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AVANT-PROPOS 

 

Le travail présenté dans ce mémoire est le fruit de près de deux années de travail 

dans le laboratoire du Dr Tom Moss. Cela a mené à la publication de deux articles. 

Le premier, dont je suis le 4e auteur, a été publié en 2017 dans le journal PLoS 

Genetics et le second, dont je suis le premier co-auteur, a été publié dans l’édition 

de janvier 2018 du journal Genes | Genomes | Genetics (G3). 

 

J’ai été engagée au laboratoire afin de créer une nouvelle méthode de normalisation 

des données ChIP-seq appliquée spécifiquement aux gènes de l’ARN ribosomique. 

Cette technique s’est avérée être un simple processus de déconvolution ayant mené 

à une publication et qui est présentée au chapitre 2. Le script de cette procédure se 

retrouve à l’annexe I. L’annexe II comporte l’article intégral de PLoS Genetics où la 

méthode de déconvolution a été appliquée sur différents jeux de données générés 

au laboratoire. 

 

J’ai d’ailleurs étudié le rôle du facteur architectural UBF à l’échelle du génome, ce 

qui fait l’objet du chapitre 3. 

 

De plus, j’ai travaillé à l’analyse de plusieurs jeux de données publiques de ChIP-

seq, de RNA-seq et de Whole Genome Bisulfite Sequencing (WGBS). Ces travaux 

ne sont pas présentés dans ce mémoire. 
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CHAPITRE 1 – INTRODUCTION 

 

1.1 – LE NUCLÉOLE 

1.1.1 – STRUCTURE DU NUCLÉOLE 

Le nucléole est un sous-compartiment du noyau où s’effectue la transcription des 

gènes de l’ARN ribosomique (ARNr). Le nucléole a une plus grande densité 

électronique que le reste du noyau lorsque observé au microscope électronique 

(Figure 1.1). 

 

Il existe trois sous-compartiments nucléolaires : le Fibrillar Center (FC), le Dense 

Fibrillar Component (DFC) et le Granular Component (GC) (Figure 1.1). Ces 

structures ont été décrites grâce au microscope électronique où elles ont été 

distinguées de par leur densité de fibrilles. 

 

 

1.1.2 – NORS 

À la fin de la mitose, le nucléole se reforme autour des Nucleolar Organizer Regions 

(NORs), contenant les gènes ribosomiques (Olson et al, 2002). En effet, lors de la 

mitose, le nucléole se désassemble et la transcription de l’ARNr s’arrête. Les NORs 

sont la localisation chromosomique où se retrouvent les gènes de l’ARNr. Ceux-ci 

sont encodés en environ 200 copies dans le génome haploïde de la souris et de 

l’humain. Ils sont situés sur le bras court des chromosomes 12, 15, 16, 18 et 19 

murins et 13, 14, 15, 21 et 22 humains (Figure 1.2 b). Chez l’humain ils se retrouvent 

Figure 1.1 – Organisation du nucléole. Microscopie à contraste interférentiel de cellules HeLa et 

schéma des sous-compartiments du nucléole. Extrait de Boulon et al., 2010. 
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uniquement sur les chromosomes acrocentriques. Dans l’humain et la souris, les 

NORs sont situés aux constrictions secondaires des chromosomes, la constriction 

primaire étant le centromère (Figure 1.2a). Dans d’autres organismes, le 

positionnement chromosomique des NORs est variable. De plus, la longueur de 

leurs NORs varient entre les individus et au sein d’un même organisme (Stults et al., 

2008). 

 

Bien que l’on dise que le nucléole se forme autour des NORs, certains NORs ne 

sont pas associés au nucléole. En effet, il existe une population de gènes 

ribosomiques hautement condensés (silenced) qui ne présente ni de facteur de 

transcription Upstream Binding Factor (UBF), ni de facteur reliés à l’ARN polymérase 

I (RPI) et qui ne peut donc pas être transcrite (Moss et al., 2007; McStay et Grummt 

2008; Moss, 2011; McStay 2016). 

 

 

1.1.3 – FONCTIONS DU NUCLÉOLE 

Malgré que la fonction principale du nucléole soit la biogénèse des ribosomes, des 

études ont montré qu’il jouerait un rôle dans divers processus cellulaires. En effet, il 

est impliqué dans la régulation du cycle cellulaire (Visintin et Amon, 2000), dans la 

Figure 1.2 – Les NORs. a) Représentation du chromosome 15 humain. Les NORs sont indiqués 

en rouge. b) Positionnement des NORs sur les chromosomes de l’humain et de la souris. Extrait de 

McStay et Grummt, 2008. 

a) b) 
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capacité proliférative des cellules souches (Tsai et McKay, 2002), dans la détection 

du stress cellulaire (Rubbi et Milner, 2003), dans la réplication virale (Sirri et al., 

2008) et dans la différentiation des cellules souches trophoblastiques (Martindill et 

Riley, 2008). 

 

Des études de spectrométrie de masse ont permis de mettre en lumière plus de 700 

protéines localisées au nucléole dans des cellules humaines (Sirri et al., 2008). De 

nos jours, la Nucleolar Protein Database (NPD) compte maintenant plus de 4 500 

protéines nucléolaires, dont seulement une faible proportion serait impliquée 

directement dans la biogénèse des ribosomes (Ahmad et al., 2009). 

 

1.2 – LE RIBOSOME 

1.2.1 – STRUCTURE DU RIBOSOME 

Le ribosome est un complexe ribonucléoprotéique; il est composé au tiers de 

protéines ribosomiques et au deux tiers d’ARNr. Il est formé de deux sous-unités, 

soit le 40S et le 60S, le S indiquant leur taux de sédimentation ou Svedberg. La 

grande sous-unité (le 60S) se compose de trois ARNr : le 28S, le 5.8S et le 5S ainsi 

que d’environ 49 protéines ribosomiques. La petite sous-unité (le 40S), quant à elle, 

comporte un ARNr, le 18S, et contient environ 33 protéines ribosomiques 

(Hernandez-Verdun et Louvert, 2004; Moss et al., 2007). Le taux de sédimentation 

du ribosome en entier est de 80S. 

 

1.2.2 – RIBOSOMOPATHIES 

Des mutations dans des gènes responsables de la transcription des gènes de 

l’ARNr, la maturation des ARNr, le transport et l’assemblage des ribosomes peuvent 

mener à ce qu’on appelle des ribosomopathies (Hannan et al, 2013). Ces maladies 

visent plusieurs processus, mais ont en commun certains symptômes tels que des 

dysfonctionnements immunologiques et hématologiques, un vieillissement accéléré, 

une déficience de la moelle osseuse ainsi qu’une prédisposition au cancer. 
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Dans les cas de cancer, la taille du nucléole sert de prédiction concernant le 

développement futur de l’état d’un patient (Derezini et al., 2000; Sirri et al., 2008). 

En effet, un nucléole de grande taille est signe d’un mauvais pronostic, car il indique 

un potentiel marqué de prolifération chez les cellules cancéreuses. La biogénèse 

des ribosomes est donc une cible de traitement possible contre le cancer puisqu’elle 

est en lien étroit avec la prolifération et la croissance cellulaire. 

 

1.3 – LA BIOGÉNÈSE DES RIBOSOMES 

1.3.1 – LES GÈNES DE L’ARNR 

Les 200 copies des gènes de l’ARNr, réparties sur 5 chromosomes, sont organisées 

en tandem, c’est-à-dire que les unités répétées sont directement adjacentes les 

unes aux autres. Une unité d’ADNr contient environ 45 kilobases (kb) chez la souris 

et environ 43 kb chez l’humain. Elle est composée d’abord d’un segment non-

transcrit d’environ 30 kb, l’Intergenic Spacer (IGS) qui contient les éléments 

régulateurs tels que le Spacer promoter (SpPr), l’enhancer repeat, le 47S promoteur 

ainsi que les terminateurs. Le 47S promoteur se compose de deux parties : 

l’Upstream Control Element (UCE) et le Core Promoter Element (CPE). Le CPE est 

la portion minimale requise pour une initiation de la transcription efficace; il est situé 

au site d’initiation de la transcription (TSS) (Moss et al., 2007). L’UCE, situé à 100 

paires de bases (pb) en amont, permet, quant à lui, d’augmenter l’efficacité de la 

transcription (Learned et al., 1986). Le SpPr est connu pour stimuler la transcription 

ribosomique par RPI (Moss, 1983; de Winter et Moss, 1986; Caudy et Pikaard, 

2002). Par contre, cela nécessite la présence de l’enhancer repeat entre le SpPr et 

le 47S promoteur (de Winter et Moss, 1987; Paalman et al., 1995). Le SpPr peut 

aussi servir de plateforme de recrutement pour les molécules de RPI qui sont ensuite 

livrées au 47S promoteur pour permettre une transcription rapide et efficace (Moss, 

1983; Kuhn et Grummt, 1987). Il a été montré que les transcrits provenant de l’IGS 

sont essentiels à l’établissement et au maintien de la structure hétérochromatinienne 

d’un sous-ensemble d’ADNr (Mayer et al., 2006). L’unité d’ADNr est composée de 

plusieurs sites terminateurs : le T0 situé à 170 pb en amont de l’UCE et le T1 à T10 
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situés en aval de la région codante (Grummt et al., 1986; Henderson et Sollner-

Webb 1986). 

 

L’unité d’ADNr contient aussi une région transcrite comprenant le précurseur des 

ARNr d’environ 14 kb (le 47S), les External Transcribed Spacer (ETS) aux 

extrémités de la région transcrite et les Internal Transcribed Spacers (ITS) entre le 

28S et le 5.8S et entre le 5.8S et le 18S (Figure 1.3). 

 

Les ARNr sont extrêmement conservés entre les espèces. Par contre, l’IGS, les ETS 

et les ITS ne le sont pas (Moss et al., 2007). 

 

Le séquençage de nouvelle génération du génome n’est pas parvenu à obtenir la 

séquence complète des ADNr étant donné leur nature répétitive et leur grand 

nombre. Par contre, une unité complète de l’ADNr a été publiée chez l’humain et la 

souris (Gonzalez et Sylvester, 1995; Grozdanov et al., 2003). Celles-ci sont 

disponibles sur GenBank aux numéros d’accession U13369.1 et BK000964.3 

respectivement. Cela a été rendu possible grâce à la technologie de séquençage 

développée par Sanger dans les années 1970 (Sanger et al., 1977). 

Figure 1.3 – Représentation non à l’échelle de l’ADNr. L’intergenic spacer (IGS) est en gris et la 

région transcrite est en jaune. Les promoteurs sont indiqués par SP pour le Spacer promoter et P 

pour le 47S promoteur. Les terminateurs sont indiqués par T0 et T (T1 à T10). En rouge sont indiqués 

le Upstream control element (UCE) et le Core promoter element (Core). Les ARNr sont en bleu. 

