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RESUME 

 

Les descriptions de perturbations épigénétiques dans les cancers sont aujourd’hui en pleine 

explosion, et l’exploration de ce nouveau champ de recherche offre des perspectives 

d’innovation diagnostique, pronostique et thérapeutique considérables. Dans ce contexte, 

notre équipe s’intéresse à la caractérisation des mécanismes génétiques et plus récemment 

épigénétiques sous-tendant la lymphomagenèse, en se focalisant sur un modèle particulier – 

celui des réarrangements chromosomiques qui affectent la région d’hétérochromatine 

constitutive du chromosome 1 humain (bande cytogénétique 1q12). Ces anomalies sont 

remarquablement fréquentes dans les lymphomes, les myélomes, les leucémies aiguës et 

également dans certaines tumeurs solides (sein, ovaire, poumon…). Ceci suggère fortement 

l’existence de mécanismes oncogéniques dépendant de l’hétérochromatine constitutive dans 

ces maladies. L’hétérochromatine constitutive joue un rôle crucial dans la stabilité du génome 

et le silencing de gènes ; ainsi, la compréhension des mécanismes oncogéniques dépendants 

de l’hétérochromatine représente un défi majeur. 

 

Dans ce cadre, mon projet de thèse avait comme objectif d’une part de caractériser un 

réarrangement de l’hétérochromatine constitutive 1q12 dans une lignée modèle de lymphome 

B, et d’autre part de réaliser une étude pilote de profiling transcriptionnel dans une petite 

série de patients DLBCL présentant ou non une anomalie de l’hétérochromatine 1q12. Ces 

travaux montrent pour la première fois que les réarrangements de l’hétérochromatine 

constitutive 1q12 induisent des altérations profondes de l’organisation et de la fonction de la 

chromatine dans des cellules de lymphome B. Les conséquences majeures de ces anomalies 

sont la formation de foyers hétérochromatiques aberrants résultant d’« appariements » intra-

chromosomiques à longue distance entre le domaine d’hétérochromatine 1q12 réarrangé et le 

domaine d’hétérochromatine centromérique. Ces foyers sont associés à un enrichissement de 

l’euchromatine adjacente en marques épigénétiques répressives, et à la répression de 

l’expression de gènes, parmi lesquels MXD1 et GMCL1 qui codent pour des protéines 

impliquées dans le contrôle de la signalisation MYC et P53, respectivement. De telles 

perturbations sont remarquables, et n’avaient pas encore été décrites dans le cadre de 

réarrangements chromosomiques dans les tumeurs humaines. D’autre part, l’étude pilote de 

profiling transcriptionnel par puces Affymetrix dans des cas de lymphome avec ou sans 

anomalie de l’hétérochromatine 1q12 confirme et identifie de nouvelles cibles de dérégulation 

liées à l’hétérochromatine dans les lymphomes B non-Hodgkiniens. 

 

Finalement, la compréhension du rôle de ces foyers hétérochromatiques aberrants dans la 

progression tumorale présenterait un intérêt majeur pour les lymphomes B et pour d’autres 

tumeurs hématologiques ou solides, puisque ces anomalies sont observées de manière 

fréquente et non-aléatoire dans un large spectre de tumeurs humaines, et sont liées à la 

progression tumorale et à un mauvais pronostic. 
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AVANT PROPOS 

 
 
 
L'ADN est la molécule contenue dans le noyau de nos cellules et sur laquelle sont inscrites 

environ 25000 instructions qui seront décodées pour donner les protéines, et finalement 

l'intégralité des constituants qui font de nous ce que nous sommes. Mais l'ADN n'explique pas 

tout, et son étude ne suffit pas à comprendre comment un organisme se construit et 

comment il évoluera au cours de sa vie. Ainsi, l’ensemble des phénomènes que la génétique 

ne permet pas d’expliquer a été qualifié d’épigénétique. Un exemple particulièrement frappant 

de l'importance de l'épigénétique est la différenciation cellulaire : «En effet, bien que toutes 

les cellules de notre corps comportent la même version de la molécule d'ADN et les mêmes 

instructions, il y a pourtant des différences énormes et fondamentales entre une cellule 

musculaire, une cellule hépatique et un globule blanc.» Dans la comparaison classique de 

l'ADN comme étant «le grand livre de la vie», l'épigénétique se retrouve ainsi être le lecteur 

qui décide quels passages de ce mode d'emploi lire et comment les interpréter. L'enjeu de 

l'épigénétique est donc non seulement fondamental, puisqu'il concerne la compréhension de 

ce qui définit un être vivant, mais il a également de véritables répercussions médicales : 

cancer, diabète, schizophrénie sont des maladies dont la composante épigénétique s'affirme 

de plus en plus. 

Adapté d’après Hervé Ratel, Sciences et Avenir 
 
 

 

Ainsi, l’intégration des cancers dans un contexte épigénétique semble essentielle pour 

améliorer la compréhension de leurs origines, des mécanismes mis en jeu et des solutions 

thérapeutiques à apporter. Dans ce cadre, l’introduction de ce mémoire vise à montrer, à 

travers le modèle des lymphomes, comment l’épigénome est impliqué dans la régulation des 

mécanismes altérés dans les cancers. Elle s’articule en trois parties : dans une première partie 

sont exposées les notions fondamentales et les grands concepts du génome et de l’épigénome ; 

la deuxième partie définit les lymphomes, après avoir décrit les principales étapes de la 

différenciation lymphoïde B ; enfin, la troisième partie propose un état des lieux de la place de 

l’épigénétique dans les cancers. 

 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

INTRODUCTION 
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INTRODUCTION 

 

Partie 1 : Organisation, fonction et régulation du génome et de l’épigénome 

 

Introduction 

 

Les origines de la vie remontent à l’apparition de « molécules intelligentes » que sont l’ARN, 

l’ADN et les protéines. L’ADN est le support de l’information génétique pour la grande majorité 

des organismes vivants, à l’exception des virus à ARN. Sa structure en double hélice le rend 

très stable, une nécessité pour conserver les instructions qui vont générer la vie et les 

transmettre aux générations suivantes (Figure 1). 

 

  

 

La réplication de l’ADN permet de dupliquer le matériel génétique lors du cycle cellulaire afin 

d’assurer la transmission d’une copie complète du génome à chacune des deux cellules filles. 

Un gène est une portion d’ADN qui spécifie la synthèse d’une protéine ou d’un ARN fonctionnel. 

L’expression d’un gène implique la transcription de l’ADN en ARN dit messager s’il est codant, 

qui sera traduit en protéine (Figure 2). Le code génétique établit une correspondance entre les 

bases de l’ADN (adénine, guanine, cytosine et thymine) et les acides aminés qui constituent les 

protéines. Les protéines sont le support de l’activité biologique ; certaines participent à la 

structure même des cellules, tandis que d’autres – les enzymes – assurent le métabolisme et la 

synthèse qui permettent à la cellule de vivre et d’assurer ses fonctions. 

 

 
 
 

Cependant, la formule selon laquelle « chaque gène sur l'ADN est transcrit en une molécule 

d’ARN, qui, elle-même, sera traduite en une protéine » n'est pas tout à fait exact. En effet, un 

seul gène peut coder pour plusieurs protéines, et qui plus est, il existe des portions d'ADN qui 

Figure 1 : La molécule d’ADN est composée de 4 
bases azotées différentes : l’adénine (A), la thymine 
(T), la cytosine (C) et la guanine (G), fixées sur une 
armature sucre (désoxyribose) – phosphate. 

Figure 2 : L’expression d’un gène en 
protéine passe par 2 grandes étapes : 
la transcription de l’ADN en ARN dit 
messager, et la traduction de l’ARN 
messager en acides aminés dont 
l’assemblage forme les protéines. 
D’après :http://www.colvir.net/prof/ 
chantal.proulx/701/chap3c_contenu.htm 
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seront transcrites en ARN, sans production de protéines, ou encore des portions d’ADN qui ne 

seront pas transcrites mais auront tout de même une fonction. L’ADN comprend des régions 

codantes et des régions qui servent à réguler leur expression, mais également des régions 

longtemps qualifiées d’ « ADN poubelle » car de fonction inconnue, et qui s’avèrent 

aujourd’hui essentielles pour la structure, l’organisation et la fonction du génome. Ainsi, le 

génome ne représente pas simplement l’ensemble des gènes, il est la séquence complète de 

l’ADN d’un organisme. 

 

Chez les procaryotes, le nombre de gènes et la taille du génome sont parfaitement corrélés. En 

revanche, chez les eucaryotes, la complexité des organismes n’est pas proportionnelle à la 

taille de leur génome (Figure 3). La comparaison de la proportion globale d’ADN non codant 

entre différentes espèces indique que chez les procaryotes, tels que les bactéries, environ 90% 

du génome est codant. Au fil de l’évolution, la quantité d’ADN codant présent dans les 

différents organismes diminue, pour atteindre moins de 2% pour l’Homme. Ainsi, de manière 

surprenante, il existe une relation évidente entre la complexité des organismes et la quantité 

d’ADN non codant qu’ils possèdent. 

 

 

 

 

I. La chromatine, support de l’information génétique et épigénétique 

 

I.1. Structure et compaction de la chromatine 

 

Le génome humain est composé de six milliards de paires de bases (pb), organisées en 46 

chromosomes, et représentant une longueur totale d’ADN déroulé d’environ deux mètres. Or 

cet ADN est présent au sein du noyau cellulaire, dont le diamètre n’excède pas une dizaine de 

micromètres. Afin de pouvoir être contenu dans le noyau, l’ADN doit donc être compacté. Pour 

Figure 3 : Taille du génome en fonction de la
complexité des organisame. D’après : 
http://www.mun.ca/biology/desmid/brian/BIOL
2060/BIOL2060-18/CB18.html 
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cela, l’ADN est associé à des protéines particulières, les histones, pour former une structure 

appelée chromatine (Figure 4). 

 

a b

c

a b

c

 

 

 

 

I.1. Structure et compaction de la chromatine 

 

La chromatine contient l’information génétique et contrôle les fonctions cruciales du génome. 

C’est une structure dynamique qui peut se réorganiser au cours de différents processus tels 

que la réplication, la transcription, la réparation et la recombinaison. Elle possède trois 

fonctions essentielles : compacter l’ADN, organiser les territoires et les fonctions 

chromosomiques (télomères, centromères), et moduler l’accessibilité de l’ADN à divers facteurs 

régulateurs des fonctions nucléaires. 

 

Les différents niveaux de compaction de la chromatine (Figure 6) 

La chromatine des cellules eucaryotes constitue un polymère nucléoprotéique. L’unité de base 

de la chromatine est le nucléosome. Il est composé de 146pb d’ADN enroulées autour d’un 

octamère protéique, comprenant deux exemplaires de chacune des histones de cœur – H2A, 

H2B, H3 et H4 (Luger and Richmond, 1998), (Kornberg and Lorch, 1999). Les nucléosomes 

sont reliés entre eux par un fragment d’ADN internucléosomique ou ADN de liaison. Le 

nucléofilament de 11nm de diamètre ainsi formé ressemble à un collier de perles (chaque perle 

correspondant à un nucléosome) régulièrement espacées le long du brin d'ADN. 

 

L’ADN de liaison interagit avec une autre protéine histone, H1, dite « histone de liaison ». Les 

histones H1 permettent la compaction des nucléosomes pour former la fibre de 30nm. 

L’architecture et le mode de compaction de cette fibre de 30 nm ne sont pas clairement définis 

et deux modèles d’organisation sont actuellement proposés (Figure 5). Dans le premier modèle, 

le modèle du solénoïde, l’ADN compris entre deux nucléosomes se courbe pour permettre 

Figure 4 : Compaction de l’ADN. a) Enroulement de l’ADN sous forme de nucléosome et compaction en fibre de 
chromatine pour former le chromosome métaphasique, contenu dans le noyau de la cellule. b) Structure du 
nucléosome par diffraction aux rayons X, montrant la double hélice d’ADN (en noir) enroulée deux fois autour 
des 4 histones (4 couleurs) présentes chacune en deux exemplaires. D’après Luger, K. et al., 1997, adapté : 
http://www.christopher-vidal.com/thegenome.htm  c) Représentation d’un nucléosome, composé d’un 
octamère des histones H2A, H2B, H3 et H4, autour duquel s’enroule l’ADN. D’après Grewal SI, Moazed D, 2003. 
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l’enroulement du nucléofilament en une structure de forme hélicoïdale. Dans le deuxième 

modèle, le nucléofilament est considéré comme une structure de type rigide adoptant une 

forme en « zig-zag » (Woodcock and Dimitrov, 2001). 
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Les stades ultérieurs de compaction sont mal connus, notamment en raison de l’absence 

jusqu’à récemment d’outils techniques performants pour les étudier. La fibre de 30 nm forme 

une fibre de 300 nm qui est empaquetée pour finalement aboutir à la formation du 

chromosome métaphasique, stade ultime de compaction. En 1998, Ostashevski propose un 

modèle d’organisation en boucles définies par la séquence d’ADN ; dans ce modèle, deux types 

de régions de composition différente, les premières riches en G-C, les secondes riches en A-T, 

sont disposées alternativement. L’incompatibilité A-T / G-C engendrerait la formation de 

boucles dont la taille moyenne serait de 1-2 Mb (Ostashevsky, 1998). 

 

L’organisation des chromosomes métaphasiques est complexe et dépend de leur séquence 

d’ADN et de leur organisation chromatinienne. L’un des modèles de référence est le modèle 

proposé par Laemmli en 1994, basé sur l’observation de la structure du chromosome 

métaphasique à l’aide de molécules fluorescentes. Ce modèle établit un lien entre la structure 

du chromosome et sa composition en bandes chromosomiques (Saitoh and Laemmli, 1994). Le 

chromosome métaphasique serait composé d’un squelette protéique sur lequel l’ADN s’ancrerait 

en formant des boucles (Earnshaw and Laemmli, 1983). Les séquences d’ADN permettant 

l’attachement au squelette sont des séquences riches en A-T, les Scaffold Attachment Regions 

ou SAR. La différence de coloration des bandes chromosomiques serait liée à la taille des 

boucles et à leur composition en ADN (Saitoh and Laemmli, 1994), mais pourrait également 

être définie par leur profil d’histones modifiées (Barski et al., 2007). 

 

Figure 5 : Représentation schématique des deux modèles de compaction de la fibre de 30nm. a) modèle 
du solénoïde, b) modèle en zig-zag. Les ronds oranges représentent les histones de liaison H1. D’après 
Khorasanizadeh S., 2004 
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Chez l’homme, on compte 46 chromosomes : 22 paires d’autosomes et 2 chromosomes 

sexuels. Le chromosome métaphasique est divisé en deux bras, p et q, par le centromère (ou 

constriction primaire). Les extrémités des chromosomes sont constituées des télomères. 

Certains chromosomes portent aussi une constriction secondaire en position juxta-

centromérique (1q12, 9q12, 16q12) ou juxta-télomérique (Yq12) (Figure 7). 

 

        

 

 

L’euchromatine et l’hétérochromatine 

L’étude de la compaction du génome, par l’utilisation de colorants spécifiques, a permis de 

différencier deux types de chromatine : en 1928, le botaniste Emile Heitz décrit l’euchromatine 

(ou « chromatine vraie ») apparaissant modérément colorée en interphase au cours de laquelle 

elle se décondense, et l’hétérochromatine (ou « autre chromatine ») correspondant aux régions 

chromosomiques restant condensées, et donc colorées, en interphase. Au fur et à mesure de la 

caractérisation de ces 2 entités, plusieurs critères sont venus préciser ces différences : la 

composition en ADN, le statut chromatinien, le statut transcriptionnel (Henikoff et al., 2000), 

Telomere 

a 

b 

Figure 6 : Empaquetage de l’ADN ; organisation de 
l’ADN au sein de la structure de chromatine. Le 
niveau le plus faible d’organisation est le nucléosome 
; au niveau d’organisation suivant, le nucléofilament 
est enroulé en fibre de 30nm de diamètre ; ces fibres 
sont ensuite repliées en structures d’ordre supérieur, 
jusqu’au stade de chromosome métaphasique. 
(Redrawn from ref. 41, with permission). 
D’après Felsenfeld & Groudine, 2003 
 

Figure 7 : a) Organisation d’un chromosome 
métaphasique. b) Caryotype humain, 
indiquant l’organisation en bandes 
chromosomiques. 



 18

(Jenuwein and Allis, 2001), mais également la chronologie de réplication (Hiratani and Gilbert, 

2009) ou encore l’organisation spatiale dans le noyau (Cremer and Cremer, 2001). 

 

Ainsi, l’euchromatine serait associée à des modifications chimiques et à des protéines favorisant 

une structure décompactée, accessible à divers facteurs de régulation notamment 

transcriptionnels, et est ainsi permissive à la transcription. A l’inverse, l’hétérochromatine est 

caractérisée par une composition en séquences génomiques et/ou en modifications chimiques 

et en protéines induisant une structure fortement compactée, globalement non permissive à la 

transcription, car peu accessible aux facteurs régulateurs. De plus, elle se réplique tardivement 

au cours de la phase S, et serait préférentiellement localisée en périphérie nucléaire. 

 

I.2. Régulation de l’organisation et de la fonction de la chromatine – 

l’épigénétique 

 

Chacune de nos cellules possède le même contenu génétique, puisque l’ADN, hérité de nos 

parents, se transmet au fil des divisions cellulaires à toutes les cellules, qui acquerront 

cependant des identités et des fonctions différentes au cours du développement embryonnaire 

et de la différenciation cellulaire. Quelle est alors la différence entre un neurone, une cellule 

immunitaire et une cellule cardiaque ? La différence est « épigénétique ». 

 

En effet, si toutes les cellules de notre organisme ont le même nombre de gènes, seuls certains 

d'entre eux sont activés dans une cellule donnée. En fonction notamment du type cellulaire, 

certains gènes sont « verrouillés » afin d'empêcher leur expression. Essentielle au 

fonctionnement de la cellule, l'information sur le verrouillage ou le déverrouillage du génome 

n'est pas portée par la séquence d’ADN, mais se trouve au niveau de la chromatine. 

L'expression des gènes est ainsi modulée par des paramètres d'ordre épigénétique, qui dictent 

l'organisation de la chromatine au sein du noyau, et, lorsqu'ils sont hérités, permettent de 

propager l’identité et la diversité des types cellulaires au cours du développement d’un 

organisme. 

 

I.2.1. L’épigénétique, définition 

 

La chromatine permet de réguler les fonctions essentielles à la vie cellulaire. Il est donc 

nécessaire de contrôler sa formation, son maintien et sa transmission au cours des divisions 

cellulaires et des processus de différenciation. Ce contrôle est assuré par différents mécanismes 

responsables de la régulation de l’information dite épigénétique. 

 

L’épigénétique représente l’étude des informations portées par la chromatine, réversibles et 

héritables lors des divisions cellulaires, et qui ne sont pas codées par la séquence d’ADN. 

L’ensemble de ces informations constitue l’épigénome. 
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Au fur et à mesure de l’avancée des connaissances sur l’épigénome, cette définition s’est 

étendue au-delà de la stricte information portée par le nucléosome (ADN et histones), et 

aujourd’hui, différents niveaux d’information – depuis l’échelle du nucléosome jusqu’à 

l’organisation spatiale de la chromatine dans le noyau – sont considérés comme 

épigénétiques. Ainsi, dans sa définition moderne, le terme épigénétique désigne des 

paramètres, héritables au cours des divisions cellulaires, qui contribuent à la régulation 

d’états fonctionnels au sein d’une cellule sans affecter directement la séquence d’ADN (Ray-

Gallet D, Gérard A, Polo S, Almouzni G, Medecine/Sciences 2005 ; 21 : 384-9). 

 

Les mécanismes responsables de la mise en place de l’information épigénétique décrits à ce 

jour incluent : 

- les modifications chimiques de l’ADN et des histones (méthylation de l’ADN et 

modifications post-traductionnelles des histones) 

- l’incorporation de variants d’histones 

- le remodelage de la chromatine 

- la production de petits ARN non-codants / l’ARN interférence 

- l’organisation spatiale de la chromatine dans le noyau 

 

L’ensemble de ces « paramètres épigénétiques » définit un état de compaction de la 

chromatine et conditionne divers processus vitaux tels que la réplication, la transcription, la 

réparation ou encore la recombinaison. 

 

La chromatine est une structure dynamique. La mise en place, et la régulation / modulation des 

informations épigénétiques est assurée par l’action d’enzymes et de complexes protéiques 

spécifiques, recrutés directement ou indirectement (via d’autres facteurs) sur leur site d’action. 

L’ensemble de ces acteurs interagit pour permettre une réorganisation locale ou globale de la 

chromatine et in fine, une régulation des diverses fonctions cellulaires enoncées ci-dessus. 

 

I.2.2. La méthylation de l’ADN 

 

La méthylation de l’ADN consiste en l’ajout d’un groupement méthyl (CH3) sur le carbone C5 

d’une cytosine (5-méthylCytosine). Cette réaction chimique est catalysée par des enzymes 

appelées ADN méthyltransférases (DNMT), à partir de S-adénosyl-méthionine (SAM) (Figure 8). 

 

 

DNMT 

S-adenosyl-
méthionine 

Figure 8 : Réaction de 
méthylation d’une 
cytosine au sein d’un 
dinucléotide CpG, 
catalysée par une 
DNMT à partir de SAM, 
d’après Bernstein BE, 
2007 
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Chez les mammifères, la méthylation de l’ADN a lieu sur les dinucléotides CpG (c’est-à-dire 

lorsque la cytosine précède une guanine sur la séquence d’ADN), qui sont globalement peu 

abondants dans le génome, exceptés au niveau de courtes régions d’ADN appelées « îlots 

CpG ». Ces îlots CpG sont principalement retrouvés dans les régions promotrices des gènes 

(Ioshikhes and Zhang, 2000), et leur méthylation est essentielle pour les gènes soumis à 

l’empreinte parentale, et pour les gènes du chromosome X inactif chez les mammifères 

femelles. Cependant, la plupart des autres promoteurs n’est pas méthylée (Bird, 2002; Weber 

et al., 2007). Mis à part les promoteurs des gènes, d’autres régions du génome sont 

concernées par la méthylation de l’ADN : ce sont les régions hétérochromatiques, et en 

particulier l’ADN de l’hétérochromatine péricentromérique qui est fortement méthylé. 

 

La méthylation de l’ADN se produit dans les bactéries, les levures, les plantes et les animaux, 

cependant son rôle ainsi que les patrons de méthylation / le pourcentage de cytosines 

méthylées varient de manière importante selon les espèces et les organismes. Par exemple, la 

méthylation de l’ADN ne serait pas présente chez Saccharomyces cerevisiae, Schyzo-

saccharomyces pombe, Caenorhabditis elegans et Drosophila melanogaster (bien que chez 

cette dernière, les données de la littérature sont parfois contradictoires – ce qui pourrait être 

expliqué en partie par des differences de sensibilité entre les méthodes utilisées pour détecter 

la méthylation de l’ADN) (Hendrich and Tweedie, 2003; Lyko, 2001; Suzuki and Bird, 2008). 

 

La méthylation de l’ADN est un processus essentiel pour le développement embryonnaire 

(Green et al., 2007), et de plus, des altérations de la méthylation sont liées à de nombreuses 

maladies humaines, y compris aux cancers (Egger et al., 2004) ; cet aspect sera développé 

dans la 3ème  partie de l’introduction. 

 

D’autre part, il est à noter la description croissante de 5-hydroxymethylcytosines, présentes 

notamment dans le génome des cellules souches embryonnaires de souris. L’hydroxylation des 

cytosines méthylées serait importante pour la différenciation normale, et serait impliquée dans 

les pathologies myéloides. Elle est catalysée par les protéines de la famille TET (Ten-Eleven 

Translocation), suggérant un rôle important de ces protéines dans les mécanismes de 

régulation épigénétique (Tahiliani et al., 2009), (Bernard OA et al., M/S oct 2009). 

 

I.2.2.a. Les ADN méthyltransférases – DNMT 

 

Il existe trois grandes familles d’ADN méthyltransférases chez les mammifères : DNMT1, 

DNMT2 et DNMT3. Elles présentent toutes une structure similaire, avec deux domaines 

distincts : une partie N-terminale variable responsable de leur localisation nucléaire et 

contenant des sites d’interaction protéine-protéine, et une partie C-terminale plus conservée 

contenant le domaine catalytique commun à toutes les DNMT ainsi qu’un domaine de fixation 

à l’ADN (Cheng and Blumenthal, 2008; Goll and Bestor, 2005; Leuba et al., 2004; Robertson, 

2002) (Figure 9a). 
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On peut distinguer 2 groupes de DNMT à activité ADN méthyltransférase : les DNMT de 

maintien (DNMT1) et les DNMT de novo (DNMT3a et DNMT3b). 

 

Les DNMT de maintien 

Elles permettent la méthylation de l’ADN préalablement hémi-méthylé (méthylé sur un seul des 

deux brins) ; au cours de la réplication, elles rétablissent le patron de méthylation du brin 

d’ADN néo-synthétisé (et donc non méthylé) en le méthylant. 

 

DNMT1 est l’enzyme représentative de cette catégorie. Elle est présente dans les tissus 

somatiques (Bestor, 2000). En phase G1, elle est distribuée de manière uniforme dans le 

noyau. Au cours de la phase S, elle se relocalise dans des foyers correspondant à des sites 

majeurs de réplication de l’ADN (Leonhardt et al., 1992; Liu et al., 1998). Les embryons 

DNMT1-/- (dont le génome est fortement déméthylé) ne sont pas viables, suggérant 

l’importance de la méthylation de l’ADN au cours du développement embryonnaire (Jackson-

Grusby et al., 2001), (Robertson, 2001). 

 

Il existe plusieurs isoformes de DNMT1 résultant d’épissages alternatifs, qui présentent des 

tissu-spécificités et/ou des fonctions différentes : DNMT1b (Bonfils et al., 2000), 

DNMT1o (forme tronquée de DNMT1 exprimée uniquement dans l’oocyte (Cirio et al., 2008; 

Howell et al., 2001; Ko et al., 2005; Mertineit et al., 1998; Yu et al., 2009), Dnmt1p (ARN non-

codant spécifique des spermatocytes qui interfère avec la machinerie de traduction et empêche 

la synthèse de DNMT1 (Ko et al., 2005; Mertineit et al., 1998)). 

 

Les DNMT de novo 

Elles méthylent les dinucléotides CpG non méthylés générant un ADN hémi-méthylé puis 

méthylé sur les 2 brins. L’altération de la méthylation due aux DNMT de novo serait impliquée 

dans les processus de prolifération, de différenciation cellulaire ainsi qu’au cours de la 

tumorigenèse. Les enzymes DNMT3A et DNMT3B, appartenant à la famille DNMT3, font partie 

de cette catégorie. Les protéines de la famille DNMT3 possèdent toutes en position N-terminale 

un domaine riche en cystéine, le domaine PHD (Plant Homeotic Domain) ou région ATRX-like. 

ATRX est un membre de la famille SWI2/SNF2 (complexe de remodelage de la chromatine), 

localisé dans les régions péricentromériques (Gibbons et al., 2000). 

a b

Figure 9 : a) Les principales DNMT, d’après Zlatanova J, 2004 ; b) méthylation de novo et de maintien, 
d’après Cheng X & Blumenthal RM, 2008 
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Le transcrit Dnmt3a est ubiquitaire dans les tissus adultes, dans les cellules ES et au stade 

précoce de développement de l’embryon (J10.5) (Okano et al., 1998a). L’expression de 

DNMT3A semble indépendante du cycle cellulaire (Robertson et al., 1999) et se localise au 

niveau de foyers nucléaires distincts non associés aux foyers de réplication au cours de la 

phase S. On retrouve une colocalisation de ces foyers DNMT3A au niveau des régions 

hétérochromatiques en fin de phase S (Bachman et al., 2001). 

Les souris Dnmt3a-/- semblent normales à la naissance puis présentent un retard de 

développement et meurent au bout de 4 semaines. D’autre part, une étude très récente indique 

que DNMT3A serait recrutée à la chromatine via la reconnaissance de la lysine 4 non méthylée 

de l’histone H3 par son domaine ADD (ATRX-DNMT3-DNMT3L), et pourrait alors établir une 

méthylation de novo. De manière intéressante, cette étude montre également une liaison 

mutuellement exclusive entre le domaine ADD de DNMT3A et le chromodomaine de HP1α au 

niveau de l’extrémité N-ter de H3 (Otani et al., 2009). 

 

Dans les tissus adultes, Dnmt3b est exprimée essentiellement au niveau des testicules, de la 

thyroïde et de la moelle osseuse (Okano et al., 1998a), (Robertson et al., 1999) (Xie et al., 

1999). Sa distribution dépend du type cellulaire (Bachman et al., 2001). DNMT3B présente 

chez l’humain 5 isoformes produites par épissage alternatif : DNMT3B1-5 (Okano et al., 

1998a), (Robertson et al., 1999), (Robertson, 2002). 

Les souris Dnmt3b-/- ne sont pas viables. De manière intéressante, l’analyse de la méthylation 

chez ces mutants a montré une forte hypométhylation des régions péricentromériques au 

niveau des séquences satellites suggérant que ces régions sont les cibles de Dnmt3b. DNMT3B 

est mutée dans le syndrome ICF (Immunodeficiency Centromeric instability Facial anomalies), 

(Xu et al., 1999). Cette mutation provoque une hypométhylation des régions 

hétérochromatiques péricentromériques (1q12, 9q12 et 16q12, composées de séquences 

satellites 2 et 3) générant une instabilité chromosomique (Jeanpierre et al., 1993). 

 

Les autres DNMT 

DNMT3L (DNMT3-like) appartient aussi à la famille DNMT3, mais bien qu’elle présente une 

grande homologie de séquence avec les autres DNMT, elle ne possède pas d’activité 

enzymatique. Elle est exprimée exclusivement dans les cellules germinales au moment de 

l’établissement de la méthylation de novo de l’ADN, et en particulier sur les gènes soumis à 

l’empreinte parentale (Bourc'his et al., 2001). DNMT3L est capable de réguler l’activité 

catalytique des deux autres membres de la famille DNMT3 mais pas de DNMT1 (Suetake et al., 

2004), et serait régulée via la méthylation de son promoteur (Hu et al., 2008). DNMT3L 

interagit avec DNMT3A et DNMT3B, et serait capable de reconnaître la lysine 4 non méthylée de 

l’histone H3 (Ooi et al., 2007), suggérant qu’elle pourrait diriger la méthylation de novo sur ces 

régions (Ooi et al., 2009). Les souris déficientes en DNMT3L sont viables mais stériles 

(Bourc'his et al., 2001). 
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La protéine DNMT2 est la plus conservée et la plus représentée parmi de nombreuses espèces. 

Elle ne possède pas de domaine régulateur ni d’activité ADN méthyltransférase. De plus, la 

délétion du gène codant pour DNMT2 chez la souris n’a pas d’effet sur l’embryon. Son rôle ne 

serait donc essentiel ni pour la méthylation de l’ADN ni au cours du développement 

embryonnaire (Okano et al., 1998b). Chez la drosophile, Dnmt2 est décrite comme une 

protéine à la fois cytoplasmique et nucléaire, et présente une forte activité ARNt 

méthyltranséfrase (Schaefer et al., 2009). Toujours chez la drosophile, Dnmt2 contrôlerait le 

silencing (dépendant de l’histone méthyltransférase Suv4-20) des rétrotransposons dans les 

cellules somatiques, et l’intégrité des télomères (Phalke et al., 2009). Enfin, des traitements à 

l’azacytidine inhiberaient la méthylation de l’ARN au niveau des sites cibles de DNMT2 dans des 

lignées cellulaires tumorales humaines (Schaefer et al., 2009). 

 

I.2.2.b. Méthylation de l’ADN et silencing 

 

La méthylation de l’ADN permet le maintien de l’intégrité du génome et est impliquée dans la 

régulation spatio-temporelle de l’expression génique. Elle est corrélée à la répression 

transcriptionnelle, notamment pour les gènes tissu-spécifiques et les gènes soumis à 

l’empreinte parentale, et sa dérégulation a été impliquée dans diverses pathologies dont les 

cancers. D’autre part, l’incorporation dans l’ADN d’analogues non méthylables de la cytosine, 

tels que la 5-aza-2’-deoxycytidine, entraîne la déméthylation de l’ADN et l’expression de gènes 

jusqu’alors maintenus inactifs (Attwood et al., 2002). Les mécanismes impliqués dans la 

répression médiée par la méthylation de l’ADN seront abordés plus loin. 

 

Si les DNMT sont responsables de la mise en place et du maintien de la méthylation de l’ADN, 

de nombreux facteurs, interagissant directement ou indirectement avec elles, seraient 

impliqués dans la signalisation moléculaire permettant notamment le bon ciblage de la 

méthylation par les DNMT (pour revue, (Ooi et al., 2009)). 

 

I.2.3. Les modifications post-traductionnelles des histones 

 

Les histones composant la chromatine eucaryote sont connues depuis le 19ème  siècle (Kossel, 

1884). Les 5 types d’histones H1, H2A, H2B, H3 et H4 ont été observés pour la première fois 

en 1965 par Philips et Johns. Elles comptent parmi les protéines eucaryotes connues les plus 

conservées. En effet, elles sont retrouvées chez les animaux, les plantes, les eucaryotes 

inférieurs, et même récemment chez des archéobactéries, règne distinct des végétaux et des 

animaux (Wolffe and Kurumizaka, 1998), (Malik and Henikoff, 2003). Cette extrême 

conservation au cours de l’évolution traduit leur rôle essentiel dans la chromatine. Elles sont 

classées en deux familles : les histones de cœur (H2A, H2B, H3 et H4) et les histones de liaison 

(H1) (Wolffe and Kurumizaka, 1998). 
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Les histones de cœur sont de petites protéines de poids moléculaires compris entre 11 et 22 

kDa. Ce sont des protéines riches en résidus basiques (lysine et arginine) conférant  à ces 

protéines des charges positives leur permettant de lier fortement l’ADN par des interactions 

électrostatiques (Clark and Kimura, 1990). Malgré une faible homologie de séquence, les 

structures secondaires et tertiaires des quatre histones H2A, H2B, H3 et H4 sont très similaires. 

Chaque histone est organisée en deux domaines. La partie globulaire centrale, ou « histone 

fold », est constituée d’une succession de trois hélices alpha reliées par deux courtes boucles. 

L’extrémité N-terminale est très labile et constituée d’une trentaine d’acides aminés basiques, 

ce qui la rend fortement chargée positivement (Arents et al., 1991); (Arents and Moudrianakis, 

1995). 

 

Les histones sont sujettes à des modifications post-traductionnelles, essentiellement au niveau 

de leurs queues N-terminales ; ce sont du moins les plus étudiées. En fonction du type de 

modification, le niveau de compaction de la chromatine va être modifié, par exemple en 

altérant les interactions ADN / histones, ce qui va en conséquence moduler l’accessibilité de 

l’ADN aux facteurs régulateurs impliqués dans les grandes fonctions cellulaires. 

 

Il existe de nombreuses modifications post-traductionnelles pouvant être mises en place au 

niveau des histones, parmi lesquelles l’acétylation (sur les lysines), la méthylation (sur les 

lysines et les arginines), la phosphorylation (sur les sérines et les thréonines),  l’ubiquitinylation 

(sur les lysines), ou encore la sumoylation (sur les lysines) ; les histones peuvent être aussi 

ADP-ribosylées et glycosylées (Bhaumik et al., 2007), (Kouzarides, 2007). Seules l’acétylation 

et la méthylation seront détaillées ici. 

 

 

 

Des approches techniques récentes combinant ChIP et séquençage (ChIP-Seq) permettent 

désormais d’établir de véritables « cartes épigénétiques » de haute résolution (Barski et al., 

2007). L’emplacement de différents paramètres épigénétiques peut ainsi être localisé 

précisément sur le génome, pour un type cellulaire ou un stade de développement donné (Araki 

et al., 2009; Rando and Chang, 2009; Wang et al., 2009) (Figure 11). 

Figure 10 : Principales modifications 
post-traductionnelles décrites aux 
niveaux des histones H2A, H2B, H3 et 
H4. A, acétylation ; M, methylation ; 
P, phosphorylation ; U, 
ubiquitinylation. D’après Santos-Rosa 
H, Caldas C, 2005 
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I.2.3.a. L’acétylation des histones 

 

L’acétylation des histones correspond à l’ajout d’un groupement acétyl (COCH3) sur les résidus 

lysine (K) des histones, à partir de l’acétyl Co-enzyme A. L’acétylation est un processus 

réversible, régulé par deux classes d’enzymes dont l’activité est antagoniste : les histones 

acétyltransférases (HAT), qui ajoutent un groupement acétyl, et les histones déacétylases 

(HDAC), qui l’enlèvent. Ainsi l’état d’acétylation des histones dépend de l’équilibre entre les 

activités enzymatiques antagonistes des HAT et HDAC (Figure 12). 

 

 

 

 

 

Acetylation 
(HAT) 

Deacetylation 
(HDAC) 

Figure 12 : Acétylation et déacétylation des lysines des histones. HAT, histone acétyltransférase ; 
HDAC, histone déacétylase. D’après http://www.web-books.com/MoBio/Free/images/Ch4G1.gif et 
http://bricker.tcnj.edu/Amb/le9/Acy.jpg 

Figure 11 : Carte épigénétique caractéristique d’un gène actif chez l’homme. K, lysine ; 
R, arginine ; me1-3, mono-, di- et tri-méthylation, respectivement. D’après Rando OJ & 
Chang HY, Annu Rev Biochem, 2009 
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L’acétylation / déacétylation est ciblée sur des régions spécifiques (Strahl and Allis, 2000). Plus 

spécifiquement, des analyses « genome-wide » de localisation des HAT et HDAC sur le génome 

indiquent que ces deux enzymes seraient recrutées par l’ARNpolII sur les régions géniques 

actives, et que ce recrutement serait dirigé par la présence de la méthylation de la lysine 4 de 

l’histone H3 (Wang et al., 2009). L’acétylation / déacétylation joue un rôle important dans la 

structure et la fonction de la chromatine (Shahbazian and Grunstein, 2007).  

 

Le lien entre acétylation et activation transcriptionnelle a été suggéré pour la première fois en 

1964 par Allfrey. De nombreux travaux montrent que les régions acétylées (histones H3 et H4) 

sont corrélées à l’activation de la transcription. A l’inverse les régions peu actives 

transcriptionnellement sont hypoacétylées (Turner, 2000). Il a été proposé que l’acétylation, en 

neutralisant les charges positives des lysines, diminuerait les liaisons électrostatiques entre 

l’ADN (chargé négativement) et les histones, avec comme conséquence une décompaction de la 

chromatine facilitant l’accessibilité de la séquence ADN correspondante aux facteurs de 

transcription (Workman and Kingston, 1998). D’autre part, l’acétylation constituerait un signal 

pour des protéines ayant de l’affinité pour la chromatine (telles que les protéines à 

bromodomaine), qui permettraient le recrutement de la machinerie transcriptionnelle et 

conduirait donc à l’activation de la transcription (Strahl and Allis, 2000). De façon remarquable, 

une étude récente concerne la découverte que certaines protéines à bromodomaine peuvent 

lier deux marques d’acétylation sur une même histone via un unique bromodomaine (Moriniere 

et al., 2009). 

 

L’acétylation n’est pas exclusivement corrélée à l’activation transcriptionnelle ; elle serait 

également mise en jeu dans la réplication et la réparation de l’ADN (Strahl and Allis, 2000) 

(Cheng and Blumenthal, 2008; van Attikum and Gasser, 2009; Zhang et al., 2009). 

 

Les histone acétyltransférases - HAT 

Six familles de HAT ont été décrites à ce jour : GNAT, MYST, P300/CBP, TAFII 250, les sous 

unités de TFIIIC et la famille des coactivateurs des récepteurs nucléaires. Elles agissent 

généralement au sein de complexes protéiques impliquant notamment la machinerie de 

transcription. Ces enzymes ne semblent pas présenter de spécificité quant à la lysine qu’elles 

acétylent. D’autre part, l’activité acétyltransférase n’est pas uniquement restreinte aux histones 

puisque les HAT peuvent également acétyler des protéines non histones telles que des facteurs 

de transcription (comme le suppresseur de tumeur p53) ou des protéines chaperonnes (HSP) 

(Yang and Seto, 2007). 

 

Les histone déacétylases - HDAC 

Les histones déacétylases catalysent l’hydrolyse du groupement acétyl des résidus lysine 

acétylés. Chez les mammifères, 18 histones déacétylases ont été identifiées à l’heure actuelle. 

Ces enzymes sont classées en 4 familles, en fonction de leur homologie de séquence avec les 

HDAC de la levure S. Cerevisiae. 
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Les HDAC de classe I comprennent les HDAC 1, 2, 3 et 8. Elles sont ubiquitaires et ont une 

localisation nucléaire (Verdin et al., 2003). 

 

Les HDAC de classe II sont subdivisées en 2 sous-classes : la sous-classe IIa, comprenant les 

HDAC 4, 5, 7 et 9, et la sous-classe IIb dans laquelle on retrouve les HDAC 6 et 10, qui 

possèdent deux domaines « déacétylase ». L’expression des HDAC de classe II est plus 

restreinte que celle des HDAC de classe I, suggérant un rôle plus spécifique, notamment au 

cours du développement et de la différenciation (Martin et al., 2007). 

 

Les HDAC de classe III ou « famille des Sirtuines » comprennent 7 protéines apparentées à Sir-

2 (Silent Information Regulator 2) : SIRT1-7. Il semble que seules SIRT1, 2, 3 et 5 possède 

une activité histone déacétylase ; cette activité est dépendante du NAD (Nicotinamide-Adenine-

Dinucleotide) (Saunders and Verdin, 2007). SIRT2 pourrait présenter une spécificité pour la 

lysine 16 acétylée de l’histone H4 (Vaquero et al., 2006). 

 

Les HDAC de classe IV, dont la seule répertoriée à ce jour est HDAC11 (Gao et al., 2002). Son 

expression est restreinte à certains tissus (rein, cœur, cerveau, muscle squelettique et 

testicule), suggérant des fonctions distinctes des autres HDAC. 

 

Il est à noter que les inhibiteurs de HDAC (HDACi) présentent un grand intérêt clinique dans les 

traitements anti-tumoraux. Ces inhibiteurs seront abordés dans la partie 3 de l’introduction. 

 

I.2.3.b. La méthylation des histones  

 

La méthylation des histones consiste en l’ajout d’un groupement méthyl (CH3) sur les résidus 

lysine et arginine (des histones H3 et H4 principalement (Rice and Allis, 2001)). Les résidus 

lysine peuvent être mono-, di- ou tri-méthylés et les résidus arginine mono- ou di-méthylés 

(Figure 13). La méthylation est catalysée par les histone méthyltransférases (HMT) à partir de 

S-adénosyl-méthionine. 

   

  

Contrairement à l’acétylation, la méthylation des parties N-terminale des histones ne modifie 

pas la charge du nucléosome. Par contre elle joue un rôle important dans le recrutement de 

facteurs régulant l’accessibilité de la chromatine. 

 

Figure 13 : La méthylation des histones 
sur les lysines et les arginines. Une 
arginine mono-méthylée et une lysine tri-
méthylée sont repésentées. D’après 
Kubicek S, Jenuwein T, Cell 2004 
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La méthylation a une signification différente selon le résidu méthylé. Ainsi la méthylation des 

lysines 4 (Heintzman et al., 2007), 36 (Bannister et al., 2005) et 79 de l’histone H3 est 

corrélée avec l’activation transcriptionnelle (Kouzarides, 2007), alors que la tri-méthylation de 

la lysine 9 de l’histone H3 (Bannister et al., 2001) et de la lysine 20 de l’histone H4 (Talasz et 

al., 2005; Vakoc et al., 2006) est associée à l’hétérochromatine, non permissive à la 

transcription (Noma et al., 2001), (Peters et al., 2002), (Schotta et al., 2004), (Peters and 

Schubeler, 2005) ; la méthylation de la lysine 27 de l’histone H3, quant à elle, est retrouvée 

notamment au niveau du chromosome X inactif, ou des gènes soumis à l’empreinte parentale 

(Boyer et al., 2006; Roh et al., 2006; Umlauf et al., 2004) et implique les régulateurs 

transcriptionnels de la famille Polycomb. 

 

De même, la signification de la méthylation des histones dépendrait du contexte 

génomique (Table 1) : 

 

 

 

 

Les histone méthyltransférases – HMT 

Les histones méthyltransférases sont classées en deux groupes : les méthyltransférases de 

type I ou PRMT (Protein R (arginine) Methyltransferase), catalysant la méthylation des résidus 

arginines, et les méthyltransférases de type II ou HKMT (Histone K (lysine) Transferase), 

catalysant la méthylation des résidus lysine. Contrairement aux histone acétyltransférases, les 

histone méthyltransférases présentent une spécificité de résidus (Table 2). 

 

Les histones méthyltransférases possèdent toutes un domaine SET (Su(var)3-0, Enhancer-of-

zeste, Trithorax) hautement conservé, responsable de l’activité méthyltransférase (Jenuwein et 

al., 1998). La classification des HKMT est basée sur l’homologie de séquence avec les HMT de la 

levure et l’homologie de séquence des domaines SET entre eux, permettant de distinguer les 

familles SET1, SET2, SUV39, RIZ, et SUV4-20. La famille SET1 comprend les protéines de la 

famille Polycomb (qui seront détaillées plus loin) et Trithorax. 

 

 

 

Table 1 : Signification 
de la méthylation des 
histones en fonction du 
contexte. D’après Berger 
SL, Nature 2007 
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La famille SUV39 comprend 4 membres : SUV39H1, SUV39H2, G9a et ESET. Les protéines de 

cette famille possèdent en position C-terminale un domaine SET de 130 acides aminés 

responsable de l’activité histone méthyltransférase, et en position N-terminale un motif 

chromodomaine qui leur permet de se lier aux lysines méthylées (Aagaard et al., 1999). Elles 

présentent une spécificité pour la lysine 9 de l’histone H3. 

 

L’invalidation par knock-out de Suv39h1/2 chez la souris altère la viabilité cellulaire (mort des 

souris dans les stades tardifs du développement), induit une instabilité chromosomique 

(mauvaise ségrégation chromosomique), perturbe la spermatogenèse (hypogonadisme et perte 

de fertilité) et augmente le risque de tumorigenèse (Peters et al., 2001). Les souris doublement 

mutées développent des lymphomes B semblables aux lymphomes B malins non-Hodgkiniens 

humains. Cette étude montre le rôle crucial de la méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 au 

niveau de l’hétérochromatine péricentrique, médiée par SUV39H1/2, dans la protection de la 

stabilité du génome (Peters et al., 2001). De plus, elle dirige la méthylation de l’ADN au niveau 

des séquences répétées de l’hétérochromatine péricentromérique chez la souris (Lehnertz et 

al., 2003). 

 

 

Table 2 : Spécificité des enzymes responsables de la méthylation et de la déméthylation des histones, et 
fonction(s) associée(s). D’après Bannister AJ, Kouzarides T, Nature 2005 
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Les histone déméthylases – HDM 

La méthylation des histones a longtemps été considérée comme une modification stable, du fait 

de l’absence de description d’enzymes capables d’enlever le groupement méthyl. La découverte 

récente des histones déméthylases a bouleversé la notion d’irréversibilité de la méthylation des 

histones (Lan et al., 2007). Par exemple, LSD1 (Lysine Specific Demethylase 1) est capable de 

déméthyler la lysine 4 de l’histone H3, et participe ainsi à l’inhibition de la transcription (Lan et 

al., 2007). Depuis, d’autres protéines ont été identifiées comme histones déméthylases grâce à 

la présence d’un domaine LSD1 ou d’un domaine JmjC (Jumonji C) (Tian and Fang, 2007). 

Comme les HMT, ces enzymes possèdent certaines spécificités. Par exemple, LSD1 est capable 

de déméthyler la lysine 4 de l’histone H3 quand elle est mono- ou di-méthylée, mais non quand 

elle est tri-méthylée. Aucune enzyme responsable de la déméthylation des arginines n’a encore 

été identifiée. 

 

I.2.4. Les variants d’histone 

 

Pour chaque histone, à l’exception de H4, il existe des « variants d’histone », qui sont codés 

par des gènes différents. L’incorporation de variants d’histones au sein du nucléosome introduit 

un degré supplémentaire de complexité. En effet, les variants d’histones peuvent induire des 

changements de structure du nucléosome et ainsi modifier les interactions entre l’ADN et les 

protéines. De plus, ces variants d’histones sont la cible de modifications post-traductionnelles. 

 

Contrairement aux histones « classiques », l’incorporation des variants d’histones au sein du 

nucléosome peut avoir lieu en dehors de la phase de réplication de l’ADN. De plus, la 

localisation et l’expression des variants d’histones sont finement régulées selon le stade du 

développement ou le tissu considéré, suggérant qu’ils puissent avoir des fonctions précises, 

particulièrement importantes. A l’appui de cette hypothèse, de nombreuses pathologies 

humaines, telles que l’infertilité ou le cancer, sont associées à la perte de fonction de certains 

variants d’histones confirmant ainsi leur importance (Boulard et al., 2007). 

 

Les variants d’histone sont classés sur la base de leur structure, de leur dépendance / 

indépendance de synthèse par rapport à la réplication et de leur spécificité tissulaire (Figure 

14).  
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En plus de ces principaux variants d’histone, il existe des variants qui sont exprimés 

uniquement dans le testicule : TH2A (Testis specific H2A), H2AL1 et H2AL2 (H2A-like 1 et 2) 

pour H2A (Rao et al., 1983), (Govin et al., 2007) ; TH2B (Testis specific H2B), TSH2B 

(Testis/Sperm specific H2B) et H2BFWT (H2B Familly, member W, Testis specific) pour H2B 

(Sassone-Corsi 2002) ; et H3t (H3 testis specific) pour H3. 

 

I.2.5. L’hypothèse du code histone 

 

La mise en évidence d’une corrélation entre la combinaison de différentes modifications (au 

niveau de l’histone, du nucléosome ou du domaine nucléosomal) et certaines fonctions 

biologiques (transcription, réplication, réparation de l’ADN, recombinaison) a permis de 

proposer l’hypothèse du code histone (Strahl and Allis, 2000), (Turner, 2000), (Jenuwein and 

Allis, 2001) (Espada et al., 2007; Santos-Rosa and Caldas, 2005). 

 

Selon ce modèle : 

- la modification d’un résidu pourrait influencer la modification d’un autre résidu d’histone ; par 

exemple, sur l’histone H3 la méthylation de la lysine 9 et la phosphorylation de la sérine 10 

s’inhibent mutuellement (Rea et al., 2000), la méthylation de la lysine 4 empêche celle de la 

lysine 9, tandis que sur l’histone H4 la méthylation de l’arginine 3 facilite l’acétylation des 

lysines 8 et 12 par p300 (Wang et al., 2001) (Figure 15). 

 

Figure 14 : Structure et fonction des principaux variants d’histone répertoriés à ce jour. Les 
variants sont indiqués sous leur histone canonique correspondante : nom, structure et fonction. 
Triangle rouge, méthylation ; rond vert, phosphorylation. D’après Sarma K & Reinberg D, 2005 
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- des combinaisons précises de modifications post-traductionnelles formeraient des signaux 

spécifiques pour le recrutement de facteurs protéiques (Strahl and Allis, 2000). Ainsi en 

fonction du type de modification post-traductionnelle des histones et selon les résidus modifiés, 

les facteurs recrutés sont différents (Jenuwein and Allis, 2001). 

 

Les modifications post-traductionnelles des histones permettent le recrutement de facteurs 

protéiques pouvant agir de façon synergique ; ce recrutement s’effectue par le biais de motifs 

protéiques de reconnaissance spécifiques, comme par exemple les chromodomaines 

(reconnaissant les résidus lysine méthylés) et les bromodomaines (reconnaissant les résidus 

acétylés), présents dans certains facteurs de transcription et complexes de remodelage de la 

chromatine ATP-dépendants. Le niveau de complexité et de variabilité du code histone est 

encore accru par l’incorporation de variants d’histone. 

 

En accord avec cette hypothèse, de nombreux travaux ont permis de montrer l’importance des 

modifications post-traductionnelles des histones dans le contrôle des différentes fonctions 

biologiques (Strahl and Allis, 2000); (Turner, 2002); (Berger, 2002), (Munshi et al., 2009). 

 

Lecture du code histone 

Les modifications chimiques de l’ADN et des histones constituent des signaux pour le 

recrutement de protéines possédant des motifs de reconnaissance spécifiques des résidus 

modifiés (Strahl and Allis, 2000), (Turner, 2002). Grâce à ces motifs, ces protéines vont « lire » 

le code épigénétique et permettre son interprétation pour moduler des fonctions biologiques 

précises. 

 

Ce chapitre abordera les protéines liant l’ADN méthylé et les protéines à chromodomaine. 

Figure 15 : Interactions entre différentes 
modifications post-traductionnelles. Les 
modifications “compatibles” (celles qui 
facilitent la mise en place d’autres 
modifications et/ou qui peuvent co-exister) 
sont représentées par des flèches vertes. 
Les modifications “incompatibles” (celles 
qui affectent négativement d’autres 
modifications et/ou qui ne peuvent pas co-
exister) sont montrées en rouge. 
A, acétylation ; M, methylation ; P, 
phosphorylation ; U, ubiquitinylation. 
D’après Santos-Rosa H, Caldas C, 2005 
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I.2.5.a. Les protéines liant l’ADN méthylé : les MBP 

 

Le signal « ADN méthylé » est lu par des protéines reconnaissant spécifiquement les 

dinucléotides CpG méthylés, les « Methyl-Binding Proteins » (MBP), qui recrutent des 

corepresseurs transcriptionnels pour former des structures chromatiniennes silencieuses. Chez 

les mammifères, 3 familles de MBP ont été décrites à ce jour (Sasai and Defossez, 2009) : la 

première famille comprend les protéines MBD1, MBD2, MBD4 et MeCP2, et lie l’ADN méthylé 

via le domaine MBD (Methyl-CpG Binding Domain) ; la deuxième famille comprend les 

protéines UHRF1 et UHRF2 qui lient l’ADN méthylé grâce à leur domaine SRA (SET and Ring 

finger-Associated domain) ; la troisième famille est formée de trois protéines à doigts de zinc : 

Kaiso, ZBTB4 et ZBTB38 (Bogdanovic and Veenstra, 2009; Filion et al., 2006; Prokhortchouk et 

al., 2001). 

 

Les premières identifiées et les plus décrites sont les protéines MBD (Bird and Wolffe, 1999) 

(Dhasarathy and Wade, 2008) (Bogdanovic and Veenstra, 2009) (Sasai and Defossez, 2009). 

 

 

 

- MECP2 (MEthyl CpG binding Protein 2) est une protéine nucléaire de 53kD (Lewis et al., 

1992), qui possède 2 domaines fonctionnels, le motif MBD responsable de la liaison à l’ADN 

méthylé et le motif TRD (Transcriptional Repression Domain) impliqué dans la répression de la 

transcription (Nan et al., 1993), (Nan et al., 1997), (Kaludov and Wolffe, 2000), (Hite et al., 

2009). Cependant MECP2 est retrouvée comme étant souvent associée à des gènes 

transcriptionnellement actifs (Yasui et al., 2007). Elle serait également impliquée dans la 

régulation de l’épissage alternatif (Young et al., 2005), et jouerait un rôle dans l’architecture de 

la chromatine (Georgel et al., 2003) notamment via la formation de boucles (« chromatine 

looping ») (Hite et al., 2009; Horike et al., 2005). Enfin, des mutations de MECP2 sont 

responsables du syndrome de Rett, une maladie neurodéveloppementale (Amir et al., 1999; 

Hite et al., 2009). 

 

- En 1998, Hendrich et Bird ont identifié et caractérisé la famille MBD chez les mammifères. 

