
avons  étudié  la  possible  transmission  de  la  marque  des  spermatides  à  l’embryon,  en
utilisant des données récemment publiées sur  l’accessibilité de la chromatine (ATAC-seq)
dans des embryons issus de ROSI (issus de la fécondation par des spermatides rondes) et
des embryons issus d’ICSI (issus de la fécondation par des spermatozoïdes par Injection
Intracytoplasmique) (Sakamoto et al., 2022).

Pour ceci, nous avons comparé ces données d’ATAC-seq avec nos données de ChIP-
seq pour H3K79me2 dans les spermatides rondes. Comme ces deux types de fécondation
ont  été  réalisés  avec  des  souris  du  même  fond  génétique,  les  deux  types  d’embryons
partagent la même organisation génomique maternelle. Nous avons donc considéré que les
régions communes entre les données provenant d’ICSI et ROSI sont d’origine maternelle, et
nous sommes concentrés sur les régions différentes.  Nous avons observé qu’une grande
proportion des régions accessibles spécifiquement dans les embryons provenant de ROSI
(au stade zygote et au stade 2 cellules) corrèlent avec la présence de la marque H3K79me2
dans les spermatides. Ces analyses préliminaires restent à poursuivre afin de déterminer si
H3K79me2 transmis par les gamètes mâles pourrait jouer un rôle dans le développement
embryonnaire précoce.

Pour  compléter  ces  résultats,  il  serait  intéressant  d’avoir  des  informations  sur
H3K79me2 dans les spermatozoïdes pour comparer avec d’autres données de chromatine et
transcriptomique issues d’embryons, et ainsi déterminer si H3K79me2 peut avoir un effet
intergénérationnel.
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Conclusion
Mon  projet  de  thèse  a  permis  de  définir  le  rôle  de  H3K79me2  et  de  sa

méthyltransferase DOT1L durant la spermatogenèse via des approches bioinformatiques en
utilisant des données de transcriptomique et de ChIP-seq.

D’une part, ces approches nous ont permis de confirmer le lien entre transcription et
H3K79me2  dans  les  stades  de  la  spermatogenèse.  En  effet,  la  marque  est  corrélée
positivement à l’expression génique lorsque celle-ci est située au niveau des gènes et des
enhancers. Ces observations nous ont également permis de démontrer que DOT1L active
l’expression de plusieurs gènes durant la spermatogenèse et en particulier à partir de la
méiose caractérisée par la présence de H3K79me2 au niveau des gènes et des enhancers. Il
est  intéressant  de  noter  que  DOT1L  active  en  particulier  les  gènes  portés  par  les
chromosomes sexuels après le processus de MSCI. Ces résultats montrent que DOT1L et
H3K79me2  sont  indispensables  à  la  régulation  des  gènes  sur  l’ensemble  de  la
spermatogenèse.

D’un autre côté, ce projet nous a permis de définir un nouveau rôle pour DOT1L
jusqu’alors  décrit  comme un facteur  d’élongation  de la  transcription.  En effet,  dans  ce
projet, nous observons que DOT1L réprime l’expression de plusieurs centaines de gènes via
un mécanisme indépendant de la présence de H3K79me2 au niveau des gènes mais qui
pourrait  être  lié  en  partie  à  la  présence  de  H3K79me2  au  niveau  des  enhancers.  Nos
résultats  montrent  que  la  répression  des  gènes  par  DOT1L  est  dirigée  par  un  effet
chromatinien caractérisé par la présence de H3K27me3 au niveau de l’environnement du
gène  mais  également  par  la  régulation  de  répresseur  de  la  transcription.  Notre étude
suggère que la présence de DOT1L empêcherait l’acétylation de H3K27 et favoriserait sa
triméthylation au niveau des enhancers.

Enfin,  les  différentes  analyses  réalisées  dans  ce  projet  m’ont  permis  le
développement  d’un  package  R,  ChromENVEE  permettant  l’association  des  gènes  aux
enhancers et la caractérisation de l’environnement chromatinien d’un gène.
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Figure S1. H3K79me2 ChIP-Seq.

a.  Spearman correlation of H3K79me2 ChIP-seq data.  b.  Overall results from H3K79me2
ChIP-seq data. c. H3K79me2 enrichment profile for GSC, SCI and RS.
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Figure S2. Chromatin environment.

a. Mean gene expression level (log(cpm)) of genes associated with enhancers enriched (+) or
not (-) in H3K79me2 in GSC, SCI and RS. Top panels:  method from ChromENVEE, and
bottom panels: method from (Rada-Iglesias et al., 2011). Bivalent enhancers correspond to
only  23  H3K79me2+ regions  in  GSC.  The  statistical  analysis  is  therefore  not  powerful
enough to confidently determine a p-value, which may explain the discrepancy between
the two methods.
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Figure S3. RNA-Seq.

a. Volcano plots showing differentially expressed genes between Dot1l-KO vs CTL cells. b.
GSEA for Kit- and Kit+ cells compared to results obtained for SCI, SCII and RS, which were
previously shown in (Blanco et al 2023). c. MD plot showing deregulated genes in Kit-, Kit+,
SCI  and  SCII  (spike-in  RNA-seq  analysis).  Significantly  downregulated  genes  that  are
enriched in H3K79me2 and known transcriptional repressors are indicated in the figure.
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Figure S4. XY gene regulation.

a. Chromosome localization of differentially expressed genes (“spike-in” analysis) in Kit-,
Kit+ and SCI. Blue: downregulated genes (DR), red: upregulated genes (UR), the green dot
indicates the centromere, and the grey dot, the telomere. b. Ratio of peak numbers at RS
stage compared to SCI stage, per chromosome, for several histone marks. The dashed line
indicates a ratio = 1 corresponding to a stable number of peaks. c. Ratio of peak numbers
on the X or Y chromosome in RS vs SCI (circle) and in SCI vs GSC (triangle), for several
histone marks. The dashed line indicates a ratio = 1

196



Figures supplémentaires – Article 2

Figure  S5.  Peaks  distribution  of  different  histone  marks  along  the  chromosomes.  The
numberof peaks is normalized to the chromosome length. Analysis is performed for GSC,
SCI and RS.
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