Extrait de Russel et Zomerdijk, 2005 et reproduit avec permission. 
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1.3.2 – TRANSCRIPTION DES GÈNES DE L’ARNR 

La biogénèse des ribosomes nécessite le fonctionnement de trois machineries 

transcriptionnelles de la cellule (Figure 1.4). Premièrement, RPI permet la 

transcription du précurseur des ARNr, le 47S. L’ADNr est l’ADN qui est le plus 

activement transcrit dans la cellule. En effet, environ 80 % des ARN cellulaires sont 

d’origine ribosomique (Moss et al., 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Le processus de transcription peut même être observé au microscope électronique 

par la technique de Miller Chromatin Spreading (Miller Spread) (Raska, 2003). La 

structure résultante, rappelant un arbre de Noël, a l’ADNr et les ARN polymérase I 

en guise de tronc et les transcrits d’ARNr en guise de branches (Figure 1.5). 

Figure 1.4 – La biogénèse des ribosomes requiert l’apport de trois polymérases. RPI transcrit le 

précurseur des ARNr, le 47S. RPIII synthétise le dernier ARNr, le 5S. RPII transcrit les ARNm des 

protéines ribosomiques (RPL = ribosomal protein from the large subunit, RPS = ribosomal protein 

from the small subunit) ainsi que d’autres protéines non ribosomiques. Adapté de van Riggelen et 

al., 2010 et reproduit avec permission. 
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Deuxièmement, l’ARN polymérase III (RPIII) est en charge de la transcription du 

dernier ARNr, soit le 5S, ainsi que des small nucleolar RNA (snoRNAs). Ces derniers 

permettent les modifications nucléosidiques nécessaires aux étapes de clivage du 

précurseur de l’ARNr (Bachellerie et al., 2002). Troisièmement, l’ARN polymérase II 

effectue la transcription des ARN messagers (ARNm) des protéines ribosomiques, 

mais aussi des protéines non ribosomiques impliquées dans la biogénèse des 

ribosomes (Figure 1.4) (Chédin et al., 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1.3.3 – MATURATION DES ARNR ET ASSEMBLAGE DU RIBOSOME 

La biogénèse des ribosomes est un processus complexe; elle comprend plusieurs 

étapes et fait intervenir de nombreuses protéines. Celles-ci sont, entre autres, des 

ATP/GTPases, des hélicases, des chaperonnes, des ribonucléases, des 

méthyltransférases, des endonucléases,  des exonucléases et des Small nucleolar 

ribonucleoprotein (SnoRNP) comprenant des SnoRNA. 

 

Les snoRNA permettent le clivage du précurseur de l’ARNr, et ce, même avant la 

fin de sa transcription, c’est-à-dire de manière co-transcriptionnelle (Granneman et 

Baserga, 2005). Les snoRNP permettent de guider les enzymes jusqu’aux sites de 

modifications. 

Figure 1.5 – Transcription ribosomique. Structure en arbre de Noël (Christmas Trees) obtenus par la 

technique de Miller Spread dans des cellules de souris Ltk- en culture. Extrait de Moss et al., 2007 et 

reproduit avec permission. 
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Plus de 200 nucléotides de l’ARNr sont modifiés soit par pseudouridination ou par 

méthylation (Nazar, 2004). L’ARNr subit, d’autre part, plusieurs clivages successifs 

effectués par des exo et des endonucléases (Mullineux et Lafontaine, 2012). 

 

Les transcrits pré-ribosomiques sont modifiés et clivés dans le DFC. Ils sont ensuite 

transportés au GC où ils subissent la maturation finale et sont assemblés aux 

protéines ribosomiques. Les deux sous-unités du ribosome, soit le 40S et le 60S, 

sont alors exportés au cytoplasme pour accomplir leur fonction (Figure 1.6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1.6 – Assemblage du ribosome. Les transcrits pré-ribosomiques sont traités par les snoRNP 

au sein du DFC. Dans le GC, le 5.8S et le 28S forment le 60S avec le 5S et des ribonucléoprotéines, 

les protéines ribosomiques. Le 18S quant à lui s’assemble avec d’autres ribonucléoprotéines pour 

former le 40S. Ce dernier ainsi que le 60S sont exportés au cytoplasme et se lient à l’ARNm pour 

former le ribosome fonctionnel. Extrait de Boisvert et al., 2007 et reproduit avec permission. 
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1.3.4 – LA MÉTHYLATION AUX PROMOTEURS DES GÈNES DE L’ARNR 

La méthylation de l’ADN, c’est-à-dire la méthylation d’une cytosine en 5-

méthylcytosine (m5C), est une modification épigénétique considérée comme étant 

caractéristique de la répression de la transcription des gènes (Bernstein et al., 2007). 

Chez les vertébrés, cette marque survient principalement sur des séquences C-G 

connues sous le nom de CpG. Chez les plantes, la méthylation de l’ADN existe dans 

les contextes CHG et CHH où H est égal à A, C ou T. Chez les bactéries et les 

eucaryotes unicellulaires, des méthylations peuvent aussi survenir sur les adénines 

en N6-méthyladénine (m6A) (O’Brown et Greer, 2016). 

 

Environ 1 % des base totales sont méthylées, cela représente donc de 70 à 80 % 

de tous les CpG du génome (Bird, 2002). Il existe, par contre, des régions riches en 

CpG non méthylées aux promoteurs des gènes que l'on nomme des îlots CpG (CpG 

islands). On estime qu'il y a environ 30 000 îlots CpG dans le génome haploïde 

humain (Bird et al., 1987). 

 

La méthylation des gènes est effectuée par trois DNA methyltransferases (DNMT) 

DNMT1, 3a et 3b. Il existe aussi DNMT2 dont le rôle n'est pas encore bien 

caractérisé et DNMT3l qui est inactif enzymatiquement parlant. DNMT3a et 3b sont 

responsables des méthylations aux sites CpG n'étant pas méthylés (méthylations de 

novo) tandis que DNMT1 est responsable de la maintenance, lors de la réplication, 

du patron de méthylation présent sur l’ADN (Klose et Bird, 2006). 

 

La méthylation de l’ADN par DNMT3a et 3b intervient dans plusieurs fonctions 

biologiques telles que l’empreinte parentale (imprinting), l’inactivation du 

chromosome X, l’extinction des transposons, le vieillissement ainsi que le cancer 

(Law et Jacobsen, 2010; Galamb et al., 2016). De plus, le profil épigénétique est 

hérité durant la division cellulaire grâce à DMNT1 (Meehan et Stancheva, 2001). La 

méthylation de l’ADN est un processus réversible (Zhang et al., 2017). 
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Le promoteur des gènes de l’ARNr de l’humain comprend 26 sites de méthylation 

potentiels (Pietrzak et al., 2016). Il a été montré par des études in vitro chez la souris 

que la méthylation d’un seul CpG, à la position -133 par rapport au site d’initiation 

de la transcription de l’ADNr, inhibe la transcription (Santoro et Grummt, 2001). Il a 

été suggéré que cela est dû au fait qu’UBF est incapable de se lier au promoteur. Il 

n’y a donc pas de recrutement de Selectivity Factor 1 (SL1) pour former le complexe 

de préinitiation ni d’initiation de la transcription. On estime qu’environ 50 % des 

gènes de l’ARNr sont méthylés, et donc éteints (silenced) dans les cellules 

différenciées (Santoro et Grummt, 2001). 

 

1.4 – LES FACTEURS DE RÉGULATION DE LA BIOGÉNÈSE DES RIBOSOMES 

1.4.1 – INTRODUCTION DES DIFFÉRENTS FACTEURS DE RÉGULATION 

Les facteurs de régulation de la biogénèse des ribosomes sont nombreux. 

Premièrement, il y a UBF qui agit à titre de facteur architectural et qui permet la 

formation d’un complexe de préinitiation stable. Deuxièmement, on retrouve SL1 qui 

permet l’activation de la transcription en recrutant Transcription Initiation Factor IA 

(Rrn3). Troisièmement, RPI a pour rôle la transcription de l’ADNr à proprement 

parler. Quatrièmement, Rrn3 fait le lien entre SL1 et RPI. Finalement, Transcription 

Termination Factor I (TTF1) est responsable de la terminaison de la transcription 

ribosomique. La figure suivante représente les différents facteurs de régulation de 

la biogénèse des ribosomes (Figure 1.7). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1.7 – Modèle du complexe de préinitiation au promoteur des gènes de l’ARNr. SL1 est 

composé de TBP et au moins 3 TAFs. UBF est lié sur l’ADN sous forme de dimères. Deux dimères 

d’UBF sont représentés en bleu sur cette figure. TTF1, en brun, se lie sur l’ADN à la hauteur du T0. 

L’UCE et le CPE sont représentés en orange. Rrn3 et RPI sont en bleu. 
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1.4.2 – UBF 

UBF est une protéine de 97 kilo Dalton (kDa) composée de 764 acides aminés qui 

fait partie de la famille des protéines High Mobility Group box (HMG-box) (Bell et al., 

1988; Jantzen et al., 1990). Les HMG-box sont composées de 3 hélices alpha. UBF 

comprend 6 de ces HMG-box permettant de lier l’ADNr sous forme de dimère (Figure 

1.8) (Bachvarov et Moss, 1991; Bazett-Jones et al., 1994; Stefanovsky et al., 2001-

1). Les HMG-box sont connues pour lier l’ADN de façon non spécifique. Elles 

permettent d’ailleurs de moduler la structure de la chromatine en y effectuant une 

courbure. Pour cette raison, UBF est considéré comme étant un facteur architectural 

(Stefanovsky et Moss, 2008). UBF comprend un domaine de dimérisation en N-

terminal et une queue acidique en C-terminal (Figure 1.8). Son domaine de 

dimérisation, tel que son nom l’indique, permet la dimérisation de la protéine 

(O’Mahony et al., 1992; Stefanovsky et al., 2001-1). Sa queue acidique, quant à elle, 

permet, lorsque phosphorylée, des interactions protéines-protéines avec certains 

complexes tels que le facteur SL1 (Tuan 1999). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

UBF, aussi nommé UBF1, a un isoforme issu d’un épissage alternatif d’un gène, 

différant de 4.47 kDa, que l’on dénomme UBF2. Ces deux isoformes ont été 

caractérisés chez le rat, la souris, l’humain et le hamster (Figure 1.9) (O’Mahony et 

Rothblum, 1991). Malgré le fait que les deux isoformes sont présents en quantité 

équimolaire, seulement UBF1 est capable d’activer correctement la transcription 

ribosomique tant in vitro qu’in vivo; UBF2 est virtuellement inactif (Kuhn et al., 1994). 