L’analyse des banques de données EST en recherchant le motif MBD a permis d’identifier 4 

MBD, MBD1-4 en plus de MECP2 (Figure 15). Chez les mammifères, ces protéines sont 

ubiquitaires dans les tissus somatiques (Hendrich and Bird, 1998). Les gènes MBD peuvent 

Figure 16 : Structure des MBD. 
MBD, Methyl Binding Domain ; 
TRD, Transcriptional Repression 
Domain ; CxxC, motif à doigt de 
zinc ; GR repeats, répétitions 
glycine / arginie. 
D’après Dhasarathy A, Wade PA, 
Mutat Res, 2008 
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produire des transcrits alternatifs tissu-spécifiques ou produire des variants n’ayant pas de 

domaine de liaison à l’ADN méthylé (Hendrich and Bird, 1998). 

 

- MBD1 est globalement localisée sur les régions euchromatiques mais se trouve enrichie au 

niveau de la région péricentromérique du chromosome 1 (Fujita et al., 1999) et des 

centromères (Ng et al., 2000). La répression transcriptionnelle médiée par MBD1, MBD2 et 

MBD3 est associée à une activité histone déacétylase (Bogdanovic and Veenstra, 2009; Ng et 

al., 2000). MBD2 et MBD3 sont des sous-unités essentielles et mutuellement exclusives du 

complexe de remodelage Mi-2/NuRD (Bogdanovic and Veenstra, 2009; Feng and Zhang, 2001; 

Le Guezennec et al., 2006; Wade et al., 1999) ; il est à noter que MBD3 n’est pas capable de 

lier l’ADN méthylé (Saito and Ishikawa, 2002). MBD4 possède une activité de réparation 

spécifique de l’ADN méthylé via son motif catalytique T-G mismatch glycosylase (Hendrich et 

al., 1999), (Petronzelli et al., 2000), (Bogdanovic and Veenstra, 2009). 

 

 

I.2.5.b. Les protéines à chromodomaine 

 

Les chromodomaines (CHRomatin Organisation MOdifier domain) n’ont été reconnus que 

récemment comme des motifs protéiques reconnaissant les résidus lysines méthylés ((Nielsen 

et al., 2002), (Min et al., 2003), (Fischle et al., 2003b)), mais ils avaient déjà été identifiés 

chez la drosophile au niveau des protéines HP1 et Polycomb (Paro and Hogness, 1991), (Pearce 

et al., 1992). Le chromodomaine est constitué d’une cinquantaine d’acides aminés hautement 

conservés au cours de l’évolution. 

 

Le chromodomaine est souvent associé à des protéines ayant de l’affinité pour les régions 

hétérochromatiques, où la chromatine se trouve dans un état silencieux. Ces protéines 

interagissent avec des répresseurs de la transcription. Ainsi, la protéine HP1 est associée à 

l’hétérochromatine constitutive chez les mammifères (Saunders et al., 1993), (Wreggett et al., 

1994) et Polycomb fait partie d’une famille de répresseurs de la transcription, identifiée chez la 

drosophile comme répresseurs stables des homéogènes (Orlando, 2003). 

 

Cependant, le motif chromodomaine est également retrouvé dans des protéines associées à des 

fonctions activatrices de l’expression. Par exemple, chez la drosophile, la protéine MSL-3 porte 

un chromodomaine et est impliquée dans l’hyperactivation du chromosome X chez le mâle 

(Koonin et al., 1995), (Cavalli and Paro, 1998). 

 

L’analyse fonctionnelle des protéines à chromodomaine chez les mammifères  a permis de les 

classer en 5 familles : HP1, Polycomb, SUV39, CHD et RBP1 (Jones et al., 2000) (Figure 17 et 

figure 21). Après avoir abordé la famille SUV39, ce chapitre détaillera les protéines de la famille 

HP1 et Polycomb. 
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La famille SUV39 

Comme décrit précédemment, les protéines de cette famille possèdent en position C-terminale 

un domaine SET responsable de l’activité histone méthyltransférase, et en position N-terminale 

un motif chromodomaine qui leur permet de se lier aux lysines méthylées (Aagaard et al., 

1999). Elles présentent une spécificité pour la lysine 9 de l’histone H3. 

 

Le chromodomaine servirait à la localisation de la protéine au niveau des régions 

hétérochromatiques, et en particulier il a été montré que la protéine SUV39H1 est retrouvée au 

niveau des régions centromériques et péricentromériques chez les mammifères (Melcher et al., 

2000). 

 

La famille HP1 

HP1 est une petite protéine nucléaire de 22 kDa, connue depuis les années 1970. C’est une 

protéine essentielle ; des mutants homozygotes pour HP1 chez la drosophile conduisent à la 

létalité au stade larvaire (Lu et al., 2000). HP1 est une protéine hautement conservée de la 

levure à l’Homme (Lomberk et al., 2006b). 

 

En 2001, il a été montré pour la première fois que le chromodomaine de HP1 était capable de 

reconnaître et de lier avec une forte affinité, et de manière spécifique, la lysine 9 de l’histone 

H3 di- et tri-méthylée (Bannister et al., 2001), (Lachner et al., 2001) (Figure 21) ; le 

chromodomaine de HP1 ne semble pas pouvoir lier l’histone H3 méthylée sur la lysine 4 

(Bannister et al., 2001). 

 

Les protéines HP1 présentent toutes une structure commune ; elles sont composées de trois 

domaines distincts  (Lomberk et al., 2006b) (Figure 18) : 

- le chromodomaine est localisé dans la partie N-terminale de la protéine ; il est important pour 

Figure 17 : Organisation des protéines à chromodomaine chez les 
mammifères. D’après Jones DO, Cowell IG & Singh PB, BioEssays, 2000 
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la liaison de HP1 à l’histone H3 di- ou tri-méthylée sur la lysine 9 

- le domaine chromoshadow, localisé dans la partie C-terminale de la protéine, est impliqué 

dans l’homodimérisation et l’hétérodimérisation de la protéine mais également dans 

l’interaction avec d’autres protéines 

- la région « hinge » (charnière), localisée entre le chromodomaine et le domaine 

chromoshadow ; cette région contient un signal de localisation nucléaire et peut subir des 

modifications post-traductionnelles ; elle permet également la liaison à l’ARN. 

 

 

En plus du chromodomaine, les domaines chromoshadow et « hinge » seraient importants pour 

la localisation de la protéine, puisque la protéine HP1 délétée du domaine chromoshadow n’est 

plus capable de se localiser au niveau des régions hétérochromatiques (Powers and Eissenberg, 

1993), et des mutations dans le domaine « hinge » altèrent les interactions et la distribution 

chromosomique de HP1 (Badugu et al., 2005). 

 

Chez les mammifères, il existe trois isoformes de la protéine HP1 : HP1α, HP1β et HP1γ, codées 

respectivement par les gènes CBX5, CBX1 et CBX3 (ChromoBoX genes). HP1α et HP1β ont une 

localisation hétérochromatique, notamment au niveau des régions péricentromériques 

(Saunders et al., 1993), (Wreggett et al., 1994), (Furuta et al., 1997), alors que HP1γ est 

présente dans les deux compartiments, euchromatine et hétérochromatine (Minc et al., 2000). 

Cette localisation différentielle serait régulée à la fois par des modifications post-

traductionnelles et par des interactions avec d’autres protéines (Lomberk et al., 2006a). La 

localisation d’HP1 dans les régions euchromatiques peut être associée à l’activation de la 

transcription (Hediger and Gasser, 2006). 

 

Les protéines à chromodomaine comme SUV39 et HP1 jouent un rôle important dans la 

formation d’hétérochromatine et dans la répression de l’expression des gènes ; ces aspects 

seront développés plus loin. 

 

La famille Polycomb 

Les protéines de la famille Polycomb sont composées de plus de 300 acides aminés, et 

possèdent du coté C-terminal un motif Pc-box important pour leur fonction (pour revue, (Jones 

et al., 2000)). En 2002, il a été montré chez la drosophile que le chromodomaine de la protéine 

Polycomb avait la capacité de lier spécifiquement l’histone H3 méthylée sur la lysine 27 (Cao et 

al., 2002), (Czermin et al., 2002) (Figure 21). Les protéines de la famille Polycomb font partie 

Hinge 

Figure 18 : Structure de la 
protéine HP1 (Heterochromatin 
Protein 1). D’après Lomberk G, 
Wallrath L & Urrutia R, Genome 
Biol, 2006  
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des complexes multi-protéiques PRC1 et PCR2 (Polycomb Repressive Complex 1/2) chez 

l’homme (Figure 19). Les protéines EZH1 et EZH2 présentent, en plus du chromodomaine, un 

domaine SET responsable de l’activité histone méthyltransferase du complexe PRC2 (pour 

revue, (Simon and Kingston, 2009)). 

    
 

 

 

 

 

Les protéines du groupe Polycomb (PcG) assurent le maintien d’un état chromatinien répressif 

régulé au cours du développement. Des centaines de gènes sont réprimés par les protéines 

Polycomb, dont des douzaines qui codent pour des régulateurs développementaux cruciaux 

dans des organismes allant de la plante à l’homme. 

 

Elles ont été identifiées pour la première fois chez la drosophile, où elles sont nécessaires à la 

répression de l’expression des gènes Hox et au maintien de ces gènes dans un état silencieux 

au cours du développement (pour revue (Orlando, 2003). Chez les mammifères, les protéines 

Polycomb sont notamment impliquées dans la répression des gènes du développement et des 

gènes soumis à l’empreinte et dans l’inactivation du chromosome X (Okamoto et al., 2004). 

Elles sont également nécessaires à l’hématopoïèse et au contrôle du cycle cellulaire (pour 

revue, (Schumacher and Magnuson, 1997)), et au développement des cellules B (Su et al., 

2003) (Figure 20). 

 

b) 

Figure 19 : Les complexes PRC (Polycomb Repressive Complex) humains. a) Le 
complexe PRC2. L’activité méthyltransférase est assurée par la sous-unité 
catalytique EZH2 qui contient le domaine SET. b) La famille PRC1 constituée de 2 
complexes, PRC1 proprement dit et BCOR (BCL6 corepressor). Les traits pointillés 
indiquent les sous-unités alternatives du complexe ; la flèche indique une 
interaction protéique. D’après Simon JA, Kingston RE, Nat Rev Mol Cell Biol, 2009 

a) 
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Reconnaissance spécifique des lysines 9 et 27 de l’histone H3 

Les acides aminés flanquant les lysines 9 et 27 de l’histone H3 sont conservés, et forment une 

séquence consensus ARKS (Jacobs and Khorasanizadeh, 2002). La spécificité de liaison de HP1 

et de Polycomb sur leur résidu respectif (Figure 21) pourrait être expliquée par la différence de 

la séquence d’acides aminés, encadrant la séquence consensus ARKS, reconnue et liée par ces 

protéines : la liaison de HP1 sur l’histone H3 méthylée sur la lysine 9 implique 6 acides aminés 

en position 5 à 10, alors que pour Polycomb, la liaison implique 9 résidus en position 20 à 28. 

La présence, au niveau de ces séquences, de résidus pouvant être modifiés post-

transcriptionnellement (sérines 10 et 28 phosphorylables, lysine 23 acétylable) pourrait 

influencer la spécificité et/ou l’affinité de liaison pour les chromodomaines. Par exemple, la 

phosphorylation de la sérine 10 empêcherait la liaison de HP1 et aboutirait à la perte de 

méthylation de la lysine 9 (Fischle et al., 2003a). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 20 : Fonction des 
protéines Polycomb. A) 
Méthylation et déméthylation de 
la lysine 27 de l’histone H3. B) et 
C) Exemples de régulation 
transcriptionnelle médiée par les 
complexes PRC1 et PRC2 
(Polycomb Repressive Complex). 
D’après Swigut T, Wysocka J, 
Cell, 2007 

Figure 21 : Protéines liant les lysines méthylées des histones H3 et H4. Le domaine 
permettant la liaison à la lysine méthylée est indiqué pour chaque protéine. CHD1, 
chromodomain helicase DNA-binding protein 1 ; HP1, heterochromatin protein 1 ; PC, 
Polycomb protein ; p53BP1, p53-binding protein 1 ; CRB2, Cut5-repeat-binding protein 
2. D’après Bannister AJ, Kouzarides T, Nature, 2005 
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Conclusion 

 

Chaque nucléosome contient deux exemplaires de chacune des histones de coeur, et chacune 

de ces histones peut être modifiée post-traductionnellement par différents groupements 

chimiques et sur différents résidus, générant ainsi un vaste nombre de combinaisons possibles 

de ces modifications au sein de la chromatine. Si l’on ajoute à cela l’interconnexion des 

modifications entre elles, la complexité et la diversité des informations élaborées par ce code 

histone décuple de manière incroyable les possibilités de lecture et d’interprétation de 

l’information génétique portée par la séquence d’ADN. 

 

I.2.6. Les complexes de remodelage de la chromatine 

 

Comme leur nom l’indique, les complexes de remodelage vont agir sur la structure de la 

chromatine, en permettant le mouvement des nucléosomes le long de l’ADN. Ils peuvent 

déplacer un nucléosome en cis par glissement, en trans par transfert ou même réaliser 

l’éviction complète du nucléosome. Ainsi, ils vont spécialiser des régions de chromatine, et 

fournir une accessibilité régulée à l’ADN. Ces complexes multiprotéiques comportent une sous-

unité ATPase, qui leur fournit l’énergie pour altérer les liaisons entre les histones et l’ADN, 

permettant le mouvement des nucléosomes (Becker and Horz, 2002) ; pour revue, (Clapier and 

Cairns, 2009). 

 

Ainsi, les complexes de remodelage sont capables de moduler l’accès à l’ADN et constituent un 

autre mécanisme épigénétique agissant sur l’organisation des nucléosomes (Hogan and Varga-

Weisz, 2007). Ils peuvent interagir avec de multiples partenaires et sont impliqués dans divers 

processus (Figure 22). D’autre part, des mutations dans certaines sous-unités de ces 

complexes peuvent provoquer des types particuliers de cancers, suggérant que ces sous-unités 

contribuent à des programmes transcriptionnels distincts qui régulent la croissance ou la 

différenciation cellulaire (Clapier and Cairns, 2009). 

 

 

 Figure 22 : Diversité structurale et fonctionnelle des complexes de 
remodelage de la chromatine pour assurer des combinaisons de mécanismes 
distincts. D’après Morrison AJ, Shen X, Nat Rev Mol Cell Biol, 2009 
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Les facteurs de remodelage sont classés en quatre familles principales, en fonction de 

domaines additionnels présents au sein de l’unité contenant l’activité catalytique ATPase 

(Figure 23). 

 

- La famille SWI/SNF (Switching defective/Sucrose NonFermenting) est caractérisée par la 

présence d’un domaine fonctionnel additionnel, un bromodomaine, capable de se lier aux 

histones acétylées. Les complexes SWI/SNF, à travers la lecture de ces marques épigénétiques, 

participent ainsi à l’activation de la transcription (Kasten et al., 2004). Cette famille ne semble 

pas impliquée dans l’assemblage de la chromatine. D’autre part, les nucléosomes remodelés 

par les complexes SWI/SNF sont liés par les histones méthyltranférases des complexes 

Ttithorax et Polycomb via leur domaine SET (Krajewski and Reese, 2009). 

 

- La famille ISWI (Imitation Switch) possède quant à elle un domaine SANT (Swi3, Ada2, N-

Cor, TFIIB) dans la sous-unité ATPase. Le domaine SANT serait un domaine de liaison à l’ADN 

et aux histones non modifiées (Boyer et al., 2004). Le complexe ISWI est impliqué dans la 

réplication de l’ADN ; ce complexe de remodelage se lie aux sites de réplication, grâce à son 

interaction avec la protéine de réplication PCNA, et participe à l’assemblage de la chromatine 

(Poot et al., 2005). La famille ISWI contient notamment le complexe NURF, qui reconnaît la 

lysine 4 triméthylée de l’histone H3 (Wysocka et al., 2006). 

 

- La famille CHD (Chromodomain, Helicase, DNA binding) se différencie des autres par la 

présence de deux chromodomaines disposés en tandem au sein de la sous-unité ATPase. Ces 

chromodomaines permettent par exemple l’interaction de CHD1 (la première protéine de la 

famille CHD identifiée) avec l’histone H3 méthylée sur la lysine 4, facilitant ainsi l’ouverture de 

la chromatine (Sims et al., 2005). Cependant, le complexe Mi-2/NURD (NUcleosome 

Remodeling and Deacetylation) contribuerait quant à lui à la répression transcriptionnelle des 

gènes ; il contient notamment HDAC1, HDAC2 et des protéines MBD (Kantor et al., 2003); 

(Denslow and Wade, 2007). 

 

- La famille INO80-SWR1 (INOsitol requiring 80 – Switch Related complex 1) ne possède pas de 

domaine particulier mais une séquence « espaceur » au sein de sa sous-unité ATPase. Le 

complexe INO80 est capable de se lier au variant d’histone γH2AX enrichi au niveau des 

cassures double brins de l’ADN, et participerait ainsi à la réparation de l’ADN en favorisant le 

déplacement des nucléosomes (Cairns, 2004), (van Attikum et al., 2004), (Fritsch et al., 2004). 

Le complexe SWR1 est quant à lui impliqué dans l’incorporation du variant d’histone H2A.Z, en 

remplaçant les dimères H2A-H2B par des dimères H2A.Z-H2B (Korber and Horz, 2004). 
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L’implication des complexes de remodelage de la chromatine dans les cancers sera développé 

dans la 3ème partie de l’introduction. 

 

I.2.7. Les petits ARN 

 

Les ARN non codants (ARNnc), c’est-à-dire des ARN ne codant pas pour des protéines, sont 

impliqués dans la structure de la chromatine et dans la régulation de l’expression des gènes, 

notamment via un mécanisme connu sous le nom d’« ARN interférence » (ou RNAi). 

 

L’ARN interférence est un phénomène au cours duquel des petits ARNnc répriment une 

séquence homologue, soit au niveau transcriptionnel si cette séquence homologue est de l’ADN 

(on parle alors de TGS pour Transcriptional Gene Silencing), soit au niveau post-

transcriptionnel si la séquence homologue est un ARN (il s’agit dans ce cas de PTGS pour Post 

Transcriptional Gene Silencing) (Figure 24). Ce processus a été particulièrement bien décrit 

chez les plantes et la levure (Moazed, 2009a; Moazed, 2009b; Verdel et al., 2009). 

 

I.2.7.a. PTGS - Post Transcriptional Gene Silencing 

 

La forme la plus courante de répression par RNAi a lieu dans le cytoplasme, au niveau post-

transcriptionnel. Dans ce cas, l’ARN messager est produit mais il est soit rapidement dégradé, 

soit sa traduction est inhibée. 

 

Les petits ARN impliqués dans le PTGS sont appelés siRNA (small interfering RNA) ou miRNA 

(Micro Interfering RNA) selon leur mode de production. Les siRNA proviennent de longs ARN 

double brins (ARNdb) alors que les miRNA sont produits à partir d’un ARN précurseur d’une 

centaine de nucléotides de long qui forme une structure en épingle à cheveux (Cullen, 2004). 

Cependant, les mécanismes par lesquels les siRNA et les miRNA induisent le PTGS sont les 

mêmes. Des ARNdb sont clivés en petits ARNdb par une RNAse III, Dicer (Fire et al., 1998); 

(Bernstein et al., 2001). Grâce à l’énergie de l’ATP pour désapparier le duplexe, un seul brin de 

ces siRNA va être incorporé au complexe RISC (RNA Induced Silencing Complex) via sa liaison 

à la protéine Argonaute (Fagard et al., 2000); (Hammond et al., 2000). Le complexe RISC est 

Figure 23 : Les familles de complexes de remodelage 
de la chromatine. Toutes présentent une sous-unité 
ATPase caractérisée par un domaine ATPase divisé en 
2 parties, DExx et HELICc. HSA, Helicase-SANT ; 
SANT, Swi3/Ada2/N-Cor/TFIIB. D’après Clapier CR, 
Cairns BR, Annu Rev Biochem, 2009 
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alors activé et est ciblé, par appariement de bases, vers un ARNm présentant une séquence 

homologue à celle du siRNA/miRNA. L’ARNm est ensuite clivé par une activité RNAse contenue 

dans RISC. A noter, un appariement imparfait entre un petit ARN et sa séquence cible 

conduirait non pas à la dégradation de l’ARNm mais au blocage de sa traduction (Almeida and 

Allshire, 2005). D’autre part, il existerait une spécificité entre la protéine Argonaute mise en jeu 

et le type de siRNA pris en charge, qui permettrait, lors du transport des siRNA du cytoplasme 

vers le noyau, de cibler le silencing au sein de compartiments nucléaires particuliers (Guang et 

al., 2008). 

 

I.2.7.b. TGS - Transcriptional Gene Silencing 

 

Les mécanismes d’interférence par ARN peuvent également agir au niveau transcriptionnel. Il 

s’agit alors de TGS. Globalement, la voie qui permet de réprimer l’expression des gènes de 

manière post-transcriptionnelle permet également de modifier la chromatine et d’altérer sa 

structure et donc sa fonction. Les ARNdb clivés par Dicer en petits ARNdb vont cependant être 

intégrés au sein d’un autre complexe, RITS (RNA Induced Transcriptional Silencing) découvert 

chez S.pombe (Verdel et al., 2004). Le complexe RITS ainsi activé est ciblé vers l’ADN par 

appariement de bases où il induit des modifications épigénétiques de la chromatine, la rendant 

transcriptionnellement inactive (Matzke et al., 2001). Ce phénomène est particulièrement bien 

décrit chez S.pombe dans la mise en place de l’hétérochromatine (Verdel and Moazed, 2005); 

(Moazed, 2009a; Moazed, 2009b); (Verdel et al., 2009), et sera abordé plus loin. 

 

 

 

 

 

 

Figure 24 : PTGS (Post Transcriptional Gene Silencing) et TGS (Transcriptional Gene Silencing)
impliquant les protéines Dicer (RNAse III) et Argonaute. dsRNA, double strand RNA ; siRNA,
smallll interfering RNA ; RISC, RNA Induced Silencing Complex ; RITS, RNA Induced
Transcriptional Silencing ; Dcr (fission yeast), Dicer (nom générique) ; Ago1 (fission yeast), Ago
(nom générique), Argonaute ; Rdp (fission yeast), RDR (nom générique), RNA-Directed
RNApolymerase. D’après Verdel A, Int J Dev Biol, 2009 
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Ces deux voies de silencing (PTGS et TGS) partagent des mécanismes communs, mais 

présentent néanmoins des différences importantes. Dans le PTGS, les siRNA dirigent la 

dégradation de l’ARN messager dans le cytoplasme, sans incidence épigénétique, puisqu’ils 

n’agissent pas directement sur le taux de transcription du gène cible. Par contre, le TGS agit 

dans le noyau, en association avec des modifications répressives de la chromatine qui peuvent 

être maintenues à travers les divisions cellulaires (Verdel et al., 2009). 

 

I.2.8. Interactions entre les différents paramètres épigénétiques pour la régulation 

de l’organisation et des fonctions de la chromatine 

 

Les différents paramètres épigénétiques présentés jusqu’à maintenant sont interconnectés et 

s’influencent mutuellement. Par exemple, des expériences d’immunoprécipitation (GST-

pulldown) ont montré que DNMT3B interagissait avec HDAC1/2 (qui interagissent également 

avec DNMT1), HP1, SUV39H1 et hSNF2H (enzyme de remodelage de la chromatine) chez 

l’homme. Ces protéines colocalisent avec DNMT3B dans les régions hétérochromatiques 

(Geiman et al., 2004). D’autre part, la méthylation de l’ADN peut être directement contrôlée 

par l’histone méthyltransférase EZH2, du complexe Polycomb (Viré et al., 2006). Ces travaux 

mettent en évidence les liens entre la méthylation de l’ADN et les modifications post-

traductionnelles des histones. 

 

Enfin, Zofall et al. ont décrit une coopération entre le variant d’histone H2A.Z, la machinerie 

RNAi des facteurs hétérochromatiques dans la régulation de l’expression d’ARN anti-sens (Zofall 

M et al., 2009). 

 

L’organisation et les fonctions de la chromatine résultent de l’interprétation d’une combinaison 

d’informations chimiques et de facteurs nucléiques ou protéiques étroitement intriqués, 

présents à un moment et à un endroit donné (Figure 25). Dans ce contexte, l’altération d’un 

des acteurs mis en jeu est susceptible d’entrainer une perturbation de l’ensemble de 

l’information destinée à la régulation de l’organisation et des fonctions de la chromatine. 

 

Pour illustrer cette idée, Espada et al. ont montré que l’invalidation de DNMT1 par knock-out 

provoquait une désorganisation nucléaire associée à une perturbation de certaines 

modifications d’histones (perte de la di- et tri-méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 et 

augmentation de l’acétylation). De plus, une perte d’interaction des HDAC et de HP1 avec 

l’histone H3 est observée au niveau des séquences satellites 2, suggérant que l’activité de 

DNMT1, via le maintien d’un statut chromatinien correct, est requise pour une bonne 

organisation des régions hétérochromatiques (Espada et al., 2004). 
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Outre des interactions entre eux, les acteurs épigénétiques sont également capables d’interagir 

avec des régulateurs de la transcription ou des protéines impliquées dans la régulation du cycle 

cellulaire (pRb), générant ainsi un vaste réseau de signalisation. C’est le cas par exemple de 

DNMT1 (Leuba et al., 2004) (Figure 26) et de DNMT3A/B, dont les interactions avec de 

nombreux facteurs de transcription joueraient un rôle crucial dans la méthylation ciblée de 

l’ADN (Hervouet et al., 2009). 

 

 

 

 

Figure 26 : Représentation schématique des
interactions protéine–protéine rapportées entre
DNMT1 et un certain nombre de protéines
régulatrices. En rouge, les interactions qui
modulent l’activité méthyltransférase de DNMT1.
D’après Zlatanova J et al., New Comprehensive
Biochem, 2004 
 

Figure 25 : Recrutement des protéines à bromo- ou chromodomaine par les modifications post-
traductionnelles des histones. Implication de différents acteurs / mécanismes mis en jeu, aboutissant à
différents états transcriptionnels. D’après Santos-Rosa, Eur J Cancer, 2005 
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Dans ce chapitre ont été abordés les paramètres épigénétiques qui agissent à l’échelle du 

nucléosome ou de la fibre de chromatine, pour réguler son organisation et ses fonctions. Ces 

paramètres incluent les modifications chimiques de l’ADN et des histones, ainsi que les 

protéines qui « lisent » ces modifications, les variants d’histone, les complexes de remodelage 

de la chromatine, et l’ARN interférence. Nous allons maintenant discuter d’un niveau supérieur 

de régulation épigénétique : l’organisation spatiale du génome dans le noyau. 

 

 

II. Organisation spatiale du génome dans le noyau interphasique 

 

II.1. Organisation spatiale et architecture nucléaire 

 

II.1.1. Le concept d’architecture nucléaire 

 

Le noyau cellulaire est à présent considéré comme un compartiment complexe et finement 

organisé au sein duquel les éléments tendent à occuper des positions non-aléatoires, 

définissant le concept d’architecture nucléaire. Le noyau est une structure extrêmement 

dynamique dans laquelle de nombreux composants vont rapidement et transitoirement 

interagir les uns avec les autres ((Taddei et al., 2004), (Espada and Esteller, 2007)). 

 

L’architecture nucléaire résulte de l’hétérogénéité morphologique et fonctionnelle entre 

différents compartiments subnucléaires. Un compartiment subnucléaire est défini comme une 

région macroscopique qui présente des caractéristiques morphologiques et/ou fonctionnelles 

distinctes de ses voisines au sein du noyau (Misteli, 2005). 

 

II.1.2. Les compartiments subnucléaires 

 

Deux types de compartiments subnucléaires sont habituellement décrits : les corps nucléaires 

(nuclear bodies) et les territoires chromosomiques (Espada and Esteller, 2007). 

 

Les corps nucléaires sont des régions subnucléaires de différentes tailles dépourvues de 

membrane lipidique et habituellement caractérisées par une composition définie en protéines. 

Le corps nucléaire le plus imposant est le nucléole, usine de biogenèse des ribosomes et site de 

transcription ARN polI-dépendante des ADNr. Il existe beaucoup d’autres corps nucléaires, 

parmi lesquels les corps de Cajal (potentiel site d’assemblage des snRNA) (Stanek and 

Neugebauer, 2004) et les corps PML (principales réserves de protéines promyélocytaires, de 

fonction inconnue) (Zhong et al., 2000). 

 

Un exemple particulièrement surprenant fut la description d’ « usines de transcription » (foyers 

riches en ARNpolII) dispersées dans le nucléoplasme des cellules mammifères (Iborra et al., 

1996); (Jackson et al., 1998); (Osborne et al., 2004). Ainsi, plutôt que de recruter et 
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d’assembler la machinerie transcriptionnelle au niveau de gènes individuels relativement 

immobiles, les gènes seraient « actifs » et migreraient vers des sites de transcription pré-

assemblés, partagés entre plusieurs gènes (Osborne et al., 2004). 

 

Les territoires chromosomiques désignent la compartimentation spatiale non aléatoire des 

chromosomes dans le noyau interphasique. En 2001, Cremer et Cremer proposent un modèle 

d’organisation spatiale du génome dans lequel les chromosomes sont compartimentés en 

territoires distincts, les territoires chromosomiques, localisés de manière non aléatoire dans le 

noyau. De plus, ils relient la fonction des gènes à leur localisation nucléaire ; ainsi, la 

localisation d’un gène au sein d’un territoire pourrait influencer son accessibilité pour des 

facteurs régulateurs de la transcription (Cremer and Cremer, 2001). 

 

La position des territoires chromosomiques dépendrait du type cellulaire et de la phase du cycle 

cellulaire (Brown et al., 1999); (Alcobia et al., 2000); (Alcobia et al., 2003). Ces territoires 

seraient des structures perméables, accessibles à différents facteurs nucléaires grâce à des 

canaux nucléoplasmiques. 

 

 

 

II.1.3. Organisation non-aléatoire des compartiments subnucléaires 

 

Il existe de nombreux exemples montrant que le compartiment nucléaire est organisé de 

manière non-aléatoire (pour revue, (Espada and Esteller, 2007). Il a notamment été montré 

dans des noyaux de lymphocytes humains que la localisation nucléaire des chromosomes était 

corrélée à leur densité en gènes (Boyle et al., 2001). La localisation des territoires 

chromosomiques des chromosomes 18 et 19, de taille très proche (85 et 67 Mb 

respectivement) mais dont la densité en gènes est différente, a été analysée. De manière très 

Figure 27 : ‘’Nuclear 
neighbourhoods’’ . 
Représentation du noyau d’une 
cellule de mammifère montrant
certains des nombreux 
domaines, ou voisinages, 
identifiés jusqu’alors. D’après 
Zhao et al, Curr Opin Genet 
Dev, 2009 
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intéressante, le chromosome 18, pauvre en gènes, présente une localisation nucléaire 

périphérique alors que le chromosome 19, riche en gènes, est localisé en position centrale au 

sein du noyau (Croft et al., 1999). Ces observations ont été confirmées par l’équipe de Cremer 

(Cremer et al., 2003). 

 

La question de savoir si le positionnement des compartiments nucléaires est héritable ou établi 

de novo à chaque cycle cellulaire reste posée. Si le positionnement des compartiments n’est 

pas exactement le même pour toutes les cellules dans un modèle particulier, il a cependant été 

montré comme étant spécifique du tissu ou du type cellulaire (Boyle et al., 2001); (Cremer et 

al., 2003); (Parada et al., 2004). Le positionnement post-division cellulaire non-aléatoire des 

compartiments doit résulter en une organisation fonctionnelle du noyau, et cette organisation 

spatiale est supposée être équivalente dans toutes les cellules d’un type cellulaire ou d’un tissu 

donné afin de maintenir une unité fonctionnelle (Espada and Esteller, 2007). 

 

II.1.4. Les chromosomes sont des structures dynamiques 

 

Bien que les chromosomes soient organisés en territoires distincts dans le noyau interphasique, 

les observations faites dans différents modèles biologiques indiquent que les chromosomes sont 

des structures dynamiques et que les régions chromosomiques individuelles peuvent être 

repositionnées vis-à-vis à la fois des structures nucléaires et des autres régions 

chromosomiques. Il est également désormais évident que le repositionnement de régions 

génomiques dans l’espace nucléaire est important pour la régulation de l’expression des gènes 

(Gasser, 2002). De récentes avancées technologiques permettent aujourd’hui l’identification à 

grande échelle des loci interagissant entre eux à travers le génome, et soulignent l’importance 

de telles interactions pour la régulation convenable des gènes. La possibilité que des réseaux 

spatiaux de loci génomiques existent dans le noyau (Kosak and Groudine, 2004) implique 

l’existence d’un niveau de régulation génique non encore exploré qui coordonne l’expression à 

travers le génome. 

 

II.2. Organisation spatiale et activité transcriptionnelle 

 

La régulation de l’expression des gènes implique des interactions entre la chromatine et des 

complexes protéiques, et la question actuelle est de savoir où et quand ces interactions se 

mettent en place dans le noyau. Il devient de plus en plus évident que l’activation ou le 

silencing de gènes peut être associé au repositionnement du locus par rapport aux 

compartiments nucléaires et aux autres loci génomiques (Figure 28). Dans le même temps, 

cependant, des contraintes structurales imposent des limites à la mobilité de la chromatine. 

 

Un objectif majeur des études en cours pour comprendre l’influence potentielle de l’architecture 

nucléaire sur les fonctions nucléaires est d’identifier les principes qui gouvernent l’organisation 

spatiale du génome. 
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II.2.1.  Modèle de contraintes structurales sur la mobilité de la chromatine et les 

interactions gène-gène 

 

La mobilité de la chromatine est soumise à différents niveaux de contraintes : 

- l’organisation des chromosomes en territoires (aires de confinement) 

- la polarité des territoires chromosomiques relative à la densité en gènes, puisque le 

positionnement de régions chromatiniennes pauvres en gènes vers la périphérie 

nucléaire signifie qu’elles présentent une chance plus faible de participer à des 

interactions interchromosomiques 

- la tendance des régions chromatiniennes transcriptionnellement actives ou inactives à 

se regrouper dans l’espace tridimensionnel 

 

II.2.2. Mouvements vis-à vis de la périphérie ou de l’intérieur du noyau 

 

II.2.2.a. Modèles d’étude artificiels dans les cellules vivantes 

 

Afin de déterminer si les mouvements de la chromatine observés durant l’interphase sont 

corrélés à des changements dans l’expression des gènes, il faut pouvoir visualiser des loci 

individuels dans des cellules vivantes. Néanmoins, les techniques courantes d’hybridation de 

l’ADN ne pouvant pas être utilisées dans les cellules vivantes, la visualisation de séquences 

génomiques spécifiques in vivo requiert l’introduction de sites de liaison hétérologues, pour des 

protéines fluorescentes, à proximité du locus d’intérêt. Actuellement, le système le plus utilisé 

est le système GFP-lac repressor / lac operator (Lanctot et al., 2007) (Figure 29). Même si la 

pertinence physiologique de l’étude de larges domaines de gènes répétés en tandem a été 

discutée, cette technique a permis de faire avancer les connaissances concernant les relations 

entre les mouvements de la chromatine et la régulation génique (Tumbar and Belmont, 2001); 

(Carpenter et al., 2005); (Chuang et al., 2006); (Kumaran and Spector, 2008); (Finlan et al., 

2008); (Reddy et al., 2008). 

 

 

Figure 28 : Impact du voisinage nucléaire sur 
l’expression des gènes. (A) Des facteurs protéiques 
(vert) enrichis dans un voisinage nucléaire particulier 
pourraient diffuser vers les loci proches, affectant ainsi 
positivement ou négativement l’expression des gènes. 
(B) L’association d’un locus génique particulier avec un 
voisinage nucléaire pourrait être une conséquence de 
l’activation (ou de la repression) génique, plutôt que sa 
cause. (C) Les protéines (rouges) associées au voisinage 
nucléaire pourraient affecter de manière indirecte la 
transcription en combinaison avec d’autres facteurs 
protéiques (bleus) en stabilisant les interactions inter- / 
intra-chromosomiques, ou en protégeant les genes 
associés des effets de l’hétérochromatine avoisinante. 
D’après Zhao et al, Curr Opin Genet Dev, 2009 
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II.2.2.b. Mouvements vers l’intérieur du noyau et activité 

transcriptionnelle 

 

Dans le modèle artificiel mis en place par Tumbar & Belmont, l’insertion de l’activateur 

transcriptionnel de VP16 dans un site chromosomique inactif localisé en périphérie nucléaire 

provoque son activation transcriptionnelle et sa relocalisation en position plus centrale dans le 

noyau (Tumbar and Belmont, 2001). 

 

D’autre part, le repositionnement de gènes actifs vers le centre du noyau a été observé pour le 

locus IGH au cours de la différenciation lymphoïde B (Kosak et al., 2002), le locus c-maf dans 

les cellules T (Hewitt et al., 2004), Mash-1 dans les cellules neuronales (Williams et al., 2006) 

ou encore Cftr dans les adénocarcinomes (Zink et al., 2004). Il est généralement admis que la 

périphérie nucléaire est un compartiment inactif, et que le repositionnement vers le centre du 

noyau est requis pour permettre une transcription efficace. Cependant, il n’y a pas toujours une 

corrélation stricte entre le mouvement à l’écart de la périphérie et l’activation génique.  Ainsi le 

locus de l’interféron γ (Ifng) est détecté à la périphérie nucléaire quelque soit son activité 

transcriptionnelle (Hewitt et al., 2004). De plus, il a récemment été montré que si le locus de la 

β-globine chez la souris se relocalise vers l’intérieur du noyau au cours de la différenciation 

érythroïde, l’expression du gène précède le déplacement à l’écart de la périphérie nucléaire 

(Ragoczy et al., 2006). Inversement, l’analyse d’une région de 2Mb comprenant le gène Mash-1 

montre que la région entière est relocalisée vers l’intérieur du noyau des cellules neuronales 

exprimant Mash-1, même si certains des gènes de cette région ne sont pas exprimés dans ce 

type cellulaire (Williams et al., 2006). 

  

II.2.2.c. Mouvements vers la périphérie nucléaire et répression 

transcriptionnelle 

 

 

 

 

 

 

Figure 29 : Targeting genes to the nuclear envelope in mammals. In eukaryoric cells, the NE is a double 
membrane that separates the cytoplasm from the nucleoplasm. The NE is studded by large supramolecular 
channels, the NPCs. ONM, outer nuclear membrane ; INM, inner nuclear membrane. The lamina connects the 
NE with chromatin either directly through interactions with the core histones or indirectly through interactions 
with transcription factors and lamina-associated proteins such as Lap2β and emerin. In the targeting systems 
described, different proteins of the INM, Lap2β and emerin, or from the nuclear lamina, lamin B1, are fused to 
the Lac repressor (LacI). Upon withdrawal of IPTG or LacI-fusion induction, the binding of the LacI–INM or 
LacI–lamin proteins to the LacO arrays inserted at a particular genomic locus results in its re-positioning close 
to the nuclear envelope. D’après Ruault M et al., Trends in Genet, 2008. 
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Dans leur étude, Kumaran & Spector ont mis en place un système inductible qui cible le locus 

d’intérêt à la lamina nucléaire dans des cellules de mammifère vivantes. Après induction de 

l’expression, les composants de la machinerie transcriptionnelle sont recrutés sur le locus cible, 

et des transcrits naissants sont visualisés à la périphérie nucléaire. La cinétique d’induction 

transcriptionnelle est similaire à celle observée au niveau d’une région nucléaire interne. Ainsi, 

le locus ciblé à la périphérie nucléaire maintient ses compétences transcriptionnelles (Kumaran 

and Spector, 2008). 

 

Reddy et al. ont également utilisé un système inductible de recrutement de gènes à la 

membrane nucléaire interne (INM), et ont évalué les conséquences de ce repositionnement sur 

l’activité génique dans des fibroblastes de souris. Les analyses par immuno-FISH 3D ont 

indiqué une accumulation de lamines et de protéines de la membrane nucléaire interne. Le 

recrutement des gènes à la membrane nucléaire interne peut conduire à leur répression 

transcriptionnelle. D’autre part, des expériences de DamID montrent que les loci des 

immunoglobulines à la périphérie nucléaire sont en contact avec les protéines de la lamina et 

de la membrane nucléaire interne. Les auteurs proposent que ces interactions moléculaires 

puissent être utilisées pour compartimenter et limiter l’accessibilité des loci des 

immunoglobulines aux facteurs de recombinaison et de transcription (Reddy et al., 2008). 

 

Toujours dans un système équivalent, Finlan et al. montrent que la relocalisation de 

chromosomes humains vers la périphérie nucléaire en les recrutant à une protéine de la 

membrane nucléaire interne peut, de manière réversible, supprimer l’expression de certains 

gènes humains endogènes localisés à proximité du site recruté, ou même plus loin. Cependant, 

l’expression de beaucoup d’autres gènes n’est pas réduite, indiquant que la localisation à la 

périphérie nucléaire n’est pas incompatible avec une transcription active. La régulation de 

l’expression des gènes autour de la périphérie nucléaire serait dépendante de l’activité HDAC 

(Finlan et al., 2008). 

 

D’autre part, des expériences de DamID ont montré que les domaines associés à la lamina 

nucléaire étaient caractérisés par un faible niveau d’expression, renforçant l’idée que la lamina 

nucléaire représenterait un environnement chromatinien répressif pour la transcription (Guelen 

et al., 2008). 

 

Globalement, ces systèmes, bien qu’artificiels, fournissent une approche puissante pour étudier 

la dynamique de la fonction des gènes à la périphérie nucléaire dans des cellules vivantes. 

Cependant, l’ensemble de ces données indique qu’il est difficile d’établir une corrélation stricte 

et générale entre l’activité transcriptionnelle d’un gène et sa position vis-à-vis de la périphérie 

nucléaire. Ceci conforte l’idée selon laquelle un ensemble de paramètres est à prendre en 

compte pour définir le statut d’expression d’un gène (Takizawa et al., 2008). D’autre part, 
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Takizawa et al. soulignent la différence entre localisation à la périphérie nucléaire et association 

avec la périphérie nucléaire (Takizawa et al., 2008). 

 

Par ailleurs, de récentes observations compliquent notre compréhension de la relation entre 

l’activation transcriptionnelle et le positionnement des gènes vis-à-vis de la périphérie 

nucléaire. En effet, chez la levure les pores nucléaires sont des sites de transcription importants 

(Figure 30), et les protéines associées aux pores nucléaires se lieraient préférentiellement aux 

gènes actifs (Casolari et al., 2004); (Schmid et al., 2006). Cependant il semble que ces 

observations ne soient pas incompatibles avec les propriétés répressives générales de la 

périphérie nucléaire, car une « frontière » protéique permettrait de séparer et de maintenir ces 

deux activités pour qu’elles n’interfèrent pas l’une avec l’autre (Ruault et al., 2008) (Figure 30). 

 

 

 

II.2.3. Mouvements vis-à-vis de l’hétérochromatine 

 

Plusieurs études ont rapporté une corrélation entre le silencing de gènes et le positionnement 

intranucléaire à proximité d’hétérochromatine constitutive dans les cellules de mammifères. Il a 

été suggéré que ce type de répression transcriptionnelle pouvait être expliquée par une 

compétition entre les protéines de l’hétérochromatine et les activateurs transcriptionnels au 

niveau du locus cible (Brown et al., 1997a), ou par compaction de la chromatine médiée par les 

complexes de remodelages associés à l’hétérochromatine (Grigoryev et al., 2006). Des 

analyses de la différenciation cellulaire de la lignée hématopoïétique ont montré que l’activation 

génique était souvent associée au déplacement du locus à distance du compartiment 

hétérochromatique (Hewitt et al., 2004); (Delaire et al., 2004), et inversement que le silencing 

de gènes était corrélé au repositionnement du locus à proximité d’hétérochromatine 

constitutive (Brown et al., 1999); (Merkenschlager et al., 2004); (Su et al., 2004). 

 

Le contexte chromosomique semble être également un déterminant important pour 

l’association entre des loci spécifiques et l’hétérochromatine, comme le montre une étude des 

loci de l’α-globine et de la β-globine humaines (Brown et al., 2001). Dans les lymphocytes, 

dans lesquels les deux loci sont silencieux, le locus de la β-globine - mais non celui de l’α-

globine - se localise à proximité de l’hétérochromatine centromérique. Ces deux loci résident 

dans des régions du génome qui diffèrent de manière importante : le locus de l’α-globine se 

Figure 30 : Role fonctionnel des complexes du pore 
nucléaire (NPC). La présence de « frontières » 
permettrait de maintenir des domaines répressifs 
séparés de l’activité transcriptionnelle au niveau des 
NPC. Plusieurs facteurs de transport nucléaire et des 
protéines Nup auraient une fonction « frontière » 
par leur capacité à séparer les domaines 
chromatiniens actifs et répressifs. La boucle de 
chromatine au niveau du cercle rouge permettrait 
d’empêcher la propagation d’hétérochromatine 
depuis les régions répressives adjacentes. D’après 
Ruault M et al., Trends in Genet, 2008. 
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trouve dans une région sub-télomérique qui se réplique précocement et qui contient des gènes 

ubiquitaires fortement exprimés, alors que le locus de la β-globine est empaqueté au sein d’une 

région AT-riche à réplication tardive qui contient des gènes dont l’expression est tissu-

spécifique. Il est plausible que l’absence d’interaction entre le locus de l’α-globine et 

l’hétérochromatine reflète le besoin pour ses gènes voisins d’être exprimés, et dans ce cas ils 

exerceraient un effet dominant sur la localisation de la région génomique entière à distance de 

l’hétérochromatine. 

 

Chez les eucaryotes, l’hétérochromatine est fréquemment située à proximité de l’enveloppe 

nucléaire. Cette  localisation serait potentiellement importante voire nécessaire à sa fonction de 

régulation de l’expression génique (Andrulis et al., 1998); (Guelen et al., 2008). Kosak et al 

montrent que les loci des gènes des immunoglobulines, inactifs dans les cellules lymphoïdes 

pro-T, sont préférentiellement situés à la périphérie nucléaire et colocalisés avec la lamine B, 

protéine de la membrane nucléaire interne. En revanche, ces mêmes loci sont situés en 

position centrale dans le noyau des cellules lymphoïdes pro-B (Kosak et al., 2002). 

 

D’autre part, des travaux récents réalisés chez les mammifères et la drosophile montrent la 

formation d’une boucle corrélée à l’activité transcriptionnelle. Ces boucles permettraient d’isoler 

la chromatine de l’influence des domaines voisins et permettraient la concentration de facteurs 

protéiques localement. L’étude réalisée chez la souris concernant le locus beta-globine 

démontre clairement que cette boucle formée est nécessaire pour la transcription (pour revue, 

(Chambeyron and Bickmore, 2004). 

 

II.2.3.a. « Gene kissing » et répression transcriptionnelle 

 

Le développement des méthodes 3C (Chromosome Conformation Capture) et de ses dérivés 

(4C, 5C…) ont permis une avancée considérable dans l’étude des interactions entre loci 

génomiques (Figure 31). 

 

 

 

La co-localisation spatiale de loci situés sur différents chromosomes, ou à des sites distants au 

sein d’un chromosome, est un des exemples les plus frappants de l’organisation 

tridimensionnelle du génome. En raison de la faible probabilité que des loci distants co-

localisent par chance dans le noyau, l’observation de ces « gene kissing » dans une grande 

proportion des noyaux est considérée comme hautement significative. 

 

Figure 31 : Chromosome Conformation 
Capture (3C) : mise en évidence d’interactions 
inter- et intra-chromosomiques entre plusieurs 
loci (ici 1 bleu et 1 rouge). Etapes : crosslink de 
la chromatine, digestion enzymatique, ligation, 
reverse crosslink,  analyse par PCR / qPCR. 
D’après Gondor A & Ohlsson R, Nature 2009 
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Un cas bien documenté de « gene kissing » concerne des gènes réprimés par les protéines du 

groupe Polycomb – des répresseurs transcriptionnels capables de maintenir la mémoire de 

l’état silencieux de gènes au cours des divisions cellulaires (Bantignies et al., 2003); (Francis 

and Kingston, 2001); (Sexton et al., 2009). La répression transcriptionnelle est réalisée via la 

liaison des protéines PcG aux PRE en cis. De manière intéressante, l’association spatiale entre 

ces loci n’est pas détectée dans un contexte « Polycomb null ». Les protéines PcG étant 

organisées en compartiments dans le noyau (Buchenau et al., 1998); (Saurin et al., 1998), ces 

données suggèrent que les gènes endogènes cibles de PcG pourraient s’associer physiquement 

au niveau des corps PcG, dédiés à leur régulation (Bantignies et al., 2003); (Sexton et al., 

2009). 

 

II.2.3.b. « Gene kissing » et activation transcriptionnelle 

 

Les interactions « longue-distance » entre des régions génomiques sont également importantes 

pour l’activation génique (Tolhuis et al., 2002); (Lomvardas et al., 2006); (Osborne et al., 

2004). Globalement, ces analyses indiquent une prédominance des interactions en cis ; 

l’approche 4C (Chromosome Conformation Capture (3C) on chip) a également montré qu’un 

gène exposé à la surface de son territoire chromosomique (Rad23a) pouvait interagir avec des 

gènes localisés sur d’autres chromosomes, alors qu’un gène enfoui dans son territoire 

chromosomique (β-globine de souris) réalisait peu d’interactions interchromosomiques (Simonis 

et al., 2006). Ainsi deux loci qui interagissent en cis se trouvent plutôt à l’intérieur ou en 

surface du territoire chromosomique, mais non à l’extérieur ; inversement les interactions en 

trans vont se produire entre deux loci se trouvant en surface ou à l’extérieur de leur territoire, 

mais non à l’intérieur (Gondor and Ohlsson, 2009) (Figure 32). 

 

Ceci suggère que le positionnement d’un locus au sein de son territoire chromosomique est un 

déterminant important pour les interactions en trans. De manière intéressante, les interactions 

interchromosomiques détectées dans le cas de Rad23a impliquent préférentiellement des 

régions présentant une forte densité en gènes (Simonis et al., 2006). Cette observation 

suggère que le regroupement de chromosomes ou de segments chromosomiques denses en 

gènes vers l’intérieur nucléaire ((Croft et al., 1999); (Cremer et al., 2003); (Shopland et al., 

2006)) servirait à faciliter les interactions entre des régions génomiques localisées sur des 

chromosomes différents. 
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Conclusion 

 

L’organisation nucléaire semble refléter l’organisation fonctionnelle de la chromatine : 

l’environnement nucléaire d’un locus influence son activité transcriptionnelle, ou inversement, 

car il n’est toujours pas clairement établi si l’activité transcriptionnelle est la cause ou la 

conséquence de la (re)localisation nucléaire ; l’analyse du statut chromatinien du locus – lié à 

la fois  à son activité transcriptionnelle et à sa localisation nucléaire – pourrait aider à éclaircir 

ce point. 

 

Les mécanismes impliqués dans les interactions inter- ou intra-chromosomiques sont encore 

mal définis, mais certains facteurs protéiques, tels que l’histone méthyltransférase EZH2, 

l’insulateur CTCF ou les cohésines, ont été impliqués dans la formation de « looping » de la 

chromatine ((Parelho et al., 2008); (Wendt et al., 2008); (Hadjur et al., 2009); (Sexton et al., 

2009), (Phillips and Corces, 2009)), et joueraient un rôle architectural essentiel dans ces 

interactions. 

 

La chromatine est une structure incroyablement dynamique, et différents niveaux de régulation 

entrent en jeu, depuis l’échelle du nucléosome jusqu’à l’organisation spatiale du génome dans 

le noyau, et agissent de manière coordonnée afin d’assurer les fonctions cellulaires. 

Nous allons maintenant nous attarder sur un « compartiment » nucléaire particulier : 

l’hétérochromatine. Après une description de sa structure et de sa localisation, nous aborderons 

sa formation, son maintien et son rôle dans le silencing de gènes. 

 

 

III. L’hétérochromatine 

 

Le compartiment hétérochromatinien est divisé en deux sous-types : l’hétérochromatine 

facultative et l’hétérochromatine constitutive. 

 

 

 

Figure 32 : Interactions inter- et intra-
chromosomiques. a, An interchromosomal 
interaction between loci at the edge of the 
associated chromosome territories (CTs). b, 
Multiple long-range interactions with the 
interacting loci looping out of their CTs. c, An 
intrachromosomal interaction occurring 
within the CT. d, An interaction in which one 
locus loops into the CT of another 
chromosome to find its partner. D’après 
Gondor A & Ohlsson R, Nature 2009 
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III.1. L’hétérochromatine facultative 

 

L’hétérochromatine facultative peut être définie moléculairement comme des régions géniques 

transcriptionnellement silencieuses présentant une structure chromatinienne compactée. Son « 

état hétérochromatinien » est réversible, et elle garde la faculté de s’interconvertir en 

euchromatine selon le contexte spatial (changement de position vis-à-vis de la périphérie 

nucléaire en fonction des facteurs/signaux exogènes), temporel (stade de développement ou du 

cycle cellulaire), et parental (expression génique mono-allélique) (Trojer and Reinberg, 2007). 

L’hétérochromatine facultative est globalement caractérisée par une méthylation de l’ADN, une 

hypoacétylation des histones, et la tri-méthylation de la lysine 27 de l’histone H3 médiée par 

les protéines du groupe Polycomb. Un composant ARN jouerait également un rôle important 

dans la mise en place et/ou le maintien de cette structure. Les régions génomiques qualifiées 

d’hétérochromatine facultative comprennent les gènes du développement (Cavalli, 2002) et de 

la différenciation, les loci génomique soumis à l’empreinte parentale et le chromosome X 

inactif chez les mammifères femelles. Elles incluent également des gènes réprimés localement, 

qui présentent cependant des caractéristiques épigénétiques différentes (Trojer and Reinberg, 

2007). 

 

III.1.1. L’inactivation du chromosome X chez les mammifères femelles 

 

Les mammifères femelles possèdent deux chromosomes X, contre un seul pour les mâles. La 

compensation de dosage génique implique l’inactivation par hétérochromatinisation d’un des 2 

chromosomes X dans les cellules somatiques (Avner and Heard, 2001). Le chromosome X 

inactif (Xi), également appelé Corpuscule de Barr, se localise à la périphérie du noyau (Barr 

and Bertram, 1949). Cet état inactif sera maintenu au cours des divisions cellulaires (Lyon, 

1961). 

 

Ce processus est initié par un locus présent au sein du chromosome X : le centre d’inactivation 

Xic, et implique deux ARN non codants antiparallèles : Xist (sens) et Tsix (antisens) (Brockdorff 

et al., 1991); (Brown et al., 1991); (Lee et al., 1995). Dans un premier temps, des 

modifications d’histones considérées comme activatrices, telles que la di- / tri-méthylation de la 

lysine 4 de l’histone H3, sont perdues. Des modifications répressives, notamment la tri-

méthylation de la lysine 27 de l’histone H3, apparaissent alors le long du Xi, (Plath et al., 

2003); (Kohlmaier et al., 2004); (Heard, 2005). Finalement le variant d’histone macroH2A est 

incorporé au sein de la chromatine du Xi, suivi par la méthylation de l’ADN sur les promoteurs 

des gènes (Mermoud et al., 1999); (Marks et al., 2009); (Chow and Heard, 2009) (Figure 33). 
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III.1.2. L’empreinte parentale 

 

L’empreinte génomique parentale est un ensemble de mécanismes génétiques et épigénétiques 

de contrôle transcriptionnel, résultant en l’expression mono-allélique de certains gènes en 

fonction de leur origine parentale. L’empreinte parentale des gènes est mise en place très tôt 

au cours du développement, à partir de la région de contrôle de l’empreinte (ICR) notamment 

par la méthylation de l’ADN (Santos and Dean, 2004). De manière intéressante, les ICR de 

l’allèle méthylé sur l’ADN sont marqués par la tri-méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 et 

de la lysine 20 de l’histone H4 (Wu et al., 2006); (Delaval et al., 2007); (Regha et al., 2007); 

(Wagschal et al., 2008), des modifications caractéristiques de l’hétérochromatine constitutive. 

Pannetier et al. montrent chez la souris que la mise en place de la tri-méthylation de la lysine 

20 de l’histone H4 est médiée par l’histone méthyltransférase SUV420H à partir de lysine 20 

mono-méthylée de H4 mise en place par PR-SET7 ; par contre la tri-méthylation de la lysine 9 

de l’histone H3 n’impliquerait pas SUV39H (Pannetier et al., 2008). 

 

Sur la centaine de gènes connus pour être régulés par des mécanismes d’empreinte, certains 

expriment des ARNnc qui sont impliqués dans le contrôle de l’expression des gènes adjacents. 

L’un des exemples les plus connus est le locus IgF2R (Insulin like Growth Factor 2 Receptor), 

contenant trois gènes (IgF2R, Slc22a2 et Slc22a3) qui sont exprimés uniquement par l’allèle 

maternel. Un ARNnc appelé Air (Antisense of IgF2R) est transcrit à partir de l’allèle paternel ; il 

pourrait « décorer » ses gènes cibles et faciliter ainsi le recrutement de complexes répresseurs 

(Pauler et al., 2007). 

 

III.2. L’hétérochromatine constitutive 

 

L'hétérochromatine constitutive reste fortement compactée tout au long du cycle cellulaire, quel 

que soit le stade du développement et le tissu concerné, et est donc très peu accessible aux 

facteurs de transcription. Elle se réplique tardivement au cours de la phase S, et se localise 

préférentiellement en périphérie du noyau et du nucléole en interphase (Stahl et al., 1976); 

(Sparvoli et al., 1977). Elle présente une composition (en ADN et protéines) particulière. 

Figure 33 : Etablissement séquentiel de l’hétérochromatine facultative au niveau du chromosome X à 
inactiver chez les mammifères femelles. HKMT, histone lysine methyltransferase ; Me, methylation ; Ubi, 
ubiquitinylation ; DNMT, DNA methyltransferase. D’après Trojer P & Reinberg D, Mol Cell, 2007 
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L’hétérochromatine constitutive est formée principalement de séquences d’ADN courtes et 

répétées (alpha-satellites, satellites 2 et 3 chez l’homme ; satellites mineurs et majeurs chez la 

souris) (Rae and Franke, 1972), et est pauvre en gènes. Elle constitue des régions particulières 

du génome que sont les centromères, les péricentromères et les télomères des chromosomes. 

Chez l’homme, elle est également rencontrée au niveau des constrictions secondaires présentes 

sur les chromosomes 1, 9, 16 et Y (bandes cytogénétiques 1q12, 9q12 et 16q12, et Yq12 

respectivement). 

 

L’hétérochromatine constitutive porte un épigénome spécifique caractérisé par un fort taux de 

méthylation de l’ADN, une hypoacétylation des histones, la tri-méthylation de la lysine 9 de 

l’histone H3 et la tri-méthylation de la lysine 20 de l’histone H4 (Peters et al., 2003); (Lehnertz 

et al., 2003); (Schotta et al., 2004). 

 

Bien que les mécanismes à l’origine de l’assemblage et du maintien de l’hétérochromatine 

constitutive ne soient pas clairement établis, le rôle de la protéine HP1 et des ARN interférents 

(RNAi) apparaît crucial. L’hétérochromatine constitutive joue un rôle important dans la stabilité 

génomique et dans le silencing de gènes, notamment via un phénomène connu sous le nom 

d’effet de position. 

 

Après avoir décrit les séquences répétées, ainsi que les centromères, les régions 

péricentromériques et les télomères, ce chapitre traitera de la formation et du maintien de 

l’hétérochromatine constitutive et de son implication dans la régulation de l’expression 

(silencing) génique. 

 

III.2.1. Les séquences répétées 

 

Parmi les 98% de séquences non codantes, 75% sont soit des séquences uniques ou très peu 

répétées (20 % du génome) soit des séquences répétées (55 % du génome). Les séquences 

répétées, quant à elles, incluent d’une part des séquences répétées en tandem qui sont de 

grands blocs d'ADN (environ 10 % du génome humain), et d’autre part des séquences répétées 

dispersées (45 % du génome) (Figure 34). 
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III.2.1.a. Les séquences répétées en tandem 

 

Les séquences répétées en tandem, également appelées séquences satellites, représentent 

10% du génome humain. Elles sont de taille variable et correspondent à des répétitions en cis 

d’un motif unitaire lui-même de longueur variable. Ainsi, selon la taille du motif et la longueur 

occupée par les répétitions, trois grandes catégories de séquences répétées en tandem peuvent 

se distinguer : les satellites, les minisatellites et les microsatellites, dont le motif répété est 

compris entre deux et plusieurs centaines de paires de bases. 

 

Les satellites 

Les satellites sont les séquences les plus représentées parmi les séquences répétées en tandem 

(Lee et al., 1997). Ils représentent en effet 6% du génome humain et sont divisés en six 

familles : les satellites alpha, beta, gamma, 1, 2, et 3 (Table 3). 

 

 
     Table 3 : Les séquences satellites, d’après Angeline Eymery. 

 

Des précisions quant à leur séquence et à leur localisation seront apportées dans les chapitres 

suivants. 

 

Figure 34 : Composition du génome humain. D’après Jasinsk & Krzyzosiak, 2004 ; adapté par Angeline Eymery 
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Les minisatellites 

Outre les grands blocs d’ADN satellite, on trouve, dispersés dans le génome, des petits blocs de 

motifs répétés en série : les minisatellites. Ils représentent 1% du génome humain. Ils sont 

constitués d’un motif compris entre 6 et 100 pb. Il existe deux grandes catégories de 

minisatellites : 

- Les séquences minisatellites hypervariables, qui présentent un haut degré de 

polymorphisme à la fois de la taille des unités répétées et du nombre de répétitions ; ces unités 

de répétitions, de 9 à 24pb, ont une séquence commune (GGGCAGGANG). 

- Les séquences télomériques, composées d’un motif hexanucléotidique répété 

(TTAGGG) (Meyne et al., 1989); elles sont localisées au niveau des télomères et auraient pour 

rôle de protéger ces extrémités chromosomiques de la dégradation. 

 

Les microsatellites 

Les microsatellites représentent 3% du génome humain. Ce sont des répétitions d’un motif 

assez court, de 1 à 6 pb, répété un nombre limité de fois de telle sorte que la séquence totale 

n’excède généralement pas 150pb. Contrairement aux satellites et minisatellites, les 

microsatellites ne sont pas localisés à des endroits précis du génome, mais sont dispersés, et 

peuvent ainsi être présents au sein d’introns, d’exons ou d’autres types de séquences répétées 

(Li et al., 2004). 

 

Le polymorphisme de ces microsatellites est lié au nombre de répétitions, à la taille des unités 

répétées mais également au motif répété. Les microsatellites constituent ainsi des marqueurs 

de choix pour établir des cartes génétiques. Ils sont également utilisés comme marqueurs pour 

l’identification d’individus, par exemple lors des tests de paternité. 

 

Les microsatellites sont impliqués dans de nombreuses pathologies humaines. Par exemple, le 

syndrome du X fragile est associé à un grand nombre de répétitions CGG (entre 200 et 1000 

fois) alors que les sujets sains en présentent un nombre réduit (entre 6 et 54 fois) (Lukusa and 

Fryns, 2008). D’autre part, l’insertion de triplets de microsatellites dans les régions codantes 

est associée à des pathologies neurodégénératives (Bowater and Wells, 2001). 

 

III.2.1.b. Les séquences répétées non-satellites 

 

Certaines séquences répétées ont été identifiées par séquençage des centromères et des 

régions péricentromériques. Ces séquences non-satellites sont présentes dans les régions 

centromériques (Choo, 1997) et on les retrouve de façon ponctuelle dans l’ensemble du 

génome (Kurnit et al., 1984). 
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III.2.1.c. Les éléments répétés dispersés 

 

Les éléments répétés dispersés sont communément appelés transposons. Le terme transposon 

caractérise des séquences d’ADN pouvant se déplacer dans le génome. Ce déplacement se fait 

soit sous forme ADN (Transposons à ADN), soit sous forme ARN (Rétroéléments à LTR, SINE, 

LINE). Dans ce dernier cas, le déplacement est appelé rétrotransposition. Chez les vertébrés, la 

plupart des éléments transposables connus sont des rétroéléments (93% des séquences 

répétées dispersées) qui sont dispersés dans les introns et à proximité des gènes. Les 

rétroéléments non LTR ont été classés en fonction de leur longueur : les éléments de quelques 

centaines de nucléotides ont été appelés SINE (Short INterspersed Elements), ceux de 

plusieurs milliers de nucléotides LINE (Long INterspersed Elements) (Lander et al., 2001). 

 

LINE 

Les rétroéléments LINE ont une longueur comprise entre 6 et 8kb et ils représentent 21% du 

génome humain. Ce sont des rétroéléments autonomes (ils codent eux-mêmes pour leur propre 

transposition). Il existe trois familles de LINE : LINE1, LINE2 et LINE3, mais seul LINE1 est 

actif ; c’est le plus représenté (17% du génome humain). Les éléments LINE, bien que 

dispersés, sont préférentiellement localisés dans les séquences riches en AT (Lander et al., 

2001); (Kazazian, 2004). On en retrouve dans les centromères. 

 

En rétrotransposant, certains éléments LINE1 (20 à 60 éléments fonctionnels) (Sassaman et 

al., 1997) peuvent créer des mutations dans les lignées germinales ou somatiques, générant 

diverses pathologies constitutionnelles ou acquises. Ainsi, l’insertion d’une séquence LINE1 

dans le gène APC a par exemple été observée dans le cancer du colon (Miki et al., 1992). 

 

SINE 

Les rétroéléments SINE sont des éléments courts, dont la taille varie entre 100 et 300 pb, non 

autonomes. Il existe trois familles de SINE : Alu, Mir et Ther2/Mir3. Seul l’élément Alu, qui est 

spécifique des primates, est actif. Cet élément de 300 pb représente à lui seul 10% du génome 

humain. Les éléments SINE sont préférentiellement localisés dans les régions riches en GC 

(Lander et al., 2001). 

 

Rétroélément à LTR 

Les rétroéléments à LTR (Long Terminal Repeat), sont composés de longues répétitions 

terminales qui contiennent les éléments régulateurs nécessaires à la transcription. Ces 

éléments autonomes possèdent les gènes gag et pol qui codent pour la protéase, la réverse 

transcriptase, la RNAseH et l’intégrase. Ils se différencient des rétrovirus par l’absence de gène 

env nécessaire à la formation de l’enveloppe. Il existe une grande variété de rétroéléments à 

LTR mais seule la famille ERV (Endogenous RetroVirus), spécifique des vertébrés, est active. 

Contrairement aux séquences SINE et LINE, la distribution des rétroéléments à LTR est plutôt 

homogène au sein du génome (Lander et al., 2001). 
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Les transposons à ADN 

Les transposons à ADN ressemblent au transposons bactériens. Ils possèdent des séquences 

terminales répétées inversées et codent pour la transposase. Comme les rétroéléments à LTR, 

les transposons à ADN sont répartis de manière homogène dans le génome (Lander et al., 

2001). 

 

Les séquences répétées composent les centromères, les régions péricentromériques / 

constrictions secondaires, et les télomères. Il est à noter que, de manière très intéressante, ces 

séquences peuvent être transcrites dans certaines conditions (réponse cellulaire au stress, 

développement, différenciation, cycle cellulaire, sénescence, cancers) (Eymery et al., 2009a) 

(Eymery et al., 2009b). 

 

III.2.2. Les centromères 

 

Le centromère est une structure chromosomique particulière, définie en cytogénétique comme 

la constriction primaire du chromosome. C’est au niveau du centromère que se forme le 

kinétochore, complexe protéique responsable de l’attachement des microtubules au 

chromosome au cours de la mitose et de la méiose. Le kinétochore participe au maintien de la 

cohésion des chromatides sœurs jusqu'à l’anaphase, et assure le déplacement des 

chromosomes à chaque extrémité de la cellule. A ce titre, il représente un des points clés du 

contrôle du cycle cellulaire en mitose : l’absence de fixation d’une chromatide sœur sur le 

fuseau mitotique, ou un attachement inapproprié, conduit à un arrêt de la mitose et à 

l’apoptose. Ces fonctions sont cruciales pour assurer une bonne ségrégation des chromosomes 

au cours du cycle cellulaire (Smith, 2002); (Liu et al., 2003); (Vagnarelli et al., 2008); (Allshire 

and Karpen, 2008); (Santaguida and Musacchio, 2009). 

 

III.2.2.a. Les séquences répétées centromériques 

 

Les centromères sont constitués de larges blocs de séquences répétées de la famille des 

séquences satellites, de séquences répétées non-satellites et d’éléments transposables comme 

les LINE.  

 

Le clonage de plusieurs centromères humains a permis d’en dégager une structure générale 

(Choo, 1997). Les alpha-satellites sont les séquences les plus abondantes dans le centromère, 

et sont y toujours présentes. La famille alpha-satellites compte au moins 53 sous-familles, 

principalement localisées dans le domaine central du centromère, et formant de larges blocs, 

entre lesquels peuvent s’insérer d’autres séquences satellites (satellites 1, 2 et 3) (He et al., 

1998b), (He et al., 1998a). Certaines des sous-familles alpha-satellites sont spécifiques d’un 

centromère (par exemple D1Z5), d’autres sont présentes sur plusieurs chromosomes (par 

exemple D1Z27). Le centromère est composé de 1500 à plus de 30000 copies d’une répétition 
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en tandem de séquences alpha-satellite (171pb). La longueur des centromères peut aller de 

240kb à 5Mb d’ADN (Csink and Henikoff, 1998), (Murphy and Karpen, 1998) , (Lo et al., 1999), 

(Amor et al., 2004) (Figure 35). 

 

Par ailleurs, les chromosomes 8 et X sont également constitués de gamma-satellites (Lin et al., 

1993); (Lee et al., 1995). Même si les séquences consensus diffèrent pour ces deux 

chromosomes, un motif de 20pb est particulièrement conservé (TCAGGGGGACGTTGAGG CAG) 

ainsi que 8 motifs tétramériques ((G/C)AGG). 

 

III.2.2.b. Paramètres épigénétiques et protéines centromériques 

 

Bien que les alpha-satellites soient présents dans tous les centromères, ces séquences ne 

seraient pas essentielles pour la formation d’un centromère actif : il existe dans la littérature 

plusieurs cas décrivant la formation de néo-centromères fonctionnels en absence de séquences 

alpha-satellites (Barry et al., 1999); (Blennow et al., 1994); (du Sart et al., 1997); (Voullaire 

et al., 1993). 

 

Des paramètres épigénétiques et des protéines spécifiques joueraient ainsi un rôle déterminant 

dans la centromérisation, c’est-à-dire dans la détermination / l’identité des centromères. En 

effet, un certain nombre de protéines impliquées dans la structure ou la fonction du centromère 

ont été identifiées : CENP-A, CENP-B, CENP-C, CENP-H, CENP-I et Mis12 notamment (Figure 

35). D’autre part, l’hétérochromatine péricentromérique et l’ARN interférence joueraient un rôle 

important (Folco et al., 2008); (Kagansky et al., 2009). 

 

CENP-A est un variant de l’histone H3 spécifique des centromères, dont la fonction est 

essentielle pour la ségrégation des chromosomes (Howman et al., 2000). CENP-A lie les 

séquences alpha-satellites à la surface du centromère (Ando et al., 2002). C’est une protéine 

conservée (Allshire and Karpen, 2008); (Santaguida and Musacchio, 2009). 

 

Cependant l’histone H3, globalement di-méthylée sur sa lysine 4, reste présente au niveau de 

la chromatine centromérique. L’organisation de la chromatine centromérique est complexe : H3 

est présente sur la face interne du centromère, là ou les chromatides soeurs sont jointes, alors 

que CENP-A est localisée sur la face externe, là où se forme le kinétochore (Sullivan and 

Karpen, 2004). Le kinétochore est un complexe protéique relativement bien conservé au cours 

de l’évolution. Chez l’Homme, il regroupe des protéines fondatrices telles que CENP-B, CENP-C, 

CENP-H, CENP-I et Mis12 (Figure 35). Ce complexe est localisé sur le centromère tout au long 

du cycle cellulaire (Allshire and Karpen, 2008); (Santaguida and Musacchio, 2009). 

 

CENP-B se localise au niveau du centromère en se liant à un motif spécifique de 17pb, la CENP-

B box, présente dans les alpha-satellites humains et les satellites mineurs murins (Masumoto et 

al., 1989) (Sugimoto et al., 1998). Elle provoque le repositionnement des nucléosomes autour 
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de la région CENP-B box (Yoda et al., 2000). CENP-B jouerait un rôle important pour la 

formation de centromères de novo, puisque des séquences satellites alpha-satellite ne 

possédant pas la CENP-B box ne peuvent pas former des centromères (Ohzeki et al., 2002). 

 

CENP-C n’est ciblée sur le centromère que lorsque CENP-A est présente (Howman et al., 2000); 

(Fukagawa, 2004). 

 

D’autres protéines sont retrouvées au niveau du centromère, certaines présentes de façon 

transitoire (CENP-E, CENP-F, INCENP, MAD1/2L1, BUB1, TBC1D1), et d’autres jouant un rôle 

dans l’organisation de la chromatine, la régulation de la transcription ou l’activité des protéines 

dépendantes de la chromatine (Choo, 2000), (Aagaard et al., 1999) : l’ADN topoisomerase II, 

des protéines HMG (High Mobility Group), HP1 (heterochromatin Protein 1), SUV39H1 et la 

PARP (Poly ADP ribosyl Transferase) (Fukagawa, 2004). 

 

L’invalidation par knock-out de SUV39H1 engendre des défauts mitotiques sévères et une 

instabilité génomique (Aagaard et al., 2000), suggérant un rôle important de SUV39H1 dans le 

contrôle de l’organisation des chromosomes au cours de la mitose. SUV39H1 et HP1 forment un 

complexe au niveau des centromères, et seraient donc impliquées dans l’organisation de leur 

structure chromatinienne, même si ces 2 protéines sont majoritairement retrouvées au niveau 

des régions péricentromériques (Aagaard et al., 1999). La présence de HP1 est régulée au 

cours de la mitose par la kinase Aurora B, qui en phosphorylant H3 sur la sérine 10 provoque la 

dissociation de HP1 de l’hétérochromatine (Hirota et al., 2005). 

 

D’autre part, des études récentes indiquent que l’hétérochromatine péricentromérique serait 

nécessaire au recrutement de CENP-A sur les centromères chez la levure (Folco et al., 2008). 

L’ARNi ne serait pas requis pour l’assemblage du kinétochore, mais servirait à diriger la 

formation d’hétérochromatine (Kagansky et al., 2009). 

 

 

       

 

 

Figure 35 : Organisation des centromères. Les nucléosomes contenant CENPA sont représentés par les 
ronds verts, et ceux contenant H3, par les ronds rouges. D’après Santaguida & Musacchio, EMBO J, 2009 
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III.2.3. Les régions péricentromériques 

 

Les régions qui entourent le centromère sont appelées hétérochromatine péricentrique, 

hétérochromatine péricentromérique ou encore péricentromères. Chez l’homme, 

l’hétérochromatine dite péricentromérique est également retrouvée au niveau de constrictions 

secondaires présentes sur certains chromosomes. C’est le cas des chromosomes 1, 9 et 16 qui 

portent une constriction secondaire juxta-centromérique (bande cytogénétique q12), et du 

chromosome Y dont la constriction secondaire juxta-télomérique est également localisée en 

position q12. Les constrictions secondaires sont composées en majorité de séquences d’ADN 

répétées de type satellites. 

 

III.2.3.a. Les séquences répétées péricentromériques 

 

Les péricentromères humains sont composés de trois types majeurs de séquences répétées : 

les satellites 1, 2 et 3 (Table 4). Tagarro et al ont déterminé en 1994 la composition des 

régions péricentromériques à l’aide d’amorces spécifiques de ces séquences satellites (Tagarro 

et al., 1994). La localisation de ces séquences a pu être établie par hybridation in situ. 

 

Les satellites 1 sont composés d’un monomère de 42pb comprenant 2 parties. Le satellite IA 

(A) de 17pb, de séquence conservée et le satellite IB (B) de 25pb plus variable. Ces 2 

séquences sont répétées en tandem ABABA (Prosser et al., 1986), (Tagarro et al., 1993). Ces 

séquences se distinguent des satellites 2 et 3 par leur résistance à différentes enzymes de 

restriction (Frommer et al., 1982). Les satellites 1 sont retrouvés au niveau des régions 

péricentromériques des chromosomes 3, 4 et 13 (Tagarro et al., 1994). 

 

Les satellites 2 et 3 (2% et 1.5% du génome) sont beaucoup plus abondants que les satellites 

1 (0.5%) (Jones et al., 1974); (Gosden et al., 1975); (Mitchell et al., 1979). Les satellites 2 et 

3 sont composés d’un motif pentamérique GGAAT (Mitchell et al., 1979); (Frommer et al., 

1982); (Prosser et al., 1986); (Hollis and Hindley, 1988). Les répétitions de ce pentamère sont 

espacées par des séquences spécifiques : CATCATCGA(A/G)T pour les satellites 2, et 

CAACCCGA(A/G)T pour les satellites 3 (Table 4). Les satellites 2 sont retrouvés majoritairement 

au niveau des régions 1q12 et 16q12 mais sont présents également en 9q12 et sur les 

péricentromères des chromosomes 2, 7, 10, 15, 17 et 22. Les satellites 3 sont localisés de 

façon préférentielle sur la région 9q12 avec des sites mineurs sur la région 1q12, ainsi que sur 

les péricentromères des chromosomes 5, 10, 17, 20, 21, 22 et Y (Tagarro et al., 1994). 

 

Ces localisations ayant été établies par hybridation in situ, une technique relativement peu 

sensible, il n’est pas exclu que d’autres chromosomes puissent également être enrichis, dans 

une moindre mesure, en séquences satellites 2 et 3. 

 



 65

De plus, les régions péricentromériques des chromosomes 9, 1 et 3 sont également composés 

de beta-satellites, constitués de monomères de 68bp riches en GC (46%) mais hautement 

divergents (Agresti et al., 1989); (Cooper et al., 1992); (Meneveri et al., 1993). 

 

 
Table 4 : Les séquences centromériques et péricentromériques humaines, d’après Angeline Eymery. 

 

III.2.3.b. Paramètres épigénétiques et protéines péricentromériques 

 

L’hétérochromatine constitutive péricentromérique est caractérisée par un fort taux de 

méthylation de l’ADN, une hypoacétylation des histones, la tri-méthylation de la lysine 9 de 

l’histone H3 et la tri-méthylation de la lysine 20 de l’histone H4. De plus, les protéines SUV39H 

et HP1 sont particulièrement enrichies dans ces régions. (Peters et al., 2003); (Lehnertz et al., 

2003); (Schotta et al., 2004). Un rôle de l’ARNi pour diriger la formation d’hétérochromatine 

est également décrit (Kagansky et al., 2009). 

 

La tri-méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 est catalysée par les enzymes SUV39H1/2 à 

partir d’un état de méthylation intermédiaire, la lysine 9 mono-méthylée de H3. Une question 

majeure est de savoir comment l’état de méthylation intermédiaire reconnu par les protéines 

SUV39H1/2 est mis en place et ciblé au bon endroit et au bon moment. Loyola et al. montrent 

que l’histone H3K9 méthyltransférase SETDB1 s’associe avec le complexe chaperon 

HP1alpha/CAF1 (chromatin assembly factor 1). Ce complexe mono-méthyle la lysine 9 de 

l’histone H3 non-nucléosomique. Ainsi, le complexe HP1alpha/CAF1/SETDB1 fournit 

probablement H3K9mono-méthylée en vue d’une consécutive tri-méthylation par SUV39H1/2 

au niveau des régions péricentromériques. La connexion de CAF1 avec la réplication de l’ADN, 

de HP1alpha avec la formation de l’hétérochromatine et de SETDB1 avec H3K9me1 suggère un 

mécanisme hautement coordonné pour assurer la propagation de H3K9me3 à 

l’hétérochromatine péricentromérique au cours de la réplication de l’ADN (Loyola et al., 2009); 

(Quivy et al., 2008). 

 

D’autre part, une nouvelle modification d’histone, la tri-méthylation de la lysine 64 de l’histone 

H3, a été décrite comme fortement et transitoirement enrichie au niveau de l’hétérochromatine 

péricentromérique lors du développement ; elle est associée aux séquences répétées et aux 

régions génomiques inactives. Cette modification pourrait aider à protéger les nucléosomes 

dans un état répressif approprié durant le développement (Daujat et al., 2009). 
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III.2.3.c. Rôle des péricentromères - cohésion des chromatides sœurs 

 

Les péricentromères jouent un rôle crucial lors de la mitose, dans la cohésion des chromatides 

sœurs. En effet, les péricentromères constitueraient le dernier point d’attachement des 

chromatides soeurs entre elles, du moins chez la souris (Guenatri et al., 2004). 

 

Les péricentromères conservent l’adhésion des chromatides soeurs jusqu’au début de 

l’anaphase, via les complexes de cohésine. Le complexe multiprotéique de cohésine est 

composé de 4 sous unités : SMC1 (Structural Maintenance of Chromosomes), SMC3, SCC1 

(également appelée rad21) et SCC3 (Sister Chromatid Cohesion) (Losada 2007). A la transition 

métaphase-anaphase, la dégradation de la cohésine permet la dissociation des chromatides 

soeurs et leur migration vers des pôles opposés. Des expériences réalisées chez S.pombe, la 

souris et l’Homme indiquent qu’HP1 est impliquée dans la cohésion des chromatides soeurs 

(Bernard et al., 2001); (Peters et al., 2001); (Inoue et al., 2008), en permettant une bonne 

localisation de certaines protéines du complexe de cohésine. Cependant, dans les cellules de 

mammifère, la voie SUV39H-HP1 ne serait pas nécessaire pour le recrutement et la protection 

mitotique des cohésines au niveau des centromères (Koch et al., 2008). 

 

D’autre part, l’hétérochromatine péricentromérique serait nécessaire au recrutement de CENP-A 

sur les centromères chez la levure (Folco et al., 2008). 

 

III.2.3.d. Rôle des constrictions secondaires 

 

Les fonctions exactes des constrictions secondaires sont mal connues. Cependant, on sait que 

la région péricentromérique du chromosome 9 joue un rôle important au cours du choc 

thermique (Jolly et al., 2002). Cette étude montre que lors du choc thermique, le facteur HSF1 

(Heat Shock Factor 1) est recruté rapidement et de façon réversible au niveau de granules de 

stress localisées sur la bande 9q11-q12 (composée en majorité de séquences satellites 3). De 

plus, et de manière très intéressante, le stress thermique conduit à la transcription de 

séquences satellites 3 de l’hétérochromatine 9q12. Ces travaux révèlent la présence d’une 

activité transcriptionnelle des séquences répétées au cours d’un stress tel que le choc 

thermique (Jolly et al., 2004); (Rizzi et al., 2004); (Eymery et al., 2009a). 

 

Si le rôle fonctionnel de ces transcrits satellites 3 est inconnu, plusieurs hypothèses sont 

envisagées. Le fait que les transcrits satellites 3 synthétisés dans les cellules soumises à un 

choc thermique restent dans le noyau à proximité du locus 9q12 suggèrent leur implication 

dans la protection du locus 9q12, et/ou dans la régénération de la structure de la chromatine 

de ce locus après le stress (Jolly et al., 2004). Ils pourraient également être impliqués dans la 

structure de l'hétérochromatine (Kloc et al., 2008). Ainsi, l'activation transcriptionnelle des 

régions péricentromériques pourrait représenter un moyen de modifier transitoirement 

l’organisation structurale et fonctionnelle du noyau (Eymery et al., 2009a). 
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III.2.3.e. Polymorphisme des constrictions secondaires 

 

Dès l’apparition des techniques cytogénétiques de bandes chromosomiques, les cytogénéticiens 

constatent que les bandes d’hétérochromatine 1q12, 9q12 et 16q12 sont de taille éminemment 

variable d’un individu à l’autre. De plus, elles peuvent subir des remaniements de structure 

(inversion péricentrique par exemple), sans aucune conséquence phénotypique apparente 

(Magenis et al., 1978). Ces polymorphismes chromosomiques transmis de manière 

mandélienne posent cependant la question d’éventuelles répercussions indirectes sur la stabilité 

génétique de ces régions. 

 

De nombreux travaux ont ainsi cherché à établir des corrélations avec une prédisposition à 

développer des tumeurs (Atkin, 1977; Atkin and Baker, 1977). Mais ils se sont finalement 

arrêtés faute de pouvoir tirer une conclusion définitive quant à la définition de groupes à risque 

tumoral. 

 

III.2.4. Les télomères 

 

Les télomères sont des structures chromosomiques situées aux extrémités des chromosomes. 

Dès 1938, Muller individualise le rôle primordial du télomère dans la stabilité des chromosomes 

(Muller, 1938). En 1939, Barbara Mc Clintock montre, chez le maïs, que les télomères ont pour 

fonction la protection du chromosome contre les recombinaisons et les fusions, suggérant une 

structure particulière des télomères. 

 

III.2.4.a. Structure du télomère 

 

La structure de base du télomère a été étudiée pour la première fois chez Tetrahymena 

thermophila. Les télomères sont composés d’un motif de base (TTGGG) répété un grand 

nombre de fois (Blackburn and Gall, 1978). Chez l’homme, le télomère est composé du motif 

TTAGGG répété de 250 à 15 000 fois (Morin, 1989), (Moyzis et al., 1988). Le télomère peut 

être subdivisé en 2 parties : 

- la partie télomérique composée de la répétition du motif TTAGGG 

- la partie subtélomérique composée de séquences répétées et des TAR (Telomere Associated 

Proteins) 

 

Chez la levure, la jonction télomère / euchromatine contient une séquence consensus de 

réplication. La structure générale du télomère est très conservée parmi les différentes espèces 

suggérant une fonction cellulaire conservée importante. 
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III.2.4.b. Les protéines télomériques 

 

Parmi les protéines associées aux télomères chez l’homme, on retrouve deux protéines, TRF1 

et TRF2  (T2A3G Repeat Factor- 1 et 2) possédant un domaine hélice-boucle-hélice permettant 

la liaison avec la répétition TTAGGG (Chong et al., 1995), (Broccoli et al., 1997). Ces deux 

protéines sont impliquées dans le contrôle in vivo de la longueur du télomère. 

 

La télomérase joue un rôle essentiel dans le maintien de l’intégrité du télomère (Greider, 

1996). En effet, l’ARN polymérase n’étant pas capable de répliquer correctement les extrémités 

3’ des chromosomes, une partie des séquences télomériques est perdue à chaque réplication. 

La télomérase permet le maintien de la taille du télomère en ajoutant des répétitions TTAGGG 

par un mécanisme de « reverse transcription » (Morin, 1989). Elle est constituée d’un complexe 

multiprotéique associé à un composant ARN (TERC) (Bianchi and Shore, 2008). 

 

La télomérase est exprimée dans les cellules germinales et les cellules souches. Son expression 

est éteinte dans les cellules somatiques. Ainsi, les télomères se raccourcissent progressivement 

au cours des divisions cellulaires. Lorsque le télomère atteint une taille critique, la cellule entre 

en sénescence. L’érosion du télomère fait partie des caractéristiques du vieillissement cellulaire. 

 

III.2.4.c. Statut épigénétique du télomère 

 

Les télomères humains et murins présentent une disposition particulière des nucléosomes 

décrite depuis 1994 (Tommerup et al., 1994). Ce n’est que relativement récemment que les 

modifications des histones ont été analysées sur les télomères de mammifères. Ils sont enrichis 

en tri-méthylation de la lysine 9 de l’histonne H3, mise en place par les enzymes SUV39H1/2, 

et liée par HP1 (Garcia-Cao et al., 2004). Ils présentent également une méthylation de l’ADN et 

une tri-méthylation de la lysine 20 de l’histone H4, et impliqueraient la machinerie d’ARN 

interférence (Schoeftner and Blasco, 2008); (Schoeftner and Blasco, 2009) (Figure 36).  

 

De plus, la perte du statut hétérochromatinien des télomères provoque leur élongation (Garcia-

Cao et al., 2004). Ces résultats montrent que les modifications épigénétiques du télomère 

peuvent altérer la fonction télomérique. 
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III.3. Formation et maintien de l’hétérochromatine 

 

III.3.1. Rôle de HP1 dans la formation et le maintien de l’hétérochromatine 

 

III.3.1.a. HP1 et SUV39H 

 

Plusieurs observations ont permis de proposer un modèle de formation de l’hétérochromatine 

(péri)centromérique, impliquant la méthylation de la lysine 9 de l’histone H3, SUV39H et HP1. 

Tout d’abord, SUV39H1 et SUV39H2 sont localisés préférentiellement au niveau de 

l’hétérochromatine (péri)centromérique (O'Carroll et al., 2000); (Rice et al., 2003). Ensuite, 

HP1 se lie de manière spécifique à l’histone H3 dont la lysine 9 est tri-méthylée, au niveau des 

régions hétérochromatiques (Lachner et al., 2001), (Bannister et al., 2001). Enfin, la perte 

d’activité de SUV39H1 conduit à une absence de méthylation de la lysine 9 de l’histone H3, 

ainsi qu’à la perte de localisation d’HP1 au niveau des péricentromères (Bannister et al., 2001); 

(Schotta et al., 2002). 

 

Ainsi, le modèle proposé est le suivant : SUV39H1 méthyle spécifiquement la lysine 9 de 

l’histone H3 à partir du substrat lysine 9 mono-méthylée, elle-même mise en place par 

l’enzyme G9a (Rea et al., 2000), (Lachner et al., 2001), (Rice et al., 2003) ; ceci génère un site 

de haute affinité pour la protéine HP1 (Bannister et al., 2001), (Lachner et al., 2001) ; HP1 

peut alors recruter SUV39H (ou d’autres facteurs), qui va tri-méthyler la lysine 9 des histones 

H3 voisines, permettant le recrutement de HP1 sur les sites voisins, et ainsi de suite. Selon ce 

Figure 36 : Assemblage de l’hétérochromatine télomérique et subtélomérique. 
D’après Schoeftner, Blasco, EMBO, 2009 
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modèle, HP1 médierait ainsi la propagation de l’hétérochromatine sur les séquences adjacentes 

(Figure 37). 

 

Une étape préalable impliquant les HDAC a été proposé : l’acétylation et la méthylation de la 

lysine 9 de l’histone H3 étant mutuellement exclusives, la déacétylation de la lysine 9 de H3 par 

les HDAC serait requise pour sa méthylation par SUV39H (Sims et al., 2003). Cette idée est 

renforcée par le fait que SUV39H1 a la capacité d’interagir avec les HDAC1/2/3 (Vaute et al., 

2002). Les auteurs suggèrent que la méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 par SUV39H 

serait une conséquence de son recrutement par les HDAC. 

 

 

 

 

 

La localisation préférentielle de la tri-méthylation de la lysine 9 de l’histone H3, de SUV39H1/2 

et de HP1 au niveau des péricentromères par rapport aux centromères, peut s’expliquer par la 

proportion beaucoup plus faible de H3 qui est en partie remplacée par le variant d’histone 

CENP-A au niveau du centromère (Jacobs et al., 2001). Ainsi il y a plus de H3-lysine 9 à 

méthyler au niveau des régions péricentromériques qu’au niveau des centromères, donc plus 

de SUV39H1/2 recrutés sur ces régions, et comme cela génère plus de H3-lysines 9 tri-

méthylées, il y aura plus de HP1 venant se lier. 

 

III.3.1.b. HP1 et SUV4-20H 

 

En 2004, Schotta et al. montrent que, comme la tri-méthylation de la lysine 9 de l’histone H3, 

la tri-méthylation de la lysine 20 de l’histone H4 est enrichie au niveau de l’hétérochromatine 

péricentromérique, et que la tri-méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 par SUV39H est 

requise pour la mise en place de la tri-méthylation de la lysine 20 de l’histone H4. Schotta et al. 

identifient alors deux nouvelles histone méthyltransférases, SUV4-20H1 et SUV4-20H2, qui se 

localisent à l’hétérochromatine péricentromérique, et qui tri-méthylent spécifiquement la lysine 

20 de l’histone H4. La capacité de SUV4-20H à interagir avec HP1 suggère un mécanisme 

séquentiel pour établir la tri-méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 et de la lysine 20 de 

l’histone H4 au niveau de l’hétérochromatine péricentromérique (Schotta et al., 2004). 

 

Par une approche pointue, Souza et al. identifient clairement HP1 comme le partenaire 

d’interaction principal de SUV4-20H2, et proposent donc que SUV4-20H2 soit recuté à 

l’hétérochromatine péricentromérique via sa liaison avec HP1. De plus, l’étude par FRAP des 

Figure 37 : Modèle de propagation de l’hétérochromatine médiée par HP1. 
D’après Felsenfeld & Groudine, Nature, 2003 
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propriétés dynamiques de SUV420H2 et de HP1 dans des cellules vivantes indiquent que les 

protéines HP1 sont extrêmement mobiles, alors que SUV420H2 reste fortement lié à 

l’hétérochromatine péricentromérique. Ainsi, SUV420H2 pourrait être recruté à 

l’hétérochromatine en interagissant avec HP1, et serait ensuite maintenu de manière stable sur 

ses sites de liaison, d’une façon indépendante de HP1 (Souza et al., 2009). 

 

III.3.1.c. HP1, SUV39H et DNMT 

 

Cette fois-ci, c’est une connexion entre la méthylation de l’ADN et la méthylation des histones, 

lors de la répression transcriptionnelle chez les mammifères, qui est suggérée par Fuks et al. 

Ils montrent que DNMT3A et DNMT1 peuvent interagir directement avec SUV39H1 et HP1beta 

(Fuks et al., 2003a). Ainsi, sur la base du modèle précédent, la tri-méthylation de la lysine 9 de 

l’histone H3 par SUV39H1 permet le recrutement de HP1 ; les capacités des DNMT à interagir 

avec SUV39H1 et HP1 entrainent leur recrutement au niveau de l’hétérochromatine, où elles 

vont pouvoir méthyler l’ADN au niveau des régions méthylées sur la lysine 9 de l’histone H3 ; 

l’ADN méthylé peut ensuite être lié par la protéine MECP2, et sachant qu’elle a la capacité de 

recruter une activité histone méthyltransférase, elle peut à son tour favoriser la méthylation 

des histones. 

 

Ce processus séquentiel couplant la méthylation de l’ADN et la méthylation des histones 

pourrait propager un état chromatinien inactif stable (Fuks et al., 2003a). La chronologie de ces 

séquences n’est pas clairement établie, et deux modèles sont proposés : 

- Dans le premier cas, les DNMT seraient recrutées par la protéine SUV39H ou HP1 sur les 

régions du génome contenant une chromatine préalablement méthylée sur la lysine 9 de 

l’histone H3, signifiant que l’activité histone méthyltransférase de SUV39H1 est requise pour la 

méthylation de l’ADN par les DNMT. 

- Dans le deuxième cas, c’est la méthylation de l’ADN qui influencerait la méthylation des 

histones ; cette hypothèse est confortée par le fait que MeCP2, via son domaine MBD, peut 

recruter une activité méthyltransférase au niveau de la région ADN méthylée concernée (Fuks 

et al., 2003b). 

 

Cependant, des expériences chez la souris seraient plutôt en faveur du premier cas (Lehnertz 

et al., 2003). Ces auteurs montrent un lien physique et fonctionnel entre Dnmt3b et 

Suv39h/HP1 : dans les cellules sauvages, Dnmt3b interagit avec HP1alpha et est concentré au 

sein de foyers hétérochromatiques, alors que dans des cellules double mutantes pour Suv39h, 

Dnmt3b perd cette localisation. Ces cellules présentent un profil de méthylation de l’ADN altéré 

des séquences satellites péricentromériques, mais pas des autres séquences répétées. Au 

contraire, la tri-méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 au niveau de l’hétérochromatine 

péricentromérique n’est pas affectée dans des cellules simple mutantes pour Dnmt1 ou double 

mutantes pour Dnmt3a/Dnmt3b. 
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Ainsi, la méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 médiée par Suv39h semble diriger la 

méthylation de l’ADN des séquences satellites majeures, au niveau de l’hétérochromatine 

péricentromérique. 

 

III.3.1.d. Interactions entre les différents acteurs 

 

Les protéines HP1 peuvent interagir avec d’autres protéines par le biais de leur domaine 

« chromoshadow », notamment avec des répresseurs transcriptionnels. Il s’est également 

avéré que DNMT1 pouvait interagir avec HDAC1 (Fuks et al., 2000) et HDAC2 (Rountree et al., 

2000). D’autre part, le complexe de remodelage de la chromatine Mi-2/NURD contient 

notamment HDAC1, HDAC2 et des protéines MBD (Kantor et al., 2003); (Denslow and Wade, 

2007). La méthylation de l’ADN et la déacétylation peuvent donc faire partie d’un même 

mécanisme de répression. 

 

Les protéines MBD ont la capacité d’interagir avec un grand nombre de partenaires : ont été 

décrites des interactions MBD, HDAC (HDAC1/2) (Ng et al., 1999), complexes de remodelage 

de la chromatine (MeCP2/SIN3, MBD2-3/Mi2-NuRD, MBD2/SIN3) (Wade et al., 1999), 

(Knoepfler and Eisenman, 1999), facteurs impliqués dans l’assemblage de la chromatine au 

cours de la réplication (MBD1/CAF1p150) (Reese et al., 2003) ou HMT (MBD1/SUV39H1) 

(Fujita et al., 2003) (Li et al., 2006); (Wysocka et al., 2006), et miRNA (Guil and Esteller, 

2009). 

 

III.3.2. L’ARN interférence 

 

Chez S.pombe, la formation de l’hétérochromatine dépend de la production de petits ARN 

complémentaires à l’ADN centromérique (Reinhart and Bartel, 2002) par la machinerie RNAi. 

Ces petits ARN médieraient le recrutement d’activités modifiant la chromatine, telles que la 

méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 (Volpe et al., 2002), permettant la liaison de 

protéines silencers (Hall et al., 2002) au niveau du site de nucléation. Un modèle général de 

propagation est proposé (pour revue, (Grewal and Moazed, 2003). Volpe et al ont montré que 

des transgènes insérés dans l’hétérochromatine constitutive devenaient actifs 

transcriptionnellement en absence de Dicer, Argonaute ou RdRp chez S.pombe (Volpe et al., 

2002). 

 

Verdel et al ont par la suite purifié et caractérisé un nouveau complexe multiprotéique, RITS  

(RNA Induced Initiation of Transcriptional Silencing), qui relie directement la production de 

siRNA par Dicer à l’hétérochromatine (Verdel et al., 2004). En effet ce complexe contient une 

protéine à chromodomaine Chp1 liant les centromères (Partridge et al., 2002) et Ago1 

(homologue de Argonaute). Les auteurs proposent que le complexe RITS joue un rôle analogue 

à RISC, en médiant la formation d’hétérochromatine au niveau de régions spécifiques. Ils 

montrent que : 
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- le siARN purifié est homologue aux séquences centromériques ciblées par RISC 

- les mutants Dicer n’ont plus de siARN au niveau du complexe inactif 

- Ago1 et Chp1 lient les centromères 

- Dicer, Ago1 et Chp1 sont nécessaires pour la méthylation de la lysine 9 de l’histone H3 et la 

liaison de SWI6 (HP1) au niveau des centromères 

 

Ils suggèrent donc un modèle dans lequel RITS médie la formation d’hétérochromatine soit par 

une interaction ARN/ARN avec les ARN transcrits au niveau des centromères soit une 

interaction ARN/ADN avec l’ADN centromérique. La liaison de Chp1 par le biais du 

chromodomaine sur la lysine 9 de l’histone H3 méthylée stabiliserait l’interaction de RITS avec 

la chromatine. Ainsi chez S.Pombe, RITS utiliserait les siARN dérivés des transcrits 

centromériques pour guider sa localisation au niveau des répétitions centromériques où il induit 

la formation d’hétérochromatine (Verdel et al., 2004), (Buhler and Moazed, 2007); (Verdel et 

al., 2009). 

 

Motamedi et al. ont identifié un 2ème complexe nécessaire à la formation 

d’hétérochromatine au niveau des centromères : le « RNA-Directed RNA polymerase 

Complex » (RDRC). Les complexes RITS et RDRC constituent deux composants critiques de la 

voie RNAi. 

 

Ces mécanismes sont conservés chez les plantes, et pourraient l’être également chez les 

animaux, comme le suggèrent des travaux montrant des voies endogènes impliquant des siRNA 

dirigés contre des séquences répétées, chez la drosophile et les mammifères (Verdel et al., 

2009). Pal-Bhadra et al. montrent que chez la drosophile, le silencing hétérochromatique et la 

localisation de HP1 seraient dépendants de la machinerie RNAi (Pal-Bhadra et al., 2004). 

D’autre part, des cellules souches embryonnaires de souris déficientes pour Dicer présentent 

des défauts de différenciation et de silencing centromérique (Kanellopoulou et al., 2005). 

 

Dans une lignée cellulaire hybride homme-poulet contenant le chromosome 21 humain, la perte 

d’expression de Dicer conduit à l'accumulation d’ARN centromériques et péricentromériques. 

Cette accumulation d’ARNnc conduit à la séparation prématurée des chromatides soeurs et 

finalement à la mort cellulaire (Fukagawa et al., 2004). Enfin, de manière intéressante, une 

corrélation inverse entre le taux d’ARN péricentromérique et l’expression de Dicer a été décrite 

chez la souris (Terranova et al., 2005). 

 

L’absence de détection de ces petits ARN dans d'autres systèmes cellulaires pourrait 

simplement refléter leur faible niveau d’expression. En effet, les cellules de mammifères ne 

possèdent pas de système d’amplification tels que l’ARN polymérase dépendante de l’ARN 

(RDRP) présente chez la levure (Bouzinba-Segard et al., 2006).  
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III.4. Hétérochromatine et silencing génique par effet de position (PEV) 

 

L’hétérochromatine constitutive peut réprimer l’expression de gènes par la formation et le 

maintien d’une structure hétérochromatinienne sur le gène cible. Ce phénomène est également 

décrit sous le nom d’effet de position (PEV, Position Effect Variegation), car l’extinction 

d’expression observée a la particularité d’être complète dans certaines cellules et absente dans 

d’autres se traduisant par un profil d’expression en mosaïque. 

 

On distingue l’effet de position en cis, qui réfère à la répression d’un gène suite à sa 

juxtaposition à l’hétérochromatine par réarrangement ou transposition (Reuter et al., 1982), 

(Hartmann-Goldstein, 1967), (Zhimulev et al., 1988). Ce phénomène, notamment observé 

chez la drosophile, est associé à une propagation d’hétérochromatine sur les régions 

adjacentes. L’effet de position en trans désigne la répression d’un gène résultant de son 

recrutement à proximité de l’hétérochromatine dans un compartiment nucléaire où la 

concentration locale en facteurs de silencing est élevée (Henikoff et al., 1995), (Cockell and 

Gasser, 1999). 

 

Chez la drosophile, HP1 est associée de façon prédominante aux régions chromosomiques 

connues pour provoquer le silencing de gènes au cours de réarrangements chromosomiques. 

Des mutations dans le gène Su(var)2-5, qui code pour la protéine HP1, ont pour conséquence 

de supprimer l’effet PEV (Eissenberg et al., 1990); (Ebert et al., 2006). 

 

III.4.3.a. Silencing - effet de position en cis 

 

Un exemple particulièrement bien étudié de cet effet de position est celui du gène White+, qui 

code pour une protéine responsable de la pigmentation rouge des yeux de la drosophile. 

Lorsque ce gène est juxtaposé à proximité d’un bloc d’hétérochromatine, il présente un niveau 

d’expression considérablement diminué, induisant un phénotype en mosaïque blanc-rouge 

(Eissenberg et al. 1990). Ce phénomène d’inactivation génique en cis, a été attribué à une 

propagation de l’hétérochromatine sur les séquences euchromatiques adjacentes (Weiler and 

Wakimoto, 1995). 

 

L’existence d’un phénomène identique est prouvée chez les mammifères (Walters et al., 1996); 

(Francastel et al., 1999). L’expression des transgènes varie en fonction du site d’intégration : 

diminuée, voire absente quand le transgène est situé à proximité d’un centromère, elle peut 

être levée par insertion d’un enhancer ou d’un LCR (Locus Control Region), ou par relocalisation 

du transgène à distance de l’hétérochromatine (Francastel et al., 1999). 

 

D’autre part, l’hétérochromatine télomérique de la levure est capable d’induire un silencing 

transcriptionnel par un mécanisme d’effet de position, le TPE (Telomere Position Effect) (Fourel 

et al., 1999). L’hétérochromatine formée au niveau de sites de nucléation spécifiques 
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(séquences silencer ou ADN répété) se propagerait grâce au recrutement d’enzymes modifiant 

les histones et de protéines structurales de l’hétérochromatine (Sir2, Sir3, Sir4, Swi6/HP1) 

(Grewal and Elgin, 2002), (Jenuwein and Allis, 2001), (Hoppe et al., 2002), (Rusche et al., 

2002), (Luo et al., 2002). Ce complexe répresseur permettrait ainsi la formation d’un 

environnement répressif silencieux. 

 

III.4.3.b. Silencing - effet de position en trans 

 

Le mutant brown (brown dominant, bwD) est un cas bien décrit de PEV chez D. melanogaster, 

dans lequel une inversion chromosomique apporte un bloc d’hétérochromatine d’environ 2Mb 

dans le locus brown (Henikoff et al., 1995). L’allèle mutant, bwD, exerce un effet répressif 

dominant sur l’allèle homologue brown sauvage, résultant en une expression qui est limitée à 

moins de 2% des cellules dans l’œil. A la fois l’allèle muté et l’allèle sauvage sont plus 

fréquemment associés à l’hétérochromatine centromérique dans le noyau des cellules qui 

portent le réarrangement que dans ceux des cellules sauvages (Csink and Henikoff, 1996); 

(Dernburg et al., 1996), suggérant l’existence d’un effet PEV en cis et en trans. L’analyse du 

locus muté bwD présente une structure cytologique inhabituellement dense, et la protéine HP1 

est retrouvée au niveau du locus muté. L’allèle muté engendre un effet de position en trans sur 

le locus sauvage porté par le chromosome homologue. Ce locus sauvage ne présente pas de 

structure cytologique inhabituelle et ne lie pas la protéine HP1 (Belyaeva et al., 1997). L’effet 

dominant de l’effet de position observé pour cette mutation est causé par la liaison des 2 loci 

suggérant qu’un contact entre les 2 loci est requis pour cet effet PEV (Talbert et al., 1994) 

(Csink and Henikoff, 1996) (Dernburg et al., 1996). 

 

Dans un modèle de différenciation des cellules T et d’activation des cellules B on assiste à un 

repositionnement dynamique de gènes spécifiques vis-à-vis de foyers hétérochromatiques, en 

fonction de leur activité transcriptionnelle (Brown et al., 1997a), (Brown et al., 1999). La 

protéine Ikaros, facteur de transcription spécifique du système lymphoïde, semble jouer un rôle 

important dans cette réorganisation. Il se localise au niveau de foyers nucléaires 

hétérochromatiques, est redistribué de façon dynamique au cours du cycle cellulaire et 

colocalise avec les gènes inactifs (Brown et al., 1997a), (Brown et al., 1999). Ikaros est par 

ailleurs impliqué dans le recrutement du facteur de remodelage NuRD au niveau de 

l’hétérochromatine par le biais de l’interaction avec Mi2. Ce complexe contient HDAC1 et 

HDAC2, suggérant donc un rôle potentiel dans les phénomènes de répression de l’expression 

génique et le recrutement de ces complexes dans des compartiments de silencing (Kim et al., 

1999). 

 

D’autres études montrent un rôle des histones déacétylases dans la formation de ces foyers 

d’hétérochromatine (Taddei et al., 2001). Ces données montrent que la répression 

transcriptionnelle de certains gènes est étroitement corrélée à leur rapprochement vers des 

foyers d’hétérochromatine péricentromérique et à la mise en place de codes histones répressifs. 
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L’hétérochromatine s’organise donc dans l’espace nucléaire sous forme de foyers, en 

association avec des protéines réprimant la transcription. 

 

Conclusion 

 

L’hétérochromatine peut exercer une répression de l’expression génique par la formation et le 

maintien d’une structure hétérochromatinienne sur le gène cible. Cette répression peut être 

médiée par propagation de la structure hétérochromatinienne sur les régions codantes 

adjacentes ou par séquestration de ces régions au sein de compartiments hétérochromatiques 

répressifs. Les compartiments hétérochromatiques peuvent se comporter comme des réservoirs 

de facteurs ayant une activité sur la chromatine. Le fait d’avoir des gènes situés à leur 

proximité grâce à des facteurs spécifiques peut permettre l’établissement d’un statut 

chromatinien répressif permettant le silencing à long terme et le maintien du ciblage vers ces 

compartiments. 

 

Afin d’assurer une fonction particulière, les séquences génomiques n’ont pas forcément besoin 

d’être transcrites et traduites. En effet, les régions d’hétérochromatine constitutive jouent un 

rôle fondamental dans l’intégrité génomique et le silencing génique. Ainsi, les séquences 

génomiques utiles et fonctionnelles ne sont pas restreintes aux seuls gènes. 
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Partie 2 : Ontogenèse et oncogenèse B 

 

Les lymphomes B malins non-Hodgkiniens (LMNH) constituent un ensemble hétérogène de 

tumeurs du tissu lymphoïde B, et résultent de l’accumulation de cellules bloquées à différents 

stades de maturation. Leur diversité est le reflet de la variété des fonctions de la cellule 

lymphocytaire normale et de la complexité des phénomènes de sa maturation. Ainsi, avant de 

parler des lymphomes, il convient de décrire rapidement les principales étapes du processus 

d’ontogenèse. 

 

II. L’ontogenèse B 

 

L’hématopoïèse constitue un processus multi-étapes marqué par la différenciation des cellules 

souches hématopoïétiques totipotentes en progéniteurs myéloïdes, érythroïdes et lymphoïdes, 

à l’origine de l’ensemble des cellules matures circulantes. Les progéniteurs lymphoïdes 

génèrent les lymphocytes B, les lymphocytes T, et les lymphocytes NK (Natural Killer). 

 

La première phase de la lymphopoïèse B, indépendante de l’antigène, se déroule dans la moelle 

osseuse. Après une étape transitionnelle périphérique, la phase finale de maturation, 

dépendante du contact antigénique, se produit dans les organes lymphoïdes secondaires. La 

lymphopoïèse B est contrôlée par un réseau complexe de facteurs génétiques, épigénétiques et 

environnementaux, propres à chaque étape (Figure 38). 

 

 

 

 

Figure 38 : Différenciation des lymphocytes B. D’après http://imgt.cines 
.fr/textes/IMGTeducation/Tutorials/IGandBcells/_FR/Genetique/fig5.png 
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Le rôle de l’ontogenèse B est de générer une importante variété de cellules B possédant des 

récepteurs antigéniques de répertoire étendu et de très grande affinité, soit sécrétés par les 

plasmocytes, cellules effectrices de la réponse immune humorale, soit localisés à la surface des 

lymphocytes B mémoires (Figure 38). La diversité de ce répertoire découle de la capacité 

remarquable des lymphocytes B et T à introduire et tolérer des modifications somatiques de 

leur génome, lors de trois réarrangements génétiques distincts : la recombinaison V(D)J, les 

mutations somatiques et la commutation de classe. Ces modifications constituent un modèle 

unique de plasticité physiologique du génome. Elles induisent des cassures double-brin de 

l’ADN et mettent secondairement en jeu des mécanismes de réparation, nécessaires à la 

préservation de l’intégrité du génome. 