En effet, UBF2 est tronqué de 37 acides aminés dans sa deuxième HMG-box et 

Figure 1.8 – Structure d’UBF. Il possède un domaine de dimérisation en N-terminal et une queue 

acidique en C-terminal ainsi que 6 HMG-box. Les sites de phosphorylation de ERK sont indiqués par 

des astérisques jaunes. Extrait de Moss et al. 2007 et reproduit avec permission. 
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celle-ci joue un rôle important dans la liaison spécifique d’UBF à l’ADNr. UBF2 a 

donc plus de difficulté à lier l’ADN, ce qui pourrait expliquer pourquoi il n’a pas d’effet 

activateur sur la transcription ribosomique. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

UBF est connu pour former une structure que l’on nomme l’enhancesome (Figure 

1.10) (Bazett-Jones, 1994; Stefanovsky et al., 2002). Cette dernière, similaire au 

nucléosome, est en fait une boucle de 360 degrés comprenant environ 140 pb que 

forme l’ADNr grâce à la liaison d’un dimère d’UBF. Cette structure fait le 

rapprochement de l’UCE et du CPE; cela permet la liaison du complexe SL1, 

responsable conjointement avec UBF de l’activation de la transcription, aux deux 

éléments du promoteur et ainsi favorise la formation et la stabilisation du complexe 

de préinitiation (Preinitiation Complex, PIC) (Bazett-Jones et al, 1994; Stefanovsky 

et al., 1996, Stefanovsky et al., 2001-1). Seulement les trois premières HMG-box 

sont nécessaires au bon repliement de l’enhancesome. 

 

 

Figure 1.9 – UBF1 et UBF2 chez différentes espèces. Représentation des variants d’épissage chez 

différentes espèces. mUBF : souris, xUBF : Xenope, TrUBF : poisson-globe et DrUBF : poisson zèbre. 

Les couleurs similaires représentent une forte homologie.  Extrait de Stefanovsky et Moss 2008 et 

reproduit avec permission. 
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La première étape de l’initiation de la transcription ribosomique est considérée 

comme étant la liaison d’UBF à la fois à l’UCE et au CPE. Ensuite, SL1 interagit 

avec UBF et le complexe UBF-SL1 résultant est reconnu par RPI pour initier la 

transcription (Bell et al., 1988). UBF stimule donc la transcription ribosomique en 

formant un PIC stable. 

 

Extracellular signal-regulated kinases (ERK) phosphoryle les HMG-box 1 et 2 d’UBF 

aux thréonines 117 et 201 (Figure 1.8, 1.10 et 1.11). Cela diminue l’affinité d’UBF 

pour l’ADN et empêche le repliement complet de l’enhancesome (Figure 1.11) 

(Stefanovsky et al., 2001-2). Ce faisant, le passage de la polymérase est facilité le 

long des gènes de l’ADNr. Il s’agit donc d’un mécanisme de régulation de la vitesse 

d’élongation de la transcription ribosomique (Moss et al., 2006). Les 

phosphorylations sur les thréonines ont un effet stimulateur de la transcription 

ribosomique. Cette dernière est donc sous le contrôle direct des signaux de 

croissance extracellulaires (Stefanovsky et al., 2001-2). En effet, ceux-ci ont pour 

effet de déclencher la cascade des mitogen-activated protein kinases (MAPK) qui 

aura ultimement pour effet la phosphorylation de ERK ce qui l’activera. Celui-ci 

pourra alors phosphoryler certains facteur tels que UBF dans le but d’accélérer la 

croissance cellulaire par l’entremise de la transcription ribosomique. 

 

 

 

Figure 1.10 – Enhancesome. Sa structure permet de rapproche les éléments du promoteur. Les sites 

de phosphorylation par ERK sont indiqués par des astérisques jaunes. Extrait de Moss et al. 2007 et 

reproduit avec permission. 
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Des expériences d’immunoprécipitation de la chromatine suivie de séquençage haut 

débit (ChIP-seq) ont permis de découvrir qu’UBF n’est pas seulement présent aux 

promoteurs, mais aussi tout le long de la région transcrite de l’ADNr (Zentner et al., 

2011; Herdman, Mars et al., 2017). Cela sous-entend qu’UBF occupe plus de 

fonctions que ce qui était auparavant suggéré. En effet, UBF est impliqué de 

plusieurs façons dans la transcription ribosomique. Il stimule l’initiation de la 

transcription, mais est aussi impliqué dans l’établissement d’une structure 

chromatinienne ouverte sur les gènes actifs. Sa liaison est également responsable 

de l’apparence des NORs actifs. Durant la mitose, UBF agit à titre de marque-page 

(bookmark) sur les NORs qui étaient actifs pendant l’anaphase. Cela permet 

d’assurer la réactivation rapide de la transcription (McStay, 2016). 

 

UBF est présent chez tous les Métazoaires (à l’exception de D. melanogaster et de 

C. elegans) et on retrouve même son homologue, Hmo1, chez S. cerevisiae 

(McStay, 2016). La conservation de la séquence d’UBF entre les espèces suggère 

que sa fonction subsisterait dans l’évolution. L’isoforme UBF1 chez le rat est 

presque identique à son équivalent chez l’humain. En effet, seulement 13 résidus 

sur 764 ne sont pas identiques et ces différences sont des substitutions entre un 

Figure 1.11 – Phosphorylation par ERK. La phosphorylation d’UBF par ERK permet le relâchement 

de l’ADN et facilite le passage de la polymérase. Les sites de phosphorylation par ERK sont indiqués 

par des astérisques jaunes. Extrait de Moss et al. 2006. 
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acide aspartique et un acide glutamique et vice-versa sur la queue C-terminale de 

la protéine. Étant donné la forte conservation de séquence entre UBF chez H. 

sapiens (hUBF) et chez R. norvegicus (rUBF), ces deux protéines sont 

interchangeables dans des essais de transcription in vitro (O’Mahony et Rothblum, 

1991). La structure primaire prédite pour UBF chez X. laevis (xUBF) est identique à 

73 % à celle prédite pour hUBF, ce qui correspond à une homologie significative et 

50 % des changements d’acides aminés sont conservatifs ou semi-conservatifs. Les 

trois premières HMG-box d’UBF sont conservées chez hUBF et xUBF avec 94, 83 

et 93 % d’identité de séquence respectivement. La conservation de la queue 

acidique d’UBF chez l’humain et la souris indique qu’ils ont des rôles fonctionnels 

conservés. xUBF et hUBF ne sont par contre pas interchangeables dans des essais 

de transcription in vitro (Bachvarov et Moss, 1991). 

 

1.4.3 – SL1 

Le complexe SL1 (ou TIF-IB chez la souris) a un poids moléculaire de 300 kDa et 

se compose de la TATA-box binding protein (TBP) et d’au minimum trois TBP 

associated factors (TAFs). D’après leur poids moléculaire, on les dénomme TAF48, 

TAF68 et TAF95 chez M. musculus et TAF48, TAF63 et TAF110 chez H. sapiens 

(aussi notés TAF1A, TAF1B et TAF1C) (Eberhard et al., 1993; Zomerdijk et al., 

1994). D’autres TAFs semblent potentiellement faire partie du complexe. Par 

exemple, TAF41 (TAF1D) qui est toujours immunoprécipité avec SL1, est impliqué 

dans la transcription par RPI (Gorski et al., 2007). Également, TAF12, qui était 

considéré comme étant spécifique à RPII, s’est révélé impliqué dans la transcription 

par RPI (Denissov et al., 2007). 

 

TBP a originellement été découvert au sein du complexe transcriptionnel de RPII, 

mais est également présent dans les complexes de RPI et RPIII. TBP permet de 

reconnaître les régions promotrices (Goodrich et Tijan, 1994). 

 

Le complexe SL1 est essentiel à la reconnaissance par RPI du promoteur et est 

responsable de l’activation de la transcription conjointement avec la queue C-
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terminale d’UBF (Tuan et al., 1999). SL1 lie le promoteur pour recruter RPI et son 

facteur associé Rrn3. 

 

1.4.4 – RPI 

L’ARN polymérase I (RPI, Pol I POLR1) est une polymérase qui est dédiée 

spécifiquement à la transcription de la majorité des ADNr, soit le 18S, le 5.8S et le 

28S. Cela totalise au-delà de 50 % de l’ARN synthétisée dans une cellule (Russel 

et Zomerdijk, 2006). Le 5S, quant à lui, est transcrit par l’ARN polymérase III (RPIII) 

la deuxième des trois polymérases présentes chez les eucaryotes. 

 

La cryo-microscopie électronique a permis de déterminer que RPI était une structure 

de 12 Å ayant un poids moléculaire de 589 kDa et composée de 14 sous-unités chez 

S. cerevisiae (Fernández-Tornero et al., 2013). Plusieurs sous-unités sont 

partagées entre les trois polymérases (Tableau 1). Par exemple, les sous-unités 

RPB5, 6, 8, 10 et 12 sont communes aux trois polymérases. Les deux grandes sous-

unités A190 et A135 possèdent des régions homologues aux sous-unités Rpb1 et 2 

de RPII respectivement. AC40 et 19 sont identiques dans RPIII et RPI; AC40 est 

homologue à la sous-unité Rbp3 de RPII et AC19 est homologue à la sous-unité 

Rbp11. L’hétérodimère A14/43 est lointainement relié à Rpb4/7 chez RPII et à C17-

25 chez RPIII. A49/34.5 est homologue à TFIIF chez RPII et cette sous-unité est 

responsable de l’élongation de la transcription ribosomique. RPA12.2 est 

homologue à C11 chez RPIII et à Rbp9 dans RPII qui sont en charge de la relecture 

(proofreading) de l’ARN ribosomique et de son clivage en 3’. Le domaine C-terminal 

de RPA12.2, quant à lui, est homologue à TFIIS chez RPII et est responsable du 

clivage intrinsèque de l’ARNr (Figure 1.12) (Kuhn et al., 2007). 
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RPA49 chez la levure est l’homologue de la polymerase associated factor 53 

(PAF53) chez la souris. PAF53 est un facteur associé à la polymérase tandis que 

RPA49 fait partie de la polymérase. Par contre, le fait que RPA49 est en mesure de 

se dissocier du complexe cœur de la polymérase pourrait indiquer que l’évolution a 

fait en sorte que la sous-unité se détache complètement du complexe cœur pour 

devenir un facteur associé. PAF53, lorsque acétylé ou déacétylé par la protéine 

SIRT7, module la liaison de la polymérase sur l’ADNr. Cela permet à la cellule de 

répondre à différentes conditions de stress en adaptant la transcription ribosomique 

à son état énergétique cellulaire (Chen et al., 2013). PAF53 est impliqué dans la 

formation du PIC au promoteur des gènes de l’ARNr en médiant les interactions 

entre RPI et UBF permettant la synthèse des ARNr (Hanada et al., 1996). 

 

Figure 1.12 – Complexe de RPI et ses sous-unités. a) Représentation schématique du complexe des 

sous-unités de RPI. b) Représentation moléculaire tridimensionnelle de RPI à gauche la vue du 

dessus et à droite la vue de devant. Extrait de Engel et al., 2013 et reproduit avec permission. 
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Il existe deux sous-populations de RPI : alpha (RPIα) et bêta (RPIβ). Seulement 

RPIβ est en mesure d’effectuer l’initiation de la transcription grâce à la liaison entre 

A43 de la sous-unité A14/A43 de RPI avec son facteur associé Rrn3. Cela 

représente moins de 10 % du RPI total présent dans la cellule (Miller et al., 2001). 