 

II.1. La recombinaison V(D)J 

 

Lors des premières étapes de la différenciation lymphocytaire B, les gènes codant pour les 

chaînes d’immunoglobuline subissent des réarrangements juxtaposant un segment V (variable), 

un segment J (Jonction) et parfois un segment D (diversité). Les réarrangements V(D)J 

aboutissent à la production de gènes d’immunoglobuline fonctionnels et constituent le premier 

processus permettant la génération d’une grande diversité de lymphocytes B formant le 

répertoire B. 

 

La recombinaison V(D)J est un mécanisme de recombinaison site-spécifique (le seul connu chez 

les eucaryotes supérieurs). Ce mécanisme repose sur la reconnaissance et la coupure de sites 

spécifiques de l’ADN double brin par les recombinases RAG1 et RAG2 (Recombination Activating 

Gene 1/2), puis sur la ligation de l’ADN réarrangé par des complexes protéiques de réparation 

du système NHEJ. La réparation de l’ADN au niveau de la jonction des segments génère des 

imprécisions nucléotidiques locales, augmentant la diversité des immunoglobulines produites 

(Schatz et al., 1992). 

 

II.1.1. Organisation du locus V(D)J 

 

Chez l’homme, trois loci codent pour les chaînes d’immunoglobulines : IGH (14q32) code pour 

les chaînes lourdes, IGK (2p11) et IGL (22q11) pour les chaînes légères kappa et lambda, 

respectivement. Le locus IGH regroupe 123 à 129 segments variables V, 27 segments de 

diversité D, 7 segments de jonction J et 11 segments constants C. Chaque segment C code 

pour une région constante µ, δ, γ (1 à 4), ε et  α (1 et 2). Les loci IGK et IGL ne possèdent pas 

de segment D. Les gènes d’immunoglobuline subissent un réarrangement des segments V-J 

pour les IGL et V-D-J pour les IGH. La recombinaison des segments V, (D) et J est contrôlée 

par des éléments cis-régulateurs (promoteurs et puissants enhancers), et produit un gène 

fonctionnel qui est transcrit (figure 39). 
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II.1.2. Mécanismes de recombinaison V(D)J 

 

La recombinaison V(D)J a lieu au niveau de séquences spécifiques, les RSS (Recombination 

Signal Sequence), adjacentes à chaque segment V, D et J. Elles sont composées d’une 

séquence heptamère et d’une séquence nonamère, séparées par des séquences non 

conservées « espaceurs » de 12 ou 23pb. La recombinaison a lieu uniquement entre deux 

séquences RSS contenant un espaceur différent, c’est-à-dire entre une séquence RSS-12pb et 

une séquence RSS-23pb (Tonegawa, 1983). Suite à la coupure de l’ADN au niveau de la 

jonction heptamère/segment codant, les extrémités des segments codant vont former une 

structure en épingle à cheveux (Figure 40). 

 

La recombinaison V(D)J est initiée par les recombinases RAG1 et RAG2, facteurs lymphoïdes 

nécessaires à la recombinaison. Ce sont des endonucléases qui permettent la reconnaissance et 

le clivage de la séquence RSS, l’ouverture de la structure en épingle à cheveu et la jonction des 

segments codants au cours de la recombinaison. Des souris invalidées par knock-out pour les 

gènes RAG ne peuvent plus recombiner les gènes d’immunoglobulines et ne produisent plus de 

lymphocytes B matures ou de cellules T (Mombaerts et al., 1992), (Shinkai et al., 1992). Les 

gènes RAG ne possèdent pas d’introns et sont très conservés. 

 

Suite au clivage, les recombinases restent associées aux segments codants et forment un 

complexe « post-clivage » permettant la ligation des segments codants par le mécanisme NHEJ 

(Non Homologous End Joining) (Figure 40). Ce processus constitue le principal mécanisme de 

réparation des cassures double brin des cellules somatiques, en l’absence de séquence 

homologue, surtout en phase G1 du cycle cellulaire. 

 

Les facteurs participant à ce processus NHEJ incluent le complexe protéine kinase dépendante 

de l’ADN ou DNA-PK, l’endonucléase Artemis, le complexe ADN ligase IV / XRCC4 (Xray Cross 

Complementing Group 4), le complexe Mre11/Rad50/Nbs1 et le variant d’histone H2AX 

phosphorylé (Critchlow et al., 1997), (Paull et al., 2000), (Jung et al., 2006) (Figure 40). Le 

complexe DNA-PK est composé de la sous-unité catalytique DNA-PKCS et de l’hétérodimère Ku. 

La sous-unité DNA-PK est une sérine/thréonine kinase dépendante de l’ADN impliquée dans la 

Figure 39 : Organisation du locus IgH murin (d’après Perlot & 
Alt, Adv Immunol, 2008) et structure d’une immunoglobuline 
(d’après http://www.biology.arizona.edu/IMMUNOLOGY/ 
tutorials/antibody/structure.html).  
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détection des lésions de l’ADN. Cette kinase est capable d’auto-phosphorylation et possède de 

nombreux substrats comme Ku70, Ku80 et XRCC4. La phosphorylation de ces substrats 

participe à la régulation de la réparation des cassures double-brin (pour revue, (Lees-Miller and 

Meek, 2003). Les souris mutées pour cette enzyme sont immunodéficientes car bloquées pour 

la recombinaison V(D)J. L’activation de DNA-PKcs induit la phosphorylation d’Artemis. Le 

complexe DNA-PKcs-Artemis permet l’ouverture des joints codants et l’excision par coupure de 

quelques nucléotides (Rooney et al., 2003; Rooney et al., 2002). L’hétérodimère Ku 

(Ku70/Ku80) lie l’ADN double-brin coupé ou l’ADN simple brin et les structures en épingles à 

cheveux. Ku aide à la liaison du complexe ADN ligase IV/XRCC4 au niveau des bouts francs. 

 

L’ouverture de ces segments codants est accompagnée de la génération d’imprécisions 

nucléotidiques (délétion ou insertion): 

- insertion « non-templated » : jusqu'à 15 nucléotides (N) sont ajoutés par l’enzyme TdT 

(Terminal déoxynucléotidylTransferase) au niveau des jonctions codantes ; cette insertion se 

produit uniquement au stade précoce du développement du lymphocyte B, stade où la TdT est 

exprimée et où a lieu la recombinaison V(D)J (Li et al., 1993).  

- insertion « templated » : quelques nucléotides P (palindromique) complémentaires à 

l’extrémité de la jonction codante sont ajoutés pour former des bouts francs et permettre à la 

ligation d’avoir lieu. 

 

L’étape finale de ligation des segments est assurée par le complexe ADN ligase IV / XRCC4 qui 

se fixe sur les bouts francs. Elle génère le joint codant et le joint signal, ce dernier étant 

éliminé (Figure 40). La coordination de la coupure et de la ligation permettrait d’éviter les 

coupures uniques qui ne pourraient être recombinées, et qui laisseraient donc une cassure 

double brin dans l’ADN. L’ensemble de ces modifications nucléotidiques des segments codants 

constitue une nouvelle source de diversification du répertoire au niveau de la jonction entre les 

segments V, (D) et J. 

 

II.1.3. Contrôle de la recombinaison VDJ 

 

Le réarrangement séquentiel et ordonné des segments V, (D) et J nécessite une régulation 

spatio-temporelle rigoureuse, à la fois tissu-spécifique (réarrangement des Ig pour les 

précurseurs lymphoïdes B uniquement) et locus-spécifique (la chaîne lourde est réarrangée 

avant la chaîne légère, la chaîne kappa avant lambda). De plus, le principe de l’exclusion 

allélique doit être respecté (un seul allèle fonctionnel productif). Cette régulation dynamique 

est orchestrée par des modifications de la relocalisation spatiale nucléaire des loci, de 

l’expression des recombinases et de l’accessibilité de la chromatine. 
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II.1.3.a. Expression contrôlée des recombinases 

 
Les recombinases sont exprimées spécifiquement dans les cellules lymphoïdes au cours du 

réarrangement V(D)J. Le niveau d’expression de RAG2 est contrôlé par la phosphorylation de 

sa thréonine-490 par la cycline cdc2, qui conduit à sa dégradation (Lin and Desiderio, 1995). 

 

Dans la lignée B, l’activité des recombinases dépend d’un élément en cis, l’activateur ERag, 

situé à 22 kb en amont de RAG2 et nécessaire pour induire l’expression de RAG1 et de RAG2 

(Hsu et al., 2003).  Les facteurs de transcription E2A (E47) et FOXP1 se fixent sur cet 

activateur ERag et contrôlent l’expression des recombinases (Hu et al., 2006). Par ailleurs, le 

facteur de transcription c-MYB, non spécifique de lignée, interagit avec PAX5, aboutissant à 

l’activation du promoteur de RAG2 (Kishi et al., 2002). 

 

II.1.3.b. Accessibilité des séquences RSS 

 

Le réarrangement V(D)J dépend également de l’accessibilité du locus IGH, et plus 

particulièrement des séquences RSS. Seule une faible fraction des séquences RSS est 

accessible aux recombinases, en fonction du type cellulaire (B ou T) et du type de locus (IGH 

puis IGL pour les cellules B) effectuant la recombinaison. L’inaccessibilité des séquences RSS 

serait due à l’état chromatinien et aux protéines se liant aux RSS. Ces séquences doivent être 

activement ouvertes pour la recombinaison. 

Figure 40 : Recombinaison V(D)J. a) Représentation schématique du locus IGH et du processus 
de recombinaison V(D)J. b) Les trois étapes de la recombinaison V(D)J, détaillées dans le texte. 
D’après Soulas-Sprauel, Oncogene, 2007 
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Contrôle épigénétique 

L’accessibilité de la chromatine pour la recombinaison dépend notamment des modifications 

chimiques de l’ADN et des histones. L’ADN des gènes codant pour les chaînes lourdes et légères 

des immunoglobulines est méthylé dans les tissus non lymphoïdes, alors qu’il devient 

hypométhylé lors de l’initiation de la recombinaison dans les cellules lymphoïdes (Mostoslavsky 

et al., 1998). De plus, chez la souris, le taux d’acétylation des histones augmente parallèlement 

à la recombinaison V(D)J (McMurry and Krangel, 2000); (Johnson et al., 2003). La lysine 9 de 

l’histone H3 du locus VH est méthylée dans des lignées non-B mais pas dans les cellules B. 

 

Plus récemment, Liu et al. montrent que RAG2 se lie à la lysine 4 di- ou tri-méthylée via son 

domaine PHD, et que cette liaison est nécessaire pour une recombinaison efficace (Liu et al., 

2007). Dans le même temps, Matthews et al. précisent la spécificité de liaison de RAG2 pour la 

forme tri-méthylée de la lysine 4 de l’histone H3, et montrent que la mutation du motif de 

reconnaissance de RAG2 pour H3K4me3 affecte sévèrement la recombinaison V(D)J. De même, 

la réduction du niveau de H3K4me3 conduit à une diminution de la recombinaison V(D)J in 

vivo. D’autre part, un motif essentiel à la reconnaissance de H3K4me3 par RAG2 est retrouvé 

muté chez des patients présentant des syndromes d’immunodéficience (Matthews et al., 2007). 

 

L’accessibilité des séquences RSS aux recombinases nécessite également un remodelage de la 

chromatine. La recombinaison dépend par exemple de la position des nucléosomes par rapport 

aux séquences RSS : l’ « encombrement » physique sur les séquences RSS inhiberait la fixation 

des recombinases (Baumann et al., 2003). D’autre part, le remplacement de l’histone H3 

méthylée sur la lysine 9 par le variant H3.3 pourrait faciliter l’accessibilité de la chromatine du 

locus V(D)J pour la recombinaison au stade pro-B (Johnson et al., 2004). Le complexe de 

remodelage SWI/SNF serait recruté au locus IGH par un processus enhancer-dépendant, et ce 

recrutement serait essentiel pour générer l’accessibilité aux recombinases (Osipovich et al., 

2009). 

 

Des données récentes montrent la recombinaison préférentielle, récurrente, de certains 

segments VH au sein d’une même famille VHS107. L’acétylation des histones H3 et H4, le faible 

taux de diméthylation de la lysine 9 de l’histone H3 et l’hypométhylation de l’ADN encadrant les 

séquences RSS sont observés uniquement au niveau de ces segments VH fréquemment 

réarrangés. Ces facteurs sont à l’origine d’un environnement permissif ciblé pour la 

recombinaison et démontrent le potentiel inégal de réarrangement VH au sein d’une même 

famille (Espinoza and Feeney, 2007). 

 

Rôle des facteurs de transcription 

Le rôle de PAX5 (Paired box protein 5), facteur de transcription impliqué dans la différenciation 

des lymphocytes B, apparaît essentiel dans la régulation de la recombinaison (Cobaleda et al., 

2007). Au cours de la recombinaison V(D)J on assiste à une perte de la méthylation de la lysine 

9 de l’histone H3 concomitante avec l’expression de PAX5. Son expression est nécessaire et 
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suffisante à la perte de la méthylation. Par ailleurs, l’interaction de PAX5 avec les recombinases 

déclenche le clivage des séquences RSS du segment VH (Zhang et al., 2006). 

 

D’autres facteurs de transcription contrôlant la lymphopoïèse B sont impliqués dans la 

régulation de l’accessibilité aux recombinases, tels que E2A et EBF (Early B cell Factor) 

(Romanow et al., 2000), STAT5 (Bertolino et al., 2005), et le facteur régulateur des interférons 

IRF4/MUM1 (Ma et al., 2006). 

 

II.1.3.c. Transcription germinale antisens 

 

En 2004, des études réalisées chez la souris ont montré pour la première fois l’implication d’un 

transcrit germinal antisens génique et intergénique de la région IGH-V (famille J558), produit au 

stade pro-B au moment où la recombinaison V-DJ s’effectue (Bolland et al., 2004). 

 

La présence concomitante de transcrits VH sens et antisens pourrait créer un ARN double brin, 

cible du système ARN interférence, et pourrait recruter des histones méthyltransférases comme 

EZH2 (Bolland et al., 2004), qui est nécessaire pour le réarrangement des segments VH  (Su et 

al., 2003). Alternativement, ces transcrits pourraient être le reflet d’une chromatine accessible. 

Ils seraient donc simplement une conséquence de l’ouverture de la chromatine au cours de la 

recombinaison. Une dernière possibilité enfin, serait la formation d’un état hétérochromatinien 

médié par ces transcrits double-brin limitant alors l’accessibilité des segments V aux 

recombinases, au niveau de l’allèle non réarrangé. 

 

D’autre part, la réduction de SWI/SNF dans les cellules pro-B inhibe la transcription antisens à 

travers l’ensemble des clusters IGH, soulignant le rôle important de SWI/SNF dans l’ouverture 

inititiale de la chromatine (Osipovich et al., 2009). 

 

II.1.3.d. Relocalisation spatiale des loci 

 

Dans les progéniteurs hématopoïétiques et les cellules non-B, le locus IGH est positionné à la 

périphérie nucléaire, environnement considéré comme répressif pour la chromatine (Kosak et 

al., 2002). La lamine, protéine de la membrane nucléaire, s’associe aux séquences distales 

VHJ558, dans les progéniteurs lymphoïdes murins (Yang et al., 2005). Au stade pro-B, le locus 

IGH migre en position plus centrale, à l’intérieur du noyau, où l’environnement est considéré 

comme permissif pour la transcription et la recombinaison (Kosak et al., 2002) (Figure 41). 

Après recombinaison DHJH, le locus IGH se replie en forme de boucle (Figure 42) (Roldan et al., 

2005). L’analyse de la structure du locus IGH par FISH 3D suggère que ce repliement est dirigé 

par le régulateur de la transcription PAX5, et facilite la recombinaison entre les segments VH 

distaux et les segments DHJH (Fuxa et al., 2004); (Sayegh et al., 2005). 
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La recombinaison coordonnée des loci d’Ig homologues serait importante pour l’exclusion 

allélique. Hewitt et al. montrent que les allèles homologues des Ig s’apparient à un stade 

spécifique qui reflète les patrons de recombinaison de ces loci. L’introduction de cassures d’ADN 

sur un des allèles d’Ig induit le repositionnement ATM-dépendant de l’autre allèle à 

l’hétérochromatine péricentromérique. ATM, activé par l’allèle clivé, agit en trans sur l’allèle non 

clivé pour empêcher une recombinaison bi-allélique, et des cassures ou translocations 

chromosomiques (Hewitt et al., 2009). 

 

Des résultats similaires ont été démontrés pour le locus IGκ (Figure 41) (Roldan et al., 2005). 

Au stade pro-B, le repositionnement dynamique nucléaire du locus IGκ de la périphérie vers le 

centre, s’accompagne d’une acétylation de l’histone H3 et d’une méthylation de la lysine 4 de 

H3. L’allèle tardivement répliqué est localisé au niveau de foyers hétérochromatiniens, en 

association avec Ikaros et HP1-γ (Goldmit et al., 2005). Cette association entre 

l’hétérochromatine et l’allèle non productif est également observée dans les lymphocytes B 

activés, alors que l’allèle transcrit est localisé à distance de l’hétérochromatine (Skok et al., 

2001); (Fuxa et al., 2004). 

 

 

 

 

 

Ces études suggèrent que les modifications épigénétiques des loci des Ig constituent des 

événements moléculaires précoces et permettent de diriger la recombinaison vers les loci 

appropriés suivant le principe de l’exclusion allélique. Ce processus de régulation actif restreint 

l’initiation du réarrangement à un seul allèle et permet le maintien d’une spécificité 

monoallélique pour le BCR. Concernant le locus IGH, l’exclusion allélique s’accompagne d’un 

rétrocontrôle inhibiteur sur le segment VHDHJH réarrangé. En effet, la déacétylation de la lysine 

9 de l’histone H3 du segment VH, médiée par la signalisation du pré-BCR, bloque 

l’accès/l’ouverture du second allèle (Johnson et al., 2004).  

Figure 41 : Localisation et conformation des loci IgH et Igk au cours du développement lymphocytaire. 
D’après Jhunjhunwala, Cell, 2009 
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Ainsi, la réorganisation spatiale dynamique des loci des Ig joue un rôle crucial dans l’initiation 

de la recombinaison V(D)J et dans le processus d’exclusion allélique (Jhunjhunwala et al., 

2009). 

 

 

 

 

 

Le développement lymphoïde B précoce est orchestré par un réseau élaboré de facteurs de 

transcription et de régulateurs transcriptionnels ubiquitaires ou lymphocyte-spécifiques (PU.1, 

Ikaros, BCL11A, E2A, EBF, FOXP1 et PAX5), et de récepteurs de cytokine (Il7-R, Flk2/Flt3). 

L’activation de l’ensemble de ces facteurs s’effectue selon un mode hiérarchisé et combinatoire, 

par l’intermédiaire de circuits complexes. 

 

La recombinaison V(D)J conduit à l’expression d’une chaîne légère qui s’associe à la chaîne 

lourde µ membranaire pour former une IgM de surface, ou BCR (B Cell Receptor), caractérisant 

le lymphocyte B immature. Il est à noter que seule une faible proportion de cellules B 

immatures échappe au processus de sélection négative, qui permet d’éliminer les cellules 

autoréactives pour les antigènes du soi. 

 

Les lymphocytes B immatures ayant échappé à l’apoptose et porteurs d’une IgM de membrane 

quittent la moelle osseuse et transitent par voie sanguine et lymphatique pour coloniser les 

organes lymphoïdes secondaires. Cette étape de migration s’accompagne d’une maturation des 

lymphocytes B définis comme cellules B transitionnelles. 

 

La phase de transition des cellules B est marquée par la perte de sensibilité à la sélection 

négative par le BCR, la migration dans les follicules lymphoïdes spléniques et l’acquisition d’une 

sensibilité aux signaux induits par les lymphocytes T. Seules 10% des cellules B transitionnelles 

échappent à l’apoptose. La  maturation du lymphocyte B est caractérisée par la coexpression 

en surface d’une IgM et d’une IgD, possédant le même domaine variable, donc la même 

spécificité antigénique. Cette coexpression provient d’un épissage alternatif du segment VDJ 

Figure 42 : Dans le noyau (cercle gris), la machinerie de recombinaison V(D)J pourrait exister en tant que 
compartiment subnucléaire spécialisé localisé en position centrale dans le noyau (cercle jaune). Ce 
compartiment serait probablement distinct des “usines de transcription” (circles bleus). A droite, vue 
agrandie d’une usine de recombinaison V(D)J. Les boucles noires représentent le locus IGH. Les facteurs 
probablement enrichis dans cette usine. KMTs, lysine methyltransferases ; KATs, lysine acetyltransferases. 
D’après Matthews & Oettinger, Nat Immunol, 2009 
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soit sur le gène µ, soit sur le gène δ (Preud'homme et al., 2000). Cette phase met en jeu deux 

voies de signalisation fondamentales pour la survie et la différenciation de ces cellules B : la 

signalisation via le BCR et la signalisation via le BAFF-R (BAFF receptor). 

 

Une fois arrivées au sein des organes lymphoïdes secondaires, les cellules B vont poursuivre 

leur maturation pour générer des lymphocytes B immunocompétents : les lymphocytes B 

mémoires et les plamocytes. Cette phase est dépendante de l’antigène. Deux processus 

génétiques fondamentaux, initiés par l’expression de la protéine AID (Activation Induced 

cytidine Deaminase), vont permettre une diversification des immunoglobulines produites : les 

mutations somatiques et la commutation de classe. 

 

II.2. Les mutations somatiques 

 

Le répertoire des immunoglobulines est accru au cours de la réponse immune par accumulation 

de mutations somatiques dans les régions variables des gènes IGH et IGL. Ces événements 

surviennent à un taux de 1/1000pb par cycle au sein des centres germinatifs des follicules 

lymphoïdes, et se produisent dans une zone de 1,5 kb en aval du promoteur (Storb et al., 

1998). 

 

Le processus de mutations somatiques est initié par la protéine AID, et nécessite les 

interactions CD40/CD40L (ligand) et le contact avec l’antigène. AID déamine les cytidines en 

uraciles, générant des mésappariements U:G, qui sont pris en charge par le système de 

réparation des mésappariements de l’ADN (MSH2, MSH6, Exo1 et UNG), en association avec 

une ADN polymérase introduisant des erreurs. Ce processus aboutit à l’introduction de 

mutations ponctuelles dans la région variable V (pour revue, (Honjo et al., 2004), qui vont 

modifier, et notamment renforcer l’affinité du récepteur pour l’antigène. 

 

Les gènes d’immunoglobuline possédant 98 à 100% d’identité avec la séquence germinale sont 

considérés comme non mutés. Dans le cadre d’un lymphome, ce statut non muté détermine 

l’origine de la cellule lymphomateuse comme naïve (ou pré-centre germinatif), alors que le 

caractère muté des Ig (homologie de séquence =< 98%) indique que la cellule lymphomateuse 

est issue du centre germinatif ou d’un stade post-centre germinatif (post-CG). 

 

II.3. La commutation de classe 

 

La commutation de classe va interchanger la partie constante (ou isotype) de l’Ig, générant une 

Ig de même spécificité mais de fonction effectrice différente. La commutation d’isotype au 

niveau du locus IGH implique des signaux de recombinaison spécifiques, les séquences S 

(switch), situées en 5’ de chaque gène constant de la chaîne lourde (sauf Cd, exprimé par 

épissage alternatif). Cette commutation de classe se produit dans les lymphocytes matures 

(exprimant une Ig de surface de type IgM ou IgMD) en contact avec un antigène dans le centre 
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germinatif des follicules lymphoïdes. Contrairement à la recombinaison V(D)J, la commutation 

de classe est spécifique d’une région. Elle a lieu dans les introns et n’influence pas le cadre de 

lecture. Les régions S sont constituées de séquences de 1 à 12 kb, composées de la répétition 

en tandem d’un pentamère (GAGCT et GGGGT) ou d’une séquence de 49pb (Stavnezer, 1996). 

 

La commutation de classe est contrôlée par les cellules T, différentes cytokines et les 

interactions CD40-CD40L (Vanasse et al., 1999), et implique des mécanismes épigénétiques 

(Chowdhury et al., 2008). Cette recombinaison n’est pas initiée par RAG1 et RAG2, mais les 

étapes finales de rapprochement des extrémités et de ligation utilisent la même voie que la 

recombinaison V(D)J, à savoir le complexe DNA-PK  (Manis et al., 2002). Ce processus fait 

aussi appel à l’enzyme AID dans les premières étapes de la commutation de classe (pour 

revue, (Honjo et al., 2004). AID induit la production d’une recombinase qui génère des 

cassures double-brin dans la région S, qui sont ensuite prises en charge et réparées par le 

système NHEJ. 

 

Si les mécanismes du processus de commutation de classe restent encore mal connus, leur 

compréhension est cruciale, du fait de l’implication des séquences S en tant que site de point 

de cassure au cours de certaines translocations chromosomiques dans les lymphomes.  

 

 

A l’issue de la maturation dans le centre germinatif, le lymphocyte achève sa différenciation 

soit en plasmocyte, sécréteur d’anticorps, soit en cellule B mémoire, recirculant et assurant, en 

cas de contact antigénique, une production d’anticorps de haute affinité caractéristique de la 

réponse immune secondaire. Les mécanismes qui permettent à la cellule une différenciation 

dans l’une ou l’autre de ces voies sont mal connus. 

 

 

Conclusion 

 

Les étapes successives de prolifération et de sélection clonale aboutissent à la formation d’un 

lymphocyte B mature, dont les immunoglobulines, non autoréactives et de forte affinité avec 

l’antigène, ont accompli les processus de mutations somatiques et de commutation de classe. 

L’activité intense d’expansion clonale associée aux cassures double brin de l’ADN (induites par 

les mutations somatiques et la commutation de classe) constituent autant de facteurs de risque 

génétique pour l’ontogénie B. Les erreurs de réparation de l’ADN constituent une source 

importante de réarrangements chromosomiques aberrants et conduisent à la genèse de 

nombreuses translocations. En effet, les gènes d’Ig sont la cible de réarrangements dans 50% 

des cas de lymphomes B. 
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II. Les lymphomes malins non-Hodgkiniens 

 

II.1. Définition et classification 

 

Les lymphomes regroupent l’ensemble des proliférations lymphoïdes clonales malignes. Leur 

incidence est chiffrée à 20 nouveaux cas par an pour 100 000 habitants dans les pays 

occidentaux (Fisher and Fisher, 2004). 

 

Les Lymphomes malins non-Hodgkiniens (LMNH) constituent un ensemble hétérogène de 

tumeurs du tissu lymphoïde. Ce sont des entités clinico-biologiques complexes qui résultent 

de l’accumulation de cellules bloquées à différents stades de maturation. Leur diversité est le 

reflet de la variété des fonctions de la cellule lymphocytaire normale et de la complexité des 

phénomènes de sa maturation. Chaque lymphome possède donc les caractéristiques du 

stade de maturation auquel il se développe (Figure 43). 
 

     

 

 

C’est notamment sur ces critères que repose la classification actuelle des lymphomes (OMS 

2008). Chaque entité est définie selon une association de critères cliniques, morphologiques, 

phénotypiques, génétiques et moléculaires. Le principe de cette classification est basé sur une 

approche diagnostique cohérente et reproductible, et intègre la notion selon laquelle chaque 

entité constituerait la contrepartie tumorale d’un lymphocyte normal bloqué à un stade de 

différenciation donné. Cette classification offre une nomenclature standardisée et de ce fait un 

Figure 43 : Diversité des lymphomes. D’après Kuppers, Nat Rev Cancer, 2005 
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langage commun, utilisable par les biologistes et cliniciens. La validité de cette classification est 

confirmée par de nombreuses études cliniques. L’identification précise d’une entité constitue 

l’étape clé pour la prise en charge thérapeutique ultérieure du patient. 

 

On observe un intérêt croissant pour une classification moléculaire des lymphomes, que ce 

soit transcriptomique ou épigénétique. Ainsi des profilings d’expression génique réalisés dans 

les lymphomes B diffus à grandes cellules (DLBCL, Diffuse Large B-cell Lymphoma) ont révélé 

des sous-types moléculaires distincts, notamment les « Germinal Center B-cell like- » (GCB-) 

et les « Activated B-cell like- » (ABC-) DLBCL, qui proviennent de différents stades de 

différenciation / maturation lymphocytaire B, utilisent des mécanismes oncogéniques 

distincts, et diffèrent dans leur réponse aux chimiothérapies (Alizadeh et al., 2000; Dunleavy 

et al., 2009; Lenz et al., 2008; Rosenwald et al., 2002; Rosenwald et al., 2003; Staudt and 

Dave, 2005). Avec les signatures moléculaires nouvellement disponibles, il est maintenant 

possible d’évaluer le role de voies de signalisation spécifiques au sein de sous-groupes de 

lymphomes, en particulier pour les DLBCL (Feuerhake et al., 2005; Monti et al., 2005). Ainsi 

plusieurs des gènes exprimés de manière caractéristique dans les ABL-DLBCL sont des gènes 

cibles connus de NF-κB (Davis et al., 2001; Staudt and Dave, 2005). 

 

Le facteur de transcription NF-κB (Nuclear Factor kappa B) contrôle un programme 

d’expression génique impliqué dans la réponse immunitaire lymphocytaire, et est requis pour 

l’activation et la prolifération des lymphocytes (Karin et al., 2002; Karin and Lin, 2002; 

Schulze-Luehrmann and Ghosh, 2006). La voie de signalisation NF-κB est également 

impliquée dans la survie de cellules B malignes : NF-κB est activé de manière constitutive 

dans la majorité des cas de ABC-DLBCL, qui présente une survie moins bonne – comparé au 

sous-type GBC-DLBCL – après traitement par des chimiothérapies standards (Davis et al., 

2001; Feuerhake et al., 2005). NF-κB pourrait contribuer au mauvais pronostic de ces 

patients en contrant l’action de la chimiothérapie via son contrôle de l’expression de gènes 

régulateurs de la mort cellulaire (gènes pro-prolifératifs et anti-apoptotiques). Il pourrait ainsi 

jouer un rôle crucial dans la transformation maligne et la progression tumorale dans ces 

tumeurs, et constitue donc une cible thérapeutique prometteuse (Davis et al., 2001; 

Feuerhake et al., 2005; Li and Verma, 2002). A ce propos, plusieurs molécules inhibitrices, 

dont l’inhibiteur du protéasome bortezomib, ont la capacité d’inhiber la voie NF-κB et 

d’améliorer le traitement des patients ABC-DLBCL (Dunleavy et al., 2009; Lam et al., 2008). 

 

D’autre part, la méthylation de l’ADN joue un role important dans les cancers en réprimant 

potentiellement un large spectre de gènes. Les patrons aberrants de méthylation ne sont pas 

aléatoires, mais tumeur-spécifiques, et peuvent influencer le profile d’expression génique. Par 

exemple, la méthylation aberrante des gènes p57 (KIP2), p15 (INK4B), DAPK, SHP1 et p73 

est un évènement fréquent dans les hémopathies malignes lymphoides. La classification 

tumorale pourrait alors prendre en compte le profile de méthylation de l’ADN. 
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Des études prometteuses de profiling de méthylation de l’ADN ont ainsi comme objectif de 

déterminer des signatures épigénétiques (Martin-Subero et al., 2009a; Rahmatpanah et al., 

2006). 

 

Dans la suite de cette partie, nous nous focaliserons sur les mécanismes génétiques de la 

lymphomagenèse B, les lymphomes T ne représentant que 15% des LMNH sous nos latitudes. 

 

II.2. Génétique des lymphomes malins non-Hodgkiniens – LMNH 

 

L’étude cytogénétique et moléculaire occupe aujourd’hui une place importante dans l’étude des 

lymphomes, compte tenu des progrès qu’elle permet dans la connaissance des mécanismes de 

développement de ces tumeurs, de la valeur diagnostique de ces anomalies et de leurs 

implications pronostiques. 

 

II.2.1. Chromosomes et cancers 

 

Dès 1914, Boveri suggère un lien entre anomalie chromosomique et cancer : il postule que le 

caractère héritable des cellules cancéreuses peut provenir de perturbations de la distribution 

des chromosomes (Boveri, 1914). La découverte du chromosome Philadelphie (Ph) en 1960 

chez des patients atteints de leucémie myéloïde chronique constitue le premier exemple 

d’anomalie chromosomique acquise, spécifique d’une tumeur donnée (Nowell and Hungerford, 

1960). Dans les années 1970 se développe une nouvelle discipline, la génétique 

chromosomique. Ainsi, le chromosome Ph s’est avéré résulter d’une translocation réciproque 

entre les bras longs des chromosomes 9 et 22, la t(9;22)(q34;q11) (Rowley, 1973). 

 

Dans les années 1980, l’analyse des caryotypes sur de grandes séries de patients met en 

évidence la grande diversité des réarrangements chromosomiques dans les tumeurs : ces 

réarrangements sont soit des anomalies de nombre (gains, pertes de chromosomes entiers) 

soit des anomalies de structure, équilibrées ou déséquilibrées (translocations, inversions, 

insertions, délétions, duplications…). La signification clinique de ces réarrangements est 

importante dans les hémopathies malignes. Les anomalies chromosomiques dans les 

hémopathies malignes sont classées en 2 catégories, primaires et secondaires. 

 

Les anomalies primaires regroupent les anomalies présentes dès le diagnostic et tout au long 

de la maladie. Ces anomalies parfois uniques sont pour la plupart équilibrées. Certaines 

anomalies primaires sont spécifiques d’un type de pathologie donné, et possèdent donc une 

grande valeur diagnostique. Elles joueraient ainsi un rôle critique dans le déclenchement de la 

maladie (Heim et al., 2001). 

 

Les anomalies secondaires concernent pour la plupart des anomalies de nombre et de 

structure, souvent complexes et déséquilibrées, et pouvant apparaître au cours de l’évolution 
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de la maladie. Elles ne sont pas présentes comme anomalies uniques, mais sont surajoutées 

aux anomalies primaires. Les anomalies secondaires ne sont pas spécifiques d’un type de 

pathologie, mais ne sont cependant pas aléatoires. Elles confèreraient à une cellule tumorale, à 

un instant donné, un avantage en terme de prolifération / survie / résistance (sélection de type 

Darwinien). 

 

La plupart des anomalies secondaires décrites dans les hémopathies malignes sont également 

retrouvées dans les tumeurs solides. Leur absence de spécificité et leur fréquence soulignent 

leur rôle prépondérant lors de la phase de progression tumorale, et suggèrent l’existence de 

mécanismes communs mis en jeu au cours du développement tumoral. 

 

II.2.2. Anomalies primaires et lymphomagenèse 

 

II.2.2.a. Analyse chromosomique 

 

Diverses anomalies chromosomiques non liées au hasard et limitées aux cellules lymphoïdes B 

ont été décrites. Plus de la moitié d’entre elles mettent en jeu les gènes d’immunoglobulines 

(IGH en 14q32, IGK en 2p12 et IGL en 22q11) en les juxtaposant à un oncogène : BCL2 en 

18q21, CCND1 en 11q13, ou MYC en 8q24. Ces anomalies chromosomiques peuvent résulter 

d’erreurs dans les mécanismes de recombinaison génétique mis en jeu lors de la différenciation 

lymphoïde, et seraient alors des événements de survenue précoce dans la genèse de ces 

tumeurs. La plupart de ces translocations ont été clonées, le site de cassure dans les gènes Ig 

localisé et les proto-oncogènes associés identifiés (Table 5). 

 

Entité Translocation Ig Gène impliqué Fréquence 

 

Leucémie lymphoïde chronique 

 

t(14;19)(q32;q13) 

t(2;14)(p13;q32) 

t(18;22)(q21;q11) 

t(11;14)(q13;q32) 

BCL3 

BCL11A 

BCL2 

CCND1 

< 1% 

< 1% 

< 1% 

2% 

Lymphome du manteau t(11;14)(q13;q32) CCND1 > 95% 

 

Lymphome folliculaire 

 

t(14 ;18)(q32;q21) 

(3;14)(q27;q32) 

t(1;22)(q22;q11) 

BCL2 

BCL6 

FcγR2B 

85% 

5-10% 

rare 

 

Lymphome de Burkitt 

 

t(8;14)(q24.1;q32) 

t(8;22)(q24.1;q11) 

t(2;8)(p11;q24.1) 

c-MYC 

80% 

15% 

5% 

Lymphome B diffus à  

grandes cellules 

 

t(3;V)(q27;V) 

t(14;18)(q32;q21) 

t(3;14)(p21;q32) 

t(14;15)(q32;q12) 

BCL6 

BCL2 

FOXP1 

BCL8 

30-40% 

15% 

rare 

rare 

MALT 
t(1;14)(p22;q32) 

t(14;18)(q32;q21) 

BCL10 

MALT1 

? 10% 

rare 
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Lymphome splénique de la 

zone marginale (SMZL) 

t(7;14)(q21;q32)  

t(2;7)(p12;q21) 
CDK6 rare 

Myélome 

t(11;14)(q13;q32) 

t(4;14)(p16;q32) 

t(14;16)(q32;q23) 

t(14;20)(q32;q12) 

CCND1 

FGFR3/MMSET 

c-MAF 

MAF-B 

20% 

20% 

5% 

2% 

Lymphome B divers 

t(9;14)(p13;q32) * 

t(6;14)(p21.1;q32) 

t(1;14)(q21;q32) 

t(10;14)(q24;q32) 

t(12;14)(q24;q32) 

PAX5 

CCND3 

BCL9 

NFKB2 

BCL7A 

? 

? 

rare 

rare 

rare 
 

Table 5 : Principales translocations récurrentes impliquant les loci IGH, IGK ou IGL.  
* remarque : précédemment décrite dans les lymphomes lymphoplasmocytaires, il s’avère que la t(9;14) 
IGH/PAX5 est rare et non spécifique de cette hémopathie. Elle est détectée dans certains cas de lymphomes de la 
zone marginale ou B diffus à grandes cellules (Poppe et al. 2005 ; Cook et al. 2005). Adapté de Willis (Willis and 
Dyer 2000) par Christine Lefebvre. 
 

 

Différents sites de cassure ont été observés sur les gènes IGH. Ces sites corrèlent avec les sites 

de recombinaison physiologiques conduisant à la production d’un gène d’immunoglobuline 

fonctionnel, suggérant l’implication d’erreurs de recombinaison V(D)J comme mécanisme 

potentiel dans la genèse des translocations. 

 

Certaines translocations définissent des entités clinico-biologiques au sein des lymphomes 

malins, comme la t(14;18)(q32;q21) pour les lymphomes folliculaires. Cette association 

« spécifique » d’une translocation chromosomique avec une maladie doit cependant être 

nuancée. Une anomalie peut, en fonction du contexte chromosomique de la cellule, être 

considérée comme primaire et entité-spécifique, ou comme secondaire. L’exemple typique est 

la t(8;14)(q13;q32). Isolée, elle signe le lymphome de Burkitt ; associée à une 

t(14;18)(q32;q21) ou une t(11;14)(q13;q32), elle prend valeur d’anomalie secondaire et 

accompagne la transformation histologique d’un lymphome de bas grade vers un lymphome de 

haut grade de malignité. Il en est ainsi pour la majorité des translocations ou anomalies 

primaires des lymphomes. 

 

II.2.2.b. Conséquences moléculaires des anomalies primaires 

 

La caractérisation moléculaire des translocations chromosomiques primaires a permis 

d’identifier de nombreux gènes cibles (Tableau). Ces gènes codent pour des protéines 

impliquées dans des voies de signalisations majeures pour le maintien de l’homéostasie 

(lymphocytaire), telles que la régulation de l’apoptose, de la prolifération ou de la 

lymphopoïèse B. La dérégulation des fonctions de ces gènes joue donc un rôle clef dans 

l’initiation du processus tumoral. 
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Lymphome folliculaire et translocation t(14;18)(q32;q21) - BCL2 

Le lymphome folliculaire (FL) représente 20% des cas de lymphomes B. Environ 85% des 

lymphomes folliculaires sont associés à une t(14;18)(q32;q21), entraînant la juxtaposition du 

gène BCL2 (B-cell lymphoma 2) en 18q21.3 avec les gènes IGH (Willis and Dyer, 2000). 

 

La translocation conduit à la dérégulation de l’expression de BCL2. BCL2 est une protéine 

impliquée dans le contrôle de l’apoptose (Chao and Korsmeyer, 1998), (Cory and Adams, 

2002). BLC2 maintient l’intégrité de la membrane mitochondriale en bloquant le relargage 

d’activateurs apoptotiques comme le cytochrome c (Kluck et al., 1997), et empêche ainsi 

l’activation des caspases et donc l’apoptose. BCL2 régule également la progression des cellules 

dans le cycle cellulaire en favorisant le passage en G0 (Vairo et al., 1996). 

 

Le rôle oncogénique de BCL2 a été mis en évidence dans des modèles murins transgéniques où 

BCL2 est surexprimée dans les LT ou les LB. Les souris surexprimant BCL2 présentent une 

hyperplasie des follicules spléniques et développent des lymphomes B à grandes cellules, 

d’évolution très rapide. L’activation secondaire de MYC par translocation chromosomique a pu 

être démontrée dans ces tumeurs (McDonnell et al., 1989); (McDonnell and Korsmeyer, 1991). 

 

La dérégulation de BCL2 est également un facteur de chimiorésistance. L’hyper-expression de 

BCL2 rend les tumeurs réfractaires à de nombreuses drogues in vitro et in vivo (Sartorius and 

Krammer, 2002); (Schmitt et al., 2000).  

 

L’analyse des profils d’expression génique a permis de mettre en évidence une « signature 

transcriptomique » propre aux différents types de lymphomes. Ainsi les LLC et LM folliculaires 

ont un profil différent des lymphomes B diffus à grandes cellules (DLBCL) mais présentent un 

profil semblable aux lymphocytes B normaux au repos, pour les gènes dont l’expression est 

modifiée au cours du cycle cellulaire. Cette similitude peut être mise en relation avec le 

caractère peu proliférant de ces deux types de lymphomes. D’autre part, les LM folliculaires 

présentent une signature caractéristique des cellules du centre germinatif (pour les gènes 

BCL6, A-myb, CD10, CD138) (Alizadeh et al., 2000), confirmant l’origine de ces cellules 

tumorales. L’équipe de Freedman met cependant en évidence des différences d’expression 

entre les cellules de LM folliculaires et les cellules normales des centres germinatifs (Husson et 

al., 2002). Ils observent en particulier la surexpression de certains gènes impliqués dans la 

régulation du cycle cellulaire, le contrôle de la lymphopoïèse B et les interactions cellulaires, 

parallèlement à la baisse d’expression de gènes impliqués dans l’adhésion. De façon 

intéressante, la plupart de ces gènes sont localisés dans des régions chromosomiques 

fréquemment réarrangées dans les lymphomes folliculaires. 

 

Ces études mettent donc en évidence des profils transcriptionnels spécifiques des différents 

sous-types de lymphomes. Ce type d’approche permettra par la suite de définir et de mieux 

comprendre la physiopathologie de ces tumeurs (progression tumorale, gènes impliqués). 
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Lymphomes B diffus à grandes cellules et anomalies de la bande 3q27 - BCL6 

Les lymphomes B diffus à grandes cellules (DLBCL) représentent 30 à 40% des cas de 

lymphomes diagnostiqués dans les pays occidentaux. Il constitue une entité hétérogène sur le 

plan clinique et biologique. Les réarrangements de BCL6 ont été initialement décrits dans les 

DLBCL et constituent l’anomalie cytogénétique la plus fréquente de ces tumeurs (35 à 40% des 

cas) (Bastard et al., 1994). L’association récurrente de translocations affectant la bande 3q27 

et plus particulièrement le gène BCL6/LAZ3 (lymphoma-associated zinc finger on chromosome 

3) a également été observée dans près de 15% des lymphomes folliculaires (Bastard et al., 

1994). 

 

Le gène BCL6 peut être juxtaposé soit à côté d’éléments enhancers des gènes 

d’immunoglobuline soit sous le contrôle de promoteurs d’autres gènes. BCL6 code pour une 

protéine nucléaire de 706 acides aminés contenant 6 doigts de zinc et un domaine de 

répression de la transcription, le domaine POZ (Pox viruses and zinc finger) (Chang et al., 

1996), (Deweindt et al., 1995). BCL6 est exprimée dans la plupart des tissus et cellules, en 

particulier dans les lymphocytes B des centres germinatifs (Bajalica-Lagercrantz et al., 1997), 

(Cattoretti et al., 1995). BCL6 est un répresseur de la transcription jouant un rôle important 

dans le développement lymphocytaire B (Schebesta et al., 2002), (Ye et al., 1997). Elle bloque 

la différenciation des lymphocytes B des centres germinatifs en réprimant l’expression du gène 

BLIMP dépendant de STAT3 (Reljic et al., 2000). La répression de BCL6 permet la 

différenciation terminale des lymphocytes en plasmocytes ou lymphocytes B mémoires. BCL6 

peut interagir avec HDAC1, suggérant une répression des gènes cibles de BCL6 par 

modification du statut chromatinien de ces gènes (Dhordain et al., 1998). Ainsi la dérégulation 

de BCL6 lors de la lymphomagenèse pourrait participer à l’altération du code histone contrôlant 

l’expression des gènes de la différenciation B. 

 

Une des hypothèses du rôle oncogénique d’une anomalie chromosomique mettant en jeu BCL6 

serait que, suite à la translocation chromosomique, la protéine agisse comme un répresseur 

constitutif de la transcription, notamment en recrutant une activité histone déacétylase sur un 

promoteur cible, promoteur du gène BLIMP par exemple, empêchant ainsi la différenciation 

plasmocytaire des lymphocytes B matures (Deweindt et al., 1995). 

 

Lymphome de Burkitt et translocation t(8;14) – c-MYC 

Le lymphome de Burkitt est caractérisé sur le plan cytogénétique par un réarrangement 

chromosomique de c-MYC. Dans 80% des cas, il s’agit d’une translocation t(8;14)(q24.1;q32), 

juxtaposant le gène c-MYC au gène IGH. Ces translocations conduisent à la dérégulation de c-

MYC, contrôlée par les éléments activateurs des gènes d’Ig. Les réarrangements de c-MYC sont 

également détectés dans d’autres sous-types de lymphome, en tant qu’anomalie secondaire, 

par exemple dans le lymphome folliculaire, le lymphome B diffus à grandes cellules, le 

lymphome du manteau, le myélome ((Yano et al., 1992); (Avet-Loiseau et al., 2001); (Michaux 

et al., 2004); (Mossafa et al., 2006). 
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MYC fonctionne à la fois comme un activateur et un inhibiteur de la transcription participant au 

contrôle du cycle cellulaire et de l’apoptose. MYC se lie au niveau de séquences consensus de 

l’ADN (E-box) sous la forme d’hétérodimères MYC-MAX, pour activer la transcription. MAX peut 

également former un hétérodimère avec MAD et exercer un effet antagoniste répresseur sur les 

mêmes séquences E-box. L’activation ou la répression de la transcription implique également 

des complexes coactivateurs/HAT ou corépresseurs/HDAC, recrutés respectivement par les 

hétérodimères MYC-MAX ou MAD-MAX. La fixation compétitive de MYC ou de MAD avec MAX 

régule l’expression des gènes cibles de MYC. L’analyse sur biopuce de l’expression de gènes 

induits par c-MYC a permis d’identifier 53 gènes, dont certains impliqués dans le contrôle du 

cycle cellulaire (cycline B1, CDC2L1 et cycline E-BP1) ou la réparation de l’ADN (MSH2, BRCA1) 

(Menssen and Hermeking, 2002). 

 

MYC joue un rôle central dans le contrôle de la prolifération des cellules normales en favorisant 

leur engagement et leur maintien dans le cycle cellulaire (de Alboran et al., 2001) et en 

conservant l’intégrité des télomères par augmentation de l’activité de la télomérase (Wu et al., 

1999).  

 

La dualité fonctionnelle de MYC suggère que l’effet oncogénique observé in vivo est le résultat 

d’un équilibre entre ses effets prolifératifs et pro-apoptotiques. La survie de cellules dont 

l’expression de MYC est augmentée passe donc par l’acquisition d’anomalies additionnelles anti-

apoptotiques. La surexpression de MYC peut également induire une instabilité génomique 

(aneuploïdie, chromosomes multicentriques, cassures chromosomiques, amplifications) et une 

hypersensibilité aux agents provoquant des cassures de l’ADN (Felsher and Bishop, 1999). 

 

Conclusion 

 

L’analyse cytogénétique et moléculaire des anomalies chromosomiques primaires montre leur 

rôle important dans l’initiation de la tumorigenèse. Caractéristiques des sous-types tumoraux, 

elles dérégulent l’expression d’oncogènes engendrant ainsi des perturbations cellulaires. 

Nombre d’entre elles, pour la plupart équilibrées, ont été clonées et les voies moléculaires 

mises en jeu caractérisées. Cependant, ces anomalies ne suffisent pas au développement 

tumoral ((McDonnell and Korsmeyer, 1991); (Callanan et al., 1996)), comme démontré par la 

présence d’une t(14;18) chez des personnes saines. Ceci suggère donc la nécessité d’anomalies 

chromosomiques additionnelles pour le développement d’un phénotype tumoral. De fait, les 

caryotypes des lymphomes malins sont dans 90% des cas très complexes (plus de trois 

anomalies) avec la présence d’anomalies chromosomiques secondaires non aléatoires, 

récurrentes et pertinentes pour la progression tumorale. Parmi ces anomalies secondaires, 

celles touchant le chromosome 1 surviennent particulièrement fréquemment. 
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II.2.3. Anomalies secondaires et progression tumorale 

 

Seuls 10 à 15% des LMNH présentent une anomalie chromosomique unique (Yunis et al., 

1987); (Offit et al., 1991). Les anomalies secondaires sont donc plutôt la règle. Elles sont 

multiples et variées, associant généralement des anomalies de nombre et de structure. En ce 

qui concerne les anomalies de nombre, certains groupes de tumeurs sont plutôt associés à une 

perte (lymphomes à cellules du manteau), et d’autres à un gain (lymphomes folliculaires, 

lymphomes diffus à grandes cellules) de chromosomes. Parmi les anomalies de nombre les plus 

fréquentes, citons les trisomies X, 7, 12, 3, 18, 21. Les anomalies 1q21-23 arrivent en tête des 

anomalies de structure secondaires (17%), suivies par les cassures en 6q21-25 (14%) et les 

anomalies du bras court du chromosome 1 (1p32, 13%) (Offit et al., 1991). 

 

II.2.3.a. Analyse chromosomique 

 

Modèle des lymphomes folliculaires 

En 1987, Yunis pose les bases du processus de progression tumorale associé à la présence 

d’anomalies secondaires surajoutées. Il analyse 71 cas de lymphomes centro-folliculaires de 

différents grades, et indique que 70% des anomalies secondaires trouvées sont récurrentes.  

Les anomalies chromosomiques secondaires les plus fréquentes sont les duplications 1q ou 12q 

(30%), les trisomies X et 7 (23%) et les anomalies de la bande 1p36 (21%). Ainsi Yunis 

récapitule les principales anomalies secondaires associées à la translocation t(14 ;18) et établit 

pour la première fois une corrélation entre anomalie secondaire surajoutée, sous-type 

histologique et évolution de la maladie : 

- t(14;18) isolée : maladie indolente 

- trisomie 7 ou 12 avec délétion 6q (6q22q25) : histologie plus agressive 

- trisomie 3, 18 et 21 : lymphome folliculaire à grandes cellules 

- les dup2p, del13q et HSR semblent conférer un pronostic particulièrement mauvais 

avec une réponse thérapeutique nulle ou mauvaise et une très faible survie. 

 

Dès 1987, Yunis propose alors sur la base du caryotype un modèle de progression tumorale 

dans les lymphomes folliculaires où les anomalies chromosomiques secondaires constitueraient 

des facteurs critiques pour l’évolution de la tumeur. Il ajoute que ces anomalies sont 

communes à tous les cancers et pourraient expliquer les dérégulations cellulaires dans les 

cellules malignes (Yunis, 1987). Les travaux ultérieurs, dont certains faisant appel à 

l’hybridation génomique comparative (CGH), ont conforté ses résultats (Avet-Loiseau et al., 

1997), (Bentz et al., 1996). 

 

II.2.3.b. Mécanismes moléculaires de la progression tumorale 

 

Les mécanismes moléculaires impliqués dans la progression tumorale restent encore peu 

compris. Le rôle oncogénique des translocations secondaires équilibrées dans l’acquisition du 
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phénotype malin complet a été démontré à travers les exemples de coopération oncogénique 

entre BCL2 et MYC [t(14;18)+t(8;14)] et entre la cycline D1 et MYC [t(11;14)+t(8;14)]. Le 

caractère le plus souvent complexe des réarrangements secondaires par gain ou perte de 

matériel chromosomique, rend difficile l’identification de gènes cibles. 

 

Rôle des translocations secondaires – modèle du lymphome folliculaire 

L’association étroite de la t(14;18) aux lymphomes folliculaires démontre son rôle prépondérant 

dans la genèse de ces tumeurs. Cependant, la seule présence de cette translocation ne semble 

pas suffisante, comme le montrent d’une part la détection de cette translocation par PCR chez 

des sujets sains (Limpens et al., 1995) et d’autre part l’observation de quelques cas de 

transformation d’un lymphome folliculaire de bas grade avec une t(14;18) en un lymphome de 

haut grade de malignité ou même en leucémie aiguë lymphoblastique, contemporaine de 

l’acquisition secondaire d’une t(8;14) (Thangavelu et al., 1990). Des souris co-exprimant les 

transgènes MYC et BCL-2, ont une hyper-prolifération des cellules pré-B et développent des 

hémopathies lymphoïdes à un taux nettement plus important, démontrant la coopération entre 

ces 2 oncogènes (Strasser et al., 1990). BCL2 peut également coopérer avec la protéine de 

fusion PML-RARα pour induire le développement de leucémies aiguës promyélocytaires (Kogan 

et al., 2001). Ceci suggère donc une coopération oncogénique lors de la transformation 

maligne. 

 

Rôle des pertes et gains de matériel chromosomique 

Depuis les travaux de Knudson sur l’inactivation obligatoire en 2 temps des deux allèles d’un 

gène dit suppresseur de tumeur comme nécessaire à la tumorigenèse, les mécanismes 

moléculaires de la tumorigenèse par perte de fonction sont mieux connus (Knudson, 1971). 

Toutefois, les bases mécanistiques des délétions ne sont pas connues. Les chefs de file de ce 

processus d’oncogenèse ont été les gènes Rb (13q14) et p53 (17p13), puis le gène ATM (Ataxia 

Telangiectasia Mutated - 11q23), appartenant plus précisément au groupe des gènes 

« Caretaker » et/ou « Gatekeeper ». Ces trois régions représentent des régions chaudes de 

délétions / réarrangements dans les lymphomes et les myélomes multiples (MM) comme dans 

les autres tumeurs solides. La zone minimale de délétion 13q dans les LLC ne concerne pas Rb 

mais des gènes codant pour des micro-ARN (MiR-15a et miR-16-1) situés en 13q14.3. Cette 

région est délétée dans les LLC (Calin et al., 2002). L’analyse par microarrays de l’expression 

des micro-ARN dans des cellules B normales et des cellules LLC révèle une signature 

transcriptionnelle spécifique des micro-ARN pouvant jouer un rôle pronostique et participer à la 

tumorigenèse (Calin et al., 2002). 

Les anomalies les plus fréquentes dans l’évolution des lymphomes folliculaires sont les 

gains de matériel génétique (trisomies X, 7, 12, gains de 1q,…) (pour revue, (Knutsen, 1997). 

Parmi ces anomalies, nous nous intéressons particulièrement aux anomalies du bras long du 

chromosome 1. 
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II.2.3.c. Anomalies 1q (pour revue, (Fournier et al., 2007), en 

annexe) 

 

Les anomalies du chromosome 1 sont parmi les plus fréquentes dans les cancers (20%). Ces 

réarrangements peuvent se présenter comme des translocations équilibrées ou des 

remaniements déséquilibrés (dérivés de translocations, duplications, délétions). Ils concernent 

soit le bras court du chromosome 1 conduisant alors le plus souvent à une perte de matériel 

génétique, soit le bras long avec le plus souvent gain de matériel. 

 

Les anomalies 1q n’ont en général aucun caractère de spécificité : on les observe aussi bien 

dans les tumeurs solides communes et les sarcomes que dans les hémopathies malignes 

myéloïdes ou lymphoïdes (B/T, aigues/chroniques). Elles sont donc considérées plutôt comme 

des anomalies secondaires. Les trisomies 1q surviennent tard au cours de l’évolution de la 

maladie et seraient donc impliquées dans la progression tumorale (Brodeur, 1996); (Atkin, 

1986). Cependant, des trisomies 1q partielles ou totales ont été rapportées comme anomalies 

primaires uniques au cours de certaines tumeurs du sein (Pandis et al., 1992), de syndromes 

myélodysplasiques (Fonatsch et al., 1991), de leucémies aiguës lymphoblastiques (Morris et 

al., 1984), de lymphomes (Gagos et al., 1995).  

 

Notre équipe s’est focalisée sur l’exploration moléculaire et les conséquences pathogéniques 

des réarrangements 1q dans les lymphomes. La mise en évidence de l’implication du récepteur 

de faible affinité FcGR2B (Callanan et al., 2000a) dans l’évolution des lymphomes folliculaires 

et la fréquence élevée des réarrangements affectant l’hétérochromatine 1q12 (Le Baccon et al., 

2001a) dans les lymphomes B et les myélomes, constituent deux nouvelles pistes 

oncogéniques potentiellement importantes au cours de la progression tumorale dans les 

hémopathies B. 

 

Anomalies 1q et LMNH 

Au sein des hémopathies malignes, les anomalies 1q sont particulièrement fréquentes dans les 

LMNH. L’équipe de J. Whang-Pheng a été la première à avoir souligné cette fréquence et à 

définir 2 zones critiques de duplication allant de 1q12 à 1q31 ou de 1q21 à 1q31 (Douglass et 

al., 1980). Les grandes séries publiées par la suite ont confirmé le caractère récurrent de ces 

anomalies (Koduru et al., 1987); (Offit et al., 1991); (Yunis, 1987); (Offit et al., 1991). 

 

Leur fréquence moyenne est de 17 à 20% dans les lymphomes folliculaires et les DLCL 

(Cigudosa et al., 1996), 39% des lymphomes de la zone marginale (Dierlamm et al., 1996), et 

27 à 50% des lymphomes de Burkitt (Juneja et al., 1990), (Koduru et al., 1987). Les données 

d’hybridation génomique comparative (CGH) confirment ces résultats. Dans une série de 32 LM 

B diffus à grandes cellules (de haut grade de malignité), les gains 1q représentent la seconde 

anomalie la plus fréquente après la trisomie X (41%), avec les délétions 6q (38%) (Monni et 

al., 1996). 
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Le réarrangement 1q représente l’anomalie de structure la plus fréquente (40% des cas) au 

sein des caryotypes anormaux de myélome (Dewald et al., 1985). Ces anomalies sont des 

délétions du bras court 1p, des duplications/translocations déséquilibrées du bras long 1q. Ces 

anomalies s’observent chez des patients en phase avancée de leur maladie suggérant que ces 

anomalies joueraient un rôle dit secondaire dans la progression tumorale (Sawyer et al., 

1998a). 

 

Notre équipe a montré que 90% des anomalies 1q, détectées sur le caryotype des patients 

porteurs d’un myélome, ciblent l’hétérochromatine 1q12. L’un d’entre eux présentait même 

jusqu’à 6 copies surnuméraires d’hétérochromatine 1q12 en FISH interphasique (Le Baccon et 

al., 2001a). La fréquence de ces anomalies 1q et le caractère récurrent du point de cassure au 

sein de l’hétérochromatine 1q12 suggèrent l’implication pathogénique de l’hétérochromatine 

1q12 au cours de la progression tumorale de ces tumeurs. 

 

Anomalies 1q et tumeurs solides 

Les anomalies 1q ne sont pas spécifiques des hémopathies lymphoïdes. On retrouve un gain 

partiel ou total du bras long du chromosome 1 dans 15% à 30% des tumeurs du sein, des 

ovaires, des poumons, des mélanomes, des neuroblastomes et des tumeurs de Wilms (Mertens 

et al., 1997). De façon intéressante, on retrouve des gains spécifiques des bandes 1q11-q21 et 

1q23-24 dans les tumeurs du sein et 1q10-q11 et 1q21-22 dans les tumeurs de l’ovaire (Deger 

et al., 1997), (Mertens et al., 1997). 

 

Dans les carcinomes hépatocellulaires, l’analyse à haute résolution du profil génomique permet 

de détecter jusqu’à 90% de gain 1q (Midorikawa et al., 2004; Midorikawa et al., 2006); 

(Steinemann et al., 2006). Une étude cytogénétique portant sur 111 cas d’hépatoblastomes 

dont 55 avec anomalies clonales, montre 20 cas de translocations déséquilibrées impliquant 

des points de cassure en 1q12-21 (Tomlinson et al., 2005). 

 

Ces gains 1q sont actuellement considérés comme conférant une signification pronostique 

défavorable, une croissance tumorale accélérée et/ou un potentiel métastatique accru, dans de 

nombreux sous-types de tumeurs solides. 

 

Par exemple, dans les cancers du sein, où leur fréquence atteint 40%-60% par analyse 

CGH (Tirkkonen et al., 1998); (Zudaire et al., 2002), le gain 1q (trisomie 1q totale) est corrélé 

à un volume initial augmenté et à un pronostic défavorable (Zudaire et al., 2002). De plus, 

l’analyse comparative du génotype de tumeurs primitives et de leurs métastases a permis de 

mettre en évidence que la seule différence significative était le gain de matériel 1q et plus 

particulièrement des bandes 1q21-q23 (Gronwald et al., 1997) suggérant le caractère 

secondaire de ces anomalies 1q. La présence d’une anomalie 1q est également associée au 

potentiel métastatique des adénocarcinomes des voies digestives supérieures (van Dekken et 

al., 2006) et des cancers de prostate (Torring et al., 2007). 
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II.2.3.d. Analyse moléculaire des anomalies 1q 

 

La fréquence des anomalies 1q dans les hémopathies malignes B et leur caractère secondaire, 

suggèrent qu’elles jouent un rôle pathogène important dans la lymphomagenèse. De plus, le 

clonage de translocations impliquant la région 1q21 (Le Baccon et al., 2001a) a permis 

d’identifier plusieurs gènes cibles potentiellement impliqués dans le contrôle de la progression 

tumorale, parmi lesquels AF1q (dont nous reparlerons dans la troisième partie de 

l’introduction), BCL9, MUC1, FCGR2B (mis en évidence par notre équipe (Callanan et al., 

2000b), et IRTA1/2. 

 

Les approches développées récemment combinant du profiling génomique, épigénomique et 

transcriptomique permettent des progrès considérables dans l’identification de nouveaux gènes 

cibles et dans la mise en évidence de signatures spécifiques de sous-types tumoraux (Martin-

Subero et al., 2009b). 

 

Cas particulier : l’hétérochromatine constitutive 1q12 

Le site majeur de cassure 1q dans les LMNH cible l’hétérochromatine constitutive 

péricentromérique 1q12 (Le Baccon et al., 2001a). 39% des cassures 1q (17/44) dans les 

LMNH et 89% des cassures 1q (31/35) dans les MM se localisent dans la bande 1q12. Ces 

translocations impliquent de nombreux partenaires (9 pour les LMNH et 23 pour les MM). On 

retrouve cependant des partenaires récurrents : les sites accepteurs 4p16 dans les lymphomes 

(3 cas), 16q11 et 22p11 dans les myélomes (4 et 3 cas respectivement).  

 

Les réarrangements concernant la région 1q12 sont tous déséquilibrés, conduisant à un gain 

total ou partiel d’un bras long 1q et juxtaposant, de façon aberrante, l’hétérochromatine 1q12 à 

des régions codantes euchromatiques. L’hétérochromatine 1q12 est aussi retrouvée dans une 

translocation impliquant la région télomérique du chromosome 4 (4p16) avec une délétion des 

séquences répétées télomériques (8/12 cas cassures 1q12). Cette étude met en évidence pour 

la première fois l’implication potentielle de l’hétérochromatine 1q12 dans la pathogenèse des 

lymphomes et des myélomes, et souligne l’importance de la bande 1q12 comme site 

« pathogénique ». 

 

Si des mécanismes génétiques d’amplification 1q12 ont récemment été proposés (Sawyer et 

al., 2009), les mécanismes oncogéniques sous-jacents restent actuellement inexpliqués mais 

sont probablement étroitement liés aux rôles de l’hétérochromatine dans la régulation 

épigénétique des fonctions du génome. L’hétérochromatine constitutive, de par sa structure et 

sa fonction, pourrait constituer une nouvelle voie de dérégulation de l’expression génique, par 

des mécanismes épigénétiques, dans les hémopathies B. Plusieurs hypothèses sont 

envisagées : 
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- une première possibilité repose sur le recrutement par l’hétérochromatine de facteurs 

de la transcription et/ou dans certains cas, de leurs gènes cibles, entraînant leur répression. Ce 

type de régulation a été décrit pour le régulateur de transcription Ikaros, impliqué dans le 

contrôle de la lymphopoïèse B précoce (Brown et al., 1997a). Il existe donc un lien fonctionnel 

entre la localisation nucléaire de l’hétérochromatine constitutive (et donc de la bande 1q12) et 

sa capacité à exercer sa fonction de régulation négative sur l’expression génique. La présence 

d’un domaine 1q12 surnuméraire pourrait modifier la localisation de ces domaines au sein du 

noyau et par conséquent moduler l’expression  génique à son voisinage ; 

- une deuxième possibilité concerne la juxtaposition de la bande 1q12 avec des 

séquences euchromatiques sur les chromosomes partenaires, qui rappelle l’effet de position 

bien caractérisé chez la drosophile (Henikoff et al., 1995). 

 

 

Conclusion 

 

Les anomalies primaires dans les hémopathies malignes sont bien caractérisées sur le plan 

cytogénétique et moléculaire. Ainsi, la translocation t(14;18) signe le lymphome folliculaire et 

dérégule l’expression de BCL2 par juxtaposition de ce gène à la séquence enhancer des gènes 

IGH.  Cette dérégulation de BCL2 altère la balance apoptose/survie en faveur de la survie pour 

les cellules tumorales. Les anomalies secondaires sont moins bien caractérisées et ne 

présentent en général pas de spécificité vis-à-vis du type de tumeurs. Les mécanismes 

découlant des dérégulations provoquées par ces anomalies secondaires restent donc à 

déterminer. De façon surprenante, la découverte de l’implication de l’hétérochromatine 

constitutive comme mécanisme pathologique potentiel de progression tumorale modifie la 

perception (génétique et moléculaire) des mécanismes de progression tumorale. En effet, 

jusqu'à présent, l’analyse des translocations a révélé deux grands mécanismes principaux de 

dérégulation : l’expression constitutive d’une protéine normale par juxtaposition à une 

séquence activatrice forte de la transcription, et la production de protéines hybrides ayant de 

nouvelles propriétés par formation de gènes de fusion (leucémies). L’implication de 

l’hétérochromatine soulève la possibilité d’un nouveau mécanisme pathologique, basé sur une 

dérégulation épigénétique aboutissant potentiellement à la répression de l’expression de gènes 

cibles. 

 

A l’heure actuelle, nous disposons de très peu de données concernant l’implication de ce type 

de mécanisme dans des modèles, normaux ou pathologiques, de cellules humaines. Leur étude 

tend cependant à se développer à travers la caractérisation épigénétique de certaines 

anomalies chromosomiques acquises dans les cellules tumorales humaines, et en particulier, 

dans les leucémies, avec les dérégulations épigénétiques provoquées par les protéines de 

fusion PML-RARA ou MLL (histone méthyltransferase spécifique de la lysine 4 de l’histone H3). 

Le développement de ces connaissances ouvre un nouveau champ de recherche, l’épigénétique, 

dans l’étude des processus tumoraux. 
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Partie 3 : Epigénétique et cancers 

 

Les perturbations épigénétiques sont de plus en plus décrites dans les cancers, où elles 

contribueraient à la dérégulation de l’expression de gènes et à l’instabilité génomique. 

Cependant la question se pose de savoir si les perturbations épigénétiques observées sont une 

cause ou une conséquence des mécanismes de dérégulation mis en jeu dans les cancers. Dans 

cette dernière partie de l’introduction, quelques concepts novateurs et originaux sur l’origine 

des cancers seront exposés, avant de présenter les perturbations épigénétiques majeures 

décrites dans les cancers et plus spécifiquement dans les hémopathies malignes ; enfin les 

perspectives d’innovation thérapeutique seront abordées.  

 

I. De l’origine épigénétique des cancers : « epigenetic progenitor of cancer » ? 

 

Le cancer est perçu comme un groupe hétérogène de désordres présentant des propriétés 

biologiques différentes marquées, causées par une série de changements génétiques 

sélectionnés de manière clonale, impliquant des gènes suppresseurs de tumeurs et des 

oncogènes. Cependant, des données récentes suggèrent que le cancer pourrait avoir une base 

commune, générée par l’altération épigénétique polyclonale de cellules souches / progénitrices. 

C’est le modèle d’« epigenetic progenitor of cancer » que proposent Feinberg et al. (Feinberg et 

al., 2006). Le fait que des changements épigénétiques soient retrouvés aussi précocement dans 

la tumorigenèse – ou même dans les tissus normaux avant l’apparition des tumeurs – incite à 

réfléchir sur un rôle amont des cellules progénitrices, avant l’initiation apparente du 

changement génétique. Ainsi, la cellule souche est de plus en plus reconnue comme la cible 

potentielle d’événements initiateurs de la transformation maligne (Pardal et al., 2003); 

(Feinberg et al., 2006). Des changements épigénétiques précoces pourraient expliquer 

beaucoup des propriétés hétérogènes qui sont communément associées à la croissance 

tumorale, à l’invasion, aux métastases et à la résistance aux thérapies. Un modèle de survenue 

des cancers en trois étapes est proposé pour intégrer l’idée de ces événements épigénétiques 

précoces : une perturbation épigénétique des cellules progénitrices, une mutation initiatrice, et 

une plasticité génétique et épigénétique (Feinberg et al., 2006) (Figure 44). 

 

 

 Figure 44 : “The epigenetic progenitor model of cancer”. TPG, Tumour Progenitor Genes ; GKM, GateKeeper 
Mutation ; TSG, Tumour-Suppressor Gene ; ONC, oncogene. D’après Feinberg et al., Nat Rev, 2006 
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Dès 1994 et surtout depuis les cinq dernières années, de nombreux travaux ont suggéré 

l’existence de « cellules souches cancéreuses » (CSC), qui correspondraient à une petite 

fraction de cellules au sein des tumeurs capables de former de nouvelles colonies in vitro ou 

d’initier une nouvelle tumeur suite à leur injection dans un hôte in vivo (Al-Hajj et al., 2003; 

Cariati and Purushotham, 2008; Graziano et al., 2008; Kasper, 2008; Lapidot et al., 1994; 

Lee et al., 2008; Takaishi et al., 2008). Tout comme les « vraies » cellules souches, les CSC 

ont une capacité d’auto-renouvellement, sont hautement proliférantes, et peuvent se 

différencier. Cependant il devient évident que les CSC ne seraient pas gouvernées par le 

même type de régulation génétique que les cellules souches normales (Clarke, 2005). La 

compréhension de l’évidence actuelle qui considère le silencing épigénétique comme un 

mécanisme de régulation entre les cellules souches normales et cancéreuses augmentera les 

chances de mieux les cibler via des thérapies spécifiques (Mathews et al., 2009). 

 

II. Perturbations épigénétiques dans les cancers 

 

L’hyperméthylation des promoteurs de gènes suppresseurs de tumeurs (conduisant à la perte 

de l’expression de ces gènes) (Table 6) et l’hypométhylation globale du génome (entraînant 

une instabilité génomique), sont des caractéristiques générales des cellules cancéreuses ((Deng 

et al., 2006); (Lopez-Serra et al., 2006); (Irizarry et al., 2009); pour revue, (Mulero-Navarro 

and Esteller, 2008)). De façon remarquable, les gènes sujets à l’hyperméthylation et au 

silencing épigénétique dans les cancers correspondent en grande partie à des gènes réprimés 

par la voie Polycomb (H3K27me3), dans les compartiments souches embryonnaires (Ohm et 

al., 2007; Schlesinger et al., 2007; Widschwendter et al., 2007). 

 

 

 

 

L’altération du profil de modifications post-traductionnelles des histones émerge également 

comme un marqueur des cellules tumorales. Ainsi, la comparaison entre tissus normaux et 

tumoraux a mis en évidence une perte de l’acétylation de la lysine 16 de l’histone H4 et une 

Table 6 : Principaux gènes hyperméthylés dans les cancers. D’après Baylin, 2005 
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perte de la tri-méthylation de la lysine 20 de l’histone H4 dans des cellules cancéreuses, 

notamment dans les lymphomes (Fraga et al., 2005); (Van Den Broeck et al., 2008). Des 

altérations du profil global des modifications d’histones pourraient également avoir un intérêt 

pronostique. En effet, des analyses d’immunohistochimie indiquent que les patrons de di-

méthylation de la lysine 4 de l’histone H3 et d’acétylation de la lysine 18 de l’histone H3 

peuvent prédire la survie de patients atteints de cancer de la prostate (Seligson et al., 2005). 

Toujours dans ces cancers, la perte de méthylation de l’ADN et l’hypo-acétylation de la lysine 9 

de l’histone H3 s’accentueraient avec la progression tumorale (Mohamed et al., 2007). Le 

niveau d’acétylation de la lysine 9 de l’histone H3 serait également un facteur important dans 

les cancers du poumon où il pourrait être prédictif de la survie des patients (Barlesi et al., 

2007). Ces résultats sont en accord avec le fait que les enzymes de modification de la 

chromatine ont une activité dérégulée dans différents cancers (Esteller, 2006). Les 

conséquences de ces altérations de modifications globales d’histone sur l’expression des gènes 

ne sont pas étudiées. 

 

Barski et al. montrent par ailleurs que les points chauds de cassures chromosomiques semblent 

associés à un profil particulier de modifications d’histone (enrichissement en H3K4me3) et à la 

liaison de CTCF (Barski et al., 2007). Pour rappel, la tri-méthylation de la lysine 4 de l’histone 

H3 est reconnue et liée par la recombinase RAG, qui génère des cassures double brin de l’ADN 

lors du processus de recombinaison V(D)J, événement à haut risque pour la cellule. 

 

La perte de fonction de certains variants d’histones a également été décrite dans le cancer 

(Boulard et al., 2007). Par exemple, les souris p53-/- déficientes ou haplo-insuffisantes en 

H2AX développent des lymphomes B montrant des translocations chromosomiques ciblant les 

loci IGH et cMyc (Bassing et al., 2003). 

 

D’autre part, plusieurs travaux décrivent l’implication des protéines du groupe Polycomb dans 

les cancers (Valk-Lingbeek et al., 2004). Dans un modèle de cancer pulmonaire, la suppression 

par siRNA de l’expression des histone méthyltransférases EZH2, G9A, SETDB1 et SUV39H1 – 

qui sont surexprimées dans les cellules immortalisées et transformées – conduit à une 

diminution de la prolifération cellulaire, et induit l’apoptose (suppression de G9A et SUV39H1) 

ou un arrêt du cycle en G1 (suppression de EZH2). Ainsi les histone méthyltransférases 

pourraient représenter des cibles thérapeutiques intéressantes (Watanabe et al., 2008). 

 

Enfin, le rôle des complexes de remodelage dans les cancers est relativement bien étudié (pour 

revue, (Wang et al., 2007); (Clapier and Cairns, 2009). Par exemple, la surexpression de la 

protéine MTA1-3 (metastasis-associated proteins), composante du complexe NuRD, est 

associée à un comportement cellulaire invasif dans de nombreux cancers. Des mutations 

spécifiques du gène SMARCA4, codant pour une protéine appartenant au complexe SWI/SNF, 

ont été décrites dans les cancers du sein, du poumon, du pancreas et de la prostate. Une 

grande attention a été portée à une autre sous-unité du complexe SWI/SNF, SMARCB1, qui 
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joue un rôle critique dans la régulation du cycle cellulaire. Le complexe SWI/SNF interagissant 

physiquement avec des suppresseurs de tumeurs et des oncoprotéines connus (RB, BRCA1, c-

MYC, MLL), des mutations de ses sous-unités pourraient affecter ces liaisons, et donc les voies 

de signalisation associées (Wang et al., 2007); (Weissman and Knudsen, 2009). D’autre part, 

la perte d’expression du suppresseur de tumeur SNF5 (sous-unité de SWI/SNF) est corrélée 

avec une faible survie des patients atteints de mélanome (Lin et al., 2009). 

 

Dans la plupart des cas, le défi futur est d’identifier les gènes cibles qui se trouvent dérégulés 

en conséquence de mutations des complexes de remodelage. Il faudra également déterminer 

comment ils contribuent au développement tumoral afin de pouvoir designer des thérapies 

adaptées (Clapier and Cairns, 2009). 

 

III. Perturbations épigénétiques dans les hémopathies malignes 

 

III.1. Organisation spatiale du génome et translocations chromosomiques 

 

L’organisation spatiale non-aléatoire du génome dans le noyau est récemment apparue comme 

un facteur pouvant contribuer à la formation des translocations chromosomiques ; ceci a été 

mis en évidence grâce à des études corrélatives de la localisation des partenaires fréquents de 

translocation (Meaburn et al., 2007). Les cellules de lymphome murin sont caractérisées par la 

présence de combinaisons variées de translocations entre les chromosomes 12, 14 et 15 

(Liyanage et al., 2000). L’analyse de la position de ces chromosomes dans le noyau 

interphasique de lymphocytes normaux montre qu’ils forment des clusters de manière non-

aléatoire, générant une proximité spatiale entre eux, et favorisant probablement des 

réassociations illégitimes (Parada and Misteli, 2002). 

 

Des observations similaires ont été rapportées pour plusieurs autres translocations, incluant les 

chromosomes 5 et 6 dans les hépatomes murins (Parada et al., 2004), et les translocations 

t(9;22) BCR-ABL et t(15;17) PML-RAR chez l’homme (Neves et al., 1999). Un des meilleurs 

arguments en faveur d’un rôle de la proximité spatiale dans la détermination des partenaires de 

translocation provient d’analyses dans le lymphome de Burkitt  (Roix et al., 2003); ces 

analyses montrent que la proximité spatiale de MYC vis-à-vis de ces trois partenaires possibles 

de translocation, IGH, IGK et IGL, est directement corrélée aux fréquences de survenue de 

chacune de ces translocations, observées chez les patients. De plus, Osborne et al. montrent 

que lors de l’induction « immediate early » de gènes dans les lymphocytes B murins, alors que 

les gènes se relocalisent rapidement au sein des usines de transcription, Myc est 

préférentiellement recruté au sein de la même usine de transcription que le locus Igh, 

fortement transcrit. Myc et Igh étant les partenaires de translocation les plus fréquents dans les 

plasmacytomes et les lymphomes de Burkitt, ces résultats impliquent un lien direct entre 

l’organisation interchromosomique non-aléatoire des gènes transcrits au sein des usines de 
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transcription, et l’incidence de translocations chromosomiques spécifiques (Osborne et al., 

2007). 

 

Ces données indiquent que les translocations semblent se produire préférentiellement entre des 

chromosomes qui se trouvent dans une étroite proximité spatiale – dictée par leur arrangement 

non-aléatoire – dans le noyau en interphase. Ce scénario correspond au modèle « contact-

first » (Figure 45). Cependant, une autre hypothèse est proposée, dans laquelle les cassures 

double brin se produiraient d’abord, et les extrémités clivées diffuseraient à travers le noyau 

jusqu’à ce qu’elles trouvent d’autres cassures double brin non-réparées avec lesquelles elles 

formeraient une translocation ; c’est le modèle « breakage-first » (Figure 45). 

 

Le modèle « contact-first » est attractif parce qu’il expliquerait l’occurrence préférentielle bien 

établie de certaines translocations dans les tumeurs d’un type de tissu donné (Mitelman et al., 

2004). Chez la souris par exemple, les translocations entre les chromosomes 5 et 6 sont 

fréquentes dans les cellules d’hépatome, mais non dans les cellules de lymphome, qui elles 

sont souvent caractérisées par une t(12;15). Or, les paires de chromosomes 5-6 sont souvent 

observées dans les hépatocytes mais non dans les lymphocytes, dans lesquels les paires 12-15 

sont fréquentes (Parada et al., 2004). Ces observations, en accord avec la notion de tissu-

spécificité de l’organisation spatiale, renforcent l’évidence d’un rôle de la proximité spatiale – et 

donc de l’organisation spatiale du génome dans le noyau – dans la formation des 

translocations, et favorisent ainsi le modèle « contact-first ». De plus, elles permettraient 

d’expliquer le fait que certaines translocations soient associées à un type de tumeurs donné. 

 

Le modèle « contact-first » implique que la formation des translocations soit limitée aux 

chromosomes du voisinage et que les extrémités cassées des chromosomes ne puissent pas 

diffuser librement à travers le noyau, ce qui constituerait probablement également un 

mécanisme important de protection du génome. L’inaptitude des extrémités cassées des 

chromosomes à parcourir le noyau empêcherait leur interaction, et leur association illégitime, 

avec des lésions survenant aléatoirement et en permanence dans le noyau des cellules. Des 

facteurs cellulaires maintenant les extrémités chromosomiques en place – et ainsi limitant leur 

aptitude à bouger dans le noyau – seraient importants pour la protection de l’intégrité du 

génome. L’existence de tels facteurs a été mise en évidence par knock-down de la protéine se 

liant aux extrémités de l’ADN, Ku80 ; ce knock-down conduit à une perte de l’immobilité 

positionnelle des extrémités chromosomiques cassées qui leur permet de parcourir l’espace 

nucléaire (Soutoglou et al., 2007); (Soutoglou and Misteli, 2008); (Misteli and Soutoglou, 

2009). 

 

Il est également clair que la probabilité de la survenue de cassures double brin diffère à travers 

le génome, et que certaines régions subissent des cassures avec une fréquence 

significativement supérieure à d’autres (Soutoglou and Misteli, 2008); (Misteli and Soutoglou, 

2009). 
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Par ailleurs, Mathas et al. ont entrepris d’étudier les mécanismes de formation des 

translocations et de transformation des ALCL (Anaplastic Large Cell Lymphoma), en analysant 

des ALCL soit porteurs soit non-porteurs de la t(2;5) caractéristique (Mathas et al., 2009). Ils 

observent que certains gènes entourant les points de cassure sur les chromosomes 2 et 5 sont 

dérégulés à la fois dans les ALCL avec et dans les ALCL sans la translocation caractéristique. 

Ainsi, la dérégulation de ces gènes ne serait pas une conséquence de la t(2;5). Ils montrent 

également que les régions du point de cassure présentent une proximité spatiale au sein de 

l’espace nucléaire dans des cellules négatives pour la t(2;5), et que cette proximité pourrait 

prédisposer à l’induction de la t(2;5) (Mathas et al., 2009). 

 

III.2. Gènes cibles des translocations chromosomiques et perturbations de 

l’épigénome 

 

Les translocations chromosomiques peuvent affecter directement ou indirectement des 

activités épigénétiques (DNMT / HDAC / HMT) en les « mis-dirigeant »  sur des gènes cibles 

qui ont une action directe ou indirecte sur l’organisation et la fonction du génome, posant la 

Figure 45 : Deux modèles de formation des translocations chromosomiques ont été 
proposés : le modèle “contact first” et le modèle “breakage first”. D’après Misteli & 
Soutoglou, Nat Rev Mol Cell Biol. 2009 
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question de leur signification pathologique. C’est le cas des protéines de fusion résultant de 

certaines translocations chromosomiques présentes dans les leucémies aigues. 

 

III.2.1. Protéines de fusion et méthylation de l’ADN 

 

La formation du gène de fusion PML-RARA constitue un exemple d’implication indirecte de la 

méthylation de l’ADN. Il est issu de la fusion du gène RARA (récepteur alpha à l’acide 

rétinoïque) et du gène PML, conséquente à la translocation t(15;17). Cette fusion est 

spécifiquement observée dans les leucémies aiguës promyélocytaires, et aboutit à la production 

d’un facteur de transcription oncogénique hybride. La protéine de fusion produite comprend le 

domaine de liaison à l’ADN et au ligand acide rétinoïque de RARA et le domaine de PML 

responsable de l’interaction protéique. L’expression ectopique de PML-RARA bloque la 

différenciation des cellules souches hématopoïétiques. En absence d’acide rétinoïque, 

l’hétérodimère RAR/RXR recrute le complexe répresseur NcoR/HDAC, suggérant une fonction 

dans le silencing des gènes cibles (Minucci and Pelicci, 1999), (Xu et al., 1999). La présence 

d’acide rétinoïque dissocie le complexe et permet l’association de RAR avec des co-activateurs 

de la transcription comme les HAT (Lee et al., 2001). 

 

Le blocage de la différenciation par l’oncoprotéine PML-RARA serait dû au silencing constitutif 

des gènes répondant à l’acide rétinoïque impliqués dans la différenciation. En 2002, DiCroce et 

al montrent que l’oncoprotéine PML-RARA recrute de façon aberrante des ADN 

méthyltransférases (DNMT1 et DNMT3A) sur le promoteur du gène RARβ2 (Figure 46). Ces 

enzymes méthylent le promoteur et l’exon 1 du gène. Ces sites méthylés constitueraient un 

signal pour d’autres protéines (MBD) qui recruteraient par la suite des HDAC, notamment 

HDAC1. La conséquence de ce recrutement serait la compaction de la chromatine dans cette 

région et le silencing du gène cible (Di Croce et al., 2002). Le traitement des cellules tumorales 

par la trichostatine A et la 5-azacytidine est capable de « réverser » ce phénomène de silencing 

et permet la réexpression du gène RARβ2 et l’induction de la différenciation. Ces travaux 

montrent donc une action directe des mécanismes épigénétiques dans les leucémies aiguës 

promyélocytaires et la possibilité de « réverser » le mécanisme de silencing par l’action 

synergique de 2 molécules à visée thérapeutique. 

 

 

 

III.2.2. Protéines de fusion et activité histone méthyltransférase 

 

A titre d’exemple, le gène MLL (Myeloid/Lymphoid or Mixed-Lineage Leukemia) – cible 

récurrente de réarrangements dans les leucémies aiguës (LA) – code pour une protéine 

Figure 46 : Méthylation aberrante de la région 
promotrice du gène RARbeta2. Le facteur de 
transcription oncogénique PML-RAR se lie aux 
îlots CpG du promoteur et réprime sa 
transcription à travers le recrutement d’ADN 
méthylatransférases qui méthyle les îlots CpG. 
D’après Zlatanova J et al., New Compr 
Biochem, 2004 
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capable de lier l’ADN, possédant une activité histone méthyltransférase dirigée sur la lysine 4 

de l’histone H3, et régule positivement l’expression des gènes HOX. L’activité histone 

méthyltransférase de MLL est systématiquement absente des protéines de fusion leucémiques 

(résultant de translocations chromosomiques ciblant MLL dans les LA) (Krivtsov and 

Armstrong, 2007). De plus un certain nombre des partenaires de fusion de MLL interagit avec 

des protéines impliquées dans le remodelage de la chromatine. Par exemple la protéine AF4, 

partenaire de fusion de MLL au cours de la translocation t(4;11)(q21;q23), interagit avec 

l’histone méthyltransférase responsable de la méthylation de la lysine 79 de l’histone H3, 

DOT1L. Dans les cellules leucémiques exprimant la protéine de fusion MLL-AF4, cette 

interaction est maintenue et aboutit à la méthylation aberrante de la lysine 79 de l’histone H3 

au niveau de gènes cibles de MLL (Krivtsov et al., 2008). En accord avec ce résultat, les 

profils globaux de méthylation de la lysine 79 de l’histone H3 (ChIP-chip) distinguent les cas 

de LAL portant des réarrangements MLL des cas non-réarrangés pour MLL. De plus, la 

suppression de l’expression de DOT1L inhibe l’expression de cibles critiques de la protéine de 

fusion MLL-AF4 (Krivtsov et al., 2008). Des mécanismes similaires sous-tendent la 

leucémogenèse MLL-AF10-dépendante, chez la souris (Okada et al., 2005). 

 

L’importance physiopathologique de la méthylation de la lysine 79 de l’histone H3 est 

désormais établie dans d’autres modèles leucémiques. Par exemple, la protéine de fusion 

CALM-AF10, codée par la t(10;11)(p13;q14) observée dans les LA, acquiert la capacité (via la 

partie AF10) d’interagir avec hDOT1L. Cette interaction aboutit à l’hyperméthylation de la 

lysine 79 de l’histone H3 au niveau des loci Hoxa5, et à leur dérégulation transcriptionnelle. 

Ceci serait un événement déterminant pour la leucémogenèse CALM-AF10-dépendante 

(Broske et al., 2009). De plus, la protéine de fusion CALM-AF10, en interférant avec 

l’interaction AF10-dépendante de hDOT1L avec la chromatine, réduit également le taux global 

d’histone H3-lysine 79 méthylée dans les cellules leucémiques. Ces cellules sont plus 

susceptibles au dommages à l’ADN et montrent une instabilité génétique accrue (Broske et 

al., 2009).  

 

L’ensemble de ces travaux identifie l’histone méthyltransférase hDOT1L comme cible 

thérapeutique potentielle dans un sous-groupe de LA. 

 

III.3. Méthylation de l’ADN 

 

Les cancers en général, y compris les hémopathies malignes, sont caractérisés par une 

perturbation du méthylome. La comparaison de la méthylation génomique entre cellules 

normales et cellules tumorales a montré une hypométhylation globale de l’ADN au cours de la 

progression tumorale dans les leucémies aiguës myéloïdes (AML) (Pfeifer et al., 1988), ainsi 

que dans les leucémies lymphoïdes chroniques (CLL) (Wahlfors et al., 1992). Plus tard, la 

méthylation d’un grand nombre de gènes a été analysée dans les hémopathies malignes et 

comparée aux cellules normales (Chim et al., 2002). La plupart des gènes analysés sont des 
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gènes impliqués dans le contrôle du cycle cellulaire, la croissance cellulaire, la différenciation et 

la signalisation. De manière générale, une certaine spécificité de l’altération de la méthylation 

pour le type de pathologie est retrouvée, avec par exemple, une hyperméthylation de p15 dans 

les néoplasies myéloïdes (AML) et les leucémies aiguës lymphoblastiques (ALL) (30-90% et 53-

100%, respectivement) alors que p16, qui est rarement impliquée dans ces pathologies, est 

fréquemment méthylée dans les lymphomes malins (15-73%). 

 

Les études actuelles bénéficient des technologies microarrays, qui permettent l’analyse 

systématique des séquences méthylées sur l’ensemble du génome. Plusieurs études indiquent 

l’existence de profils de méthylation de l’ADN (« méthylome ») spécifiques de sous-types 

histologiques, au sein des lymphomes B (Martin-Subero et al., 2009a; O'Riain et al., 2009; 

Rahmatpanah et al., 2006). Ces études permettent d’évoquer un rôle pour la méthylation de 

l’ADN au cours de la lymphomagenèse, même si son rôle dans la progression tumorale reste 

pour l’instant moins clair (O'Riain et al., 2009). 

 

A titre d’exemple, l’étude par microarray du méthylome de 43 échantillons tumoraux issus de 

patients atteint de lymphomes B à petites cellules (FL, SLL, MCL), suivie d’une analyse non-

supervisée à permis de distinguer 3 patrons différentiels de méthylation des îlots CpG (sur 

256 îlots CpG informatifs), 1 groupe caractérisé par l’absence d’hyperméthylation des îlots 

CpG (les cas de MCL, essentiellement), et deux autres groupes montrant une 

hyperméthylation des îlots CpG, comprenant, respectivement, les B-CLL/SLL et les 

FL/hyperplasies lymphoïdes bénignes. L’impact de la méthylation de l’ADN sur l’expression 

des gènes n’a pas été évalué en détail dans cette étude (Rahmatpanah et al., 2006). Les 

auteurs n’excluent pas l’hypothèse que les profils de méthylation de l’ADN observés soient le 

reflet de l’origine ontogénétique des cellules lymphomateuses étudiées (c’est-à-dire issues du 

pré-centre germinatif pour les MCL et certains CLL, et issue du centre germinatif pour les FL 

par exemple) plutôt que la cause ou la conséquence du processus de transformation 

cellulaire.  

 

Une étude très élégante (Illumina Bead array – 1505 CpG sur 807 promoteurs humains), sur 

une cohorte relativement grande de patients (83), a récemment identifié 56 gènes, méthylés 

de novo dans tous les sous-types de lymphomes. Fait remarquable, cette liste de gènes est 

enrichie en gènes de types cellules souches embryonnaires (cibles Polycomb). Ceci évoque la 

possibilité que les cellules lymphomateuses dérivent d’un compartiment de type cellule 

souche lymphoïde, ou bien qu’elles acquièrent ces caractéristiques au cours de la 

lymphomagenèse (Martin-Subero et al., 2009a). L’hypothèse d’une origine « type cellule 

souche » est également évoquée pour les carcinomes. 

 

Une étude quantitative (sur plateforme Illumina) du méthylome de 164 patients atteints de 

FL, comparés à 20 échantillons contrôles, a récemment été publiée (O'Riain et al., 2009). Des 

données cliniques, transcriptomiques (Dave et al., 2004) et d’array-CGH (SNP-array) (O'Riain 
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et al., 2009) étaient disponibles pour l’ensemble des cas. Le niveau de méthylation des gènes 

était globalement plus élevé dans les FL comparés aux contrôles, ce qui a permis des les 

distinguer nettement par « clustering hiérarchique ». En accord avec l’étude du groupe de 

Siebert (Martin-Subero et al., 2009a), les cibles Polycomb étaient significativement sur-

représentées dans la liste de gènes hyperméthylés dans les FL (la liste totale comprend 199 

loci correspondant à 133 gènes). Comme évoqué pour d’autres cancer (Keshet et al., 2006), 

la corrélation inverse, relativement faible, entre hyperméthylation des îlots CpG et expression 

génique serait en faveur de l’implication d’un mécanisme « instructif » de modification des 

profils de méthylation génique plutôt que d’un mécanisme aléatoire de répression 

transcriptionnelle agissant au niveau de gènes isolés. Aucune association entre niveau de 

méthylation et survie n’a pu être identifiée. Pour 10 patients, la méthylation de l’ADN a pu 

être étudié au diagnostic et au moment de la transformation histologique en DLBCL. Les 

patrons de méthylation différaient de ceux des cellules B normales, mais étaient quasi 

identiques aux deux temps. Ceci suggère que les perturbations de la méthylation de l’ADN 

sont des événements survenant précocement au cours de la lymphomagenèse (O'Riain et al., 

2009). Enfin la nécessité de mener des études intégrées méthylome / transcriptome, sur des 

cellules lymphomateuses triées comparés au contrôles, est (à juste titre) soulignée par les 

auteurs (O'Riain et al., 2009). 

 

IV. Thérapies épigénétiques 

 

Le rôle important des altérations des mécanismes épigénétiques dans la genèse ou la 

progression de certains cancers, et le fait que les modifications épigénétiques soient réversibles 

ont conduit au design et au développement de drogues « épigénétiques » à visée thérapeutique 

(Ting et al., 2006). Les deux principales classes de drogues sont les inhibiteurs de la 

méthylation de l’ADN et les inhibiteurs des histone déacétylases (HDACi) (Mulero-Navarro and 

Esteller, 2008). 

 

Certaines molécules agissant sur l’épigénome sont déjà utilisées dans le traitement de 

pathologies non cancéreuses telles que l’hypertension (Hydralazine) (Rich et al., 1983), 

l’arythmie cardiaque (Procainamide) (Windle et al., 1987) et les maladies épileptiques (Acide 

valproïque) (Strolin Benedetti et al., 1984). Elles sont désormais reconsidérées pour une 

utilisation dans les traitements thérapeutiques des cancers. 

 

IV.1. Inhibiteurs de la méthylation de l’ADN 

 

Les inhibiteurs de la méthylation de l’ADN (ou agents hypométhylants de l’ADN) sont divisés en 

deux classes : les analogues nucléosidiques et les analogues non-nucléosidiques. 

 

Les analogues nucléosidiques ont un cycle cytosine modifié attaché soit à un ribose, soit à un 

désoxyribose. Ils sont métabolisés par des kinases qui les convertissent en nucléotides pour 
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l’incorporation dans l’ADN (ou l’ARN). Lors de la réplication de l’ADN, les DNMT forment un 

complexe intermédiaire avec le cycle de la cytidine, au sein duquel lequel le S-adenosy-L-

methionine (Ado-Met / SAM) est incorporé. Dans le cas d’un complexe DNMT / cytidine 

normale, la DNMT est relarguée suite au transfert du groupement méthyl sur le carbone C5 de 

la cytidine ; mais dans le cas d’un complexe DNMT / analogue nucléosidique, la modification du 

carbone C5 empêche le relargage de la DNMT et résulte en la formation d’un complexe 

covalent, empêchant ainsi la méthylation ultérieure du génome, et résultant finalement en une 

hypométhylation des brins d’ADN nouvellement synthétisés (Yoo and Jones, 2006); (Kristensen 

et al., 2009). Ainsi, la méthylation de l’ADN est censée être inhibée une fois les analogues 

nucléosidiques incorporés dans l’ADN. Pour être efficaces, les analogues nucléosidiques doivent 

donc être utilisés dans des cellules en prolifération, qui vont les incorporer lors de la réplication 

de leur ADN (Figure 47). Les analogues nucléosidiques incluent notamment la 5-azacytidine (5-

aza-CR), la 5-aza-2’-deoxycytidine (5-aza-CdR / decitabine), la 5-fluoro-2’-deoxycytidine, la 

5,6-dihydro-5-azacytidine et la zebularine (Table 7). 

 

 

 

Seules la 5-azacytidine et la 5-aza-2’-deoxycytidine ont été approuvées par la FDA (Food & 

Drug Administration) pour les hémopathies malignes, et sont en cours d’évaluation 

thérapeutique (Kaminskas et al., 2005); (Issa et al., 2005); (Fenaux, 2005); (Fenaux et al., 

2009). Les études cliniques utilisant ces agents hypométhylants apportent des résultats 

prometteurs, en particulier dans les myélodysplasies, dans lesquelles le promoteur du gène p15 

est fréquemment hyperméthylé (Fenaux, 2005); (Boultwood and Wainscoat, 2007); (Fenaux et 

al., 2009). Ceci est en accord avec le rôle important des DNMT (DNMT1) dans le compartiment 

souche hématopoïétique (Broske et al., 2009), et avec la présence de perturbations globales du 

méthylome dans les MDS au diagnostic et au cours de la progression vers la LAM (Figueroa et 

al., 2009); (Fandy et al., 2009); (Jiang et al., 2009). De plus, ces perturbations se corrigent, 

pour une partie, chez les patients sous traitement 5-azacytidine / HDACi (entinostat) (Figueroa 

et al., 2009). En revanche, la « réponse épigénétique » ne serait pas prédictive de la réponse 

clinique (Fandy et al., 2009). L’analyse intégrée des caractérisations génétiques (Delhommeau 

et al., 2009) et épigénétiques ((Figueroa et al., 2009); (Fandy et al., 2009); (Jiang et al., 

Figure 47 : Incorporation de 
5-aza-2’-deoxycytidine dans 
l’ADN au cours de la 
réplication, et formation d’un 
complexe covalent avec les 
DNMT, inhibant la 
méthylation de l’ADN. Ronds 
violets, cytosines méthylées ; 
ronds blancs, cytosines non-
méthylées. D’après Egger, 
Nature, 2004 
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2009)) permettront de comprendre comment ces événements interagissent pour diriger la 

pathogenèse et la progression des MDS. 

 

 

 

Les analogues non-nucléosidiques sont, quant à eux, de petites molécules inhibitrices qui 

pourraient s’avérer plus utiles que les analogues nucléosidiques en clinique, du fait qu’ils 

inhibent la méthylation de l’ADN en se liant directement au site catalytique des DNMT, sans 

incorporation dans l’ADN (Yoo and Jones, 2006) (Table 7). 

 

IV.2. Les inhibiteurs des HDAC (HDACi) 

 

L’autre classe majeure, les inhibiteurs des HDAC (HDACi), est divisée en quatre groupes : les 

acides gras à chaine courte, les acides hydroxamides, les tétrapeptides cycliques et les 

benzamides. Ces inhibiteurs, ainsi que leurs HDAC cibles sont indiqués Figure 48. 

 

Pendant une période, il y a eu moins d’études cliniques sur les HDACi en raison d’effets 

toxiques fréquemment observés (Garcia-Manero and Issa, 2005). Néanmoins, ils ont fait la 

preuve de leur potentiel anti-tumoral (Table 8). Le traitement de cellules leucémiques par 

HDACi provoque l’apoptose, la différenciation ou l’arrêt de la croissance cellulaire. 

 

Le seul inhibiteur de HDAC approuvé par la FDA est le vorinostat (Zolinza; Merck, Whitehouse 

Station, NJ), ou Suberoylanilide HydroxAmic Acid (SAHA), dans le traitement des CTCL 

(Cutaneous T-cell lymphoma) (Garcia-Manero et al., 2008); (Lane and Chabner, 2009). 

D’autres HDACi sont actuellement en essais cliniques, que ce soit dans les tumeurs solides ou 

dans les hémopathies malignes, parmi lesquels la trichostatine A (TSA), inhibiteur naturel des 

HDAC ((Garcia-Manero et al., 2008); (Blumenschein et al., 2008); (Duvic et al., 2007)), le 

depsipeptide, l’entinostat, l’acide valproïque et le phénylbutyrate (Yoo and Jones, 2006); 

(Kristensen et al., 2009); (Lane and Chabner, 2009). 

 

Table 7 : Inhibiteurs de la 
méthylation de l’ADN, et 
leur statut clinique. 
D’après Kristensen et al., 
Eur J Pharmaco, 2009 
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Dans leur étude, Wu et al. rapportent les effets du traitement par le depsipeptide, un inhibiteur 

de HDAC, de lignées cellulaires cancéreuses de poumon, de colon et de pancréas. Ils observent 

que ce traitement supprime l’expression des histone méthyltransférases G9A et SUV39H1, ce 

qui résulte en une diminution de H3-lysine 9 di- et tri-méthylée autour des promoteurs des 

gènes anormalement réprimés. De plus, à la fois le recrutement de HP1 et la liaison de DNMT1 

aux promoteurs de ces gènes sont significativement réduits dans les cellules traitées au 

depsipeptide (Wu et al., 2008). SUV39H1 est également affectée par un double traitement 

d’inhibiteurs de HDAC et de la méthylation de l’ADN dans l’étude de Lakshmikuttyamma et al. 

(Lakshmikuttyamma et al., 2009). 

Figure 48 : HDAC et HDACi. Les différentes classes de HDAC (histone deacetylase) et leurs 
inhibiteurs. D’après Bolden et al., Nat Rev Drug Discov, 2006 

Table 8 : Inhibiteurs des 
HDAC, et leur statut 
clinique. 
D’après Kristensen et al., 
Eur J Pharmaco, 2009 
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IV.3. Perspectives 

 

In vitro, l’administration conjointe d’HDACi et d’agents hypométhylants de l’ADN a démontré 

l’activité synergique de ces deux drogues à de faibles doses pharmacologiques et justifie 

l’évaluation clinique de cette association prometteuse (Garcia-Manero et al., 2006); (Gore et 

al., 2006); (Kristensen et al., 2009). Ainsi, de nouvelles stratégies combinant des agents 

hypométhylants à la chimiothérapie et/ou aux molécules antitumorales (par ex l’Imatinib), 

voire aux micro-ARNs pourraient constituer les approches thérapeutiques de demain (Esquela-

Kerscher and Slack, 2006); (Saito and Jones, 2006); (Boultwood and Wainscoat, 2007); pour 

revue, (Mulero-Navarro and Esteller, 2008). 

 

Cependant, il faut rester prudent quant aux effets globaux des traitements non-spécifiques tels 

que la 5-aza-2’-deoxycytidine ou le SAHA, car des modifications épigénétiques non-spécifiques 

peuvent conduire au silencing ou à l’activation de nombreux gènes (Feinberg et al., 2006). 

Avec le temps, il devrait être possible d’adapter les thérapies épigénétiques pour les cibler sur 

une modification donnée ou sur un gène cible, notamment en utilisant des facteurs de 

transcription conçus pour une cible (Jouvenot et al., 2003), ou des miRNA (Poy et al., 2004); 

(Wang et al., 2009). 

 

L’ARN interférence étant reconnu comme un mécanisme efficace d’inhibition séquence-

spécifique de l’expression génique, son intérêt a conduit à un formidable développement dans 

le champ de la recherche biomédicale où il émerge comme un outil diagnostique et 

thérapeutique (Shrey et al., 2009). Les microARN (miRNA), une classe de petits ARN 

endogènes, ont de multiples fonctions au cours du développement du poumon, et une 

expression anormale de miRNA pourrait conduire à la tumorigenèse pulmonaire. Les profils 

d’expression différents de miRNA dans les cancers du poumon, et leur stabilité dans le sérum, 

en font de nouveaux potentiels biomarqueurs diagnostiques et pronostiques. Ils seraient 

également des candidats thérapeutiques très attractifs, notamment de par leur spécificité de 

cible, leur stabilité in vivo et leur absence de toxicité apparente (Wang et al., 2009). 

 

Conclusion 

 

Les exemples de dérégulations épigénétiques observés dans les cancers sont en pleine 

explosion, reflétant l’importance de ces mécanismes dans l’initiation et/ou la progression 

tumorale. Ces exemples concernent aussi bien les modifications chimiques de l’ADN et des 

histones et leurs protéines régulatrices, que les variants d’histone, les complexes de 

remodelage, les petits ARN ou encore l’organisation spatiale du génome. Les paramètres 

épigénétiques peuvent ainsi être utilisés comme des marqueurs diagnostiques ou pronostiques. 

De plus, la notion de réversibilité de ces paramètres en fait des cibles thérapeutiques 

particulièrement attractives. 
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PROJET / ARGUMENTAIRE 

 

 

Les hémopathies malignes forment un groupe hétérogène de tumeurs. Ce sont des 

proliférations anarchiques de cellules arrêtées à différents stades de maturation au cours du 

processus de différenciation hématopoïétique, et se développant dans différents tissus (moelle 

osseuse, organes lymphoïdes ou autres). Ces tumeurs représentent plus de 10% des cancers 

mais leur incidence, en particulier celle des lymphomes non-hodgkiniens, augmente à un taux 

alarmant, proche de 4% par an. 

 

Nos connaissances actuelles sur les mécanismes moléculaires de la leucémogenèse sont 

basées en grande partie sur des études moléculaires de translocations chromosomiques 

spécifiques ainsi que sur des analyses génomiques et transcriptomiques à haut débit. Bien 

que ces approches aient apporté des progrès remarquables dans l’identification de nouveaux 

marqueurs diagnostiques et de cibles thérapeutiques dans les leucémies aigues et chroniques, 

les avancées pour les lymphomes B non-hodgkiniens restent pour l’instant moins évidentes. 

 

Ainsi de nouveaux concepts et de nouvelles approches expérimentales sont requis pour 

progresser rapidement dans la caractérisation de ces entités. La description de perturbations 

épigénétiques dans les cancers, où elles contribueraient à la dérégulation de l’expression de 

gènes et à l’instabilité génomique, est aujourd’hui en pleine explosion. L’exploration de ce 

nouveau champ de recherche offre des perspectives d’innovation diagnostique, pronostique et 

thérapeutique considérables. 

 

L’information épigénétique est définie comme l’information réversible et héritable qui n’est 

pas directement codée par la séquence d’ADN ; elle comprend par exemple les modifications 

chimiques de l’ADN (méthylation) ou des histones (acétylation, méthylation, 

phosphorylation…), et est étroitement liée aux fonctions du génome sous-jacent, notamment 

à sa transcription. Cette information épigénétique est finement contrôlée par des complexes 

enzymatiques régulant par exemple le taux d’acétylation des histones (HAT/HDAC), ou de 

méthylation de l’ADN (DNMT) (Jenuwein and Allis, 2001); (Turner, 2002); (Turner, 2007); 

(Kouzarides, 2007). 

 

La dynamique des mécanismes épigénétiques contrôlant l’expression des gènes les rend plus 

enclins à souffrir d’environnements inappropriés et par définition plus vulnérables à la 

génération d’erreurs que le génome lui-même. De plus, parce que l’information épigénétique 

est transmissible, leur altération pourrait jouer un rôle particulièrement critique dans la 

transformation cellulaire maligne. Inversement, leur nature réversible offre une opportunité 

intéressante pour le développement de nouvelles drogues anti-cancéreuses. 
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Dans ce contexte, notre équipe s’intéresse à la caractérisation des mécanismes génétiques et 

plus récemment épigénétiques sous-tendant la lymphomagenèse, en se focalisant sur un 

modèle particulier – celui des réarrangements chromosomiques qui affectent la région 

d’hétérochromatine constitutive du chromosome 1 humain (bande cytogénétique 1q12). Ces 

anomalies sont remarquablement fréquentes dans les lymphomes, les myélomes, les 

leucémies aiguës et également dans certaines tumeurs solides (sein, ovaire, poumon…) 

((Busson-Le Coniat et al., 1999); (Le Baccon et al., 2001a); (Itoyama et al., 2002); (Fournier 

et al., 2007)). Ceci suggère fortement un rôle pathologique important pour ces anomalies, et 

l’existence de mécanismes oncogéniques dépendant de l’hétérochromatine constitutive dans 

ces maladies.  

 

L’hétérochromatine constitutive représente une forme particulière d’hétérochromatine, 

retrouvée essentiellement au niveau des centromères et péricentromères, des télomères, et 

des constrictions secondaires présentes sur certains chromosomes (1q12, 9q12, 16q12 et 

Yq12). Ces régions sont enrichies en séquences répétées (alpha-satellites, satellites 2 et 3) et 

pauvres en gènes. Elles présentent des caractéristiques épigénétiques spécifiques : ADN 

fortement méthylé, code histone « répressif » (histones hypoacétylées et tri-méthylées sur 

des résidus spécifiques comme les lysines 9 et 20 des histones 3 et 4, respectivement), 

présence de HP1 (Heterochromatin Protein 1). 

 

Outre son rôle dans la régulation de la stabilité du génome, l’hétérochromatine constitutive 

participe au silencing de gènes dans de nombreuses espèces, par un phénomène connu sous 

le nom d’« effet de position ». Ce phénomène de répression génique consécutif au 

rapprochement physique / spatial des gènes à l’hétérochromatine au sein du noyau serait dû 

à la propagation en cis ou en trans d’hétérochromatine sur l’euchromatine avoisinante. 

 

Ainsi, chez les mammifères la répression transcriptionnelle stable (« deep silencing ») de 

certains gènes spécifiques de lignées est étroitement corrélée à leur rapprochement à des 

foyers d’hétérochromatine (péri)centromérique formant des compartiments nucléaires 

répressifs, et à leur enrichissement en marques épigénétiques répressives (Grogan et al., 

2001); (Brown et al., 1997a); (Brown et al., 1999); (Su et al., 2004); (Francastel et al., 

2001). Les données les plus récentes indiquent que ces mêmes mécanismes dépendants de 

l’hétérochromatine régulent d’autres processus épigénétiques complexes tels que l’exclusion 

allélique ciblant les loci des gènes d’immunoglobulines (Goldmit et al., 2005) et du récepteur 

à l’antigène du lymphocyte T (TCR), ou encore le contrôle de l’expression mono-allélique de 

certains loci portant des gènes codant pour des cytokines (Grogan et al., 2001). 