La liaison entre RPI et Rrn3 permet de former un complexe transcriptionnel 

fonctionnel au promoteur des gènes de l’ARNr. L’interaction entre A14/43 et Rrn3 

est conservée de S. pombe à H. sapiens (Yuan et al., 2002; Imazawa et al., 2005). 

Le facteur Caséine Kinase II (CK2), qui module la transcription ribosomique, a été 

trouvé comme étant associé seulement à RPIβ. CK2 est recruté au promoteur des 

gènes de l’ARNr et effectue la phosphorylation d’UBF et de TAF110 du complexe 

SL1 régulant ainsi leur interaction (Lin et al., 2006). 

 

Tableau 1 – ARN polymérase I. Sous-unités de RPI chez S. cerevisiae et homologie chez H. 
sapiens. La plupart de ces sous-unités sont essentielle chez la levure, mais celles qui ne le sont pas 

sont marquées par : viables (v) ou mutant conditionnel (c). Extrait de Russell et Zomerdijk, 2006. 

 

S. cerevisiae Pol I 
subunits 

Unique or 
shared 

Human Pol I 
subunit 

Homologues 
Interactions in 

mammalian PIC 

RPA190 I hRPA190 (A194) β’; RPB1 (B220)  – 

RPA135 I hRPA127 β; RPB2 (B140) – 

RPA49c I PAF53 None UBF 

RPA43 I hRPA43 RPB7 hRRN3 

RPA40 (AC40) I, III hRPA40 α; RPB3 (B45) – 

RPA34.5v I CAST (PAF49) None UBF and SL1 

RPB5 (ABC27) I, II, III hRPB5 – – 

RPB6 (ABC23) I, II, III hRPB6 ω – 

RPA19 (AC19) I, III hRPA19 α; RPB11 (B12.5) – 

RPB8 (ABC14.5) I, II, III RPB8 – – 

RPA14v I ? RPB4 – 

RPA12c I hRPA12.2 RPB9 – 

RPB10(ABC10β) I, II, III RPB10 – – 

RPB12 (ABC10α) I, II, III RPB12 – – 
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Une étude a effectué l’inactivation (knock-out, KO), chez la souris, du gène codant 

pour l’ARN polymérase 1-2 (Rpo1-2), la deuxième plus grosse sous-unité de RPI 

(Chen et al., 2008). Cette étude a démontré que la perte de la transcription 

ribosomique induit la désorganisation de la structure nucléolaire et l’apoptose chez 

les embryons. En effet, la transcription de l’ADNr y est grandement diminuée. De 

plus, les embryons cessent leur développement au stade de morula (E3.5). 

 

1.4.5 – RRN3 

Tel que mentionné précédemment, Transcription initiation factor IA (TIF-IA, Rrn3) 

permettrait l’obtention d’un complexe de transcription compétent au promoteur des 

gènes de l’ARNr en s’associant avec une sous-population de l’ARN polymérase I, 

RPIβ (Miller et al., 2001; Cavanaugh et al., 2008). Rrn3 permet de faire le pont entre 

la sous-unité A43 de RPI et des sous-unités TAF68 et TAF110 chez l’humain (ou 

TAF95 chez la souris) du complexe SL1 (Miller et al., 2001). Cela permet le 

recrutement de RPI via SL1 au promoteur des gènes de l’ARNr. Une fois l’initiation 

de la transcription effectuée, Rrn3 se dissocie de la polymérase et celle-ci entre en 

élongation. La dissociation de Rrn3 est un prérequis pour l’élongation de la 

transcription (Bierhoff et al., 2008). 

 

La kinase ERK phosphoryle Rrn3 aux sérines 633 et 649 (S633 et S649). Une étude 

a démontré que lorsque S649 est remplacé par une alanine, ERK ne peut plus 

effectuer sa phosphorylation et cela inactive Rrn3. Cela inhibe la synthèse de l’ARNr 

et retarde la croissance cellulaire (Zhao et al., 2003). 

 

Malgré que Rrn3p soit essentiel chez la levure (Yamamoto et al., 1996), cela ne 

semble pas être le cas chez la souris. En effet, une étude a montré que les embryons 

où le KO de Rrn3 a été effectué peuvent se développer jusqu’à 9.5 jours (E9.5) 

(Yuan et al., 2005). Cela est étonnant puisque la contribution maternelle en ARN et 

en protéines provenant de l’ovocyte est généralement suffisante pour combler 

seulement le déficit de l’embryon jusqu’à ce qu’il atteigne le stade de deux cellules, 

là où il y a activation du génome fœtal (Pikó et Clegg, 1982). À l’opposé, le KO 
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d’autres facteurs impliqués dans la biogénèse des ribosomes ont révélé que les 

embryons étaient viables seulement jusqu’au stade morula (Chen et al., 2008; 

Hamdane et al., 2014). Dans des MEFs (Mouse embryonic fibroblasts) où le KO de 

Rrn3 a été effectué, on observe une perturbation du nucléole, un arrêt du cycle 

cellulaire, une activation de p53 et l’induction de l’apoptose (Yuan et al., 2005). Il a 

par contre été récemment montré que Rrn3 serait en fait essentiel, ce qui contredit 

les données précédemment présentées. En effet, en l’absence de Rrn3, les 

embryons arrêtent plutôt leur développement au stade morula (Herdman, Mars et 

al., 2017). 

 

1.4.6 – TTF1 

TTF1 est un facteur de terminaison de la transcription ribosomique; il permet 

d’arrêter la progression de l’ARN polymérase I. Il comprend 905 acides aminés chez 

l’humain et a une masse moléculaire de 103 kDa (selon la base de données 

GeneCards). Chez la levure, l’homologue de TTF1 se nomme Reb1p. Cette protéine 

permet d’arrêter la polymérase à la fin de la région codante, mais est incapable 

d’effectuer le relâchement du complexe ternaire (comprenant la polymérase, l’ARN 

naissant et la matrice d’ADN) au même titre que TTF1 (Mason et al., 1997). 

 

TTF1 possède deux domaines de liaisons à l’ADN (DNA binding domain, DBD) 

faisant partie de la famille Myb ainsi qu’un domaine nommé Negative regulatory 

domain (NRD). Ce dernier, lorsque lié au DBD, inhibe la liaison à l’ADN offrant ainsi 

une forme d’autorégulation. Par contre, l’interaction avec TTF-1 interactif protein 5 

(TIP5), une sous-unité du complexe remodeleur de la chromatine nucléolaire 

(nucleolar remodeling complex, NoRC), permet de rétablir l’activité de liaison à 

l’ADN. Cela permet de recruter le complexe NoRC au promoteur des gènes de 

l’ARNr afin d’effectuer l’extinction (silencing) de la transcription de l’ADNr (Németh 

et al., 2004). TTF1 agit donc à titre d’activateur ainsi que de répresseur de la 

transcription ribosomique. 
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TTF1 lié au proximal-promoter target site (T0) permet de recruter NoRC via TIP5 au 

promoteur. NoRC réorganise les nucléosomes et recrute des histones 

méthyltransférases, des ADN méthyltransférases et des histones déacétylases. 

Cela permet de modifier le statut des histones et de l’ADN afin d’éteindre les gènes 

de l’ARNr (Santoro et al., 2002). 

 

TTF1 se lie au motif de 18 pb « AGGTCGACCAG(AT/TA)NTCCG » que l’on appelle 

Sal-box (Grummt et al., 1986). Ces Sal-box sont des sites terminateurs nommés 

TSP, T0 et T1 à T10 (Németh et al., 2008) (Figure 1.13). Une mutation du terminateur 

T0 ou son déplacement par aussi peu que 2 pb affecte sérieusement l’initiation de la 

transcription (Firek et al., 1989; McStay et Reeder, 1990). Des mutations dans les 

sites T0 ou T1 à T10 nuisent à la terminaison de la transcription (Grummt et al., 1986). 

 

 

 

 

 

Une étude a montré que des niveaux non physiologiques de TTF1 inhibent la 

biogénèse des ribosomes en abolissant la synthèse des ARNr (Lessard et al., 2012). 

Cela suggère que des niveaux précis de TTF1 sont requis pour une biogénèse des 

ribosomes efficace. 

 

La protéine ARF, un suppresseur de tumeurs, est responsable de la régulation 

négative de la biogénèse des ribosomes via TTF1. En effet, l’induction de ARF 

empêche la localisation de TTF1 au noyau en se liant à sa séquence de localisation 

nucléolaire (Nucleolar Localisation Sequence, NoLS). TTF1 voyage habituellement 

entre le nucléoplasme et le noyau; sa séquestration au nucléoplasme l’empêche 

donc de remplir son rôle dans la biogénèse des ribosomes. En temps normal, la 

protéine NMP (Nucléophosmine) permet la localisation nucléolaire de TTF1 en 

permettant potentiellement son déploiement à partir de son état auto-inhibé, ce qui 

exposerait son NoLS (Figure 1.14) (Lessard et al., 2010). 

SP 

Figure 1.13 – Sites terminateurs. Représentation d’une répétition de l’ADNr. Les sites terminateurs 

sont en rouge. Extrait de Németh et al., 2008 et reproduit avec permission. 
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En plus de sa fonction dans la terminaison de la transcription, TTF1 agit aussi dans 

l’activité de la barrière des fourches de réplication (Replication fork barrier, RFB). 

Cette dernière permet d’éviter les collisions entre les machineries de réplication 

(réplisome) et de transcription en phase S, prévenant ainsi l’instabilité 

chromosomique (Gerber et al., 1997; Akamatsu et Kobayashi, 2015). Sur l’ADNr, les 

RFB se situent en aval du 47S où T1 agit à titre de RFB polaire (unidirectionnel) 

tandis que T4 et T5 peuvent arrêter la fourche de réplication de façon bidirectionnelle. 

L’activité de la RFB à ces endroits dépend de TTF1, de RPI et d’un facteur du 

réplisome nommé Timeless (Akamatsu et Kobayashi, 2015). Des mutations au sein 

de l’élément terminateur ou une déplétion de TTF1 enlèvent l’activité de la RFB 

(Gerber et al., 1997). En l’absence de l’activité de RFB, la réplication est entravée 

par la transcription de l’ADNr (Akamatsu et Kobayashi, 2015). 

 

Figure 1.14 – Régulation de TTF1 par ARF. La zone en bleu foncé représente le noyau et la zone 

bleu clair représente le nucléole. a) NPM permet le déplacement de TTF1 au nucléole ce qui lui permet 

d’accomplir son rôle dans la régulation de la biogénèse des ribosomes. b) Après induction de ARF, la 

transcription ribosomique est inhibée par l’inactivation du NoLS de TTF1 ce qui empêche sa 

relocalisation au nucléole. 
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Selon une étude de chromosome conformation capture (3C), TTF1 permet de 

rapprocher le promoteur et le site terminateur dans l’espace in vivo. Cela donne 

naissance au modèle « ribomoteur » dans lequel RPI pourrait être directement 

recyclé du site terminateur jusqu’au site d’initiation permettant ainsi une ré-initiation 

rapide. La majorité des gènes ayant ce type de boucle sont exempts de méthylation 

de l’ADN. Cela suggère que l’interaction médiée par TTF1 se retrouve uniquement 

sur la fraction des gènes actifs. La différence de topologie entre les gènes actifs et 

inactifs peut être causée par l’absence de TTF1 sur les gènes inactifs (Németh et 

al., 2008). 