 

En tenant compte du rôle clé de l’hétérochromatine constitutive dans la régulation tissu- et 

allèle-spécifique de l’expression des gènes, il est tout à fait raisonnable de proposer 

l’hypothèse de la dérégulation de ces mécanismes fondamentaux dans les cellules 

cancéreuses. En accord avec cette hypothèse, des données récentes identifient la 
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dérégulation de l’organisation de l’hétérochromatine constitutive – perte de la modification 

H4K20me3 en particulier – comme une anomalie fréquente et commune à toutes les cellules 

cancéreuses (Fraga et al., 2005). Les conséquences pathologiques de ce phénomène restent à 

déterminer. 

 

A travers un modèle original, celui des réarrangements chromosomiques impliquant 

l’hétérochromatine constitutive riche en satellites 2 du chromosome 1 humain (bande 

cytogénétique 1q12) dans les lymphomes B malins, notre laboratoire – et mon travail de 

thèse en particulier – s’intéresse à cette problématique. Les remaniements de 

l’hétérochromatine 1q12 montrent des caractéristiques structurales uniques : ils conduisent 

tous à des gains totaux ou partiels 1q – incluant la région d’hétérochromatine constitutive 

1q12 - ainsi qu’à la formation de jonctions hétérochromatine / euchromatine aberrantes. 

 

 

Mon travail de thèse s’est articulé autour de deux parties : 

 

Dans une première partie, je me suis attachée à caractériser l’impact des réarrangements de 

l’hétérochromatine constitutive 1q12 sur l’organisation et les fonctions de la chromatine, au 

niveau d’une région génique anormalement juxtaposée à l’hétérochromatine 1q12 suite à une 

translocation t(1;2)(q12;p13) dans une lignée cellulaire modèle de lymphome B, CH1 ; deux 

autres cas de lymphome présentant des anomalies 1q12 viennent également compléter cette 

étude. 

 

Dans une deuxième partie, j’ai contribué à la réalisation d’une étude pilote de profiling 

transcriptionnel sur des cas de lymphomes B  porteurs ou non d’anomalies de 

l’hétérochromatine constitutive 1q12, par puces Affymetrix U133 plus 2.0 (J de Vos - 

Montpellier), avec comme objectif de mettre en évidence des gènes nouveaux dérégulés dans 

ces pathologies, et d’évaluer l’intérêt des profils transcriptionnels associés à ces 

réarrangements, par exemple comme marqueurs pronostiques ou diagnostiques dans les 

lymphomes.  

 
 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

MATERIELS & METHODES 
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MATERIELS ET METHODES 

 

 

I. Cellules et échantillons de patients 

 

I.1. Lignées cellulaires et conditions de culture 

 

I.1.1. Lignées cellulaires 

 

La lignée CH1 a été établie à partir d’un patient de 37 ans atteint d’un lymphome B diffus à 

grandes cellules (DLBCL). Le caryotype de ce patient (CJL) a été étudié à trois reprises durant 

sa maladie, au moment du diagnostic en 1995, puis 6 mois après du fait d’une non réponse 

au traitement par Chloraminophène, et enfin en première rechute, 37 mois après le diagnostic 

(Table 1). Le malade est décédé 7 mois après en phase évolutive après échec de multiples 

lignes thérapeutiques (soit 43 mois après le diagnostic).  

 

Le caryotype au diagnostic était complexe avec la t(14;18)(q32;q21) caractéristique des 

lymphomes folliculaires et de nombreuses anomalies additionnelles dont une translocation 

complexe t(3;3;1)(q27;q1?3;p34) impliquant potentiellement le gène BCL6. Six mois après, 

le caryotype reste inchangé, avec cependant la présence de sous-clones traduisant un 

processus d’évolution tumorale. La t(1;2)(q12-21;p23) déséquilibrée apparaît lors de la 

première rechute 37 mois après le diagnostic. Elle apparaît contemporaine de l’addition de 

matériel à l’extrémité du bras long du chromosome 4 et de la délétion 6q. Fait intéressant, il 

existe un sous-clone minoritaire, présentant non pas un der(2)t(1;2)(q12-21;p23), mais un 

der(5)t(1;5)(q12-21;q35) traduisant une certaine « fragilité » de la région 1q12-21 chez ce 

malade. La tumeur ganglionnaire prélevée à la rechute (37 mois) a été greffée sur souris 

immunodéficiente SCID (M. Jacrot au laboratoire). Le caryotype effectué sur le tissu prélevé 

lors du premier passage SCID (29/6/1998) montre un caryotype identique à celui de la 

rechute (Table 1).  

 

La lignée CH1 a ensuite été établie in vitro par T. Bonnefoix à partir d’une tumeur SCID 

prélevée au quatrième passage (2/11/1998). Le caryotype de cette tumeur n’a pas été 

effectué. Le premier contrôle cytogénétique de la lignée CH1 (15/6/1999) montre la co-

existence du clone d’origine (1er passage SCID) et de clones plus remaniés comportant en 

particulier des anomalies additionnelles des 11p, 12p ou des clones tétraploïdes. Le tissu 

implanté sur souris SCID semble rester plus stable comme le montre le résultat du caryotype 

au 7ème passage SCID (23/3/1999) (Table 1). La lignée est depuis contrôlée avant chaque 

utilisation. Son caryotype reste relativement stable avec en particulier, la conservation des 

anomalies majeures telles que les t(14;18), der(2)t(1;2), t(3;3;1) sur tous les passages 

contrôlés. Ses principales caractéristiques cytogénétiques, affinées par une étude en FISH 

multi-couleurs sont données dans la Table 1. La lignée CH1 porte donc une anomalie 1q12 
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déséquilibrée – une translocation der(2)t(1;2)(q12;p22) – ayant pour conséquence la 

présence d’un domaine 1q12 surnuméraire. 

 

Prél Statut Caryotype 

G 
 

 
G 
 
 

G 
 
 
 
 

Tumeur 
SCID 1er 
passage 

 
Tumeur 

SCID 7ème 
passage 

 
Lignée 
CH1 

 
 

CH1 
 
 

 
CH1 

Fev1995 
D 
 

Août 1995 
/E (6) 

 
Mars 1998 

/R (37) 
 
 
 

Juin 1998 
 
 
 

Mars 1999 
 
 

 
Juin 1999 

 
 

 
Août 1999 

 
 
 

Dec 1999 
Mars 2000 
Avrl 2002 

 

50,XY,t(3;3;1)(q1?3;q27;p34),+5,+8,add(13)(q31),t(14;18)(q32;q21),+der(18)t(14
;18)(q32;q21),+M1[15]/46,XY[2] 
 
49,XY,t(3;3;1)(q1?3;q27;p34),+5,+8,add(13)(q31),t(14;18)(q32;q21),+der(18)t(14
;18)(q32;q21),+M1[2]/50,idem,+5[5]/52,idem,+Y,+5,+20[2] 
 
49,XY,+X,der(2)t(1;2)(q21;p25),t(3;3;1)(q1?3;q27;p34),add(4)(q35),del(6)(q16q2
7),+8,t(14;18)(q32;q21),+der(18)t(14;18)(q32;q21)[7]/49,idem,der(1)add(1)(qter)
del(1)(p34),der(2)t(1;2)(q12;p25),del(3)(q21),der(5)t(1;5)(q21;qter),13,+mar[2] 
/46,XY[1] 
 
49,XY,+X,der(2)t(1;2)(q21;p25),t(3;3;1)(q1?3;q27;p34),add(4)(q35),del(6)(q16q2
7),+8,t(14;18)(q32;q21),+der(18)t(14;18)(q32;q21)[32]/46,XY<3> 
 
 
46,XY,der(2)t(1;2)(q21;p25),t(3;3;1)(q1?3;q27;p34),add(4)(q35),del(6)(q16q27), 
add(12)(p13),t(14;18)(q32;q21),der(16),-18,+der(18)t(14;18) [10] 
 
 
46,XY,der(2)t(1;2)(q21;p25),t(3;3;1)(q1?3;q27;p34),add(4)(q35),del(6)(q16q27), 
t(14;18)(q32;q21),der(16),18,+der(18)t(14;18)[5]/?92,idemx2[2/]46,idem,t(1;22)(
q21;q11)[1]/ 46,idem, t(1;22)(q21;q11),  add(11)(p?15), add(12)(p13)[2] var 
 
44,XY,der(1)t(1;22)(q21;q11,der(2)t(1;2)(q21;p25),t(3;3;1)(q1?3;q27;p34),add(4)
(q35),del(6)(q16q27),add(11)(p?15),add(12)(p13),t(14;18)(q32;q21)der(14;21)(q1
0;q10),-16,-18, +der(18)t(14;18),-21,-22 / 88,idemx2  
 
après M-FISH  
46,XY,der(1)t(1;22)(q21;q11),der(2)t(1;2)(q12;p22),t(3;3;1)(q1?3;q27;p34),der(4)
t(2;4)(p23;q3?5),der(5)t(5;11)(q35;?),t(6;11)(q1?6;p1?3),der(8;12)(q10;q10),t(14;1
8)(q32;q21)der(14;21)(q10;q10), add(16)(p22), -22 
 

 

Table 1 : Comparaison des caryotypes du patient CJL, de la tumeur SCID et de la lignée CH1. 
Abréviations : D, diagnostic ; R, rechute ; E, maladie en évolution ; G, ganglion. Le temps (mois) 
séparant le diagnostic et la rechute est indiqué entre parenthèses. 

 
 
La lignée BL136 issue d’un lymphome de Burkitt nous a été fournie par le Centre 

International de Recherche sur le Cancer (CIRC) de Lyon. Cette lignée porte une anomalie 

1q12 déséquilibrée – une duplication dup(1)(q12q41) – ayant pour conséquence la présence 

d’un domaine 1q12 surnuméraire (Table 2). 

La lignée B593 a été obtenue par greffe hétérologue sur souris immunodéficiente nude 

(B593) d’un lymphome folliculaire transformé (M. Jacrot). La lignée a ensuite été établie in 

vitro (T. Bonnefoix). Elle présente une translocation équilibrée t(1;22)(q22;q11) secondaire à 

une t(14;18)(q32;q21) (Table 2). 
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Lignée Source Histologie Caryotype 

CH1 
Equipe7-
INSERM 
U823 

DLBCL 

44,XY,del(1)(p34),der(1)t(1;22)(q21;q11),der(2)t(1;2)(q12;p22),der
(3),der(4)t(2;4)(p23;q3?5),der(5)t(5;11)(q35;?),t(6;11)(q1?6;1?3),der
(8;12)(q10;q10),t(14;18)(q32;q21)t(14;21)(q10;q10),ins(16;16)(q?;
q?q?), -22 

BL136 CIRC BL 46,XY,dup(1)(q11q41),add(4)(q35),t(8;14)(q24;q32),add(15)(qter)

B593 
Equipe7-
INSERM 
U823 

FL/DLBCL 
47,X,Y,t(1;22)(q24;q11),+7,t(8;14;18)(q24;q32;q21),t(9;15)(?p21;?q
23), del(16)(q21q24)[14] 

 

Table 2 : Caryotype et origine des lignées lymphoïdes malignes. FL, lymphome folliculaire ; DLCL, 
lymphome diffus à grande cellules ; BL, lymphome de Burkitt. CIRC, Centre International de Recherche 
sur le Cancer, Lyon ; Equip7-INSERM U823, Institut Albert Bonniot, Grenoble. 
 

 

I.1.2. Conditions de culture 

 

Les cultures se font en atmosphère à 5% de CO2, 100% d’humidité et à 37°C. Les cellules 

sont cultivées dans un milieu RPMI 1640 Medium (Gibco), antibiotiques (100 UI/ml de 

pénicilline, 100µg/ml de streptomycine), acides aminés non essentiels (1%) et pyruvate de 

sodium (1%). Ce milieu est complété avec du sérum de veau fœtal décomplémenté (SVF 10% 

pour B593, 20% pour BL136) ou du sérum humain décomplémenté (10% pour CH1). 

L’absence de contamination des lignées cellulaires par les mycoplasmes est testée 

régulièrement. 

- Pour l’obtention de métaphases, 10.106 cellules sont incubées pendant une nuit (17h) en 

présence de colchicine à 0,01µg/ml final. 

- Pour les analyses RT-qPCR et ChIP sur les cellules CH1 traitées la TSA (Trichostatin A) et/ou 

à la 5-aza-2’-deoxycytidine, les cellules (0,5.106/ml) sont incubées à 37°c avec 50ng/ml de 

TSA pendant 6h et/ou avec 0,5microM de 5-aza-2’-deoxycytidine pendant 6 jours, et diluées 

si besoin en cours de traitement. 

- Pour les analyses FISH 3D sur les cellules CH1 et BL136 traitées la TSA et/ou à la 5-aza-2’-

deoxycytidine, les cellules (0,5.106/ml) sont incubées à 37°c avec 50ng/ml de TSA pendant 

24h ou 48h (BL136) ou pendant 3j ou 6j (CH1) et/ou avec 0,5microM de 5-aza-2’-

deoxycytidine pendant 48h (BL136) ou pendant 6j (CH1), et diluées si besoin en cours de 

traitement. 

 

I.2. Lymphocytes B normaux 

 

Les lymphocytes B du sang périphérique ont été obtenus à partir de donneurs sains, et triés 

par sélection positive sur colonnes immuno-magnétiques anti-CD19 (CD19 Microbeads, 

Miltenyi Biotec, Bergisch Gladbach, Germany). La pureté des cellules a été évaluée par double 

marquage anti-CD19/anti-CD3 analysé par cytométrie en flux. Les lymphocytes B au repos 

ont été soit utilisés directement, soit activés in vitro par du CD40L à 0,5 microg/ml pendant 

48h en milieu RPMI complet  10% SVF (cf conditions de culture ci-desus). 
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I.3. Sélection des échantillons de patients pour l’étude du profil d’expression 

génique – 1ère série (10 échantillons) 

 

Parmi les échantillons tumoraux disponibles dans la collection « Lymphomes » de la 

tumorothèque du CHU de Grenoble (Pr D. Leroux), nous avons sélectionné 10 échantillons de 

DLBCL (6 avec anomalie 1q12, 4 sans anomalie 1q) parfaitement caractérisés sur le plan 

histo-morphologique (confirmation du diagnostic et classification moléculaire selon C. Hans), 

phénotypique, cytogénétique et FISH et pour lesquels nous disposions de matériel 

cryopréservé de bonne qualité et en quantité suffisante (culots de cellules en DMSO). Quatre 

de ces 10 échantillons font partie du panel des 121 cas de lymphomes B étudiés par FISH 

avec le panel de sondes 1q10-1q23. Deux autres cas font partie du panel des 80 DLBCL 

caractérisés sur le plan clinique, cytogénétique moléculaire et immunohistochimique 

(classification moléculaire de C. Hans). Il est important de noter que le choix des échantillons 

s’est orienté selon la disponibilité et la qualité du matériel, et non sur une sélection selon la 

classification moléculaire immunohistochimique. 

 

Le dernier critère de choix reposait sur la proportion suffisante de cellules clonales (>60%), 

au sein de la tumeur ; l’organisation du recueil des échantillons de la tumorothèque nous 

permet de connaître précisément ce paramètre, puisque la suspension congelée est le reliquat 

de celle analysée par CMF au diagnostic (Dr MC Jacob). Les résultats de CMF sont confrontés 

à l’estimation faite en immunohistochimie (Dr B Fabre). 

 

II. Obtention de métaphases, technique cytogénétique 

 

Les cellules (lymphocytes B normaux, tumoraux et lignées cellulaires) cultivées en présence 

de colchicine sont centrifugées 5 min à 2000 rpm à TA. Le culot est cassé puis remis en 

suspension par ajout goutte à goutte d’une solution hypotonique (chlorure de potassium 

0,075M) préalablement chauffé à 37°C. La suspension est incubée 20 min à 37°C puis 

centrifugée 5 min à 2000 rpm à 4°C). Le culot est ensuite fixé deux fois à 4°C par 10 ml, puis 

une fois par 4,5 ml de mélange méthanol/acide acétique (3:1 V/V). Les culots peuvent être 

conservés à –20°C dans le fixateur. Après une nuit à 4°C dans le fixateur, la suspension est 

centrifugée. Le culot repris dans quelques gouttes de fixateur est étalé sur des lames sèches 

et propres. La qualité de l’étalement est contrôlée au microscope. 

 

Les lames (métaphases) sont ensuite utilisées pour établir le caryotype (dénaturation en 

bandes R) (Laboratoire de Génétique Onco-hématologique, Pr. Leroux), pour l’hybridation in 

situ fluorescente (FISH) et la détection de l’ADN méthylé. 
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III. FISH sur préparation cytogénétique 

 

III.1. Marquage des sondes par Nick-translation 

 

Les sondes sont marquées par des nucléotides (dUTP Green/Red) par la technique de Nick-

Translation avec le Kit Abbott, selon les indications du fournisseur. Le mélange (dUTP 

Green/Red, dTTP, dNTP, tampon, enzymes et ADN) est incubé pendant 4h à 15°C. La réaction 

est stoppée par chauffage à 70°C pendant 10 minutes. La taille des fragments obtenus est 

vérifiée par électrophorèse d'un aliquot de 1µl, sur un gel 0,8% agarose/ BET pendant 10 à 

15 minutes. Une taille optimale des fragments est d’environ 200pb. La sonde marquée est 

conservée à -20°C. 

 

III.2. Précipitation et dénaturation des sondes 

 

Lors de l’utilisation des sondes de taille supérieure à 10kb, les conditions d'hybridation sont 

celles d'une hybridation in situ compétitive. Un excès d'ADN compétiteur (x30 à x100) (ADN 

cot-1, GIBCO BRL) permet de réduire le bruit de fond généré par l'hybridation des séquences 

répétées présentes dans les sondes de grande taille. La sonde (200ng pour les BAC) est 

précipitée pendant 30 min à -80°C en présence d’ADN compétiteur (cot-1 humain (Gibco BRL) 

dont la quantité varie suivant la sonde utilisée), de 10 µg d'ADN de sperme de saumon, de 

1/10ème du volume en Acétate de Sodium 2,5N et de 2,5 volumes d'éthanol 100% glacé. 

Après centrifugation 30 min à 14000 rpm à 4°C, le culot est repris dans 10 µl de tampon 

d'hybridation (25% de TE 10:1 / 50% de formamide / 20% de dextran sulfate / 0.5 x SSPE / 

0.5 x SSC pH 5.3). Pour les sondes commerciales, la reconstitution s’effectue en diluant la 

sonde avec de l’eau stérile et du tampon d’hybridation fourni avec la sonde, selon les 

indications du fournisseur. Les sondes sont dénaturées pendant 10 min à 73°C et 

préhybridées par incubation à 37°C pendant 30 min. 

 

  III.3. Traitement, dénaturation des lames et hybridation 

 

Les lames sont traitées à la RNase A (100 µg/ml) pendant 1h à 37°C, puis rincées dans 3 

bains de 2X SSC et déshydratées dans une série de bains d'alcools 70%, 85% et 100%, 2 min 

chacun. L’ADN chromosomique est dénaturé 1 min 30 secondes à 80°C dans une solution de 

dénaturation (70% formamide/2X SCC), puis déshydraté dans des bains successifs d'éthanol 

glacé 70%, 85% et 100%. Les sondes sont déposées sur les lames, recouvertes d'une lamelle 

scellée à la colle « Rubber Cement ». L’hybridation est réalisée pendant une nuit à 37° C dans 

une atmosphère saturée en 2X SCC. 
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III.4. Lavages et montage 

 

Deux lavages « rapides » (protocole Abbott) sont effectués pour éliminer la sonde en excès : 

2 min dans du 0.4xSCC / 0.3% Tween 20 à 73°C, puis 1 min dans 2xSSC / 0.1% Tween 20 à 

température ambiante. Les lames sont séchées et contre-colorées avec 20 µl de solution 

d'antifade (Vectashield de VECTOR) contenant du DAPI (4', 6-diamino-2-phénylindole 2 

µg/ml).  

 

III.5. Lecture et interprétation 
 

La lecture et l’interprétation se font à l’aide d’un microscope à fluorescence (ZEISS Axiophot) 

(lampe HB 100W) avec un objectif à immersion x100. Le microscope est équipé avec une 

caméra CCD (Coupled Charge Device) et le logiciel Isis (Metasystems) est utilisé pour 

l’acquisition et l’analyse des métaphases. 40 mitoses sont analysées sur la lame. 

 

IV. FISH sur noyaux interphasiques fixés en 3D 

 

IV.1. Préparation des noyaux pour analyse 3D 

 

Les cellules (2.106) sont resuspendues dans 2 ml de nuclei buffer (5mM Hepes pH8, 50 mM 

KCl, 10 mM MgSO4, 0.05% Tween20) et 30 µl de RNase à 10 mg/ml, et incubées pendant 10 

min à TA. Elles sont ensuite perméabilisées dans 0,25% de Triton X-100 pendant 10 min à 

4°C, puis incubées pendant 30 min à 37°C. Les cellules sont alors fixées dans du 

paraformaldéhyde (PFA) 4% sous agitation, puis la réaction est arrêtée avec 30 ml de Tris-

HCl 100 mM pendant 10 min. Les noyaux sont récupérés par centrifugation 10 min à 500g à 

TA. Le culot est resuspendu dans du PBS 1X et les noyaux (100000) sont déposés par 

cytocentrifugation (cytospin à 750 rpm, 5 min) sur une lame prétraitée au Vectabond 

(Vector). Les lames sont conservées dans du PBS 1X/0.01% azide de sodium à 4°C au 

maximum 1 mois. 

 

IV.2. FISH 4 couleurs sur noyaux interphasiques 3D 

 

IV.2.1. Préparation de la sonde 
  
La sonde (200ng de sonde BAC RP11-401N16 ou RP11-77O7 + 1,5 µl de sonde pUC1.77) est 

précipitée pendant 30 min à -80°C en présence de d’ADN compétiteur (cot-1 humain (Gibco 

BRL)), de 10 µg d'ADN de sperme de saumon, de 1/10ème du volume en Acétate de Sodium 

2,5N et de 2,5 volumes d'éthanol 100% glacé. Après centrifugation 30 min à 14000 rpm à 

4°C, le culot est repris dans 7µl de tampon d’hybridation du kit « chromosome 2 alpha 

satellite probe » de chez AQUARIUS (ref : LPE002R) et 3µl de sonde chromosome 2 alpha 

satellite rouge du même kit. 
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IV.2.2. Préparation des lames 
 

Les lames sont perméabilisées 20 min dans un bain 0,5% Triton X-100 / 0,5% saponine 

(SIGMA)/ PBS 1X sous agitation, puis rincées en 2X SSC 5 min sous agitation, et bloquées 30 

min à 37°C avec 150 µl de lait écrémé 3% / 2X SSC. Les lames sont équilibrées 10 min en 2X 

SSC, puis quelques minutes en 50% formamide ultra-pure (25ml) / 2X SSC. 

 

IV.2.3. Dénaturation de la sonde et des lames 

 

La sonde est dénaturée 10 min à 73°C puis mise en préhybridation 20 à 30 min à 37°C. Les 

lames sont dénaturées 5 min à 86°C en 70% formamide / SSC 2X (80-100 µl/lame), puis 

immédiatement trempées dans les bains successifs à 70%, 85% et 100% d’EtOH glacé, 2 min 

chacun. La sonde est déposée sur les lames, recouvertes d'une lamelle scellée à la colle 

« Rubber Cement ». L’hybridation est réalisée pendant une nuit à 37° C en chambre humide. 

 
IV.2.4. Lavages et montage 

 

Deux lavages rapides sont effectués pour éliminer la sonde en excès : 2 min dans du 0,4X 

SCC / 0,3% Tween 20 à 73°C, puis 2 min dans 2X SSC / 0,1% Tween 20 à température 

ambiante. Les lames sont séchées et contre-colorées avec 20 µl de solution d'antifade 

(Vectashield de VECTOR) contenant du DAPI (4', 6-diamino-2-phénylindole 2 µg/ml). 

 

IV.2.5. Acquisition et analyse des images 

 

3D images of labelled cell nuclei were acquired in a wide-field epifluorescence mode using an 

Axiovert200M microscope (Zeiss) equipped with a 63x/1.4 plan-apochromat oil immersion 

lens, a piezoelectric stage and a cooled CCD camera CoolSnap HQ2 (Roper). The 15 µm 

stacks were registered in four colours with an axial step of 0.2 µm and processed by iterative 

deconvolution with the measured PSFs and Meinel algorithm (MetaMorph, Roper Scientific). 

The resulting images were then thresholded and the 3D distances between the barycentres of 

FISH signals were quantified using the 4D-Viewer software package (Roper). Statistical 

analysis was performed with the Statview package using the Kolmogorov-Smirnoff and 

Kruskal-Wallis tests of significance. 

 

IV.3. Immuno-FISH sur noyaux 3D 

 

IV.3.1. Immunofluorescence (IF) 

 

Les noyaux sont perméabilisés 5 minutes en 0,5% Triton X-100 / 0,5% saponine / PBS 1X, 

puis lavés 2 x 5 min en PBS 1X. Ils sont ensuite bloqués 30 min à 37°C en chambre humide 

en PBS 1X / 5% BSA  (200µl), et incubés 1h à 37°C en chambre humide avec l’Ac primaire 

1/100 en PBS 1X / 1% BSA (100µl). Après 3 lavages de 5 min en PBS 1X / 0,1% Tween 20, 
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les noyaux sont incubés 30 min à 37°C en chambre humide avec l’Ac secondaire 1/200 couplé 

au fluorochrome en PBS 1X / 1% BSA (100µl). Les lames sont ensuite lavées 3 x 5 min en 

PBS 1X / 0,1% Tween 20, 1 x 5 min en PBS 1X, puis égouttées et montées avec DAPI / 

Vectashield (20µl à 1µg/ml), délicatement pour ne pas écraser les cellules. 

 
IV.3.2. FISH 

 

- La lame est rincée en PBS 1X, post-fixée en PFA 4% (Sigma) pendant 3 min, et 

perméabilisée en Triton X-100 0,1% / PBS 1X pendant 3 min. La lame est ensuite équilibrée 2 

min en 0,1M Tris-HCl pH7, lavée 2 x 2 min en 2X SSC, puis déshydratée en bain d’EtOH 70%, 

85% et 100% à 4°C, 2 min chaque. 

- Les sondes sont dénaturées 10 min à 73°C, puis préhybridées 30 min à 37°C. Les lames 

sont dénaturées 2 min à 76°C (plaque chauffante) en 70% formamide / 2X SSC, 80-100µl / 

lame + lamelle, puis immédiatement trempées dans les bains d’EtOH à 70%, 85% et 100% 

glacé, 2 min chaque. 

- La sonde est déposée sur les lames, recouvertes d'une lamelle scellée à la colle « Rubber 

Cement ». L’hybridation est réalisée pendant une nuit à 37° C en chambre humide. 

- 3 lavages successifs sont réalisés : 30 min en 2X SSC à 37°C, 30 min en 1X SSC à TA, et 30 

min en 0,5X SSC à TA.  

- Les lames sont séchées et contre-colorées avec 20 µl de solution d'antifade (Vectashield de 

VECTOR) contenant du DAPI (4', 6-diamino-2-phénylindole 2 µg/ml). 

 

IV.3.3. Acquisition des images 3D par microscopie confocale 

 

Les noyaux sont analysés à l'aide d'un microscope confocal inversé (LSM 410 Zeiss), muni de 

lasers Hélium/Néon (émission à 543 et 633 nm), d’un laser Argon (émission à 488 et 514 

nm),  d’un objectif à grande ouverture numérique (63 x ; NA=1.4) à immersion à huile et de 

trois photomultiplicateurs indépendants. Le logiciel LSMPC (Zeiss) gère l’acquisition des 

images. La résolution est de 0.2 µm dans le plan focal et de 0,1 µm dans le plan axial donc 

l'acquisition de chaque noyau s'effectue par sections optiques sériées avec un intervalle de 

0.2 µm. Les données obtenues correspondent à des voxels (200 nm x 100 nm x 100 nm). 50 

noyaux ont été étudiés. 

 

Les analyses statistiques ont été réalisées avec le logiciel Statview, avec les tests 

Kolmogorov-Smirnoff et Kruskal-Wallis, comme indiqué (Barki-Celli et al., 2005). 
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V. Méthylation de l’ADN sur chromosomes mitotiques (Réalisée par L. Barki) 

 

V.1. Dénaturation des chromosomes : traitement aux UV (12W) 

 

Les préparations métaphasiques sont irradiées par une lampe UV dans un bain de PBS1x pH 7 

à une distance de 21cm pour les métaphases normales et 11cm pour les métaphases 

tumorales pendant 16-17h30 à température ambiante. 

 

V.2. Détection de l’ADN méthylé 

 

Après dénaturation les lames sont immergées dans un bain de paraformaldéhyde 1% 10 min 

à 4 degrés. Après trois lavages de 5mn dans le tampon PBS1x les métaphases sont bloquées 

dans le tampon PBS 1x modifié (PBS1x, 0.3% BSA fractionV, 0.1% Tw20) pendant 15 min 

sans agitation. La détection de l’ADN méthylé est réalisée à l’aide d’un anticorps anti-

5Methylcytosine (A. Niveleau) dilué au 1/5ème dans le tampon PBS modifié pendant 1 heure 

à 37 degrés. Apres  deux lavages de 5 min dans du tampon PBS modifié la révélation est 

effectuée à l’aide d’un anticorps secondaire anti-souris couple au FITC (fluorescéine 

isothiocyanate, DAKO) pendant 45 min à 37 degrés. Les lames sont lavées trois fois dans le 

tampon PBS1x. Les lames sont séchées et contre-colorées avec une solution d'antifade 

(Vectashield de VECTOR) contenant du DAPI (4', 6-diamino-2-phénylindole 0,5 mg/ml). 

 

V.3. Lecture, acquisition des images 

 

L’analyse se fait à l’aide d’un microscope à fluorescence (ZEISS Axioscop) (lampe HB 100W) 

avec un objectif à immersion x100. Le microscope est équipé avec une caméra CCD (Coupled 

Charge Device) utilisant le logiciel SmartCapture (Vysis, Voisins le Bretonneux, France). 20 

mitoses sont analysées. 

 

VI. Immunoprécipitation de chromatine (ChIP) 

 

La technique de N-ChIP (native chromatin IP) est préférable pour étudier les modifications 

post-traductionnelles des histones, mais n’est pas adaptée à l’étude de protéines liant la 

chromatine, pour laquelle la X-ChIP (cross-linked chromatin IP) sera utilisée. 

 

VI.1. ChIP sur chromatine native (N-ChIP) 

 

VI.1.1. Préparation de la chromatine 
 
Les cellules (20.106) sont lysées dans du tampon RIPA (Tris 1M pH8, NP-40 1%, DOC 0,5%, 

SDS 0,1%, NaCl 150mM, DTT 1mM, TSA 100 ng/ml, EDTA, eau) pendant 20min, puis 

centrifugées 10min à 20 000g à 4°C. Les culots sont repris dans du RIPA puis soniqués à 150 

puis à 100 joules pour fragmenter la chromatine, et incubés 1h sur glace. Les échantillons 
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sont centrifugés 10min à 20 000g à 4°C, et les surnageants sont récupérés. La qualité de la 

fragmentation de la chromatine est contrôlée par migration d’1µg de chromatine sur gel 

d’agarose 1% 30 min à 100V. Les fragments obtenus forment un smear entre 500pb et 

800pb. 

 

VI.1.2. Pré-clear de la chromatine 
 
La chromatine est incubée avec des billes de protéine A/G-sépharose à 50%, préalablement 

saturées en ssDNA et BSA, à 4°C pendant 15 min sous rotation. Après centrifugation 2min à 

300 rpm, le surnageant est récupéré et la chromatine est dosée à 260/280 nm. 

 
VI.1.3. Immunoprécipitation de la chromatine 

 
Chaque IP est réalisée à partir de 50 µg de chromatine. Le nombre total d’IP pouvant être 

effectué est déterminé en fonction de la quantité totale de chromatine obtenue. En plus des 

IP, de la chromatine doit être gardée pour l’input, et pour le contrôle négatif (mock IP : IP 

avec Ac isotype contrôle ou H2O). La chromatine est immunoprécipitée par 7,5 µg d’anticorps 

(par IP) O/N à 4°C sous rotation. Le lendemain, les échantillons sont incubés avec les billes 

de protéine A/G-sépharose 15 min à 4°C sous rotation, puis centrifugés 1 min à 1000 rpm. Le 

surnageant (fraction « unbound ») est jeté. Le culot de billes (fraction « bound ») est lavé 3 

fois en RIPA. Avant le dernier lavage et pour chaque IP différente, ainsi que pour l’input et le 

mock IP, les billes sont séparées en 2 fractions : une fraction protéique (1/2 IP) pour valider 

l’IP par WB, et une fraction génomique pour analyser les séquences enrichies dans les IP, par 

qPCR. Les fractions protéiques sont lavées et reprises dans du tampon de charge 2X, sauf 

pour les input, puis stockées à -20°C. Après le 3ème lavage en RIPA, 2 élutions successives des 

fractions génomiques sont réalisées dans le tampon d’élution (NaHCO3 50mM, SDS 1%) 

pendant 15min sous rotation. Après centrifugation 2min à 3000 rpm à TA, les surnageants 

des 2 élutions sont récupérés et poolés. 

 

VI.1.4. Extraction de l’ADN 
 
La chromatine est traitée par la protéinase K pendant 30min à 50°C. L’ADN est extrait par 

phénol/chloroforme puis chloroforme/iso-amyl. La phase aqueuse est récupérée et l’ADN 

précipité avec du glycogène, 1/10ème de volume d’Acétate de Sodium 2,5N et 2 volumes 

d’EtOH 100% glacé, O/N à -20°C. Après centrifugation 25min à 20 000g à 4°C, les culots sont 

lavés en EtOH 70% glacé et centrifugés 10 min à 20 000g. Enfin, les culots séchés sont 

resuspendus dans un volume adapté de Tris-EDTA 10:1. Les ADN sont dosés et dilués à une 

concentration finale de 5 ng/µl dans H2OmQ pour l’analyse en PCR quantitative. 
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VI.2. ChIP sur chromatine fixée (X-ChIP) 

 

VI.2.1. Cross-link et lavages des cellules 
 

Les cellules (20.106) sont fixées en 1% formaldéhyde (dans le milieu de culture) 10min à 

37°C, puis la réaction de cross-link est stoppée en ajoutant 125mM final de Glycine 

(incubation 5 min à TA). Après centrifugation 5min à 260g à TA, les cellules sont lavées en 

PBS 1X froid 5 min à 260g à 4°C, puis en WASH I (0,25% Triton X-100, 10mM EDTA, 0,5mM 

EGTA, 10mM HEPES, 1mM PMSF, inhibiteurs de protéases) 10 min sur glace, et enfin en 

WASH II (200mM NaCl, 1mM EDTA, 0,5mM EGTA, 10mM HEPES) 10 min sur glace. Après 

chaque lavage, les cellules sont centrifugées 5min à 260g à 4°C. 

  

VI.2.2. Lyse des cellules et fragmentation de la chromatine 

 

Pour lyser les cellules, le culot est resuspendu et incubé 2h à 4°C dans le tampon de lyse (1% 

SDS, 10mM EDTA, 50mM Tris). La chromatine est ensuite fragmentée par sonication pour 

obtenir des fragments dont la taille se situe entre 500pb et 800pb ; l’efficacité de la sonication 

est vérifiée par migration de 1 µg de chromatine sur un gel d’agarose 1% 30 min à 100V. 2 

centrifugations successives 5min à 20000g à 4°C sont réalisées, et les surnageants récupérés. 

 

VI.2.3. Dosage, pré-clear et IP de la chromatine 

 

Les échantillons sont dosés à 260nm et à 280nm. Le pré-clear est réalisé en incubant la 

chromatine avec les billes de protéine A/G-sépharose (préalablement saturées en ssDNA et 

BSA) 30min à 4°C sous rotation. Après centrifugation 5 min à 1500g à 4°C, le surnageant est 

récupéré. Chaque IP est effectuée sur environ 50 µg de chromatine en dilution buffer (0,01% 

SDS, 1,1% Triton, 1,2mM EDTA, 16,7mM Tris pH8 167mM NaCl, 1mM PMSF, inhibiteurs de 

protéases) avec 10µg (à ajuster) d’anticorps, O/N à 4°C sous rotation. 

 

VI.2.4. Lavages, élution et reverse crosslink 

 

Le lendemain, les échantillons sont incubés avec les billes de protéine A/G-sépharose 1h à 

4°C sous rotation. Après centrifugation 5min à 1500g à 4°C, le surnageant (fraction 

« unbound » est jeté et le culot de billes (fraction « bound ») est gardé. Les billes sont lavées 

1 x en RIPA (150mM NaCl, 50mM Tris pH8, 0,1% SDS, 0,5% NaDoc, 1% NP40), 1 x en HI 

Salt (500mM NaCl, 50mM Tris pH8, 0,1% SDS, 1% NP40 ), 1 x en LiCl (250mM LiCl, 50mM 

Tris pH8, 0,5% NaDoc, 1% NP40), 2 x en Tris-EDTA. Pour chaque lavage, les échantillons 

sont incubés 10min à 4°C sous rotation, et centrifugés 5min à 1500g à 4°C. Avant le dernier 

lavage en TE, les billes sont séparées entre fraction protéique (½ IP) pour la validation de l’IP 

par WB, et la fraction ADN. Après le dernier lavage, les échantillons protéiques sont repris 

dans du Sample Buffer 2X (sauf l’input), et les échantillons ADN sont élués 2 fois 15min à TA 



 130

sous rotation dans l’elution buffer. Les surnageants sont poolés. Le reverse crosslink 

s’effectue dans  200mM final de NaCl O/N à 65°C. 

 

VI.2.5. Traitements RNAse-pK, extraction et précipitation de l’ADN 

 

La digestion à la proteinase K / RNAse s’effectue en EDTA 10mM / Tris pH6,5 40mM, avec 

20µg/mL de RNAse 30 min à 37°C, puis avec 1mg/mL de proteinase K 2h à 37°C. 

L’ADN est extrait par phénol/chloroforme puis chloroforme/isoamyl. La phase aqueuse est 

récupérée et l’ADN précipité avec du glycogène, 1/10ème de volume d’Acétate de Sodium 2,5N 

et 2 volumes d’EtOH 100% glacé, O/N à -20°C. Après centrifugation 25min à 20 000g à 

4°C, les culots sont lavés en EtOH 70% glacé et centrifugés 10 min à 20 000g. Enfin, les 

culots séchés sont resuspendus dans un volume adapté de Tris-EDTA 10:1. Les ADN sont 

dosés et dilués à une concentration finale de 5 ng/µl dans H2OmQ pour l’analyse en PCR 

quantitative. 

 

Antibody Reference Type 

H3K9me3 Millipore (07-523) Polyclonal 

H3K27me3 Millipore (07-449) Polyclonal 

H4K20me3 Millipore (07-749) Polyclonal 

H4ac Millipore (06-598) Polyclonal 

HP1α Euromedex (2HP-2G9-AS) Monoclonal 

HP1β Euromedex (1MOD-1A9-AS) Monoclonal 

HP1γ Euromedex (2MOD-1G6-AS) Monoclonal 
Table 3 Anticorps utilisés pour les analyses ChIP. 

 

VII. Lysats cellulaires et Western-blot 

 

VII.1. Extraction protéique à l’urée 

 

Les lysats protéiques totaux sont extraits à l’urée 8M à partir de 5 millions de cellules. Les 

cellules sont lavées en PBS 1X froid, et centrifugées 5 minutes à 1200 rpm à +4°C. Le culot 

est repris dans 1ml de PBS 1X froid (5.106 cellules / tube), puis centrifugé 5 minutes à 1200 

rpm à +4°C. Après avoir casser le culot, ajouter 100µl d’urée 8M à TA. Homogénéiser et 

incuber 5 minutes à TA. Les échantillons sont ensuite soniqués sur glace, puis incuber 10 

minutes à TA. Après centrifugation 5 minutes à 13000 rpm à +4°C, le surnageant (contenant 

l’extrait protéique) est récupéré, et conservé à -80°C de préférence. Le dosage protéique est 

effectué avec la méthode BCA (Pierce, Rockford, IL, USA). 

 

VII.2. Western-blot 

 

Après dénaturation 5 min à 95°C, les lysats protéiques (15µg) sont déposés sur un gel à 15% 

polyacrylamide (pour étudier les protéines de faible PM, entre 10kDa et 25 kDa) en conditions 
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dénaturantes, et migrent par électrophorèse environ 1h30 à 150V. Les protéines sont ensuite 

transférées sur une membrane de PVDF (Millipore, Billerica, MA, USA) pendant 1h à 100V. La 

membrane est bloquée dans une solution de lait 5% en PBS-Tween20 0,1% pendant 30min, 

puis incubée O/N à 4°C avec l’anticorps primaire en lait 5% / PBS-Tween20 0,1%. Après 3 

lavages de 10 min en PBS-Tween20 0,1%, la membrane est incubée avec l’anticorps 

secondaire marqué à la péroxydase en lait 5% / PBS-Tween20 0,1% pendant 1h à TA (Table 

4). Après 3 lavages de 10 min en PBS-Tween20 0,1%, la membrane est révélée par 

chimioluminescence (kit Covalight, Covalab, France). 

 

Antibody Reference Type Dil Ac I Dil Ac II 

H3K9me3 Millipore (07-523) Polyclonal 1/1000 1/2000 

H3K27me3 Millipore (07-449) Polyclonal 1/1000 1/2000 

H4K20me3 Millipore (07-749) Polyclonal 1/500 1/2000 

H4ac Millipore (06-598) Polyclonal 1/1000 1/2000 

HP1α Euromedex (2HP-2G9) Monoclonal 1/2000 1/2000 

HP1β Euromedex (1MOD-1A9) Monoclonal 1/2000 1/2000 

HP1γ Euromedex (2MOD-1G6) Monoclonal 1/2000 1/2000 

tubuline Sigma Monoclonal 1/5000 1/5000 

  Table 4 : Anticorps utilisés en western-blot. 

VIII. Extraction et purification des acides nucléiques 

 

VIII.1. Extraction d’ADN génomique 

 

Les cellules sont suspendues dans la solution d’extraction (Tris-HCl 0.1M pH 7.4 / EDTA 10mM 

pH 8 / NaCl 0.1mM / SDS 0.5% / Protéinase K 100µg/ml) et incubées O/N à TA sous rotation. 

La solution est extraite plusieurs fois avec un mélange de phénol/chloroforme (1/1), puis avec 

un volume égal de chloroforme/alcool isoamylique (24/1). L’ADN est précipité par 1/10ème de 

volume d’Acétate de Sodium 2,5N et 2 volumes d’EtOH 100% glacé, récupéré à l’aide d’une 

pipette Pasteur, rincé dans de l’éthanol 70%, séché puis dissous dans du tampon TE (Tris-HCl 

10mM pH 7.4 / EDTA 1mM pH 8). L’ADN est dosé par spectrométrie UV à 260 nm, et sa 

qualité est vérifiée par migration sur un gel 0.8% d’agarose. 

 

VIII.2. Extraction des ARNs 

 

Les ARN totaux sont extraits à partir des lignées cellulaires par la technique 

TRIzol/Chloroforme (Invitrogen, Life Technologies). Le culot cellulaire (5.106 cellules) est 

resuspendu dans le TRIzol + chloroforme, puis l’ARN est précipité en isopropanol, et repris 

dans de l’H2OmQ à une concentration de 2 µg/ml. L’ARN est contrôlé sur Agilent 2100 

Bioanalyzer et quantifié sur NanoDrop (Thermo Scientific). 
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XIX. Analyses par qPCR et RT-qPCR ((Reverse Transcription)-quantitative  
Polymerase Chain Reaction) 

 
L’ARN (1 µg) est « reverse transcrit » en utilisant le kit Supercript III Invitrogen, dans un 

appareil PCR Biometra. 

Les PCR quantitatives sont réalisées en utilisant le SYBR® Green PCR Master Mix (Applied 

Biosystems), sur l’appareil Stratagène MX3000P. Les ADNC et ADN ChIP sont amplifiés au 

cours de 40 cycles (15s à 95°C et 1min à 95°C), après dénaturation 10 min à 95°C. La 

courbe de dissociation est ensuite établie (1min à 95°C puis 30s à 60°C et 15s à 95°C). Les 

différents primers utilisés sont listés dans la table 5. 

Pour les analyses d’expression des gènes, la quantification est effectuée sur des courbes 

standards, et le gènes U6 est utilisé comme gène contrôle pour la normalisation des données 

d’expression. 

Pour les analyses ChIP, l’enrichissement est quantifié en normalisant l’IP sur l’Input, selon la 

formule : (IP/Input = 2-∆Ct = 2-[Ct(IP)-Ct(Input)]). 

 

Gene/Sequence Forward primer Reverse primer 

ChIP 

EXOC6B_1 ATCTCCTTCCTGGTGGACCT TGTGGCTCGCTAAACATTTG 
EXOC6B_2 ATTTGGGTCCAAAGCATCAC TACCAAAAACCCCCAGAACA 
EXOC6B_3 GCCTGGCCTGTGTTTTCTAA TAAGATCCCCTGACGCAGTT 
EXOC6B_4 CAAAGGATGGGATGCAAAGG TCCAGAGGAGGATTGGTTTG 
CYP26B1_5 TCTTTTCCTCCTTCCCAGGT CCCTAAGGCACAGTTTCGAG 
CYP26B1_6 CAGACGGACGAGATGAGACA GAAGCCAAGCAGGCACTAAG 
CYP26B1_7 GACTGGGGTGCAACTTTGTT AACCCACCAGCTTGACTCAC 
CYP26B1_8 GTTCAAGACGCATTTGTTGG GAATTGGACACCGTGTTGG 
ZNF638_9 ACGTCTGTCATCCCAAGGTT CCCTATGGCAATGATGTGTG 
ZNF638_10 TTGCCATAGGGATCAAAAGG AGTGAGGGAAGATTGCACCA 
ZNF638_11 TGAAGGCACAAATGATCAGG GGTTCTGTGCCTGTCCTCTC 
ZNF638_12 AGCTCTTTGGAGGCGGTA TATGCCTACCCGACTAACAGC 
MXD1_13 TGGGGACTCAACCTACCAAG TGGCAAACCAAGCTACACTG 
MXD1_14 CATCATCGTAGCTGGGAGGT TCGTGCTCCTTCCTTGTTTC 
MXD1_15 CTCCCAATCGCACAAGTGTA TATCCCCGACTCACCATCTC 
GMCL1_16 CTGGCACTTGAGAGGAAAGG CCTGGGCTTCCTTAACATGA 
GMCL1_17 ATCCAGCATATCGCCTCATC TGGGCCTGTGCTAAGCTAGT 
GMCL1_18 TTGACAGGGTGAATGTGGAA GTTGAAAATGCGGAACACCT 
GMCL1_19 CCCCAAGATGAGGATGAGAA TACTCTGCGGCTACCCACTT 
AAk1_20 AATAGGGAGCAGCAAAGCAA CCTCTCCGAGGTGAAATCTG 
AAk1_21 AACGGATCGAGACTGACACC CTTCTCGCTTCCATTTCAGC 
AAk1_22 CCTGATACCGTCCAAGTGCT TGCCACTCTTCAGCATCATC 
GFPT1_23 TGACTGTAAAGCCCCAAAGG ATTCCTCCTCTACCCCTCCA 
GFPT1_24 GGTCTTAGCCTGCTGACTGC TGGCCCAGTTGAGGAACTAC 
Ig1 CTCTCCCTGCAGTGACCTTC TCAGGGACAGCCTGAACTCT 
Ig2 CTTAGGGGTGCTTGCTTCTG GCTCCTCCTGTCTGTTCTGG 
Satellite II TGAATGGAATCGTCATCGAA CCATTCGATAATTCCGCTTG 
GAPDH GCTCTCTGCTCCTCCTGTTC CTTCAGGCCGTCCCTAGC 

RT-Q-PCR 

EXOC6B TCCTGCGAGAGATCGAGAGC GTCGTGATTACGGATACGAGTTT 
CYP26B1 AGTTTGTGGACAATGTCTTCTCC CCTTGCTGCTCTCAATGAGGA 
ZNF638 ATGTCGAGACCCAGGTTTAATCC GTTAGGTGCTCGTGGCCTTT 
MXD1 CAGAAAAGCCGTTCACCAAATC CGTCAGAGTCGCTCACACTG 
RY1 AATGGGATTTGCCTCCTTTGAC TCATGTACTGCCTGTACTTCCTC 
GMCL1 ACTGGAGATTCCTGACCAGAAC CCAAAATGGCAACAACTCGACT 
AAk1 TCAGAAGGGTCTACGTGGAAT CCTTGGGTTGATTGAAAGCCTG 
GFPT1 GGGGCACTGAAAATCAAAGA TTATCCACCAAAGCCAGAGG 
ARHGAP25 GAACGATGTCTCAAGACTTGCG TCCCTTGGAGTCACAGGCTT 
U6 CTCGCTTCGGCAGCACA AACGCTTCACGAATTTGCGT 

Table 5 Primer pairs used for ChIP analyses or RT-Q-PCR as indicated. 
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X. CGH-array (Comparative Genomic Hybridization sur puce) 

 

L'analyse « genome-wide » des changements de nombre de copie d'ADN des cellules CH1 et 

BL136 a été réalisée en utilisant une puce de haute résolution contenant 240000 sondes 

(Human genome CGH array 244K, Agilent), comme décrit (Jardin et autres., 2009). La 

digestion a été effectuée selon les recommandations du fournisseur des puces. L'ADN tumoral 

a été marqué par la cyanine-5 (Cy5) et l’ADN de référence (pool d’ADN normaux, Promega, 

Madison, WI) a été marquée par la cyanine-3 (Cy3). L'analyse et l'extraction d'image des 

puces ont été effectuées avec le logiciel Agilent Feature Extraction 9.5.3.1. L'analyse de 

données a été exécutée avec le logiciel d'Agilent CGH-Analytics 3.4.27. La classification 

comme gain ou perte a été basée sur l'algorithme ADM-2 implémenté dans CGH-analytics 

(seuil 6) et sur une inspection visuelle des ratios log2. Les données ont été passées en revue 

pour les sites chromosomiques fréquemment affectés pour des variations physiologiques de 

nombre de copie (CNV), en utilisant la comparaison avec la base de données « genomic 

variants » (http://projects.tcag.ca/variation/). 

XI. Profiling transcriptionnel – puces Affymetrix 

 

L’ARN des 10 échantillons de patients porteurs d’un DLBCL, sélectionnés pour l’analyse 

transcriptomique a été extrait selon la technique TRIzol/Chloroforme. L’ARN est quantifié et 

contrôlé sur Agilent 2100 Bioanalyzer. 

 

Le profil transcriptionnel de ces 15 échantillons a été réalisé à l’Institut de Recherche 

Biologique de Montpellier (Dr J. de Vos), sur une puce commerciale oligonucléotidique 

pangénomique Affymetrix U133 Plus 2.0 (Affymetrix, Santa Clara, CA, USA), comportant 

54675 sondes, correspondant à 39000 gènes humains ou séquences codantes humaines.  

 

Les techniques de marquage et d’hybridation sont réalisées selon les indications du 

fournisseur. L’hybridation est analysée par un scanner, qui génère une valeur brute unique 

d’intensité du signal pour chaque sonde (fichier .DAT). Les intensités des signaux sont ensuite 

moyennées générant un fichier de valeurs moyennées (fichier .CEL). Pour chaque échantillon, 

chaque gène peut être exprimé (P=Présent) ou non (A=Absent). 

 

Nous avons réalisé une analyse supervisée des données transcriptomiques des 10 

échantillons, afin de détecter une éventuelle expression différentielle de gènes entre les cas 

de DLBCL avec anomalie 1q12 et les cas de DLBCL sans anomalie 1q. Le logiciel Array Assist 

(Stratagene) permet de grouper ces échantillons (6 échantillons avec anomalie 1q12 vs 4 

sans anomalie 1q), de normaliser les valeurs moyennées mesurées (module MAS5), 

d’effectuer une transformation logarithmique de ces valeurs. Il permet également de réaliser 

un tri, pour éliminer les gènes absents ou présents une seule fois sur les 10 échantillons 

(élimination du gène dont le nombre de P pour les 10 échantillons est inférieur à 3). Ce 

logiciel propose également un choix de tests de comparaison des valeurs normalisées entre 
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les groupes : dans notre étude, le test non paramétrique de Mann-Whitney est retenu, car il 

est applicable pour un faible nombre d’échantillons et adapté aux distributions hétérogènes, 

telles qu’observées dans les cancers. A ce stade, on obtient, pour chaque gène, une valeur p 

de probabilité de différence d’expression entre nos deux groupes. 

 

L’analyse de l’expression différentielle des gènes nécessite par un tri par le « Fold Change » 

(FC). Le Fold Change correspond à la valeur du ratio entre la moyenne des signaux (moyenne 

d’expression des gènes) des échantillons d’un groupe (1) sur la moyenne des signaux des 

échantillons d’un autre groupe (2) (FC=Moy.Groupe1/Moy.Groupe2). Les gènes surexprimés 

dans le groupe 1 correspondent aux gènes sous-exprimés dans le groupe 2. 

 

La sélection finale des gènes les plus différentiellement exprimés entre les cas de DLBCL avec 

anomalie 1q12 et les cas DLBCL sans anomalie 1q est donc basée sur un double tri : valeur 

du FC et du p : pour affiner cette sélection, nous avons choisi un FC ≥ 3 et un p< 0.02. 

 

Le regroupement hiérarchique des données et les dendrogrammes sont réalisés à l’aide des 

logiciels Cluster®  et Treview® (Eisen et al. 1998). Le logiciel Cluster® groupe entre eux les 

échantillons qui ont le profil d’expression le plus proche parmi différents gènes et les gènes 

qui ont le profil d’expression le plus proche parmi différents échantillons. La même équipe a 

également crée le logiciel TreeView® qui permet de visualiser les données sous forme d’une 

matrice colorée où chaque ligne représente un gène et chaque colonne représente un 

échantillon. Le niveau d’expression de chaque gène est représenté par une couleur attribuée 

en fonction de la valeur médiane calculée sur l’ensemble des échantillons. Les gènes dont la 

valeur est inférieure à la médiane sont représentés en vert, ceux dont la valeur est supérieure 

à la médiane sont représentés en rouge et ceux dont la valeur est égale à la médiane sont 

représentés en noir. De plus, la similarité entre deux gènes ou échantillons est représentée 

par un arbre ou dendrogramme dont la longueur de chaque branche est proportionnelle à la 

distance entre deux points. 
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RESULTATS / DISCUSSION 

 

 

Partie I : Caractérisation d’un réarrangement de l’hétérochromatine constitutive 

1q12 dans une lignée modèle de lymphome B 

 

 

 

Article : « Aberrant heterochromatin foci and gene deregulation due to satellite DNA 

anomalies in human lymphoma » 

 

en révision à EMBO Molecular Medicine 
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I.1. Résumé de l’article 

 

Les perturbations épigénétiques contribuent à la dérégulation de l’expression de gènes et à 

l’instabilité génomique dans les cancers. L’exploration de ce champ de recherche, aujourd’hui 

en pleine explosion, offre des perspectives d’innovation diagnostique, pronostique et 

thérapeutique considérables. Dans ce contexte, notre équipe s’intéresse à la caractérisation 

des mécanismes génétiques et plus récemment épigénétiques sous-tendant la 

lymphomagenèse, en se focalisant sur un modèle particulier – celui des réarrangements 

chromosomiques qui affectent la région d’hétérochromatine constitutive du chromosome 1 

humain (bande cytogénétique 1q12). Ces anomalies sont remarquablement fréquentes dans 

les lymphomes, les myélomes, les leucémies aiguës et également dans certaines tumeurs 

solides (sein, ovaire, poumon…). Ceci suggère fortement un rôle pathologique important pour 

ces anomalies, et l’existence de mécanismes oncogéniques dépendant de l’hétérochromatine 

constitutive dans ces maladies. Dans ce cadre, nous avons entrepris de caractériser un 

réarrangement de l’hétérochromatine constitutive 1q12 dans une lignée modèle de lymphome 

B. 

 

Dans ce travail, nous démontrons pour la première fois que les réarrangements de 

l’hétérochromatine constitutive 1q12 induisent des altérations profondes de l’organisation et 

de la fonction de la chromatine dans des cellules de lymphome B. Les conséquences majeures 

de ces anomalies sont des « appariements » intra-chromosomiques à longue distance entre le 

domaine d’hétérochromatine 1q12 transloqué et le domaine d’hétérochromatine 

centromérique, formant ainsi des foyers hétérochromatiques aberrants qui se trouvent 

relocalisés vers la périphérie nucléaire. Ces foyers sont associés à un enrichissement de 

l’euchromatine adjacente en marques épigénétiques répressives, et à la dérégulation de 

l’expression de gènes, dont certains sont de nouvelles cibles pertinentes dans les lymphomes. 

En effet, le réarrangement 1q12 décrit ici, et ses foyers hétérochromatiques aberrants 

associés, sont liés à une down-régulation coordonnée de l’expression de certains gènes, parmi 

lesquels MXD1 et GMCL1 qui codent pour des protéines impliquées dans le contrôle de la 

signalisation MYC et P53, respectivement. De telles perturbations sont remarquables, et 

n’avaient pas encore été décrites dans le cadre de réarrangements chromosomiques dans les 

tumeurs humaines. 

 

En résumé, nous proposons que les anomalies de l’hétérochromatine constitutive 1q12 

correspondent à une nouvelle classe de réarrangement chromosomique ayant le potentiel, via 

des mécanismes à longue distance dépendants de l’hétérochromatine, de perturber 

profondément l’organisation et la fonction des gènes. 
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Abstract 
 
Epigenetic perturbations are increasingly described in cancer cells where they are thought to 

contribute to deregulated gene expression and genome instability. Here, we report the first 

evidence, that a distinct category of chromosomal translocation observed in human tumours – 

those targeting 1q12 satellite DNA - can directly mediate such perturbations by promoting the 

formation of aberrant heterochromatic foci. By detailed investigations of a 1q12 translocation 

to chromosome 2p, in a case of human B cell lymphoma, aberrant heterochromatic foci were 

shown to be localised to the nuclear periphery and to arise as a consequence of long range 

intra-chromosomal looping between the translocated 1q12 and chromosome 2 centromeric 

regions. Remarkably, adjacent 2p sequences became enriched in repressive histone 

modifications, including H4K20me3 and H3K9me3, and were bound by HP1, indicative of 

heterochromatin spreading to these sites. These structural changes were associated with 

aberrant spatial localisation and deregulated expression of a number of cancer-relevant 2p 

genes. Our data support the hypothesis that constitutive heterochromatin rearrangements 

contribute to tumourigenesis by perturbing gene organisation and function via long range 

epigenetic mechanisms. 
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Introduction 

Cancer initiation and progression are increasingly recognised as multistep processes that 

involve the acquisition of both genetic and epigenetic perturbations (Feinberg et al., 2006). In 

particular, genetic aberrations such as chromosomal translocations encoding oncogenic fusion 

genes have been intensely studied and have led to groundbreaking advances in the 

identification of novel oncogenic signalling pathways and therapeutic targets, as well as 

serving as important cancer biomarkers (Rabbitts, 2009). In addition, we and others have 

described a novel category of chromosomal aberration that involves constitutive 

heterochromatin derived from human chromosome 1 (cytogenetic band 1q12) (Busson-Le 

Coniat et al., 1999; Itoyama et al., 2002; Le Baccon et al., 2001). These rearrangements are 

particularly frequent in tumours of hematopoietic, mesenchymal and epithelial origin, thereby 

arguing in favour of a role for constitutive heterochromatin-linked oncogenic mechanisms in 

these disorders (Fournier et al., 2007). Although an attractive hypothesis no study to date has 

addressed this question. 

Constitutive heterochromatin is a specialised compartment within chromatin that is 

found primarily at centromeres, telomeres and the pericentric regions of certain 

chromosomes. It is composed of gene-poor, repetitive DNA sequence (alpha satellite, satellite 

II and III) that shows distinct epigenetic features i.e. late-replication, high levels of DNA 

methylation and “repressive” histone modifications such as histone H4 lysine 20 

(H4K20me3) and histone H3 lysine 9 (H3K9me3) trimethylation that mediate 

heterochromatin formation and recruitment of maintenance proteins such as HP1 (Grewal and 

Jia, 2007). Evidence also exists for an RNA component in heterochromatin formation 

(Bernstein and Allis, 2005; Grewal and Jia, 2007). 

Apart from its role in the control of genomic stability, constitutive heterochromatin 

influences the regulation of gene expression in numerous species through a mechanism 

known as “position effect”. This phenomenon results from a little-understood process of 
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heterochromatin ‘cis’ or ‘trans’ spreading into adjacent euchromatin and which induces gene 

repression (Grewal and Jia, 2007). This mechanism also appears to operate in mammalian 

cells. For example, during lymphoid development, stable transcriptional repression of certain 

lymphoid-specific genes is tightly correlated to their association with constitutive 

heterochromatin and acquisition of repressive histone modifications (Brown et al., 1999; 

Brown et al., 1997; Grogan et al., 2001; Su et al., 2004). It is also emerging that spatial 

positioning of genes with respect to constitutive heterochromatin and to the nuclear periphery 

constitutes additional complex epigenetic mechanisms that contribute to ‘positional’ gene 

regulation during development and cellular differentiation (Finlan et al., 2008; Kumaran and 

Spector, 2008; Reddy et al., 2008). Whether such mechanisms are deregulated in human 

tumours has not been investigated in any detail.  

No study has investigated the potential pathological consequences of the presence of altered 

1q12 constitutive heterochromatin on gene expression and on chromatin organisation in either 

haematological or solid tumours. In this context, we set out to perform the first detailed 

genetic and epigenetic characterisation of a 1q12 rearrangement in a human tumour. A novel 

unbalanced t(1;2) translocation that we had observed in a case of human B-cell lymphoma 

was selected as the study model.  

 

Results 

Translocations targeting 1q12 satellite DNA in human B-cell lymphoma provoke long-

range intrachromosomal interactions that lead to the formation of aberrant 

heterochromatic foci at the nuclear periphery  

As a first step to investigate the consequences of constitutive 1q12 heterochromatin 

rearrangements, we selected as a model system a human B lymphoma line, CH1, that 

harbours a novel t(1;2)(q12;p13) translocation (Barki-Celli et al., 2005). This unbalanced 

translocation involves juxta-positioning of a large block of 1q12 satellite II-rich sequence to 
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the chromosome 2p arm (Figure 1A, arrow). In keeping with reported cytogenetic 

observations of similar rearrangements in other tumours, karyotyping (not shown) and FISH 

in our lymphoma case showed that the translocated 1q12 region remained cytologically 

condensed (Figure 1A), thus suggesting that it maintained a heterochromatic conformation. In 

agreement with this, immunofluorescence detection of methylated DNA on mitotic 

chromosomes revealed dense methylation on the normal and the translocated 1q12 region but 

not on the normal chromosome 2 (Figure 1B). Furthermore, immuno-FISH revealed clear co-

localisation of 1q12 FISH signals – including translocated 1q12 region - with heterochromatin 

foci enriched in H3K9me3 (Figure 1C). This confirmed that translocated 1q12 retained 

epigenetic hallmarks of constitutive heterochromatin. The spatial proximity and nuclear 

organisation of the 1q12 and centromere 2 constitutive heterochromatin domains were then 

examined by FISH in 3D-preserved nuclei (Figure 1D, left panel). Strikingly, distance 

measurements between 1q12 (green) and chromosome 2 centromere (red) FISH signals 

revealed dramatically increased spatial proximity of these two heterochromatic domains on 

the derivative chromosome 2 compared to the same regions on the respective normal 

chromosomes (Figure 1D middle panel; Kolmogorov-Smirnoff test, p < 0.0001). Indeed, in 

some cells distance measurements could not be performed as FISH signals were too close to 

be resolved. This indicated that 1q12 heterochromatin rearrangements are associated to long-

range intra-chromosomal interactions that drive the formation of aberrant constitutive 

heterochromatin foci (aHCF) composed of 1q12 and centromere 2 constitutive 

heterochromatin (Figure 1D, right panel). Furthermore, since pairing between these 

heterochromatic regions was observed in unsynchronised CH1 lymphoma B cells, it is likely 

that these associations are sustained during a considerable part of interphase. In addition, no 

evidence for continued association of these heterochromatic regions was visible from 

inspection of CH1 metaphases (data not shown) thereby suggesting that these aberrant 

heterochromatic foci reassemble following cell division. Importantly, formation of aberrant 



 143

heterochromatic foci was not seen in lymphoma B cells without 1q12 constitutive 

heterochromatin rearrangements, or in normal B cells (Figure 1D and data not shown). We 

next assessed whether the formation of such aberrant heterochromatic foci might be 

associated to perturbed nuclear organisation. Remarkably, 3D immuno-FISH in the 

lymphoma B cells presenting the aberrant heterochromatin foci (CH1 tumour B cells) 

revealed that they were abnormally relocalised to the nuclear periphery compared to the 

normal chromosome 2, which maintains a more central position (Figure 1E).  

 

Aberrant heterochromatic foci are associated to long-range propagation of H4K20me3, 

H3K9me3 and HP1 binding in adjacent euchromatin 

We next investigated the potential consequences of the presence of aberrant heterochromatin 

foci on chromatin organisation and function in lymphoma B cells. For this, we set out to 

perform detailed ChIP to ‘repressive’ heterochromatin marks on 2p sequences that were 

brought into close physical or spatial proximity to aberrant heterochromatin foci in CH1 

lymphoma B cells. To identify these sequences, high resolution array-CGH and FISH were 

performed, in order to precisely map the 1q12 / 2p junction (Figure 2A and B). This 

pinpointed the 1q12 / 2p breakpoint to coordinate 72,760,219 on normal chromosome 2 

(which corresponds to intron 6 of the EXOC6B gene), located in chromosome band 2p13. In 

addition, array-CGH also identified a partial 2p duplication event (Figure 2A). FISH analysis 

confirmed the 2p breakpoint location and revealed that this 2p duplication event corresponded 

to a ‘mirror image’ duplication of a 33.5 Mb region of 2p13 material, on the der(2) 

chromosome (Figure 2B). Thus, in genetic terms, the t(1;2) observed in CH1 cells resulted in 

juxtapositioning of intron 6, of a duplicated copy of the EXOC6B gene, in the reverse 

orientation, to 1q12 constitutive heterochromatin (Figure 2B and C). This genetic complexity 

was not entirely unexpected, since duplication events are quite frequent at the acceptor sites 

for 1q12 heterochromatin translocations in lymphoma and myeloma (Sawyer et al., 2005; 
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Sawyer et al., 1998). Our specific interest, for the purposes of this study, was to understand 

the impact of aberrant heterochromatic foci on chromatin structure and gene expression in 

adjacent euchromatin. Based on the 2D-FISH and genetic mapping, we reasoned that the 1Mb 

region localised immediately adjacent to the 1q12 / 2p breakpoint was likely to be particularly 

informative for ChIP analyses since it was expected to constitute the ‘stem’ of the putative 

loop structure required to form the aberrant heterochromatin foci (Figure 2C). With this in 

mind, we performed detailed, site-specific, quantitative ChIP analyses over a total of 14 sites 

dispersed over this 1 Mb 2p region and at satellite II repeat sequence (Figure 2C and 3A). 

GAPDH was assayed as a control euchromatic region (Figure 3A and B) (primer details, 

Table SΙΙ). Specifically, we determined enrichment for the histone modifications H3K9me3, 

H4K20me3 (2 key histone modifications associated to condensed constitutive 

heterochromatin), H3K27me3 (associated to silenced euchromatin) and global H4 acetylation 

(tetra-acetylated H4, at K5, K8, K12, K16), as a marker for euchromatin. The 2p sites 

examined included the 3’ region of the EXOC6B gene, the proximal promoter regions and 

exons 1 and 2, of the CYP26B1 and ZNF638 genes, respectively, and two intergenic 

sequences (ig1 and ig2, both localized between CYP26B1 and ZNF638) (Figure 3). ChIP was 

performed on native (histone modifications, Figure 3A) or fixed (HP1, Figure 3B) chromatin. 

Strikingly, Q-ChIP in the lymphoma B cells showing aberrant heterochromatin foci (CH1), 

compared to control cells, revealed marked enrichment of H3K9me3 and/or H4K20me3 over 

all 2p sequences tested within this 1 Mb region (Figure 3A). This was not due to global 

increases in these histone modifications which by western blotting were not changed (not 

shown). Of note, satellite II sequence (enriched in chromosome band 1q12, see Figure 1A) 

was also highly enriched in both H3K9me3 and H4K20me3 in the lymphoma B cells with 

aberrant heterochromatin foci compared to the control cells. Highest enrichment levels for 

these histone modifications were observed at the 3’ end of the EXOC6B gene (primer pairs 2 

and 4) and at the 5’ promoter regions of the ZNF638 gene (primer pairs 9 and 10, for 
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example). This was highly evocative of propagation either in cis or in trans of 

heterochromatin marks across these 2p sequences. These propagation effects did not appear to 

target all 2p sequences equally. For example, enrichment levels for H3K9me3 and 

H4K20me3 at the CYP26B1 gene were lower than those observed at the adjacent EXOC6B or 

ZNF638 genes. Likewise, enrichment for H3K9me3 was higher at Ig2 compared to Ig1 while 

neither site showed enrichment for H4K20me3 (Figure 3A, far right panel). For H3K27me3, 

enrichment could be observed at the EXOC6B gene (Figure 3A) in the lymphoma B cells 

presenting the aberrant heterochromatin foci (CH1), compared to control lymphoma cells, but 

this became less marked at the neighbouring genes (Figure 3A). In view of the highly 

consistent abnormal enrichment patterns observed for H3K9me3 and/or H4K20me3 across all 

of the 2p sequences tested, it was logical to probe for HP1 binding at the same sites. For this, 

cross-linked ChIP to all 3 HP1 isoforms (α, β and γ) was performed in the lymphoma B cells 

showing aberrant heterochromatic foci (CH1) compared to control cells (B593) (Figure 3B, 

HP1α and γ; Figure S1, HP1β). Strikingly, all of the examined sequences including the 

CYP26B1 gene promoter, showed marked enrichment of both HP1α and HP1γ (Figure 3B). 

HP1β enrichment was less pronounced or equivalent in CH1 compared to B593 cells (Figure 

S1). As for histone modifications, this was not due to global increases in HP1 levels which by 

western blotting were unchanged (data not shown). Of note, DNA methylation analyses did 

not reveal aberrant methylation status, at least at the CYP26B1 and ZNF638 genes (data not 

shown). Taken together, these data indicate that aberrant heterochromatin foci induce 

abnormal, long distance propagation of repressive heterochromatin marks along adjacent 

chromatin. 

 

Aberrant heterochromatic foci and heterochromatin spreading mediate extensive gene 

deregulation in B-cell lymphoma 
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The formation of aberrant heterochromatic foci coupled to abnormal enrichment of adjacent 

2p sequences in repressive heterochromatin marks (H4K20me3, H3K9me3 and HP1), and 

repositioning of the rearranged chromosome 2 to the nuclear periphery, could affect the 

expression of at least those genes brought into close proximity to heterochromatin. To assess 

this question, global gene expression profiling was performed in the lymphoma B cells 

presenting the aberrant heterochromatin foci (CH1), compared to control lymphoma cells 

(B593), by using U133 2.0 Affymetrix gene chip arrays. For the reasons outlined above, we 

focused our differential gene expression analysis on a 5 Mb 2p interval (including the 1 Mb 

2p region analysed by ChIP) likely to be either physically or spatially positioned into the 

proximity of aberrant heterochromatin foci (Figure 4A). In order not to overestimate gene 

expression perturbations in CH1 cells compared to B593 cells, care was taken to adjust 2p 

gene expression values for copy number prior to normalisation to the control gene U6. 

Remarkably, this analysis, combined with RT-Q-PCR validation, identified 16 differentially 

expressed 2p genes in CH1 compared to B593 cells (Figure 4B). A striking finding was that 

both down and up-regulation of gene expression (11 and 5 genes, respectively) could be 

observed over relatively short genomic regions. Of particular interest was identification of the 

coordinate downregulation of 4 genes (MXD1, RY1, GMCL1, ANXA4), all co-localised to a 

250 kb 2p region, in CH1 compared to B593 or normal B cells (Figure 4B and Figure S2). 

Importantly, two of these genes encode proteins that are implicated in the control of either 

MYC (MXD1 - MAX dimerization protein 1) or P53 (GMCL1 - Germ Cell Less 1) function, 

and are thus of potential clinical relevance. Intriguingly, these 4 coordinately down-regulated 

genes were flanked by the LOC400960, AAK1 and GFPT1 genes, which all showed up-

regulation in CH1 compared to control lymphoma or normal B cells (Figure 4B and Figure 

S2, and data not shown). This suggested that certain genes or gene neighbourhoods might 

‘escape’ repression or, alternatively, that individual genes show differential sensitivity / 

thresholds to heterochromatin-mediated perturbations. To investigate this further, the 
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promoter regions of the MXD1 and GMCL1 genes (down-regulated) compared to the AAK1 

and GFPT1 genes (up-regulated) were analysed by ChIP, in order to assess H4K20me3, 

H3K9me3, H3K27me3 and H4ac enrichment. Remarkably, all 4 gene promoter regions, 

irrespective of expression status, showed similar enrichment profiles for H3K9me3 and 

H4K20me3 i.e. higher levels in CH1 cells compared to B593 (particularly at the GMCL1 and 

GFPT1 promoters) (Figure 4C). H3K27me3 levels, as seen previously (Figure 3A), were 

more variable across promoters, but enrichment profiles were broadly similar, at least for the 

MXD1 and GMCL1 genes i.e. higher levels in CH1 cells compared to B593 (Figure 4C). 

Taken together, these data again indicated that gene-specific thresholds and/or additional 

higher-order chromatin regulation, such as gene positioning in the nucleus, are likely to be the 

determining factors for susceptibility to heterochromatin-mediated transcriptional 

perturbations in tumour cells presenting aberrant heterochromatin foci. 

 

Deregulated lymphoma-relevant 2p genes show abnormal spatial positioning with respect 

to aberrant heterochromatic foci 

The transcriptional deregulation patterns, associated to the 1q12 constitutive heterochromatin 

/ 2p translocation were highly reminiscent of those observed for endogenous genes in 

Drosophila and human cells (Finlan et al., 2008; Kumaran and Spector, 2008; Reddy et al., 

2008), in which positional proximity to heterochromatin and/or the nuclear periphery leads to 

variable reductions in the transcriptional activity of individual genes (and not others), but does 

not always give rise to gene silencing. We thus examined, by FISH, the spatial positioning of 

the non-affected original copy and the breakpoint proximal copies of the GMCL1, MXD1 and 

AAK1 genes, which we had found to undergo transcriptional deregulation (Figure 5A and B). 

Strikingly, despite being located at over 67 Mb from the der(2) centromere, in linear genomic 

distances, breakpoint proximal copies of the GMCL1, MXD1 (hybridised by BAC probe 

RP11-401N16) and AAK1 genes (hybridised by BAC probe RP11-7707), were found to be 
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located significantly closer to chromosome 2 centromeric heterochromatin on the der(2) 

chromosome (high proportion of FISH signals at < 1.5 µm from the der(2) chromosome 

centromere domain), compared to un-affected copies of the same genes on either the der(2) or 

normal 2 chromosomes (Figure 5B, p < 0.0001 by the Kruskal-Wallis test (KW)). This 

provided further evidence that 1q12 satellite II DNA rearrangements induce long-range intra-

chromosomal interactions and that these interactions could involve not only 1q12 and 

derivative chromosome 2 centromeric heterochromatin domains, but gene sequences as well 

(Figure 5B). Interestingly, a tendency towards differential organisation of the RP11-401N16 

(contains MXD1, GMCL1 – both underexpressed genes) and RP11-7707 BACs (contains 

AAK1 – an overexpressed gene), relative to centromere 2 heterochromatin was observed 

(more distances in the > 2 µm interval for the RP11-7707 BAC, Figure 5B). Even though 

statistical analysis by the KS test (Kolmogorov-Smirnoff) did not show this to be significant 

(p=0.26), it suggests that further fine scale differences in the three dimensional nuclear 

organisation of these genes are influencing their susceptibility to constitutive 

heterochromatin-dependent gene deregulation. Collectively, these data indicate that abnormal 

intra-chromosomal spatial positioning of genes to aberrant heterochromatin foci constitutes an 

additional, major higher-order chromatin perturbation associated to 1q12 satellite DNA 

rearrangements in lymphoma B cells. 

 

Discussion 

We demonstrate, for the first time, that 1q12 constitutive heterochromatin rearrangements 

which are frequently and non-randomly observed in human cancer, mediate profound 

epigenetic perturbations. Major consequences of these anomalies are long-range intra-

chromosomal ‘pairing’ of translocated 1q12 and centromeric heterochromatin domains, 

thereby forming aberrant heterochromatic foci that become delocalised to the nuclear 

periphery. These foci are associated to long-range propagation of repressive histone 
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modifications and HP1 into adjacent euchromatin, and to dysregulation of gene expression, 

affecting novel lymphoma-relevant targets. These perturbations are striking and have not been 

previously reported for any chromosomal rearrangement in human tumours. 

The organisation of genes and chromosomes within the nucleus is currently emerging 

as a key factor controlling lineage-specific gene expression during cellular differentiation or 

programmed genome rearrangements in B and T lymphocytes (Takizawa et al., 2008). It is 

also becoming apparent that deregulation of this organisation may play a role in human 

disease. For instance, in the immunodeficiency centromeric instability facial anomalies (ICF) 

syndrome, a DNA methylation deficiency syndrome, it has been shown that DNA 

hypomethylation at restricted sites in the genome can lead to extensive changes in nuclear 

organization away from the original site of the epigenetic change (Matarazzo et al., 2007). In 

the present work, we show that 1q12 satellite II DNA rearrangements are associated to long-

range deregulation of multiple genes and to the formation of aberrant constitutive 

heterochromatic foci, composed of both 1q12 satellite II-rich heterochromatin and alpha 

satellite-rich centromeric heterochromatin, on the same rearranged chromosome. This was 

likely to occur as a consequence of long-range chromatin looping and specific intra-

chromosomal interactions rather than chance co-localisation of the normal 1q12 and 

centromere 2 heterochromatin domains in the nucleus. Indeed, our data indicate that these 

regions occupy different nuclear compartments and have a very low tendency to associate in 

either lymphoma without 1q12 rearrangements without 1q12 rearrangements or normal B 

cells. Importantly, we have observed similar abnormal heterochromatin structures in other 

lymphoma cases presenting 1q12 rearrangements ((Barki-Celli et al., 2005), and data not 

shown), thereby strongly suggesting that intra-chromosomal ‘pairing’ of heterochromatic 

regions, and the formation of aberrant heterochromatic foci are recurring features of tumour 

cells presenting such anomalies. In this respect, the parallels between 1q12 satellite II-rich 

heterochromatin anomalies and rearrangements that result in silencing of the eye colour gene, 
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brown, by heterochromatin insertion, in Drosophila, are striking. In the latter model, 

heterochromatin insertion to the brown locus leads to association between the inserted 

heterochromatin domain and centromeric heterochromatin on the same chromosome. 

Interestingly, this is associated to delocalisation of the rearranged chromosome to the nuclear 

periphery, together with the wild type brown allele, which is also silenced (Dernburg et al., 

1996). Thus, a number of important features associated to silencing of the brown locus in flies 

appear to be conserved in the 1q12 rearrangements in human tumour cells. How the aberrant 

heterochromatic foci are formed and maintained in tumour cells is a question of considerable 

interest. Such structures may require DNA sequence interactions between homologous, 

repetitive DNA elements (or repeat-derived transcripts?) at centromeric or pericentric regions, 

in addition to structural chromatin proteins such as HP1 (Grewal and Jia, 2007). 

The aberrant heterochromatic foci described here are associated to abnormal 

enrichment of ‘repressive’ epigenetic marks at adjacent euchromatin. The simplest 

explanation is that this event occurs as a consequence of in cis heterochromatin spreading 

from aberrant heterochromatic foci along euchromatin. There is substantial evidence that 

heterochromatin can spread along the chromatin fiber in cis and that this can be propagated by 

the interaction of HP1 with SUV39H which may in turn create additional binding sites for 

HP1 on the neighbouring nucleosomes. However, in Drosophila and other species, certain 

genes seem to ‘escape’ from silencing in cis (Vogel et al., 2009). Thus alternative in cis 

models have been proposed whereby heterochromatin domains may form in a discontinuous 

fashion and thereby ‘skip’ certain genes which would remain in a euchromatic state. This 

might occur through ‘looping’ of certain domains away from or closer to pericentric 

heterochromatin. It is highly probable that, in the case of 1q12 satellite II DNA 

rearrangements, the situation is likely to be even more complex since these aberrations 

involve both physical and spatial repositioning of genes to a single large aberrant 

heterochromatin structure that itself forms as a consequence of long range intrachromosomal 



 151

interactions. In addition, the aberrant heterochromatic foci become repositioned to the nuclear 

periphery which may further influence gene transcriptional potential (Finlan et al., 2008; 

Kumaran and Spector, 2008; Reddy et al., 2008). 

Additional insights into heterochromatin spreading have come from studies on 

X;autosome translocations [t(X;A)]. These are observed in certain constitutional genetic 

disorders and, as in the case of 1q12 constitutive heterochromatin rearrangements, are usually 

unbalanced translocations. In agreement with their association to gene repression they can be 

associated to milder clinical phenotypes (Giorda et al., 2008). In t(X;A), heterochromatin 

spreading has been shown to be relatively inefficient and this has been attributed to either 

attenuated spreading of silencing at the onset of X-inactivation or to failure to maintain 

efficient silencing through development, referred to as the ‘spread and retreat’ model (Popova 

et al., 2006). To explain increased efficiency of silencing on the X chromosome relative to 

autosomes, Gartler and Riggs have proposed the concept of “way stations” or “boosters 

elements” that facilitate spreading and / or maintenance of X inactivation (Gartler and Riggs, 

1983). Of interest in this respect is a model proposed by Lyon, whereby repetitive sequence 

elements such as LINE-1 might be good candidates for ‘way stations’ (Lyon, 1998). The role 

of nuclear architecture has not been addressed in any detail in heterochromatin spreading at 

t(X;A). In any case, similar mechanisms – linked to repeat sequence density along the 2p 

chromosome arm, for example, may be influencing propagation of heterochromatin ‘marks’, 

in the model studied here. Indeed pericentric and centromeric repeat sequences are configured 

as constitutive heterochromatin early in development and are thus maintained in all somatic 

tissues thereafter. The parallels between this process and the maintenance of parental 

imprinting are interesting (Delaval et al., 2007). Specific DNA sequence characteristics, such 

as the repeats themselves, are clearly required for these processes and these may be absent or 

not recruited to euchromatin regions of the genome. This, in turn, may explain why 1q12 

constitutive heterochromatin rearrangements and associated aberrant heterochromatic foci 
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lead to variable propagation of heterochromatin ‘marks’ and to downregulation of gene 

expression rather than to complete silencing of genes in the affected tumour cells (in this case 

B-cell lymphoma). 

The der(2)t(1;2)(q12;p13) described here, and its associated aberrant heterochromatic 

foci, were linked to coordinate downregulation of the expression of genes, such as MXD1 

(formerly known as MAD) and GMCL1 which encode proteins that play a role in the control 

of MYC (Montagne et al., 2008) and P53 signalling (Masuhara et al., 2003), respectively. 

This important finding suggests that 1q12 satellite DNA rearrangements and associated 

aberrant heterochromatic foci have the potential to interfere with tumour suppressor 

pathways. 

In summary, we propose that 1q12 anomalies correspond to a new class of 

chromosome rearrangement with the power, via novel long range heterochromatin-dependent 

mechanisms, to profoundly perturb gene organisation and function. This model would be 

relevant not only for B cell lymphoma but for additional haematological and solid tumours as 

well. Indeed, these anomalies are frequently and non-randomly observed in a broad spectrum 

of human tumours and have been linked to disease progression and poor prognosis (Fournier 

et al., 2007). Further studies geared to understanding the mechanistic origins of these aberrant 

heterochromatic foci will be required to elucidate their role in cancer initiation and 

progression. 
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Materials and Methods 

 

Cell culture, cell lines and primary cells 

Peripheral-blood B lymphocytes were obtained from healthy donors and processed by 

immuno-magnetic bead cell sorting using positive selection. Positive selection was performed 

with anti-CD19 immunomagnetic beads at 1 µg per 1 × 106 cells (CD19 Microbeads, Miltenyi 

Biotec, Bergisch Gladbach, Germany). The purity of the sorted B cell populations was 

assessed by anti-CD3/CD19 antibody double labelling and flow cytometric analysis. Resting 

B lymphocytes were either used directly or activated in vitro using CD40L (Alexis 

Biochemicals) at 0.5 µg/ml for 48 h in RPMI complete medium. The cell lines studied were 

diffuse large B-cell lymphoma lines CH1 and B593 and have been described previously 

(Barki-Celli et al., 2005; Callanan et al., 2000). Cell lines were checked for absence of 

mycoplasm contamination (MycoAlert mycoplasma detection kit, Lonza, Swizerland). Cell 

lines and primary B cells were cultivated at 37°C in a humidified 5% CO2 atmosphere, in 

RPMI 1640 medium supplemented with 10% heat-inactivated foetal calf serum (Primary B 

cells, B593) or human AB+ serum (CH1 cells), 100 µg/ml penicillin-streptomycin, 1.4 mM 

sodium pyruvate and 1.4 mM non-essential amino acids (Life Technologies, Grand Island, 

NY, USA). 

 

Immunodetection of Methyl-CpG on mitotic chromosomes 

Mitotic chromosome spreads were prepared according to standard techniques (Le Baccon et 

al., 2001). For DNA methylation analysis by immunodetection, mitotic chromosomes were 

first irradiated with ultraviolet light in a shallow suspension of 1X phosphate buffered saline 

(1X PBS) for 90 min. Following denaturation the slides were immersed in 1% 

paraformaldehyde for 10 min at 4°C, and then rinsed 3 times in a modified 1X PBS solution 

(1X PBS, 0.3% BSA fraction V, 0.1% Tween 20). Metaphases spreads were then treated with 
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blocking reagent during 15 min without agitation. DNA methylation was detected using an 

anti-5-Methylcytosine antibody serum (a gift from A. Niveleau) at a 1/5 dilution in modified 

PBS for 1 h at 37 °C. Following two 5 min washes anti-5-methylcytosine signals were 

revealed with an FITC-labelled secondary antibody (DAKO) for 45 min at 37 °C. Non-

specific signal was removed by 2 washes in 1X PBS. The slides were air dried and mounted 

in an anti-fade / DAPI (4', 6-diamino-2-phenylindole 0.5 mg/ml) solution, for microscope 

analysis. Analysis was performed on a Zeiss epifluorescence microscope (lamp HB 100W) 

equipped with a CCD camera under a 100X oil immersion objective. A total of 30 metaphases 

were analysed. 

 

 

ChIP on native and cross-linked chromatin 

ChIP on native and cross-linked chromatin was performed as previously described (du Chene 

et al., 2007; Govin et al., 2007; Umlauf et al., 2004). Chromatin was sonicated into fragments 

of between 3 to 7 nucleosomes in length. All Q-ChIP assays were performed at least three 

times on independent chromatin preparations. Details of the antibodies used are given in the 

supplementary Table I. For Q-PCR analyses of immunoprecipitated chromatin fractions at 

sequences of interest, a SYBR Green PCR kit (Applied Biosystems) was used. Q-PCR was 

performed in duplicate on 25 ng of immunoprecipitated DNA or DNA from input chromatin 

fractions using the following conditions; 40 cycles at 95 °C for 15 s, 60 °C for 1 min. Primers 

pairs are listed in supplementary Table II. Q-PCR data obtained on immunoprecipitated 

fractions were normalised to input chromatin (IP/Input = 2-∆Ct = 2-[Ct(IP)-Ct(Input)]). Background 

precipitation was evaluated with a mock IP.  

 

FISH to metaphase chromosomes and to interphase 2D and 3D nuclei 
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FISH to metaphase chromosomes for translocation breakpoint mapping purposes were 

performed as described (Lefebvre et al., 2007). Interphase FISH experiments (2D or 3D-

FISH) were performed as described (Barki-Celli et al., 2005). Briefly, 16 h prior to 

harvesting, cells were diluted to 0.5 x 106/ml in RPMI medium. Lymphocytes were harvested 

and resuspended at a concentration of 2.5 x106 / 2 ml of nuclei buffer (5 mM Hepes, 50 mM 

KCL, 10 mM MgSO4, 0.05% Tween 20 pH8) with 30 µl of RNase (10 mg/ml), permeabilised 

and fixed, as described (Ferguson and Ward, 1992). The released nuclei were collected by 

centrifugation on a Ficoll gradient and washed 3 times in 1X PBS. Nuclei (50,000) were then 

cytocentrifuged onto Vectabond-treated glass slides (Vector Laboratories). These slides were 

stored for a maximum of 3 weeks prior to use in 2D or 3D immuno-FISH or 2D-FISH 

experiments. The 1q12 heterochromatin region was detected using the pUC1.77 probe, 

chromosome 1 and chromosome 2 centromeres using commercial probes (Vysis), as 

described (Le Baccon et al., 2001). Locus-specific FISH was performed with BACs selected 

from the Sanger Centre Ensembl or UCSC genome browsers. Gene and BAC probes used in 

the study were as follows: EXOC6B (RP11-564H1 and RP11-321C18), GMCL1, MXD1, RY1 

(RP11-401N16), and AAK1 (RP11-7707). For FISH, BACs were directly labelled with 

cyanine 5-modified nucleotides by using a commercial nick translation kit (Vysis), according 

to the manufacturer’s instructions. For repeat sequence probes, 50 ng of labelled DNA was 

used for FISH while for BAC probes 200 ng was used. Prior to FISH, slides were rinsed twice 

in 2X SSC, then permeabilised (Triton X-100 / Saponine 0.5% / 1X PBS) twice for 10 min to 

allow penetration of the probe. Non-specific sites were blocked in 3% BSA / 2X SSC for 30 

min at 37 °C. Slides were then rinsed in 2X SSC and incubated for 10 min in 50% formamide 

/ 2X SSC. FISH was performed as previously described with the following modifications; 

nuclei were preincubated in hybridisation buffer for 30 min prior to co-denaturation of probe 

and target, for 5 min at 86 °C. The addition of COT-1 DNA was performed to reduce 
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background hybridisation. Washes were performed, as described, to remove non-specific 

signal (Barki-Celli et al., 2005; Lefebvre et al., 2007). 

 

FISH Image analysis 

For translocation breakpoint mapping purposes, FISH signals were captured in two-

dimensional samples on a Zeiss Axioskop epifluorescence camera equipped with triple band 

pass filter by cooled CCD camera. For 3D-immunoFISH and analysis of radial nuclear 

distributions of 1q12 domains, three-dimensional analysis and image deconvolution was 

performed as described (Barki-Celli et al., 2005). To calculate the distance between two 

probes in 2D, the hybridization signals were manually segmented and the XY coordinates of 

the centroid of each were determined. 3D images of labelled cell nuclei were acquired in a 

wide-field epifluorescence mode using an Axiovert200M microscope (Zeiss) equipped with a 

63x/1.4 plan-apochromat oil immersion lens, a piezoelectric stage and a cooled CCD camera 

CoolSnap HQ2 (Roper). The 15 µm stacks were registered in four colours with an axial step 

of 0.2 µm and processed by iterative deconvolution with the measured PSFs and Meinel 

algorithm (MetaMorph, Roper Scientific). The resulting images were then thresholded and the 

3D distances between the barycentres of FISH signals were quantified using the 4D-Viewer 

software package (Roper). Statistical analysis was performed with the Statview package using 

the Kolmogorov-Smirnoff and Kruskal-Wallis tests of significance, as indicated (Barki-Celli 

et al., 2005) 

 

Array-CGH 

Genome-wide analysis of DNA copy number changes in CH1 cells was performed using a 

high resolution microarray containing 240,000 probes (Human genome CGH array 244K, 

Agilent), as described (Jardin et al., 2009). Digestion was performed as recommended by the 

manufacturer of the arrays. Tumour DNA was labelled with cyanine-5 (Cy5) and reference 
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DNA (pooled normal DNA, Promega, Madison, WI) was labelled with cyanine-3 (Cy3). 

Microarray image analysis and extraction were performed with Agilent Feature Extraction 

9.5.3.1 software. Data analysis was performed with Agilent CGH-Analytics 3.4.27 software. 

Classification as gain or loss was based on the ADM-2 algorithm as implemented in CGH-

analytics (threshold 6) and a visual inspection of the log2 ratios. Data sets were reviewed for 

frequently affected chromosomal sites of physiological copy number variations (CNV), using 

comparison with the genomic variants database (http://projects.tcag.ca/variation/). 

 

Q-RT-PCR analysis 

Total RNA was extracted from cell lines and purified normal and tumour B cells by TRIzol 

reagent (Invitrogen, Life Technologies), quality controlled by using the Agilent Bioanalyzer 

system, and quantified by NanoDrop (Thermo Scientific) before being reverse transcribed 

using the SuperScript® III First-Strand Synthesis SuperMix for qRT-PCR (Invitrogen), 

according to manufacturer’s instructions. In CD40 activation experiments, purified B cells 

were stimulated for 72 h with CD40L (0.5 µg/ml) and enhancer at 5 µg/ml in the presence of 

IL-4 (10 ng/ml), prior to RNA extraction. Q-PCR was performed using SYBR® Green PCR 

master mix (Applied Biosystems) and primers shown in supplementary Table 1, according to 

the manufacturer’s instructions. Quantification was achieved against standard curves run in 

parallel in each PCR assay for each target. The U6 gene was used as a control gene for 

normalisation of gene expression data. Q-PCR was performed on a MX3000P (Stratagene) 

machine. 

 

Affymetrix gene expression profiling 

RNA was extracted using the TRIzol reagent (Invitrogen Life Technologies), quality 

controlled by using the Agilent Bioanalyzer system and quantified, prior to labelling, by 

NanoDrop (Thermo Scientific). Biotinylated cRNA was amplified with double in vitro 
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transcription and hybridized to the Affymetrix HG U133 Plus 2.0 microarrays, according to 

the manufacturer’s instructions (Affymetrix, Santa Clara, CA, USA). Fluorescence intensities 

were quantified and analyzed using the GCOS 1.2 software (Affymetrix). Gene expression 

data were normalized with the MAS5 algorithm by scaling each array to a target value of 100 

using the global scaling method. Statistical analysis was performed using the Gene Spring 

software package (Agilent). 
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Figure legends 
 

Figure 1 Formation of aberrant heterochromatic foci in lymphoma B cells presenting a t(1;2) 

that targets 1q12 constitutive heterochromatin. (A) Dual colour FISH showing the t(1;2) 

translocation. Three 1q12 FISH signals (green) are visible, one of which is translocated to the 

short arm of the der(2) chromosome (white arrow). Red FISH signals correspond to 

chromosome 1 centromeres. (B) Immuno-detection of methylated DNA on mitotic 

chromosomes by an anti-MethylCytosine antibody. Note intense labelling at the 

juxtacentromeric 1q12 band on normal chromosome 1 and at the 1q12/2p breakpoint region 

on the der(2) chromosome (white arrow). (C) 3D immuno-FISH showing colocalisation 

between 1q12 satellite DNA (red) and foci enriched in H3K9me3 (green) (white arrows); 

DNA is counterstained with DAPI (blue). (D) 3D FISH with 1q12 (green) and chromosome 2 

centromere-specific probes (red) detects formation of an aberrant constitutive heterochromatic 

structure (‘aHCF’, yellow arrow) in CH1 lymphoma B cells (left panel). The image was 

obtained by the maximum z-projection of red and green stacks after deconvolution. DAPI 

staining was outlined in the equatorial plane of the nucleus. Histogrammes (middle panel) 

showing nuclear distance distributions (in µm) between 1q12 and chromosome 2 centromere 

regions on the der(2) and normal 2 chromosomes, in lymphoma B cells presenting aberrant 

heterochromatic foci (CH1) compared to B593 lymphoma B cells (no heterochromatic foci, 2 

normal copies of chromosome 2). Simplified model showing how aberrant heterochromatic 

foci might form in CH1 interphase nuclei (cartoon, right panel). (E) 3D-immuno-FISH. Left 

panel: a representative nucleus (confocal stack) compiled from single equatorial optical 

sections. The nuclear membrane is detected by an anti-lamin B antibody (red), 1q12 domains 

(pink) and chromosome 2 centromeres (green) are detected by specific probes. Right panel: 

analysis of radial nuclear distributions of 1q12 domains for both normal (green histograms) 
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and derivative chromosome 2 (blue histograms). aHCF: aberrant heterochromatic foci; scale 

bar: 2µm. 

 

Figure 2 Genetic characterisation of the der(2)t(1;2)(q12;p13) in CH1 lymphoma B cells. (A) 

Agilent 244K CGH-array profile of the 2p breakpoint region. Genomic coordinates and BAC 

clones mapping to the region are indicated. The t(1;2) breakpoint (bk) is represented by the 

dashed line. 2p regions in 2 (2N) or 3 (3N) copies are indicated. (B) Confirmation of the 

breakpoint region by dual colour FISH and identification of a ‘mirror image’ 2p duplication 

on the der(2) chromosome. (C) Physical map of the der(2) breakpoint region showing the 

orientation of the duplicated 2p region and the genomic positions of 2p genes with respect to 

the 1q12 / 2p breakpoint (black arrow top panel ; bottom panel, set to 0.0 Mb). The 1q12 

proximal 2p region is in the reverse order, compared to the germline region on the same 

chromosome, as indicated on the map (facing horizontal thick blue arrows) and on the cartoon 

of the aHCF. Regions analysed by ChIP in Figure 3 and Figure 4, are indicated underneath the 

map (horizontal red bars). The t(1;2) breakpoint (bk) is indicated by a black arrow. aHCF, 

aberrant heterochromatin foci. 

 

Figure 3 Long range propagation of repressive heterochromatin ‘marks’ at 2p sequences in 

close physical or spatial proximity to aberrant 1q12 / chromosome 2 heterochromatic foci. (A) 

ChIP for histone modifications, as indicated, followed by Q-PCR analysis for enrichment 

levels, at the indicated 2p regions. Location of 2p sequences analysed by ChIP are indicated 

by a red bar on the gene maps shown above the respective ChIP panels. Primer pairs are 

numbered (Table SΙΙ). (B) HP1 Q-ChIP on fixed chromatin at selected sites from Figure 2A 

above. HP1 isoforms studied are indicated on the left of the Q-ChIP histograms. ChIP 

analysis show HP1α and/or HP1γ enrichment at most of the selected sequences analysed. 

Breakpoint; bk. 
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Figure 4 Deregulation of cancer-relevant 2p genes as a consequence of 1q12 constitutive 

heterochromatin rearrangement in lymphoma B cells. (A) 1q12 / 2p breakpoint region map as 

in Figure 2C; green and red genes are either underexpressed or overexpressed, respectively, in 

CH1 compared to B593 lymphoma B cells. Genes coloured in white are expressed in CH1 

and B593 cells at similar levels (no change in expression). Genes coloured in grey are not 

expressed in either cell line; green and red stars indicate genes for which expression status 

was further confirmed by RT-Q-PCR. (B) Differential gene expression analysis by 

Affymetrix HG U133 Plus 2.0 microarray as assessed by GeneSpring software (Agilent), in a 

5 Mb 2p region located close to the aberrant heterochromatin foci in CH1 lymphoma B cells. 

The 2p genes differentially expressed between CH1 and B593 cells are shown on the left 

panel (Affymetrix data). RT-Q-PCR validation of the expression patterns of a subset of these 

genes in CH1 compared to B593 (right panel) or activated normal B cells (Figure S2), are 

shown as indicated. In all cases, expression data was normalized to the U6 control gene. (C) 

Q-PCR analysis of ChIP enrichments calculated as IP/input for the indicated histone 

modifications, at the promoters of the indicated 2p genes. Red bars indicate the regions 

studied by Q-ChIP on the detailed 2p gene maps located above each ChIP panel. Primer pairs 

are indicated in Table SΙ. 

 

Figure 5 Abnormal spatial positioning of genes with respect to aberrant heterochromatin foci 

as a consequence of 1q12 constitutive heterochromatin rearrangements in B cell lymphoma. 

(A) Map of 1q12 / 2p breakpoint region on der(2) as indicated in Figure 2C and 4A; blue bars 

indicate BACs used for 3D FISH experiments. Colour codes for gene expression as in Figure 

4A. (B) 3D FISH analysis (BAC RP11-401N16, top image; BAC RP11-7707, bottom image) 

and histograms showing the distribution of distances from the chromosome 2 centromere to 

BACs RP11-401N16 (top histogram) and RP11-7707 (bottom histogram) on the der(2), 
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compared to the normal chromosomes 2, in lymphoma B cell nuclei without (-) or with (+) 

1q12 constitutive heterochromatin rearrangements. Distances were measure in 54 (RP11-

401N16) or 62 (RP11-7707) CH1 nuclei and 69 (RP11-7707) or 80 (RP11-401N16) B593 

nuclei. To illustrate the relative distribution of FISH signals, images in which the localisation 

of centromere 2, 1q12 and BAC FISH signals on normal and derivative chromosomes 2 were 

selected were almost co-planar, were selected. The images were obtained by the maximum z-

projection of the respective red, green and blue stacks, after deconvolution. DAPI staining 

was outlined in the equatorial plane of the nucleus. Histogrammes showing 3D distances 

between the chromosome 2 centromere and 2p BAC probes, located in either the germline or 

1q12 / 2p breakpoint proximal positions (1q12 proximal) on the der(2) or normal 2 

chromosomes, in lymphoma B cells without (-) or with (+) aberrant heterochromatin foci 

(B593 and CH1 lymphoma B Cells, respectively). Note the decreased distances between the 

chromosome 2 centromere and 2p BAC probe signals, at the 1q12/2p breakpoint proximal 

position in CH1 lymphoma B cells. For simplification, RP11-401N16 and RP11-77O7 BACs 

are referred to as 401N16 and 77O7, respectively, in Figure 5B. Aberrant heterochromatin 

foci (aHCF) are indicated by yellow arrows. Scale bar: 2µm. Cartoon, right panel ; simplified 

model of the putative ‘loop’ structure involved in abnormal spatial positioning of 2p genes 

with respect to aberrant heterochromatin foci. 
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Supplementary data 

 

Table 1. Antibodies used for ChIP analyses (see text for details). 

 

Table 2. Primer pairs used for ChIP analyses or RT-Q-PCR as indicated (see text for details). 

 

Figure S1. Q-ChIP analysis of HP1β enrichment across the indicated 2p, satellite II and 

control sequences. Details as in the legend of Figure 3A. Bk indicates breakpoint. 

 

Figure S2. RT-Q-PCR validation of a subset of differentially expressed 2p genes in CH1 

compared to activated normal B cells  
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Antibody Reference Type 

H3K9me3 Millipore (07-523) Polyclonal 

H3K27me3 Millipore (07-449) Polyclonal 

H4K20me3 Millipore (07-749) Polyclonal 

H4ac Millipore (06-598) Polyclonal 

HP1α Euromedex (2HP-2G9-AS) Monoclonal 

HP1β Euromedex (1MOD-1A9-AS) Monoclonal 

HP1γ Euromedex (2MOD-1G6-AS) Monoclonal 

Table SI Antibodies used for ChIP analyses (see text for details). 
 
 
 
 
Gene/Sequence Forward primer Reverse primer 

ChIP 

EXOC6B_1 ATCTCCTTCCTGGTGGACCT TGTGGCTCGCTAAACATTTG 
EXOC6B_2 ATTTGGGTCCAAAGCATCAC TACCAAAAACCCCCAGAACA 
EXOC6B_3 GCCTGGCCTGTGTTTTCTAA TAAGATCCCCTGACGCAGTT 
EXOC6B_4 CAAAGGATGGGATGCAAAGG TCCAGAGGAGGATTGGTTTG 
CYP26B1_5 TCTTTTCCTCCTTCCCAGGT CCCTAAGGCACAGTTTCGAG 
CYP26B1_6 CAGACGGACGAGATGAGACA GAAGCCAAGCAGGCACTAAG 
CYP26B1_7 GACTGGGGTGCAACTTTGTT AACCCACCAGCTTGACTCAC 
CYP26B1_8 GTTCAAGACGCATTTGTTGG GAATTGGACACCGTGTTGG 
ZNF638_9 ACGTCTGTCATCCCAAGGTT CCCTATGGCAATGATGTGTG 
ZNF638_10 TTGCCATAGGGATCAAAAGG AGTGAGGGAAGATTGCACCA 
ZNF638_11 TGAAGGCACAAATGATCAGG GGTTCTGTGCCTGTCCTCTC 
ZNF638_12 AGCTCTTTGGAGGCGGTA TATGCCTACCCGACTAACAGC 
MXD1_13 TGGGGACTCAACCTACCAAG TGGCAAACCAAGCTACACTG 
MXD1_14 CATCATCGTAGCTGGGAGGT TCGTGCTCCTTCCTTGTTTC 
MXD1_15 CTCCCAATCGCACAAGTGTA TATCCCCGACTCACCATCTC 
GMCL1_16 CTGGCACTTGAGAGGAAAGG CCTGGGCTTCCTTAACATGA 
GMCL1_17 ATCCAGCATATCGCCTCATC TGGGCCTGTGCTAAGCTAGT 
GMCL1_18 TTGACAGGGTGAATGTGGAA GTTGAAAATGCGGAACACCT 
GMCL1_19 CCCCAAGATGAGGATGAGAA TACTCTGCGGCTACCCACTT 
AAk1_20 AATAGGGAGCAGCAAAGCAA CCTCTCCGAGGTGAAATCTG 
AAk1_21 AACGGATCGAGACTGACACC CTTCTCGCTTCCATTTCAGC 
AAk1_22 CCTGATACCGTCCAAGTGCT TGCCACTCTTCAGCATCATC 
GFPT1_23 TGACTGTAAAGCCCCAAAGG ATTCCTCCTCTACCCCTCCA 
GFPT1_24 GGTCTTAGCCTGCTGACTGC TGGCCCAGTTGAGGAACTAC 
Ig1 CTCTCCCTGCAGTGACCTTC TCAGGGACAGCCTGAACTCT 
Ig2 CTTAGGGGTGCTTGCTTCTG GCTCCTCCTGTCTGTTCTGG 
Satellite II TGAATGGAATCGTCATCGAA CCATTCGATAATTCCGCTTG 
GAPDH GCTCTCTGCTCCTCCTGTTC CTTCAGGCCGTCCCTAGC 

RT-Q-PCR 

EXOC6B TCCTGCGAGAGATCGAGAGC GTCGTGATTACGGATACGAGTTT 
CYP26B1 AGTTTGTGGACAATGTCTTCTCC CCTTGCTGCTCTCAATGAGGA 
ZNF638 ATGTCGAGACCCAGGTTTAATCC GTTAGGTGCTCGTGGCCTTT 
MXD1 CAGAAAAGCCGTTCACCAAATC CGTCAGAGTCGCTCACACTG 
RY1 AATGGGATTTGCCTCCTTTGAC TCATGTACTGCCTGTACTTCCTC 
GMCL1 ACTGGAGATTCCTGACCAGAAC CCAAAATGGCAACAACTCGACT 
AAk1 TCAGAAGGGTCTACGTGGAAT CCTTGGGTTGATTGAAAGCCTG 
GFPT1 GGGGCACTGAAAATCAAAGA TTATCCACCAAAGCCAGAGG 
ARHGAP25 GAACGATGTCTCAAGACTTGCG TCCCTTGGAGTCACAGGCTT 
U6 CTCGCTTCGGCAGCACA AACGCTTCACGAATTTGCGT 

Table SII Primer pairs used for ChIP analyses or RT-Q-PCR as indicated (see text for details). 
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Figure S1 Q-ChIP analysis of HP1β enrichment across the indicated 2p, satellite II and control 

sequences. Details as in the legend of Figure 3A. Bk indicates breakpoint. 

 
 
 
 
 

 
Figure S2 RT-Q-PCR validation of a subset of differentially expressed 2p genes in CH1 compared to 

activated normal B cells (see text for details). 
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I.3. Résultats complémentaires / en cours 

 

Afin de déterminer si les phénomènes associés au réarrangement de l’hétérochromatine 

constitutive 1q12 observés dans notre lignée cellulaire modèle CH1  (formation de foyers 

hétérochromatiques aberrants, enrichissement du point de cassure en marques épigénétiques 

répressives, répression de gènes pertinents pour le cancer) peuvent constituer des processus 

généraux, et donc récurrents dans les cellules tumorales présentant un réarrangement de 

l’hétérochromatine constitutive 1q12, nous avons étendu notre étude à deux autres 

échantillons de lymphome porteurs d’une anomalie de l’hétérochromatine constitutive 1q12.  

 

 

La formation de foyers aberrants d’hétérochromatine serait un processus général et 

récurrent associé aux réarrangement de l’hétérochromatine constitutive 1q12 

 

Nous avons évalué la présence de foyers hétérochromatiques aberrants dans deux autres 

échantillons présentant un réarrangement de l’hétérochromatine 1q12 : une lignée cellulaire 

de lymphome de Burkitt présentant une duplication d’une région 1q incluant la région 1q12 

dup1(q12;q3?7), et des cellules primaires de patient atteint de lymphome B diffus à grandes 

cellules (DLBCL) présentant une translocation déséquilibrée t(1;2)(q12;q3?7). 

 

De manière remarquable, les analyses FISH 3D en cours indiquent que la formation de foyers 

aberrants d’hétérochromatine est également observée dans ces deux nouveaux cas (Figure 

1). Ces observations suggèrent fortement que la formation de ces foyers dans les cellules 

tumorales présentant une anomalie de l’hétérochromatine constitutive 1q12 serait une 

conséquence récurrente, quel que soit le chromosome cible / partenaire du réarrangement, et 

quel que soit le type de pathologie. Il serait important d’élargir cette étude à d’autres cas de 

lymphome. 
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dup(1) aHCF

1q12 cen1
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  1q12 cen2
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Figure 1 Formation of aberrant heterochromatic foci in lymphoma B cells presenting a 1q12 
constitutive heterochromatin rearrangement. 3D FISH with 1q12 (green) and chromosome 1 (left panel) 
or chromosome 2 (right panel) centromere-specific probes (red) detects formation of an aberrant constitutive 
heterochromatic structure (‘aHCF’, yellow arrow) in BL136 lymphoma B cells (left panel) and GAR patient 
lymphoma B cells (right panel). The image was obtained by the maximum z-projection of red and green stacks 
after deconvolution. DAPI staining was outlined in the equatorial plane of the nucleus. 
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La répression transcriptionnelle des gènes 2p associée à la formation des foyers 

hétérochromatiques aberrants, et à un enrichissement de leurs régions promotrices en 

marques épigénétiques répressives, était susceptible d’être levée par des drogues bloquant 

les enzymes responsables de la mise en place d’une structure hétérochromatique répressive. 