 

1.5 – LA FORMATION DU COMPLEXE DE PRÉINITIATION 

1.5.1 – MÉCANISME 

Des expériences in vitro ont permis de mettre en avant un modèle séquentiel de 

formation du PIC. D’abord, UBF se lie aux séquences UCE et CPE du promoteur 

des gènes de l’ARNr en formant l’enhancesome (Bazett-Jones, 1994; Stefanovsky 

et al., 2002). Ensuite, SL1 se lie au promoteur par l’entremise d’UBF. Puis, Rrn3 

interagirait avec à la fois avec SL1 et RPI afin d’amener RPI au site d’initiation de la 

transcription. TTF1, en se liant au T0, remodèle la chromatine afin d’activer l’initiation 

de la transcription (Langst et al., 1997). 

 

En contraste avec le modèle séquentiel classique, il existe une autre théorie, celle 

de l’holoenzyme. Dans des études faites chez la levure pour RPII, il a été montré 

que RPII était purifié avec plusieurs facteurs généraux de transcription (general 

transcription factors, GTF) en absence d’ADN (Koleske et Young. 1994). Cela 

suggère que la polymérase pourrait former un complexe avant de se lier à l’ADN 

pour initier la transcription. Une étude a montré que les composants requis pour la 

transcription ribosomique sont co-immunoprécipités avec un anticorps contre RPI 

en absence d’ADN. Cela indique que les facteurs tels qu’UBF, SL1 et Rrn3 sont 

capables d’interagir physiquement avec RPI sans avoir besoin de la présence de 

l’ADN (Seither et al., 1998). Dans une autre étude, ils ont trouvé que l’holoenzyme 

était plutôt formé de RPI, SL1, TTF1 et de facteurs de réplication et de réparation 
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tels que Ku70/80 et PCNA (Hannan et al., 1999). Cette étude semble plus 

convaincante puisque UBF ne fait pas partie de l’holoenzyme. En effet, UBF est 

requis pour le maintien de la structure ouverte du promoteur ainsi que pour former 

l’enhancesome. Il est alors contre intuitif de penser qu’UBF fasse partie de 

l’holoenzyme. Il est à noter, par contre, que ces études ont seulement été 

démontrées in vitro; il n’y a pas d’évidence d’un tel mécanisme in vivo. 

 

1.5.2 – INITIATION 

La liaison d’UBF à l’UCE et au CPE est considérée comme la première étape de 

l’initiation de la transcription (Moss et Stefanovsky, 2002). La phosphorylation de la 

queue C-terminale d’UBF est reconnue par SL1, ce qui permet sa liaison au 

promoteur (Tuan et al., 1999). L'acétylation d'UBF permet son interaction avec 

l'hétérodimère PAF49/PAF53, une sous-unité de la sous-population du complexe 

RPI compétent pour l'initiation, ce qui permet de former le complexe d'initiation 

(Meraner et al., 2006). Le ciblage de PAF49/PAF53 par UBF pourrait induire un 

changement conformationnel de la polymérase permettant ainsi l'activation de la 

transcription (Panov et al., 2006). Par contre, une étude a montré que SL1 était en 

mesure d’interagir avec le promoteur et diriger la transcription de RPI en l'absence 

d’UBF ce qui remet la première théorie en question (Friedrich et al., 2005). 

 

L’initiation de la transcription par RPI est dépendante de l’interaction directe entre 

Rrn3 et RPI (Schnapp et al., 1990). Par contre, pour que la transcription continue 

au-delà de l’initiation, RPI doit échapper au promoteur et se dissocier de Rrn3. Pour 

ce faire, il doit y avoir phosphorylation de Rrn3 par Caséine Kinase II (CK2) aux 

acides aminés Ser170 et Ser172 de Rrn3. Ces sérines sont conservées chez H. 

sapiens, M. musculus, G. gallus et chez X. laevis. Rrn3 serait ensuite déphosphorylé 

par FCP1, une sérine-thréonine phosphatase, ce qui permet la réassociation de 

Rrn3 à RPI et ainsi initier une autre ronde de transcription de l’ADNr (Bierhoff et al., 

2008). 
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Il a été montré qu'une inhibition de la phosphorylation des sérines 170 et 172 ou 

encore l'attachement (tethering) de Rrn3 à la sous-unité RPA43 de la polymérase 

bloque la transcription ribosomique ce qui a pour conséquence une perturbation de 

la structure nucléolaire ainsi qu’un arrêt du cycle cellulaire (Bierhoff et al., 2008). 

 

1.5.3 – ÉLONGATION 

La biogénèse des ribosomes est un processus produisant une quantité importante 

d'ARNr. Pour y arriver, l'élongation de la transcription doit se faire de manière 

efficace.  Une étude a montré que la phase d'élongation du gène de l'ARNr humain 

(13.3kb) prend, en tout, environ 140 secondes. Cela correspond à un taux de 95 

nucléotides par seconde et d'environ 100 polymérases par gène (Dundr et al., 2002). 

Par contre chez la levure, un taux d'environ 60 nucléotides par seconde a été 

calculé, ce qui correspond à 50 ± 20 polymérases transcrivant simultanément une 

répétition du gène de l'ARNr (French et al., 2003). 

 

Tel que mentionné précédemment, la vitesse d’élongation peut être modulée grâce 

à la phosphorylation d’UBF par ERK qui permet d’ouvrir l’enhancesome pour ainsi 

permettre le passage de la polymérase. L’étape d’élongation est importante pour le 

contrôle du taux de synthèse ainsi que du traitement de l’ARNr (Stefanovsky et al., 

2006). Une étude suggère que l’élongation est l’étape limitante de la synthèse de 

l’ARNr (Hung et al., 2017). 

 

1.5.4 – TERMINAISON 

Le modèle proposé pour la terminaison de la transcription est le suivant. 

Premièrement, RPI est arrêté par TTF1 à la fin de la région transcrite. Ensuite, le 

facteur transactivateur Pol I and transcription release factor (PTRF) permet la 

dissociation du complexe ternaire de transcription menant ainsi au relâchement du 

transcrit et à la libération de la polymérase. Des séquences riches en thymidine en 

amont des sites terminateurs sont requis pour l’activité de PTRF (Jansa et al., 1998). 

Par contre, il a été montré que PTRF aurait un rôle important dans la formation et 

l’organisation des cavéoles, des invaginations de la membrane plasmique. En effet, 
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PTRF porte aussi le nom de cavin-1 pour caveolae-associated protein 1 (Hayashi et 

al., 2009). De plus, des expériences de KO de cavin-1 chez la souris ont montré que 

cette délétion n’est pas létale dans ces organismes (Karbalaei et al., 2012). Il s’agit 

d’une constatation étonnante puisque le KO des divers facteurs impliqués dans la 

biogénèse des ribosomes a révélé que le développement embryonnaire est arrêté 

dès le stade de morula, tel que mentionné à la section 1.4.4. Cela, ainsi que le fait 

que les expériences sur PTRF ont été performées in vitro seulement, suggère que 

PTRF pourrait ne pas avoir de fonction dans le relâchement de la polymérase après 

tout. 

 

1.5.5 – RÉINITIATION 

Tel que mentionné précédemment, TTF1 permet de former une boucle rapprochant 

les éléments T1 à T10 des éléments TSP et T0  (Németh et al., 2008). Cela permet un 

recyclage des facteurs de transcription ainsi que de la polymérase afin d'effectuer 

une réinitiation rapide. 

 

1.6 – LA BIO-INFORMATIQUE 

1.6.1 – HISTORIQUE DE LA BIO-INFORMATIQUE 

La bio-informatique semble être une discipline relativement nouvelle aux yeux du 

grand public. Pourtant, l’histoire de la bio-informatique remonte aux années 1960 

avec les travaux de la chimiste Dre Margaret Oakley Dayoff. Elle était la directrice 

associée du National Biomedical Research Foundation, une organisation 

encourageant le développement de logiciels informatiques et est considérée comme 

étant la mère et le père de la bio-informatique (Moody, 2004). Dayoff utilisait 

FORTRAN, le premier langage de programmation de haut niveau introduit par IBM 

en 1957, afin de résoudre des problèmes d’ordre biologique. Ses projets incluaient 

l’écriture d’une série de programmes FORTRAN afin de déterminer des séquences 

d’acides aminés des protéines. Elle a réussi à coder un programme ayant prédit la 

séquence d’une ribonucléase, une petite protéine, en l’espace de quelques minutes. 

Cette même tâche aura pris plusieurs mois à une équipe de recherche (Hagen, 

2000). Dayoff fût responsable de la parution de l’Atlas of Protein Sequence and 
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Structure, une publication annuelle cataloguant toutes les séquences d’acides 

aminés connues des protéines (Hagen, 2000; Hogeweg, 2011). Il s’agissait de la 

première base de données en biologie moléculaire et devint rapidement une 

ressource indispensable pour la recherche computationnelle de l’époque. 

 

L’ordinateur, point central de la bio-informatique, fût un outil important dans le 

domaine de la biologie moléculaire bien avant que le séquençage d’ADN soit rendu 

disponible, mais devint indispensable après cet avènement. Les ordinateurs furent 

rapidement ajoutés aux programmes de recherche dès les années 1960 (Hagen, 

2000). L’évènement le plus important dans l’histoire de la bio-informatique fût sans 

doute le déploiement de l’internet. Cela permit d’améliorer l’accès aux données et 

aux publications ainsi que de transformer les bases de données (Kanehisa et Bork, 

2003). 

 

La définition de la bio-informatique a été introduite en 1970 dans un journal allemand 

par Ben Hesper. La traduction est la suivante : il s’agit de « l’étude des processus 

informatiques dans les systèmes biotiques » (Hogeweg, 2011). La bio-informatique 

est en fait un domaine multidisciplinaire regroupant les sciences informatiques, les 

statistiques, les mathématiques, l’ingénierie et la biologie. Son but est de développer 

des logiciels et des outils permettant l’analyse et la compréhension des données 

biologiques in silico, c’est-à-dire à l’aide d’un ordinateur. La bio-informatique 

regroupe entre autres les domaines suivants : la génomique, la protéomique, la 

phylogénétique, la modélisation moléculaire ainsi que la prédiction de structures 

secondaires et tertiaires des protéines. 