Nous avons voulu tester cette possibilité en mesurant l’expression de nos gènes 2p d’intérêt 

dans les cellules CH1 avant et après traitement par des inhibiteurs des histone déacétylases 

(HDAC) et de la méthylation de l’ADN. 

 

 

La répression transcriptionnelle hétérochromatine-dépendante des gènes en 2p est 

réversible 

 

Les cellules CH1 ont été traitées par une drogue inhibitrice des histones déacétylases (HDAC), 

la trichostatine A (TSA) à 50ng/ml pendant 6h, combinée ou non à un agent hypométhylant 

de l’ADN, la 5-aza-2’-déoxycytidine, à 0,5µM pendant 6j. De manière tout à fait remarquable, 

le traitement des cellules par la TSA ou par TSA+5-aza-2’-deoxycytidine permet de lever la 

répression aberrante de certains gènes 2p, notamment MXD1 et GMCL1 pour lesquels l’effet 

est particulièrement frappant, mais également GFPT1 et RY1, confirmant ainsi la nature 

épigénétique de cette dérégulation génique (Figure 2). 

 

L’absence d’effet du traitement 5-aza seul sur l’expression de ces gènes 2p n’est pas 

surprenante puisque les analyses de méthylation de l’ADN par MSP (Methyl Specific PCR) ont 

montré que ces gènes n’étaient pas méthylés (figure en cours de préparation). 
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Figure 2 Increased expression of cancer-relevant 2p genes after 
TSA treatment in CH1 lymphoma B cells. RT-Q-PCR analysis of 2p 
genes expression in CH1 lymphoma B cells with or without TSA 
(50ng/ml, 6h) and/or 5-aza-2’-deoxycytidine (0.5µM, 6 days) 
treatment. Expression data are normalized to the U6 control gene. 
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La capacité de la TSA à réactiver l’expression de certains gènes 2p, réprimés de manière 

aberrante, nous a incité à caractériser les effets de ces traitements. Cette augmentation 

d’expression pourrait être due une chromatine plus accessible, et donc moins enrichie en 

marques épigénétiques répressives, et/ou à un changement de l’organisation spatiale du 

chromosome der(2) – par exemple une dissociation des domaines d’hétérochromatine 1q12 et 

centromérique du 2, aboutissant à l’absence de formation des foyers hétérochromatiques 

aberrants – générant un environnement nucléaire plus permissif à la transcription des gènes 

2p. Ces 2 possibilités sont en cours d’évaluation. 

 

 

Le traitement à la TSA n’induit pas de diminution d’enrichissement en marques 

épigénétiques répressives des gènes 2p dont l’expression est augmentée après 

traitement 

 

Nous avons regardé par ChIP si les traitements à la TSA induisaient une diminution du niveau 

d’enrichissement en marques répressives H3K9me3 et H4K20me3 des régions promotrices 

des gènes 2p d’intérêt, i.e. MXD1 et GMCL1, dont l’expression est augmentée suite au 

traitement TSA. Or, dans les conditions de traitement à la TSA utilisées (50ng/ml pendant 

6h), et avec lesquelles l’augmentation de l’expression des gènes MXD1 et GMCL1 était 

observée, nous n’avons pas pu mettre en évidence de diminution de ces marques au niveau 

de leurs régions promotrices (niveaux d’enrichissement en H3K9me3 et H4K20me3 

équivalents avec ou sans traitement TSA, figure en cours de préparation). 

 

Nous avons également entrepris d’étudier l’effet des traitements sur l’organisation spatiale de 

nos loci d’intérêt, par FISH 3D. Nous voulions notamment savoir si les traitements avaient un 

effet sur la formation des foyers aberrants d’hétérochromatine, et/ou sur la localisation de 

gènes 2p vis-vis de l’hétérochromatine. Pour cela, nous avons choisi des conditions de 

traitements plus longs, nécessaires pour affecter la structure fortement compactée de 

l’hétérochromatine (Taddei A, EMBO Report, 2005) (analyses en cours). 

 

 

I.4. Discussion / conclusion 

 

Nous avons démontré pour la première fois que les réarrangements de l’hétérochromatine 

constitutive 1q12, qui sont observés de manière fréquente et non-aléatoire dans les cancers 

humains, provoquaient de profondes perturbations épigénétiques. Les conséquences 

majeures de ces anomalies sont des « appariements » intra-chromosomiques à longue 

distance entre le domaine d’hétérochromatine 1q12 transloqué et le domaine 

d’hétérochromatine centromérique, formant ainsi des foyers hétérochromatiques aberrants 

qui se trouvent relocalisés vers la périphérie nucléaire. Ces foyers sont associés à un 

enrichissement de l’euchromatine adjacente en marques épigénétiques répressives, et à la 
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dérégulation de l’expression de gènes, dont certains sont de nouvelles cibles pertinentes dans 

les lymphomes. De telles perturbations sont remarquables, et n’avaient pas encore été 

décrites dans le cadre de réarrangements chromosomiques dans les tumeurs humaines. 

 

Les foyers aberrants d’hétérochromatine observés sont composés de deux régions 

d’hétérochromatine constitutive provenant du chromosome réarrangé : l’hétérochromatine 

1q12 riche en satellites 2, et l’hétérochromatine centromérique riche en alpha-satellites. Ces 

foyers se formeraient par « looping » de la chromatine, et la formation de cette boucle serait 

vraisemblablement dictée par des interactions intra-chromosomiques spécifiques entre ces 

deux domaines d’hétérochromatine. En effet, une co-localisation « chanceuse » de ces 

domaines présente une très faible probabilité de se produire, comme suggéré par plusieurs 

études ((Bantignies and Cavalli, 2006); (Lanctot et al., 2007)), car, bien que situés sur le 

même chromosome, ces domaines sont distants de 67Mb, et ne sont donc pas supposés se 

trouver aussi proches l’un de l’autre dans l’espace nucléaire. Or la proportion non négligeable 

de noyaux dans lesquels ces foyers sont observés nous permet de considérer ces co-

localisations comme significatives, et non accidentelles. 

 

Point important, nous avons observé des structures hétérochromatiques anormales similaires 

dans d’autres cas de lymphome présentant des réarrangements 1q12 ((Barki-Celli et al., 

2005), et résultats complémentaires / en cours), suggérant ainsi fortement que les 

« appariements » chromosomiques de régions hétérochromatiques et la formation de foyers 

hétérochromatiques aberrants pourraient être des caractéristiques récurrentes des cellules 

tumorales présentant des réarrangements 1q12. 

  

Le réarrangement 1q12 décrit ici, et ses foyers hétérochromatiques aberrants associés, sont 

liés à une down-régulation coordonnée de l’expression de certains gènes, parmi lesquels 

MXD1 et GMCL1 qui codent pour des protéines impliquées dans le contrôle de la signalisation 

MYC (Montagne et al., 2008) et P53 (Masuhara et al., 2003), respectivement. Cette 

découverte importante suggère que les réarrangements de l’ADN satellite 1q12 et les foyers 

hétérochromatiques aberrants associés ont le potentiel d’interférer avec les voies de 

signalisation « suppresseur de tumeur ». 

 

Fait très intéressant, des inhibiteurs d’histone déacétylases (HDACi) seraient capables de 

lever la répression aberrante de gènes 2p – dont MXD1 et GMCL1 – anormalement localisés à 

proximité de l’hétérochromatine 1q12. Cependant, les mécanismes par lesquels ces 

inhibiteurs permettent une dé-répression de ces gènes restent à éclaircir. Les analyses en 

cours, pour déterminer si des traitements par la TSA et/ou la 5-aza-2’-deoxycytidine 

pouvaient empêcher la formation ou le maintien des foyers hétérochromatiques aberrants, 

permettront sans doute d’apporter quelques éléments de réponse concernant les mécanismes 

mis en jeu. Quoi qu’il en soit, différents niveaux de régulation sont probablement impliqués. 
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En résumé, nous proposons que les anomalies 1q12 correspondent à une nouvelle classe de 

réarrangement chromosomique ayant le potentiel, via des mécanismes à longue distance 

nouveaux dépendants de l’hétérochromatine, de perturber profondément l’organisation et la 

fonction des gènes. Ce modèle serait pertinent non seulement pour les lymphomes B mais 

également pour d’autres tumeurs hématologiques ou solides. En effet, ces anomalies sont 

observées de manière fréquente et non-aléatoire dans un large spectre de tumeurs humaines, 

et sont liées à la progression tumorale et à un mauvais pronostic (Fournier et al., 2007). Des 

études plus approfondies visant à comprendre les origines mécanistiques de ces foyers 

hétérochromatiques aberrants ainsi que leur impact sur l’expression des gènes seront 

requises pour élucider leur rôle dans l’initiation et la progression tumorale.  
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Partie II : Profiling transcriptionnel dans une série de patients atteints de 

lymphome B avec réarrangement 1q12 

 

 

II.1. Introduction 

 

La mise en évidence de foyers aberrants d’hétérochromatine dans les trois échantillons de 

lymphomes B avec anomalie de l’hétérochromatine constitutive 1q12 étudiés suggère un 

mécanisme récurrent survenant dans les lymphomes présentant un réarrangement 1q12. Si 

des perturbations locales de l’expression des gènes été observées dans cette étude, ces 

foyers / la présence d’un domaine d’hétérochromatine constitutive 1q12 surnuméraire, 

seraient susceptibles de perturber de manière plus globale l’organisation et l’expression du 

génome dans les cellules de lymphome. Ceci, associé à l’incidence élevée des réarrangements 

affectant l’hétérochromatine 1q12 dans les lymphomes B et en particulier dans les lymphomes 

B diffus à grandes cellules (DLBCL), nous a conduits à réaliser une étude pilote du profil 

d’expression génique de 20 cas de lymphomes B porteurs ou non d’anomalies de 

l’hétérochromatine constitutive 1q12 (issue de la tumorothèque lymphome de Grenoble – Pr D 

Leroux) par puces Affymetrix U133 plus 2.0 (J de Vos - Montpellier). L’objectif était de mettre 

en évidence des gènes nouveaux dérégulés dans ces pathologies, et d’évaluer l’intérêt des 

profils transcriptionnels associés à ces réarrangements, par exemple comme marqueurs 

pronostiques ou diagnostiques dans les lymphomes. 

  

 

II.2. Résulats (analyses en cours) / discussion 

 

Une analyse supervisée préliminaire (dans 10 patients) de la répartition de l’expression des 

gènes a été réalisée, après normalisation des données (MAS5 - ArrayAssist) et comparaison 

des valeurs normalisées par le test de Mann-Whitney. 

 

Afin de sélectionner les gènes les plus différentiellement exprimés entre les deux groupes 

(DLBCL avec réarrangement 1q12 versus DLBCL sans réarrangement 1q), nous avons 

effectué une première analyse avec les paramètres suivants : Fold Change (FC) ≥ 3 ; 

probabilité p<0,02 (test de Mann-Whitney). Nous avons ainsi identifié 103 sondes, 

correspondant à  96 gènes différentiellement exprimés entre les 6 DLBCL avec réarrangement 

1q12 et les 4 DLBCL sans anomalie 1q, présentées sur le dendrogramme (Figure 3).  

 

De manière surprenante, ces données indiquent une prédominance des gènes surexprimés 

dans les DLBCL avec réarrangement 1q12 (73/96). Parmi les gènes surexprimés, nous 

observons des gènes tissu-spécifiques (ELL3, MITF, MEF2C) - non décrits à ce jour comme 

étant impliqués dans la lymphomagenèse - et d’autres pour lesquels un rôle oncogénique est 

déjà évoqué (LMO2, CLLU1). Ces données suggèrent que les réarrangements 1q12 dans les 
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DLBCL pourraient être associés à la dé-répression de gènes particuliers, qui peuvent 

présenter un pouvoir oncogène potentiel. Ces gènes sont dispersés à travers le génome et 

leur dérégulation transcriptionnelle ne semble pas liée à des altérations génétiques (d’après 

les données caryotypiques, FISH, array-CGH). Nous confirmons actuellement ces données 

d’expression par RT-Q-PCR et / ou immunohistochimie.  

 

 

 

 

 

 

 

L’analyse supervisée des données transcriptionnelles de 10 échantillons de patients a permis 

l’identification de 96 gènes différentiellement exprimés entre les DLBCL avec réarrangement 

1q12 et les DLBCL sans anomalie 1q (FC=3, p<0.02). Ces premières données suggèrent 

Figure 3 : Dendrogramme issu de l’analyse supervisée de 10 cas de DLBCL avec réarrangement de 
l’hétérochromatine 1q12 (1qP) ou en l’absence de réarrangement 1q (1qN). Chaque ligne représente 
un gène (sonde), chaque colonne représente un échantillon. Le cadre jaune indique la localisation de 
l’agrandissement d’une fenêtre. L’expression d’un gène peut être augmentée (rouge), diminuée (vert) ou non 
changée (noir). 
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l’existence d’un profil transcriptionnel associé aux réarrangements de l’hétérochromatine 

1q12. 

 

Etant donné les fonctions répressives de l’hétérochromatine sur l’expression génique, on 

pouvait s’attendre à ce que la présence d’un réarrangement 1q12 déséquilibré, et donc d’un 

domaine d’hétérochromatine supplémentaire, génère une proportion plus importante de gènes 

sous-exprimés que de gènes surexprimés, chez les patients avec anomalie 1q12. Cependant, 

73 des 96 gènes différentiellement exprimés sont surexprimés dans les cas avec anomalie 

1q12. Cette proportion inattendue de gènes surexprimés dans les cas avec anomalie 1q12 

pourrait résulter d’une dérégulation de la transcription dépendante de la présence d’un 

domaine d’hétérochromatine supplémentaire. En effet, certains régulateurs transcriptionnels 

sont regroupés dans des compartiments nucléaires répresseurs, en association avec des blocs 

d’hétérochromatine, et répriment les gènes en les recrutant au sein de ces compartiments. 

Ces phénomènes sont parfaitement décrits chez la souris (Brown et al. 1997). La présence 

d’un domaine d’hétérochromatine surnuméraire (associée ou non à la formation des foyers 

hétérochromatiques aberrants précédemment décrits) pourrait donc provoquer une 

séquestration locale aberrante de régulateurs transcriptionnels, qui aboutirait à une dé-

répression / activation illégitime de l’expression de gènes cibles ailleurs dans le génome. 

 

 

Par ailleurs, la présence de facteurs de transcription et/ou de protéines à potentiel 

oncogénique connu ou supposé (LMO2, ELL3, MITF, CLLU1) parmi les gènes surexprimés dans 

les DLBCL avec réarrangement 1q12, pourrait représenter un mécanisme oncogénique de 

lymphomagenèse et/ou de progression tumorale dans ces DLBCL avec anomalie 1q12. 

 

Dans notre étude, 5 des 6 cas de DLBCL avec réarrangement 1q12 surexpriment LMO2 (LIM 

domain only 2). Le facteur de transcription LMO2 joue un rôle physiologique important dans 

l’érythropoïèse et l’angiogenèse. Il facilite les interactions protéine-protéine et la formation de 

complexes multimériques nécessaires à la spécification de lignée et à la différenciation. Outre 

son expression dans les cellules T immatures, LMO2 est également physiologiquement 

exprimé dans les cellules B normales du centre germinatif (GCB) et dans 47% des DLBCL de 

phénotype GCB (Dik et al. 2007; Natkunam et al. 2007). L’expression de ce marqueur a 

d’ailleurs été détectée sur les profils trancriptionnels des DLBCL du groupe GCB (Alizadeh et 

al. 2000 ; Rosenwald et al. 2002). Par ailleurs, la t(11;14)(p13 ;q11)TCR/LMO2, décrite dans 

8% des LAL-T, aboutit à la dérégulation de l’expression de LMO2 (Dik et al. 2007) et induit la 

transformation cellulaire en coopération avec d’autres facteurs de transcription (HOX11, 

LMO1…). 

 

ELL3 (membre de la famille ELL, Elongation factor RNA polymerase II-like) code pour un 

facteur de transcription qui permet l’élongation de la transcription par la RNA polymérase II 

(Shilatifard et al. 1996), et est exprimé spécifiquement dans le testicule. Ce gène est impliqué 
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dans une translocation récurrente t(11;15)(q23;q15), décrite dans certaines LAM, et forme un 

gène de fusion avec MLL/11q23. Les protéines ELL peuvent s’associer avec P53 et inhiber 

l’apoptose P53-dépendante (Shinobu et al. 1999). Outre son rôle oncogénique putatif dans la 

t(11;15) MLL/ELL, l’expression constitutive de ELL dans des fibroblastes RAT1 induit une 

augmentation de la croissance cellulaire et une indépendance aux facteurs de croissance 

(Kanda et al. 1998). L’expression augmentée de ce gène testicule-spécifique dans les DLBCL 

pourraient être la signature d’une dé-répression aberrante (/activation illégitime), induite par 

le réarrangement 1q12. 

 

MITF (microphtalmia-associated transcription factor) est un facteur de transcription essentiel 

au développement des mélanocytes chez la souris ; il promeut la différenciation et l’arrêt du 

cycle cellulaire. Paradoxalement, MITF permet également la survie et la prolifération dans les 

mélanomes. Ces propriétés sont assurées via l’interaction de MITF avec le complexe de 

remodelage SWI/SNF (Keenen et al., Oncogene, 2009). Par ailleurs, MITF est également 

fondamental pour le maintien des cellules B matures à l’état quiescent et inhibe la 

différenciation plasmocytaire (Lin et al. 2004). L’activité de MITF dépend de la répression de 

l’expression du facteur régulateur des interférons IRF4/MUM1, lui même associé à la 

différenciation plasmocytaire (Shapiro-Shelef 2005). Fait très intéressant, MITF fait partie 

d’un groupe de gènes composant une signature immune transcriptionnelle et définissant un 

sous-groupe de lymphomes folliculaires de mauvais pronostic (Dave et al., NEJM, 2004). 

 

CLLU1 (chronic lymphocytic leukemia up-regulated 1) code pour un gène dont les fonctions 

sont actuellement inconnues. Néanmoins, une récente étude a montré l’expression fortement 

augmentée dans le sous-groupe des LLC non mutées, de pronostic défavorable (Buhl et al. 

2006). Bien que l’expression de ce gène semble restreinte aux seules LLC (absente dans les 

autres hémopathies, dont les DLBCL) et que le rôle oncogénique de cette protéine ne soit pas 

établi, ce gène pourrait également représenter l’un des gènes spécifiquement dé-réprimés en 

conséquence du réarrangement 1q12. 

 

Il faut également signaler l’expression plus élevée de certains facteurs de croissance (PDGFD, 

FGF7) dans les DLBCL avec anomalie 1q12, dont le rôle dans les cellules tumorales de DLBCL 

est inconnu. 

 

 

II.3. Conclusion / perspectives 

 

Les résultats obtenus permettent d’avancer sur une hypothèse nouvelle selon laquelle la 

présence d’un excès d’hétérochromatine dans une cellule cancéreuse pourrait, par un 

phénomène de séquestration de régulateurs transcriptionnels et de protéines associées à la 

chromatine, provoquer la dé-répression / l’activation illégitime d’une partie du génome. 
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Les perspectives de cette étude pilote sont nombreuses. Dans un premier temps, une 

validation des résultats par RT-Q-PCR et / ou immunohistochimie (si anticorps disponibles) est 

nécessaire. Il sera également important d’étendre l’étude à un panel élargi de patients (des 

cas supplémentaires de DLBCL sont actuellement en cours d’analyse). A plus long terme, 

l’étude du rôle oncogénique de gènes candidats (notamment MITF, particulièrement 

intéressant), et l’identification des mécanismes moléculaires (génétique, épigénétique) à 

l’origine de ces dérégulations, pourraient apporter des pistes importantes pour l’élucidation du 

rôle pathologique des réarrangements de l’hétérochromatine constitutive 1q12 dans les 

lymphomes. D’autre part, les gènes surexprimés dans les DLBCL avec anomalie 

1q12 pourraient appartenir à un groupe fonctionnel donné et/ou à une voie de signalisation 

préférentielle, ciblant une/des fonction(s) cellulaire(s) précise(s) et corrélés à ce point de 

cassure 1q12 ; des analyses de « pathways » (GeneSpring) sont en cours pour répondre à 

cette question. 

 

D’autre part, la perte de la tri-méthylation de la lysine 20 de l’histone H4 (H4K20me3) ayant 

été décrite comme une marques générale des cancers (Fraga et al, 2005), nous avons entrepris 

un profiling épigénétique par IHC (Immuno-histochimie) sur les échantillons de patients étudiés 

ci-dessus. Les premiers résultats suggèrent que cette marque n’est pas perdue dans tous les 

échantillons de patients DLBCL. Afin de savoir si la présence/absence de cette marque est 

associée à un profil transcriptionnel particulier, nous sommes en train de ré-analyser nos 

données d’expression Affymetrix sur la base cette fois de la présence/absence du marquage 

H4K20me3. 

 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

CONCLUSION GENERALE 
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CONCLUSION GENERALE 

 

Les hémopathies malignes représentent plus de 10% des cancers mais leur incidence, en 

particulier celle des lymphomes non-hodgkiniens, augmente à un taux alarmant, proche de 

4% par an. Au vu de la fréquence élevée des anomalies chromosomiques touchant 

l’hétérochromatine constitutive 1q12 dans les hémopathies malignes (20% dans les 

myélomes, 15% dans les lymphomes), l’élucidation du rôle pathologique de ces anomalies – 

inconnu à ce jour – représente un potentiel considérable pour la caractérisation de nouveaux 

mécanismes oncogéniques et le développement de nouveaux marqueurs de diagnostic / 

pronostic et de cibles thérapeutiques dans les lymphomes. 

 

Les données obtenues au cours de mon travail de thèse indiquent pour la première fois que 

les réarrangements de l’hétérochromatine constitutive 1q12 induisent des altérations 

profondes de l’organisation et de la fonction de la chromatine dans des cellules de lymphome 

B. Les conséquences majeures de ces anomalies sont des « appariements » intra-

chromosomiques à longue distance entre le domaine d’hétérochromatine 1q12 transloqué et 

le domaine d’hétérochromatine centromérique, qui forment des foyers hétérochromatiques 

aberrants qui se trouvent relocalisés vers la périphérie nucléaire. Ces foyers sont associés à 

un enrichissement de l’euchromatine adjacente en marques épigénétiques répressives, et à la 

dérégulation de l’expression de gènes, dont certains sont de nouvelles cibles pertinentes dans 

les lymphomes. En effet, le réarrangement 1q12 décrit ici, et ses foyers hétérochromatiques 

aberrants associés, sont liés à une down-régulation coordonnée de l’expression de certains 

gènes, parmi lesquels MXD1 (MAX dimerization protein 1) et GMCL1 (germ cell-less homolog 

1) qui codent pour des protéines impliquées dans le contrôle de la signalisation MYC et P53, 

respectivement. De telles perturbations sont remarquables, et n’avaient pas encore été 

décrites dans le cadre de réarrangements chromosomiques dans les tumeurs humaines. 

D’autre part, une étude pilote de profiling transcriptionnel par puces Affymetrix dans des cas 

de lymphome avec ou sans anomalie de l’hétérochromatine 1q12 confirment et identifient de 

nouvelles cibles de dérégulation liées à l’hétérochromatine dans les lymphomes B non-

Hodgkiniens. 

 

En résumé, nous proposons que les anomalies de l’hétérochromatine constitutive 1q12 

correspondent à une nouvelle classe de réarrangement chromosomique ayant le potentiel, via 

des mécanismes à longue distance dépendants de l’hétérochromatine, de perturber 

profondément l’organisation et la fonction des gènes. Ce modèle serait pertinent non 

seulement pour les lymphomes B mais également pour d’autres tumeurs hématologiques ou 

solides, puisque ces anomalies sont observées de manière fréquente et non-aléatoire dans un 

large spectre de tumeurs humaines, et sont liées à la progression tumorale et à un mauvais 

pronostic. Des études plus approfondies visant à comprendre les origines mécanistiques de 

ces foyers hétérochromatiques aberrants seront requises pour élucider leur rôle dans 

l’initiation et la progression tumorale. 
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that activate expression of genes which directly or indirect-
ly control B cell differentiation. Many of these transloca-
tions are thought to arise as a consequence of illegitimate 
immunoglobulin gene rearrangement, somatic hypermuta-
tion or class switch recombination. These events induce 
transcriptional deregulation on adjacent genes in neoplastic 
B cells through the action of strong transcriptional lym-
phoid-specific enhancers, derived from the immunoglobu-
lin gene loci (Kuppers et al., 1999). Though not very pre-
cisely characterised at the present time, an important facet 
of enhancer activity is the ability to open up chromatin to 
regulatory factors. As such, immunoglobulin gene enhanc-
er-linked chromosome translocations have been intensively 
studied and represent a model for abnormal gene activation 
in cancer cells. 

  Recently, we and others have described a novel category 
of chromosome aberrations that involves constitutive het-
erochromatin on human chromosome 1 (cytogenetic band 
1q12) (Busson-Le Coniat et al., 1999; Le Baccon et al., 2001; 
Itoyama et al., 2002). Remarkably, these anomalies almost 
invariably involve partial or total gain of chromosome 1q 
(including 1q12 heterochromatin) and the formation of 
novel heterochromatin/euchromatin junctions. Chromo-

  Abstract.  Recently, we and others have described a novel 
class of chromosome aberrations that involves constitutive 
heterochromatin on human chromosome 1 (cytogenetic 
band 1q12). These anomalies are particularly frequent in B 
cell non-Hodgkins lymphoma (NHL) and multiple my-
eloma (MM) and, remarkably, almost invariably involve 
partial or total gain of chromosome 1q (including 1q12 
 heterochromatin) and the formation of novel heterochro-
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matin/euchromatin junctions. This review discusses the 
pathological significance of these anomalies in light of i) 
recent integrated gene expression and array comparative ge-
nomic hybridisation (aCGH) profiling in MM and ii) in-
creasing evidence of a key role for heterochromatin in the 
control of normal and pathological gene silencing. 

 Copyright © 2007 S. Karger AG, Basel 

 Haematological malignancies arise as a consequence of 
abnormal differentiation arrest and subsequent anarchic 
proliferation of the transformed progeny in either bone 
marrow, lymph nodes or other anatomic sites, depending on 
the specific tissue homing properties of the cell of origin 
(brain, skin…). Germinal-centre-derived B cell lymphomas 
are commonly associated with chromosome translocations 
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some 1q rearrangement is a particularly frequent event in a 
broad spectrum of human cancers. It is observed in Burkitt 
lymphoma (BL), Diffuse Large B Cell Lymphoma (DLBCL), 
Follicular Lymphoma (FL) and B cell acute leukaemias (B-
ALL) (Le Baccon et al., 2001). Importantly, 1q rearrange-
ment is among the most frequent events observed in mul-
tiple myeloma (MM) (Avet-Loiseau et al., 1997; Cigudosa et 
al., 1998; Sawyer et al., 1998, 2005; Le Baccon et al., 2001; 
Liebisch et al., 2003; Gutierrez et al., 2004) where it is asso-
ciated with deregulated 1q gene expression, disease progres-
sion and poor prognosis (Carrasco et al., 2006; Hanamura 
et al., 2006; Shaughnessy Jr et al., 2006; Zhan et al., 2006a). 
Significantly the major 1q breakpoint observed in B cell 
non-Hodgkin lymphoma and MM localises to the 1q12 het-
erochromatin region (Le Baccon et al., 2001). Rearrange-
ment of 1q has also been described in T cell lymphoma
(Oshiro et al., 2006), in the myeloproliferative disorders 
(Andrieux et al., 2003; Sambani et al., 2005) and in numer-
ous solid tumours (Hattinger et al., 2002; Lu et al., 2002; 
Zudaire et al., 2002; Cheng et al., 2004; Tomlinson et al., 
2005; Mendrzyk et al., 2006; Stange et al., 2006; van Dekken 
et al., 2006).

  In view of the unique structural features of 1q rearrange-
ments in lymphoma and MM, and the recurrent involve-
ment of 1q12 constitutive heterochromatin in these events, 
they are likely to drive complex oncogenic processes that 
target multiple genes through both genetic and epigenetic 
mechanisms. Based on i) recent integrated gene expression 
and array comparative genomic hybridisation (aCGH) pro-
filing in multiple myeloma and ii) increasingly abundant 
literature pointing to an important role for heterochroma-
tin in the control of normal and pathological gene silencing, 
this review discusses the genetics and epigenetics of 1q rear-
rangements in haematological malignancies.

  Genetic impact of 1q rearrangements in 

haematological malignancies – insights from aCGH and 

gene expression profiling in multiple myeloma 

 Gene expression profiling has amply contributed to im-
proved molecular characterisation of the haematological 
malignancies (Staudt, 2003). More recently, the integration 
of genomic- (conventional cytogenetics/FISH, array-
CGH…) with transcriptome-profiling has allowed assess-
ment of how gene expression profiles are linked to genetic 
abnormalities in tumour cells. In this setting, recent land-
mark studies in multiple myeloma (MM) have shed consid-
erable light on the pathological impact of 1q rearrangements 
in this disorder (Carrasco et al., 2006; Shaughnessy Jr et al., 
2006; Zhan et al., 2006a, b).

  MM which is caused by malignant transformation of 
plasma cells that subsequently home to and accumulate in 
the bone marrow is characterised by numerous structural 
and numerical chromosome aberrations (Avet-Loiseau et 
al., 2007). It has been hypothesised that MM pathogenesis 
proceeds via two major oncogenic pathways. Hyperdiploid 
MM involves multiple trisomies of chromosomes 3, 5, 7, 9, 

11, 15, 19 and 21 whereas non-hyperdiploid MM are associ-
ated with recurrent  IGH  gene translocations and are gener-
ally shown to be of poorer prognosis (Fonseca et al., 2004).

  In order to identify genetic events underlying the genesis 
and progression of MM, Carrasco et al. (2006) have recent-
ly performed a high-resolution analysis of recurrent copy 
number alterations (CNAs) and gene expression profiles in 
a collection of MM cell lines (47) and a panel of newly diag-
nosed MM patients (67) for which detailed clinical annota-
tion was available. All patients were treated with high-dose 
chemotherapy followed by tandem transplants and had a 
median follow-up of 43 months (range 5–65 months) (Bar-
logie et al., 2006).

  In keeping with the molecular heterogeneity of MM, un-
supervised clustering and non-negative matrix factoriza-
tion of high resolution aCGH data uncovered distinct ge-
nomic subtypes of prognostic significance (Carrasco et al., 
2006). A major finding was that hyperdiploid MM could be 
further subdivided into two groups, one exhibiting triso-
mies of the odd chromosomes (3, 5, 9, 11, 15, 19 and 21) and 
a second exhibiting, in addition, gains of chromosomes 1q 
and 7, deletion of chromosome 13 and absence of trisomy 
11. Significantly, poor survival was associated with gain of 
1q and/or loss of 13q.

  Further integration with expression data generated a re-
fined list of MM gene candidates residing within these min-
imal common regions (MCRs). In particular this analysis 
revealed a marked enrichment in overexpressed genes re-
siding at 1q21 ] q23 (spans approximately 143–158 kb). Sig-
nificantly overexpressed genes (of a list of 44) included pre-
viously identified target genes for 1q rearrangements in B 
cell malignancies  (BCL9 ,  MLLT11 ,  JTB  and  FCRL5) , genes 
known to play a role in MM pathobiology  (IL6R ,  MCL1...)  
and other novel, functionally diverse genes not previously 
shown to be involved in MM. It is also interesting to note 
the presence of one microRNA gene within this 1q region 
(hsa-mir-9–1) (Carrasco et al., 2006).

  Overall, this integrated aCGH/transcriptome analysis 
identified 87 discrete MCRs of amplification/deletion of 
strong biological and clinical significance in MM. Interest-
ingly, 20% of these 87 high priority MCRs contain micro-
RNAs (Carrasco et al., 2006). It will be important to inves-
tigate the expression status and pathological relevance of 
these genes in this disorder.

  Further evidence for the importance of 1q gene deregula-
tion in the pathogenesis or progression of MM has been ob-
tained from unsupervised hierarchic clustering of tran-
scriptome data from 414 newly diagnosed MM patients 
(Zhan et al., 2006a). This study allowed identification of 
seven disease subtypes that were strongly influenced by 
known genetic anomalies such as recurrent  IGH  gene trans-
locations that target  cMAF - and  MAFB ,  CCND1 ,  CCND3  
and  WHSC1  or hyperdiploidy. MM cases falling into poor-
risk groups characterised by a proliferation signature or 
 MMSET  deregulation, showed significant overexpression of 
genes mapping to 1q. This 1q gene overexpression was not 
evident in the other five groups identified and thus seemed 
to be linked to the presence of a proliferation signature. 
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Whether 1q gene deregulation is a marker of or causal in the 
acquisition of the proliferation signature is not known at the 
present time (Zhan et al., 2006a).

  The importance of 1q gain and/or overexpression of 1q 
genes in MM progression and prognosis is also evident from 
transcriptome profiling in a large series of MM and the re-
lated disorders, benign monoclonal gammopathy of unde-
termined significance (MGUS) and smoldering MM (SMM) 
(Zhan et al., 2006b). In this study, Significance Analysis of 
Microarrays identified a set of 52 genes, that were involved 
in important pathways in cancer and were differentially ex-
pressed between plasma cells from healthy individuals and 
patients with MGUS/SMM and symptomatic MM (Zhan et 
al., 2006b). In addition, the presence of an MGUS signature 
in MM (termed MGUS-like MM) was linked to good prog-
nosis. Interestingly, interphase FISH analysis showed 1q 
gain/amplification to be less frequent in MGUS-like MM 
relative to other MM and the negative prognostic impact of 
amp1q21 was only seen in the non-MGUS-like MM (Zhan 
et al., 2006b). In keeping with this, previous FISH or aCGH-
defined gains/amplifications of 1q in MM tumor cells have 
been linked to inferior survival (Hanamura et al., 2006) or 
progression of SMM to overt disease (Rosinol et al., 2005).

  Detailed gene expression profiling and bioinformatics 
analyses (log rank tests of expression quartiles) in the tumor 
cells of a large series of newly diagnosed MM patients (532, 
treated on two separate protocols) identified 70 genes, that 
were linked to early disease-related death. 30% of these 
genes mapped to chromosome 1 (Shaughnessy Jr et al., 
2006). Importantly, the majority of up-regulated genes 
mapped to chromosome 1q and of down-regulated genes 
mapped to chromosome 1p. Thus this data provides a strong 
indication that transcriptional deregulation of genes map-
ping to chromosome 1 may contribute to disease progres-
sion in MM and that expression profiling can be used to 
identify high-risk disease (Shaughnessy Jr et al., 2006).

  Finally, a recent transcriptional profiling study, in a se-
ries of 77 MM patients, identified 61 genes that distin-
guished MM cases with 1q gain (1q/gain) from those with-
out (1q/normal). 41 of the 43 upregulated genes mapped to 
1q12 ] q44 whereas a significant proportion of the down-
regulated genes was localized on chromosomes 13q and 11. 
While the 1q gene list did not include the  IL6R  or  CKS1B  
genes, previously identified MM 1q target genes, such as 
 PSMD4 ,  UBAP2L  and  UBE2Q1 , were present (Fabris et al., 
2007). Interestingly, these 1q genes are implicated in the 
ubiquitin-proteasome pathway;  PSMD4  encodes the 26S 
proteasome non-ATPase regulatory subunit 4 and  UBE2Q1  
encodes a putative member of the E2 ubiquitin-conjugating 
enzyme family. 

  An issue that remains to be resolved is why a recurring 
MM-specific 1q gene expression signature has not been 
identified across all transcriptome analyses. This may re-
flect differences in sample populations and data mining 
 approaches. Indeed, alternative data mining strategies in 
other MM series have revealed other candidate genes of 
 potential interest in this disorder (Moreaux et al., 2006; 
Condomines et al., 2007). Of note is the identification of 

CD200 – a membrane glycoprotein involved in the suppres-
sion of T cell-mediated immune responses – as a novel prog-
nostic indicator in MM (Moreaux et al., 2006).

  Alternatively, it is possible that the manner and ‘differ-
entiation window’ in which 1q gain is achieved in tumour 
cells may favour particular types of 1q rearrangement (1q 
breakpoint heterogeneity?) and/or patterns of 1q gene de-
regulation. In support of this, FISH-defined amplification 
of 1q21 has been shown to be absent in MGUS: its presence 
in a subset of patients with SMM was associated with a high-
er risk of conversion to MM (Rosinol et al., 2005; Hanamu-
ra et al., 2006). Likewise, we have identified 1q12 juxtacen-
tromeric heterochromatin as the single most frequent 1q 
breakpoint site in DLBCL, FL, BL and MM patients but this 
breakpoint is rarely observed in marginal zone or small 
lymphocytic lymphoma (Le Baccon et al., 2001). Also, 1q 
duplication (dup1q) is particularly frequent in Burkitt lym-
phoma but is relatively infrequent elsewhere.

  In this setting, it will be of considerable interest to assess 
the incidence of 1q constitutive heterochromatin rearrange-
ments, for example, in the MM patient series that have been 
studied by gene expression profiling. It should be pointed 
out that CGH arrays generally do not contain probes to re-
peat-rich regions (1q12 is enriched in satellite II repeats). 
Addressing these issues will help to define whether 1q gain/
1q gene deregulation is causal or simply a surrogate marker 
for high risk disease in MM and should help to shed light 
on the role of heterochromatin abnormalities in this disor-
der.

  Finally, the non-random, secondary nature of 1q anoma-
lies in B cell non-Hodgkin lymphoma is strongly suggestive 
of a role in tumour progression. Indeed, early cytogenetic 
studies identified a negative prognostic impact for 1q rear-
rangements in DLBCL (Offit et al., 1991). Recent integrated 
aCGH/FISH and transcriptome profiling in DLBCL and 
BL, although confirming the frequency of 1q alterations, 
have not as yet delivered specific information on the bio-
logical significance of 1q alterations/gene deregulation in 
these disorders (Bea et al., 2005; Dave et al., 2006; Hummel 
et al., 2006). Array CGH has, however, identified frequent 
1q gain in the germinal centre B cell-like DLBCL molecular 
subgroup compared to the activated B-cell-like subgroup 
(Tagawa et al., 2005).

  Constitutive heterochromatin, gene silencing and 

epigenetic cancer mechanisms: implications for

1q-linked oncogenic mechanisms in haematological 

malignancies? 

 While 1q rearrangements are clearly associated with 1q 
gene deregulation, at least in MM, they are also likely to 
drive oncogenesis through other mechanisms that are 
linked to the unusual structural features of the rearrange-
ments. In particular, as stated earlier, we and others have 
found that the 1q12 satellite II-rich constitutive heterochro-
matin region is a remarkably recurring breakpoint in a ma-
jority of DLBCL, FL and MM cases with 1q rearrangements 
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(Le Baccon et al., 2001). Indeed, we have observed MM cas-
es with multiple copies of 1q12 heterochromatin in a single 
cell (Le Baccon et al., 2001). Taken together, this is strong 
evidence of heterochromatin-dependent oncogenic mecha-
nisms in these disorders. It should be noted that 1q12 con-
stitutive heterochromatin rearrangements, unless specifi-
cally searched for with appropriate probe sets, are largely 
missed by conventional FISH or aCGH mapping approach-
es (repeat-sequence probes are selectively excluded from 
CGH arrays).

  Constitutive heterochromatin is now recognised as 
performing a key role in the epigenetic regulation of gene 
expression, through a process termed gene silencing. We
hypothesize that heterochromatin-dependent oncogenic 
mechanisms may contribute significantly to the pathogen-
esis of DLBCL, FL and MM with 1q rearrangements. In 
this setting, the second part of this review provides a brief 
overview of constitutive heterochromatin and gene silenc-
ing, followed by examples of its perturbation in cancer 
cells.

  The epigenome, an overview 
 The epigenome refers to the totality of the reversible and 

inheritable information that is not directly coded by the ge-
nome. Epigenetic information is encoded by chemical mod-
ifications to DNA or histones which, when assembled into 
nucleosomes, form the basic structural and functional 
building blocks of chromatin. A major discovery in recent 
years has been the realisation that these modifications 
(‘marks’) constitute the basis of an epigenetic code that is 
capable of controlling genome structure and function 
(Strahl and Allis, 2000). This code operates through modu-
lation of chromatin accessibility to factors that control gene 
transcription, DNA replication and repair. The ‘writing’ 
and functional read-out of this epigenetic code depends on 
specific and tightly regulated signalling pathways. For ex-
ample, histone acetylation which facilitates the formation of 
an ‘open’ chromatin structure (euchromatin) is mediated by 
histone acetyl transferases (HATs). Removal of ‘acetylation 
marks’ and subsequent formation of ‘closed’ chromatin 
structures (heterochromatin) is mediated by histone deacet-
ylases (HDACs). In recent years it has become increasingly 
evident that histone modifications constitute a combinato-
rial, indexing system for the dynamic and functional com-
partmentalization of chromatin. For example, trimethyl-
ation of histone H3-K9 is an epigenetic mark for transcrip-
tionally repressed heterochromatin while acetylation at 
H3-K4 is associated with transcriptional activation (Fischle 
et al., 2003). This chromatin indexing is now thought to be 
rendered possible in large part through the action of spe-
cialised chromatin binding proteins that specifically read or 
recognise and subsequently bind these modifications. For 
example, the binding of acetylated histones is mediated by 
bromodomain-bearing proteins while methylated histones 
are recognised and bound by chromodomain-bearing pro-
teins such as HP1 (binez trimethylated H3-K9 (Fischle et al., 
2003; Nightingale et al., 2006)) or plant homeodomain-
bearing proteins (PHD) in the case of trimethylated H3-K4 

which epigenetically ‘marks’ transcriptionally active chro-
matin (Mellor, 2006).

  During development and differentiation, cellular pheno-
types are stably propagated through numerous cell divi-
sions. This epigenetic ‘cell memory’ helps to maintain stable 
patterns of gene expression. Particularly exciting is the in-
creasing probability that DNA methylation, post-transla-
tional histone modification and differential incorporation 
of histone variants into individual or groups of nucleosomes 
play a vital role in chromatin compartmentalization and the 
inheritance and maintenance of cellular memory (Turner, 
2002; Govin et al., 2005; Hake and Allis, 2006).

  In view of the importance of this epigenetic code in con-
trolling DNA function it is not surprising to find that epi-
genetic deregulation has emerged as a key event in the de-
velopment of diseases such as cancer (Lund and van Lohui-
zen, 2004). Examples of disturbed chromatin structure in 
cancer include global reductions in monoacetylated H4-
K16 and trimethylated H4-K20 – hallmarks of euchromatin 
and heterochromatin, respectively (Fraga et al., 2005). In-
deed, an ‘epigenetic progenitor’ model for the origin of can-
cer has recently been proposed (Feinberg et al., 2006). This 
new model proposes that cancer has a fundamentally com-
mon basis that is rooted in a polyclonal epigenetic disrup-
tion of stem/progenitor cells, mediated by ‘tumour-progen-
itor genes’. Thus, tumour cell heterogeneity is in part due to 
epigenetic variation in progenitor cells and epigenetic and 
genetic instability in tumour progression (Feinberg et al., 
2006). This new concept has far-reaching implications for 
cancer prevention and therapy.

  Constitutive heterochromatin and gene silencing 
 Constitutive heterochromatin is a specialised compart-

ment within the chromatin and is found primarily at
centromeres, telomeres and the pericentromeric regions of 
certain chromosomes (Grewal and Jia, 2007). Constitutive 
heterochromatin is distinguished from facultative hetero-
chromatin on the basis that it remains constitutively con-
densed throughout the cell cycle.   It is composed of gene-
poor, repetitive DNA sequences (alpha satellite, satellite II 
and III) that show distinct epigenetic features i.e. late-repli-
cation, high levels of DNA methylation and ‘repressive’ his-
tone codes such as histone H3-K9 and H3-K20 trimethyl-
ation (Grewal and Jia, 2007). While the precise mechanisms 
for the assembly and maintenance of constitutive hetero-
chromatin in mammalian cells are not clearly established, 
histone modifications and HP1 binding appear to have a 
crucial role. Evidence also exists for a role of an RNA com-
ponent in heterochromatin formation (Bernstein and Allis, 
2005; Grewal and Jia, 2007).

  Apart from its role in the control of genomic stability, 
constitutive heterochromatin participates in the epigenetic 
regulation of gene expression in numerous species through 
a highly conserved mechanism known as gene silencing. 
This phenomenon results from heterochromatin spreading 
into adjacent euchromatin and induces gene repression 
(Fisher and Merkenschlager, 2002; Talbert and Henikoff, 
2006; Grewal and Jia, 2007). Recent data indicates that this 
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mechanism also operates in mammalian cells. For example, 
during lymphoid development, stable transcriptional re-
pression of certain lymphoid-specific genes is tightly cor-
related to their association with constitutive heterochroma-
tin and formation of repressive histone codes (Brown et al., 
1997, 1999; Grogan et al., 2001; Su et al., 2004).

  Evidence exists that perinuclear localisation of hetero-
chromatin, at least in yeast, facilitates heterochromatin-in-
duced transcriptional silencing (Andrulis et al., 1998). It is 
also clear that genes are non-randomly positioned within 
the nucleus and that proximity to heterochromatin influ-
ences transcriptional activity (Cremer and Cremer, 2001; 
Chubb and Bickmore, 2003; Spector, 2003). For instance, it 
has been shown that the gene-rich human chromosome 19 
preferentially localises to the nuclear interior whereas the 
relatively gene-poor chromosome 18 is localised to the nu-
clear periphery (Croft et al., 1999) although this organisa-
tion appears to be partially lost in tumour cells (Cremer et 
al., 2003). Furthermore, the spatial organisation of chromo-
some territories is largely conserved in higher primates (Ta-
nabe et al., 2002), and depends on both cell type (Alcobia et 
al., 2000, 2003; Cremer et al., 2003) and cell cycle stage 
(Vourc’h et al., 1993; Walter et al., 2003).

  Differential nuclear positioning of genes down- or up-
regulated during B and T lymphocyte development has 
been described: these include the  RAG1  and  RAG2  genes 
during B and T lymphocyte development and cytokine 
genes during TH1 or TH2 polarisation in T lymphocyte dif-
ferentiation (Brown et al., 1999; Grogan et al., 2001). Spe-
cific positioning of immunoglobulin gene loci,  IGH  and 
 IGK  loci has also been shown during murine B cell develop-
ment (Kosak et al., 2002). A further example concerns the 
 VpreB1/  �  5  loci which have been shown to undergo dynam-
ic changes with respect to nuclear positioning and hetero-
chromatin association in response to pre-B-cell receptor 
signalling, thereby providing a possible mechanism for 
their transcriptional silencing (Parker et al., 2005). Indeed, 
it has been proposed, in a rather elegant model, that revers-
ible gene repression most likely involves local heterochro-
matinisation at target promoters whereas stable gene repres-
sion or silencing requires further repositioning of the re-
pressed gene to constitutive heterochromatin foci (Fisher 
and Merkenschlager, 2002).

  In this setting, it is interesting to note that 1q12 hetero-
chromatin can recruit transcriptional regulators such as 
Ikaros and members of the Polycomb family (Saurin et al., 
1998; Sewalt et al., 2002). In the case of Ikaros, heterochro-
matin interaction has been shown to require the DNA bind-
ing domain while Polycomb recruitment requires function-
al SUV39H1 histone methyltransferase activity (Saurin et 
al., 1998; Sewalt et al., 2002). KAP1/TIF1beta which is pro-
posed to be a universal co-repressor protein for the KRAB 
zinc finger protein superfamily of transcriptional repressors 
has also been shown to be recruited to 1q12 heterochromatin 
(Ryan et al., 1999). The functional significance of these as-
sociations is not known but they may allow the formation of 
specialised transcriptional silencing compartments (1q12 
heterochromatin-associated?) in the interphase nucleus.

  Constitutive heterochromatin, cell stress, senescence and 
tumour suppression 
 Physiological processes such as the response to cell stress 

or the onset of cellular senescence also appear to be medi-
ated through specialised constitutive heterochromatin 
compartments. At the cellular level, a very striking effect of 
stress is the rapid and reversible redistribution of HSF1 into 
nuclear structures termed nuclear stress granules which 
form primarily on the 9q12 locus in humans. Within these 
structures, HSF1 binds to satellite III repeated elements 
concomitant with satellite III repeat expression (Metz et al., 
2004). Likewise, the formation of specialised senescence 
activated heterochromatin foci (SAHF) that exhibit fea-
tures of constitutive heterochromatin such as enrichment 
in heterochromatin protein 1 (HP1), and histone H3-K9 
trimethylation, appear to be linked to stable gene silencing 
during cellular senescence (Narita et al., 2003). These SAHF 
may provide a chromatin buffer preventing activation of 
proliferation genes in cells entering a senescent state thus 
providing a barrier to malignant transformation. In sup-
port of this, loss of senescence, resulting from decreased 
activity of the histone methyl transferase, SUV39H1, has 
been linked to rapid onset of lymphoma in mouse models 
of p53 or oncogenic RAS-driven oncogenesis (Braig et al., 
2005).

  Finally, oncogenic signalling may globally perturb het-
erochromatin regulated gene silencing. Indeed, constitutive 
JAK signaling globally counteracts heterochromatic gene 
silencing in  Drosophila  (Shi et al., 2006). This remarkable 
finding would predict similar perturbations in human my-
eloproliferative disorders that show constitutive JAK signal-
ling as a consequence of the recently identified JAK2 V617F 
mutation (Campbell and Green, 2006).

  Taken together these data indicate a key role for constitu-
tive heterochromatin in the control of normal and patho-
logical gene silencing. An important challenge will be to 
determine whether chromosome anomalies that disturb 
constitutive heterochromatin compartments impact on 
these important epigenetic, regulatory mechanisms.

  Epigenetic features of 1q12 constitutive 

heterochromatin rearrangements in B lymphoma cells 

 We have hypothesized that 1q12 constitutive heterochro-
matin anomalies in haematological malignancies might 
represent the molecular equivalent of heterochromatin re-
arrangements that provoke aberrant gene silencing by ‘posi-
tion effects’ in other species such as  Drosophila  and yeast. 
As a first step towards testing this hypothesis, we have com-
pared 1q12 heterochromatin organisation in normal and tu-
mour B lymphocytes with 1q rearrangements. In keeping 
with our hypothesis, dramatic spatial disorganisation of 
1q12 constitutive heterochromatin and partner chromo-
somes is observed in tumour B lymphocytes with 1q rear-
rangements (Barki-Celli et al., 2005). For example, in Burkitt 
lymphoma cells 1q12 heterochromatin duplication was as-
sociated with the formation of particularly large 1q12 het-
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erochromatin foci that were displaced toward the nuclear 
interior (Barki-Celli et al., 2005).

  We also found that 1q12 heterochromatin dynamically 
organises to the nuclear periphery in a non-random, cell 
cycle-dependent manner in normal B cells. Indeed, B cell 
activation, through antigen receptor engagement, was found 
to induce dramatic relocalisation of 1q12 domains to the 
extreme nuclear periphery. In addition, events which fa-
voured increased local or global chromatin acetylation
(enhancer activity or inhibition of HDAC inhibition) were 
associated with abnormal spatial positioning of 1q12 het-
erochromatin. Taken together, these findings suggest that 
aberrations affecting constitutive heterochromatin in lym-
phoma cells can induce long range epigenetic alterations 
that have the potential to induce gene silencing. Such ‘posi-
tion effects’ may underpin, at least partially, the pathologi-
cal role of particularly frequent 1q12 heterochromatin rear-
rangements in human tumours. It is also possible that the 
presence of excess constitutive heterochromatin in the same 
tumour cells might lead to inappropriate derepression of 
genes elsewhere in the genome. This might occur by ‘titra-
tion’ of key transcriptional regulators/heterochromatin 
‘components’ away from their target genes and into consti-
tutive heterochromatin compartments (Le Baccon et al., 
2001). In this respect, it is worth noting that 1q/gain MM 
patients show overexpression of various cancer testis anti-

gen (CTA) genes (Chng et al., 2007). CTA are expressed in 
testis and malignant tumours but rarely in nongametogen-
ic tissues. In this respect, they represent attractive targets 
for cancer vaccination approaches. Efforts to systematically 
analyse the expression pattern of CTA are now underway 
(Condomines et al., 2007).

  Integrated genomic, transcriptomic and epigenomic 
profiling will be required to gain a clear picture of how long-
range epigenetic alterations associated with 1q12 constitu-
tive heterochromatin abnormalities impact on gene expres-
sion and function in tumour B cells. Particular attention 
will have to be paid to the identification of copy number in-
dependent alterations in gene expression since these are 
likely to yield important information concerning epigenet-
ically deregulated loci (Frigola et al., 2006; Stransky et al., 
2006). Ultimately, these studies will have direct clinical rel-
evance since epigenetic therapy is now a viable option for 
correction of epigenetic perturbations in cancer cells (Fan-
dy et al., 2007; Taddei et al., 2005).
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RESUME 

 

Les réarrangements chromosomiques affectant la région d’hétérochromatine constitutive 
du chromosome 1 humain (bande cytogénétique 1q12) sont remarquablement fréquents 
dans les lymphomes, les myélomes, les leucémies aiguës et dans certaines tumeurs 
solides. Ceci suggère fortement l’existence de mécanismes oncogéniques dépendant de 
l’hétérochromatine constitutive dans ces maladies. Mes travaux de thèse montrent que 
ces réarrangements induisent des altérations profondes de l’organisation et de la fonction 
de la chromatine dans des cellules de lymphome B. Les conséquences majeures sont la 
formation de foyers hétérochromatiques aberrants résultant d’appariements intra-
chromosomiques ‘longue distance’ entre le domaine d’hétérochromatine 1q12 réarrangé 
et le domaine centromérique. Ces foyers sont associés à un enrichissement de 
l’euchromatine adjacente en marques épigénétiques répressives, et à la répression de 
l’expression de gènes, parmi lesquels GMCL1 et MXD1 qui codent pour des protéines 
impliquées dans le contrôle de la signalisation P53 et MYC, respectivement. D’autre part, 
l’étude pilote de profiling transcriptionnel par puces Affymetrix dans des cas de 
lymphome avec ou sans anomalie de l’hétérochromatine 1q12 confirme et identifie de 
nouvelles cibles de dérégulation liées à l’hétérochromatine dans les lymphomes B non-
Hodgkiniens. La compréhension du rôle de ces foyers hétérochromatiques aberrants 
présenterait un intérêt majeur pour les tumeurs hématologiques ou solides, puisque ces 
anomalies sont observées de manière fréquente et non-aléatoire dans un large spectre 
de tumeurs humaines, et sont associées à la progression tumorale et à un mauvais 
pronostic. 
 

 

 

ABSTRACT 

 
 
Chromosomal rearrangements targeting human chromosome 1 constitutive 
heterochromatin region (cytogenetic band 1q12) are remarkably frequent in lymphoma, 
myeloma, acute leukaemia and in some solid tumours. This highly suggests existence of 
constitutive heterochromatin-dependent oncogenic mechanisms in these diseases. My 
PhD works show that these rearrangements induce profound alterations of chromatin 
organisation and function in lymphoma B-cells. Major consequences are the formation of 
aberrant heterochromatic foci resulting from long range intra-chromosomal ‘matching’ 
between the rearranged 1q12 and centromeric regions. These foci are associated with an 
enrichment of adjacent euchromatic sequences in repressive epigenetic marks, and with 
deregulated expression of genes such as GMCL1 and MXD1 which encodes proteins 
involved in the control of P53 and MYC pathways, respectively. In the other hand, a pilot 
study of transcriptional profiling by Affymetrix arrays in cases of human lymphoma with 
or without 1q12 heterochromatin rearrangement confirms and identifies new targets for 
deregulation linked to heterochromatin in non-Hodgkin B-cell lymphoma. Understanding 
the role of these aberrant heterochromatic foci would be of major interest for 
haematological and solid tumours, since these anomalies are frequent and non-random in 
a large panel of human tumours, and are associated to tumour progression and poor 
prognosis. 
 