 

Afin d’étudier le génome (gènes), le transcriptome (ARN messagers), le protéome 

(protéines), le métabolome (composants métaboliques) et l’interactome (interactions 

protéines-protéines), la bio-informatique a recours à plusieurs stratégies telles que 

la reconnaissance de motif, le data mining, l’intelligence artificielle (machine 

learning) et la visualisation. Les efforts de recherche sont concentrés sur 

l’alignement de séquences, la recherche de gènes, l’assemblage de génomes, le 
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design et la découverte des drogues, l’alignement des structures protéiques, la 

prédiction de structures protéiques, la prédiction de l’expression des gènes, les 

interactions protéines-protéines ainsi que les genome-wide association study 

(GWAS).  

 

Durant les années 1980, les méthodes de séquençage d’ADN sont devenues 

largement disponibles (Kanehisa et Bork, 2003). C’est dans les années 1990 que la 

bio-informatique connu une croissance exponentielle avec l’avènement du 

séquençage de génomes entiers. Cela a commencé avec la bactérie H. influenza et 

la levure S. cerevisiae. Par la suite, des organismes plus complexes ont été 

séquencés tels que C. elegans et D. melanogaster. Ultimement, il eut le Human 

Genome Project visant à séquencer le génome complet de l’humain, qui fût achevé 

en 2003. La bio-informatique a donc été révolutionnée par les projets sur les 

génomes, mais aussi par les énormes bases de données, les super-ordinateurs et 

les ordinateurs personnels plus puissants. 

 

Le développement rapide en biologie moléculaire et en informatique des dernières 

décennies va de pair avec l’accumulation d’une quantité énorme de données. Il est 

à noter, cependant, qu’une augmentation dans la quantité de données ne rime pas 

nécessairement avec un avancement des connaissances biologiques, à moins que 

cela soit accompagné de nouveaux outils bio-informatiques ou des améliorations 

d’outils existants. En effet, la bio-informatique permet l’extraction de résultats utiles 

à partir de grandes quantités de données. 

 

Le GWAS permet de repérer les mutations responsables de maladies complexes 

telles que le cancer du sein (Véron et al., 2014), l’Alzheimer (Tosto et Reiz, 2013) et 

le diabète (Ionescu-Tîrgovişte et al., 2015) en cartographiant les mutations grâce 

aux données de séquençage de nouvelle génération. 

 

Depuis les années 1980, plusieurs logiciels gratuits et open source, c’est-à-dire dont 

le code est accessible et peut être réutilisé et modifié par la communauté, ont fait 
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leur apparition et continuent de prospérer. Les différents logiciels utilisés en bio-

informatique sont de types variés. Certains s’effectuent en ligne de commande 

tandis que d’autres possèdent une interface graphique plus conviviale (user-

friendly). Il existe des plateformes permettant facilement l’analyse bio-informatique 

en y intégrant plusieurs logiciels de façon conviviale et rendant donc la bio-

informatique accessible aux biologistes n’ayant pas nécessairement de 

compétences en programmation ou en informatique. La plateforme de ce genre la 

plus utilisée se nomme Galaxy (Afgan et al., 2016). 

 

1.7 – TECHNIQUES DE SÉQUENÇAGE HAUT-DÉBIT 

1.7.1 – HISTORIQUE DU SÉQUENÇAGE 

Au milieu des années 1970, la première méthode de séquençage a été développée 

par le Dr Frederick Sanger. Il s'agissait d'une méthode permettant la détermination 

de la séquence nucléotidique d'un fragment d'ADN simple brin par synthèse 

enzymatique (Sanger et Coulson, 1975). Cela leur a permis de séquencer le génome 

complet du bactériophage Φ X714, le premier génome à être reconstruit (Sanger et 

al., 1977). Pourtant, cette méthode est coûteuse, longue et demande beaucoup 

d'heures de travail en laboratoire (Metzker, 2005). 

 

Ce n'est qu'en 1986 que le premier séquenceur automatique fait son entrée sur le 

marché; on parlera plus tard de séquenceur de première génération. Le AB370, 

développé par Applied Biosystem, permet d'identifier jusqu'à 500 kb par jour (Liu et 

al., 2012). 

 

L'arrivée du séquenceur GS Titanium de la compagnie 454 Life Science marque 

l'apparition des séquenceurs de seconde génération (ou Next-Generation 

Sequencing, NGS). Cette machine génère des fragments de 400 nucléotides et 

produit 500 mégabases (Mb) par cycle de mesure (run) de 10h (Voelkerding et al., 

2009). 
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Récemment, des appareils de séquençage de troisième génération ont vu le jour. 

Pacific Biosciences a commercialisé ce qu’on appelle le single-molecule real time 

(SMRT). Les appareils de troisième génération produisent les séquences les plus 

longues jusqu’à présent. Ils sont d’ailleurs plus rapides et demandent un moins gros 

effort dans la préparation des échantillons. Par contre, le taux d’erreurs de 

séquençage laisse place à l’amélioration (Bleidorn, 2015). 

 

Les techniques de séquençage haut-débit ont influencé le domaine de la bio-

informatique dans le sens qu’une nouvelle génération de logiciels a dû être 

développée afin d’analyser adéquatement les résultats de sortie (Al-Haggar et al., 

2013). L’immense volume de résultats générés par le séquençage de seconde 

génération a d’ailleurs forcé les bio-informaticiens à créer des logiciels très 

performants. De plus, l’analyse de données a été révolutionnée, car le séquençage 

haut-débit a permis d’étudier le génome dans son ensemble. 

 

1.7.2 – ILLUMINA HISEQ 2000 

La machine HiSeq 2000 de la compagnie Illumina est la technologie de séquençage 

la plus utilisée à ce jour et a été employée pour produire les résultats de ce mémoire. 

Cette technologie, commercialisée en 2006, génère de courts fragments d’ADN, 

mais le fait à un très haut débit, ce qui en fait la machine de choix pour les 

scientifiques. C’est d’ailleurs la technologie la moins couteuse avec 0.02 USD par 

million de bases et est aussi celle qui génère le plus d’output (Liu et al., 2012). 

 

Le fonctionnement de la machine HiSeq 2000 est le suivant. Les fragments d’ADN 

sont chargés sur une cellule à flux continue (flow-cell) contenant des adaptateurs 

spécifiques pour que les fragments d’ADN puissent y adhérer. Les fragments sont 

ensuite amplifiés en utilisant des ponts PCR. Les flow-cell contenant les fragments 

d’ADN amplifiés (clusters) sont par la suite séquencés par une technologie se 

nommant séquençage par synthèse. Les nucléotides marqués avec un 

fluorochrome sont incorporés au brin d’ADN par une polymérase. Le lien 3’OH est 

désactivé afin d’éviter l’incorporation de plus d’un nucléotide par cycle. La base est 
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identifiée par prise d’image. Le fluorochrome est ensuite enlevé et le 3’OH est 

réactivé afin de permettre un nouveau cycle d’incorporation (Liu et al., 2011). 

 

1.7.3 – CHIP-SEQ 

Le ChIP-seq est une technique permettant l’étude des interactions entre l’ADN et les 

protéines à la grandeur du génome. Elle utilise l’immunoprécipitation de la 

chromatine couplée au séquençage de nouvelle génération. Cette technique a été 

inventé en 2007 par le groupe de Keji Zhao (Barski et al., 2007).  

 

Le protocole est le suivant. Les protéines liées sont fixées à l’ADN. Ensuite l’ADN 

est fragmenté à l’aide de la sonication. La protéine d’intérêt est alors 

immunoprécipitée, c’est-à-dire qu’un anticorps spécifique est utilisé afin de cibler la 

protéine permettant ainsi d’isoler l’ADN lié à celle-ci. Ensuite, l’ADN est purifié afin 

d’éliminer les protéines et l’échantillon est envoyé au séquençage haut-débit. 

Finalement, les fragments séquencés (reads) sont alignés sur le génome de 

référence (Figure 1.15). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Figure 1.15 – Le ChIP-seq. Protocole expérimental de la technique de ChIP-seq. Extrait de 

Szalkowski et Schmid (2010) et reproduit avec permission. 

c

c
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Il est à noter que lors de l’alignement des reads, ceux-ci vont s’aligner de chaque 

côté du site de liaison. Afin de pallier à ce biais, il est important de faire une extension 

des reads (Figure 1.16). La longueur des fragments après l’extension est égale à la 

distance entre les brins Watson et Crick. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1.7.4 – DNASE-SEQ 

Le DNase-seq permet de visualiser les endroits accessibles du génome qui sont 

sensibles au clivage par la désoxyribonucléase I ou DNase I. La DNase I est une 

endonucléase qui clive les liens phosphodiesters de l’ADN (Madrigal et Krajewski, 

2012). Premièrement, une extraction de la chromatine est performée. 

Deuxièmement, la DNase I effectue la digestion de l’ADN. Troisièmement, l’ADN est 

purifié afin de retirer les protéines ainsi que les nucléosomes. Quatrièmement, l’ADN 

est fractionné et la librairie est construite. Finalement, l’analyse bio-informatique, 

similaire à celle du ChIP-seq, est réalisée (Figure 1.17) (Zeng et Mortazavi, 2014). 

 

Le DNase-seq complémente le ChIP-seq, car il permet d’identifier les endroits 

dépourvus de nucléosomes offrant donc la possibilité d’une liaison par un facteur de 

transcription. En effet, en combinant les deux techniques, il est possible de 

d 

d ACTGACACGCTGTCCTTTCCC

TATTAA

Figure 1.16 – Extension des reads. Il s’agit d’une étape importante dans le traitement des données 

ChIP-seq. a) La protéine en orange se lie au centre et les reads forward vont s’aligner à gauche tandis 

que les reads reverse vont s’aligner à droite. b) Après l’extension des reads, on obtient le vrai profil 

de liaison. 

a) b) 
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distinguer les zones exemptes de facteurs de transcriptions de celles où ils sont 

présents. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1.8 – HYPOTHÈSES ET OBJECTIFS 

1.8.1 – HYPOTHÈSES DU MÉMOIRE 

Comme ce mémoire est composé de deux parties distinctes, il comprend deux 

hypothèses. En ce qui concerne la première, il a été remarqué que la couverture de 

séquence dans les échantillons de ChIP-seq est inégale sur l’ADNr, et ce, même 

pour les protéines ayant une distribution uniforme telle que RPI. Cela est dû 

majoritairement au fait que le séquençage ne permet pas un recouvrement égal des 

fragments séquencés. Il serait donc intéressant de développer un outil bio-

Figure 1.17 – Le DNase-seq. Protocole expérimental de la technique de DNase-seq. Extrait de Zeng 

et Mortazavi (2014) et reproduit avec permission. 
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informatique permettant de palier à ce biais afin de révéler le vrai profil d’interaction 

protéique. Afin d’y arriver, les objectifs 1 à 3 ont été élaborés. En ce qui a trait à la 

deuxième hypothèse, des sites de liaison protéiques d’UBF ont été observés ailleurs 

que sur les gènes de l’ARNr. Puisque les rôles de cette protéine sont 

essentiellement associés aux gènes ribosomiques, il était étonnant de constater 

cette observation. L’identification des rôles potentiels d’UBF à la grandeur du 

génome suscitent un intérêt scientifique permettant d’approfondir nos 

connaissances sur cette protéine. La possibilité qu’UBF joue un rôle ailleurs dans le 

génome constitue donc la seconde hypothèse, développée dans l’objectif 4. 

 

1.8.2 – OBJECTIFS DU MÉMOIRE 

Les objectifs de ce mémoire sont les suivants : 

 

1 – Développer un outil permettant la normalisation par déconvolution de  

      données pouvant être utilisé pour traiter les résultats obtenu par  

      expériences de ChIP-seq et de DNase-seq. 

 

2 – Appliquer le procédé de déconvolution afin de normaliser tous les  

      échantillons générés au laboratoire ainsi que certains présents dans les  

      bases de données publiques. 

 

3 – Utiliser la déconvolution afin de cartographier le spacer promoter chez  

      l’humain et la souris. 

 

4 – Déterminer les rôles potentiels d’UBF à l’échelle du génome. 
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CHAPITRE 2 – A DECONVOLUTION PROTOCOL FOR CHIP-SEQ 

REVEALS ANALOGOUS ENHANCER STRUCTURES ON THE MOUSE 
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2.1 – AVANT-PROPOS 

Le présent chapitre représente la version intégrale, sans modification, de l'article 

intitulé A Deconvolution Protocol for ChIP-Seq Reveals Analogous Enhancer 

Structures on the Mouse and Human Ribosomal RNA Genes. Celui-ci a été accepté 

pour publication le 15 novembre 2017 dans le journal Genes | Genomes | Genetics 

(G3) et a été publié dans l’édition de janvier 2018. Dans cet article, Jean-Clément 

Mars et moi-même sommes les deux premiers co-auteurs, le deuxième auteur est 

Michel G. Tremblay et le dernier auteur, soit le chercheur, est le Dr Tom Moss. Pour 

cet article, Michel G. Tremblay a produit les souris qui ont servies à générer les 

lignées cellulaires MEFs conditionnelles pour UBF. Jean-Clément Mars a effectué 

les expériences de ChIP-seq et de DNase-seq. Pour ma part, j’ai travaillé au 

développement d’une nouvelle méthode de normalisation des données de 

séquençage haut-débit appliquée au traitement des données ChIP-seq et DNase-

seq. J’ai d’ailleurs effectué les analyses bio-informatique permettant l’obtention des 

données brutes prise comme première étape de la normalisation. Le Dr Tom Moss 

a généré les figures et rédigé le manuscrit. Tous les auteurs ont contribué à la 

révision et la correction du manuscrit. Cette publication est reproduite avec 

l’autorisation de tous les co-auteurs. 
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2.2 – RÉSUMÉ 

Le ChIP-seq permet une meilleure compréhension de la structure des enhancers et 

de la chromatine. Toutefois, sa résolution est limitée par plusieurs facteurs. En 

appliquant le ChIP-seq pour l’étude des gènes de l’ARN ribosomique (ADNr), nous 

avons trouvé que la limitation majeure de la résolution réside dans la variabilité sous-

jacente dans la couverture qui domine le profil d’interaction entre l’ADN et les 

protéines. Nous décrivons une approche de déconvolution qui corrige la variabilité 

et améliore la résolution des interactions déterminées par ChIP-seq. Cette approche 

a permis d’étudier l’organisation in vivo du complexe de préinitiation de RPI se 

formant aux promoteurs dans les gènes de l’ARN ribosomique chez l’humain et la 

souris, et a révélée une liaison en phase d’UBF le long de l’ADNr. De plus, les 

données ont permis d’identifier et de cartographier un spacer promoter et une 

polymérase arrêtée associée au sein de l’Intergenic spacer du gène ribosomique 

humain. 
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2.3 – ABSTRACT 

The combination of Chromatin Immunoprecipitation and Massively Parallel 

Sequencing, or ChIP-Seq, has greatly advanced our genome-wide understanding of 

chromatin and enhancer structures. However, its resolution at any given genetic 

locus is limited by several factors. In applying ChIP-Seq to study the ribosomal RNA 

genes we found that a major limitation to resolution was imposed by the underlying 

variability in sequence coverage that very often dominates the protein-DNA 

interaction profiles. Here we describe a simple numerical deconvolution approach 

that in large part corrects for this variability and significantly improves both the 

resolution and quantitation of protein-DNA interaction maps deduced from ChIP-Seq 

data. This approach has allowed us to determine the in vivo organization of the RNA 

Polymerase I preinitiation complexes forming at the promoters and enhancers of the 

mouse and human ribosomal RNA genes, and reveal a phased binding of the key 

factor UBF across the rDNA. The data further identify and map a “Spacer Promoter” 

and associated stalled polymerase in the Intergenic Spacer of the human ribosomal 

RNA genes, and reveal a very similar Enhancer structure to that in rodents and lower 

vertebrates. 
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2.4 – INTRODUCTION 

Data from Chromatin Immunoprecipitation (ChIP) combined with Massively Parallel 

DNA Sequencing (ChIP-Seq) can potentially provide high-resolution maps of 

transcription and chromatin factor interactions throughout the genome. The absolute 

resolution of these maps is determined by the size-range of chromatin fragments 

that are selected during the immunoprecipitation step. However, in practice several 

other factors limit the resolution achieved by the technique. These include the 

relative accessibility of the targeted protein-DNA complex (Teytelman et al. 2013), 

the efficiency of crosslinking, the combined effects of these limitations on complex 

recovery (Poorey et al. 2013) and the selectivity of the immunoprecipitation step. But 

a major limitation to mapping resolution is also imposed by the strong biases in DNA 

sequence coverage inherent in the Massively Parallel DNA Sequencing protocols. 

Sequence coverage biases have previously been noted for mitochondrial DNAs and 

shown to correlate with DNA composition and certain sequence motifs (Ekblom et 

al. 2014). Several data normalization approaches have been developed to correct 

for biases in sequence coverage maps (Park 2009; Kidder et al. 2011; Chen et al. 

2012; Taslim et al. 2009), but are predominantly aimed at improving the reliability of 

the peak calling routines used to identify potential factor binding sites genome-wide 

and have had only limited success (Teytelman et al. 2013). However, when 

investigating details of factor binding at given sites within the genome, these 

approaches fail to correct for local biases in sequence coverage, and hence do little 

to improve mapping resolution of complexes at specific DNA sites. 

 

Here we show that a simple numerical deconvolution approach successfully 

removes the sequencing biases introduced into ChIP-Seq data by massively parallel 

DNA Sequencing techniques and greatly improves the resolution of protein-DNA 

interaction maps. We have applied this approach to better understand the structure 

of the duplicated RNA Polymerase I (RPI/PolI) promoters, preinitiation complexes 

and Enhancers that form on the ribosomal RNA genes (rDNA) of mouse and human. 

Duplications of RPI promoters are found within the rDNA Intergenic Spacers (IGS) 

of insects, amphibia and rodents and are often referred to as “Spacer Promoters”. 
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They were first identified in the rDNA IGS of Xenopus laevis (Moss and Birnstiel 

1979) and of Drosophila melanogaster (Coen and Dover 1983; Miller et al. 1983), 

but later were also found in other Xenopus and Drosophila species and in mouse, 

chinese hamster, rat and even plants (Bach et al. 1981; Murtif and Rae 1985; Kuhn 

and Grummt 1987; Tower et al. 1989; Cassidy et al. 1987; Doelling et al. 1993). 

These Spacer Promoters function as part of upstream transcriptional enhancer 

elements (Moss 1983; De Winter and Moss 1986, 1987; Paalman et al. 1995; Caudy 

and Pikaard 2002), and are often repeated several times within a given IGS, 

reviewed in (Moss et al. 1985; Moss and Stefanovsky 1995; Moss et al. 2007). More 

recently, the mouse Spacer Promoter has been suggested to be the source of a long 

non-coding RNA (lncRNA) that is responsible for in trans silencing and 

heterochromatinization of the rDNA at centric and pericentric chromosomal repeats 

(Guetg et al. 2010; Savic et al. 2014). But despite their demonstrated importance in 

transcription and silencing, the mouse and rat Spacer Promoters remain only 

partially mapped, while the existence of Spacer Promoters in other mammals and 

even in human is still largely a matter of speculation. Our deconvolution protocol 

revealed significant in vivo detail of the RNA Polymerase I (RPI or PolI) preinitiation 

complexes that form at the functional 47S ribosomal RNA (rRNA) Gene Promoters 

and the Spacer Promoters in mouse, and showed that they are indistinguishable 

despite the very poor homology between the underlying DNA sequences. The 

deconvolution protocol further identified and mapped a Spacer Promoter in the 

human rDNA IGS and showed that it exists in the context of an Enhancer complex 

closely resembling that occurring in mouse. 

 

2.5 – MATERIELS AND METHODS 

2.5.1 – CHROMATIN IMMUNOPRECIPITATION (CHIP) 

Cells were fixed with 1% formaldehyde for 8 min at room temperature. Nuclei were 

isolated using Lysis Buffer (10 mM Tris pH 7.5, 10 mM NaCl, 3 mM MgCl2, 0.5% 

NP-40), transferred to Sonication Buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM NaCl, 2 

mM EGTA, 4 mM EDTA, 0.1% SDS, 1% Triton X-100, 1% NP-40) and sonicated 

(Bioruptor, Diagenode) for 30 cycles of 30 sec on / 30 sec off at high intensity. Each 
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immunoprecipitation (IP) was carried out on the equivalent of 50 x 106 cells in IP 

Buffer (150 mM NaCl, 50 mM Tris-HCl pH 7.5, 5 mM EDTA, 0.5% NP-40, 1% Triton 

X-100) overnight at 4°C. The antibody slurry was prepared with 50 µl A-, 50 µl G-

Dynabeads and 60 µg.ml-1 antibody per IP. Immunoprecipitated chromatin was 

treated with RNaseA and the DNA isolated using 2% Na SDS and 2mg.ml-1 

Proteinase-K. Two or more biological replicates were analyzed for each antibody. 

 

2.5.2 – ANALYSIS OF CHIP SAMPLE BY MASSIVELY PARALLEL SEQUENCING 

ChIP DNA samples were quality controlled by qPCR as previously described 

(Herdman et al. 2017), before being sent for library preparation and 50 base single-

end sequencing on an Illumina HiSeq 2000 by Genome Quebec (McGill University 

and Genome Quebec Innovation Centre). 

 

2.5.3 – CHIP-SEQ DATA ALIGNMENT 

The raw fastq.gz files from ChIP and input DNA were checked for quality using 

FastQC version 0.11.4 (Babraham Bioinformatics, S. Andrews). The data were then 

trimmed using Trimmomatic version 0.33 (Bolger et al. 2014) with the following 

parameters : LEADING:32, TRAILING:32, MINLEN:36, ILLUMINACLIP:TruSeq3-

SE.fa:2:30:10. The resulting trimmed files were aligned to modified versions of the 

mouse and human genomes using Bowtie2 (Langmead and Salzberg 2012) with 

option -k 3. Alignment of the mouse data was to the mouse genome version 

GRCm38, to which a single copy of the rDNA repeat sequence (GenBank 

BK000964v3) was added as an extra chromosome. For convenience, the origin of 

the rDNA repeat was displaced to the EcoRI site at 30,493 such that the pre-rRNA 

initiation site now fell at nucleotide 14,815. 

 

Alignment to the human rDNA proved a little more difficult using the same strategy 

due to the multiple rDNA sequences already present in version GRCh38. We 

therefore first searched the human in silico genome for regions most likely to 

interfere with alignment of rDNA sequences. The “canonical” rDNA repeat sequence 

(GenBank accession number U13369.1) was fragmented to generate 50 bp non-
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overlapping pseudo-reads and these aligned on GRCh38 using Bowtie2 with the -k 

10 option. This identified three major regions that would interfere with ChIP-Seq data 

alignment. The reference genome was, therefore, modified to remove these 

occurrences; the chromosomes chr22_KI270733v1_random and 

chrUn_GL000220v1 were removed and the rDNA sequence present on 

chromosome 21 was replaced with N (8,202,082-8,552,360). A single copy of the 

human rDNA repeat (GenBank accession number U13369.1) was then added as an 

extra chromosome. For convenience, the origin of the rDNA sequence was moved 

to the EcoRI site at 30,487 such that the pre-rRNA initiation site now fell at nucleotide 

12,514. 

 

2.5.4 – DECONVOLUTION PROTOCOL 

The rDNA chromosome was first extracted from the aligned file with the view 

command of SAMtools (Li et al. 2009). The rDNA data were then converted from 

BAM to BED6 format using the bamtobed command of the BEDTools suite version 

2.25.0 (Quinlan and Hall 2010). Each read was extended 3' to the mean fragment 

length computed using the makeTagDirectory command of HOMER v4.3 (Heinz et 

al. 2010). Estimated fragment lengths fell between 75 and 125 dependent and so 

were standardized to the mean size of 100 bp. The coverage was then extracted 

with the genomecov command of BEDTools, smoothed using a 25 bp sliding 

window, and adjusted to reads per million (RPM). Data deconvolution was achieved 

by dividing the calculated sample DNA coverage by the appropriate input DNA 

coverage in order to remove the sequence coverage biases introduced by the 

sequencing protocol, as described in the main text. At positions where coverage in 

either data set was of low statistical significance, the deconvoluted data was set to 

0 and ignored in subsequent interpretations. The resulting deconvoluted ChIP-Seq 

data was converted to BedGraph format and visualized using IGV (Integrative 

Genomics Viewer 2.3, Broad Institute). The manual for the deconvolution protocol 

and a corresponding Python script can be found at 

https://github.com/mariFelix/deconvoNorm. Gaussian curve fitting to rDNA promoter 
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sub-regions was perform using MagicPlot Pro (Magicplot Systems) on data extracted 

from the BedGraph files. 

 

2.5.5 – ALIGNMENT OF CHIP-NEXUS DATA 

The 5' ends of reads from the ChIP-nexus datasets were mapped by first aligning 

sequences using Bowtie2 as above, but using the unique mapping -k 1 option. A 

Bedgraph of coverage for the 5’ position of each aligned read was then extracted 

using the genomecov command of BEDTools with the parameters -5, and -strand + 

(for forward reads) or -strand - (for reverse reads), and visualized using IGV. 

 

2.5.6 – DATA AVAILABILITY 

Mouse strains are available from Jackson Laboratories (JAX Stock No. 029470, 

Ubtf<tm1.1Tmss>/J) and a very limited supply of derived cell lines may also be 

available upon request. Human cell lines are available from ATCC. The mouse 

mapping data can be found on ArrayExpress under the accession number E-MTAB-

5839. The human data for UBF and RPI in K562 cells can be found on ArrayExpress 

under the accession number E-MTAB-6032. The HEK293T (UBF, RPI and input) 

and K562 (UBF and input) data from Zentner et al. (Zentner et al. 2011) can be found 

on the SRA database under the accession number SRP004897. The K562 data 

(UBF, TBP and input) from ENCODE can be found on the GEO DataSets database 

under the accession number GSE31477. The K562 data (CTCF and input) from 

ENCODE can be found on the GEO DataSets database under the accession 

numbers GSE29611 and GSE70764. The ChIP-exonuclease data for TBP can be 

found on the GEO DataSets database under the accession number GSE55306. A 

manual for the deconvolution protocol, a corresponding Python script and sample 

datasets can be found at https://github.com/mariFelix/deconvoNorm. 

 

2.6 – RESULTS 

In order to better understand the in vivo functions of the RPI transcription factors, as 

part of an extensive study (Herdman et al. 2017), we performed ChIP analysis of 

wild type and conditional mouse embryonic fibroblasts using antibodies specific for 
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the various factors and subjected the resulting DNA fragments to massively parallel 

sequencing. The raw data was quality checked and trimmed and then aligned to the 

digital mouse genome that included a single rDNA repeat using Bowtie2, see 

Materials and Methods. Examples of the resulting factor binding profiles are shown 

in Figure 2.1A. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2.1 – Sequence coverage dominates the raw ChIP-Seq profiles for UBF and RPI. A) and B) 

Comparison of the ChIP-Seq profiles for RPI and UBF with the sequencing coverage for unselected 

“input” DNA. UBF and RPI ChIP-Seq data after UBF knock out “UBF-KO” is shown to demonstrate 

the specificity of the respective antibodies used. Diagrammatic maps of the rDNA are given below the 

mapping profiles, showing the 47S transcribed region and the 18S, 5.8S and 28S genes in green, the 

Enhancer repeats in blue, the extents of the 47S and known Spacer Promoters (47SPr, SpPr) in yellow 

and the TTF1 binding sites Tsp, T0 and T1-10¬ in red. Coverage across the complete rDNA repeat is 

shown in A and enlargements across the Enhancer and the central 47S transcribed regions in B. The 

vertical scales in A and B are given in Reads Per Million (RPM). C) A superimposition of sequence 

coverage in RPM for 5 biological replicas of unselected “input” DNA is shown below the percent G+C 

sequence composition across the upstream region of the rDNA. 
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When mapping RNA Polymerase I (RPI/PolI) engagement across the mouse rDNA 

gene body by ChIP-Seq, we expected to observe the dense, relatively even 

distribution of RPI seen in electron-microscope images of single mouse rRNA genes 

(Scheer and Benavente 1990). In contrast, the ChIP-Seq coverage maps suggested 

an extremely uneven distribution of RPI (Figure 2.1A), as had been previously noted 

in human (Zentner et al. 2011). This was even more surprising considering that the 

ChIP technique should reveal the summed RPI distribution across the several 

hundred active rRNA gene copies in each cell as averaged over a population of 

many millions of cells. Similarly, sequence coverage maps for the multi-HMGB-box 

factor UBF (UBTF) also suggested very variable occupancy across the gene (Figure 

2.1A). 

 

2.6.1 – CHIP-SEQ PROFILES RESULT FROM A CONVOLUTION OF THE PROTEIN 

CROSSLINKING AND SEQUENCING COVERAGE PROFILES 

ChIP of both UBF and RPI was extremely specific, since conditional inactivation of 

the floxed UBF gene (UBF-KO) in MEFs strongly suppressed sequence enrichment 

when using antibodies against either factor, RPI engagement being dependent on 

UBF (Hamdane et al. 2014; Herdman et al. 2017) (Figure 2.1A). Strikingly, both the 

RPI and UBF sequence coverage profiles displayed a strong similarity to the 

coverage distribution obtained for unselected (input) genomic DNA from the same 

chromatin preparations. This similarity was clearly apparent when sequence 

coverage was compared at higher resolution (Figure 2.1B). Both in the case of RPI 

and UBF, the ChIP-Seq profiles closely followed the input DNA sequence profiles 

over the same regions. Hence, the RPI and UBF interactions profiles were clearly 

superimposed on a pattern resulting from the unevenness of sequence coverage, 

and indeed this pattern dominated these interaction profiles. However, we noted that 

the pattern of input DNA sequence coverage was highly reproducible between 

biological preparations (Figure 2.1C). Thus, it was clearly a property intrinsic to the 

massively parallel sequencing protocol and did not result from variations in sample 

preparation. But, unlike the bias in sequence coverage observed for mitochondrial 

DNA (Ekblom et al. 2014), we saw little if any correlation with the local rDNA GC 
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content (Figure 2.1C). The coefficient of determination R2 between the mean input 

read profile of the 5 datasets shown and the GC content, both determined over 25 

bp windows, was 0.07 for the full rDNA repeat and 0.002 for the 47S transcribed 

region. 

 

2.6.2 – DECONVOLUTION OF CHIP-SEQ DATA PROVIDES GREATLY IMPROVED RESOLUTION 

IN PROTEIN-DNA INTERACTION MAPS 

The reproducibility of input sequence coverage profiles suggested that it should be 

possible to remove these sequencing biases by numerical deconvolution. However, 

despite average input DNA sequencing depths of well over 100, initial attempts at 

deconvolution by directly normalizing the raw sample to input (sample coverage / 

input coverage) for each base position gave an unacceptable level of noise in the 

mapping profile. To counter this without significantly affecting mapping resolution, 

we incorporated two steps prior to deconvolution (Figure 2.2A). Sequences were first 

extended to the predicted DNA fragment length, then sequence coverage was 

smoothed using a sliding window, see examples for RPI and UBF (tracks 1 to 3, 

Figure 2.2B and C). DNA fragment lengths were estimated using HOMER (Heinz et 

al. 2010) and found to consistently fall between 75 and 125bp. Thus, for convenience 

DNA fragment sizes of all sample and input data sets were standardized to the mean 

size of 100bp. We also investigated smoothing using three sizes of sliding window 

“w” (11, 25 or 51bp), such that; 

Smoothed base coverage 𝐽 =  
1

𝑤
× ∑ 𝑗𝑛

𝑛−(𝑤−1) 2⁄

𝑛−(𝑤−1) 2⁄
 

 where, j = aligned raw coverage and n = base position. 

We found a window of 25bp gave the best compromise between improved signal to 

noise and mapping resolution after deconvolution for our data sets. This said, we 

later found that for the datasets analyzed here smoothing did not give significant 

improvements in the final profile, but may still help in cases of low read density. See 

Materials and Methods for more detail. 
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Given that the rDNA unit is present about 200 times in the biological mouse and 

human haploid genomes (Jackson et al. 2000; Henderson et al. 1974; Henderson et 

al. 1972), and several rDNA pseudogene fragments are present in the annotated 

mouse in silico genome, we investigated the effects of permitting Bowtie 2 to report 

multiple alignments for each sequence read. The -k Reporting Mode parameter in 

Figure 2.2 – Improved mapping with ChIP-Seq deconvolution. A) Summary of ChIP-Seq data 

handling, steps 1 to 3, and deconvolution, step 4. B) and C) Examples of the sequence coverage 

maps across the mouse rDNA at each step, 1 to 4, of data treatment respectively for RPI and UBF 

ChIP-Seq. D) Comparison of UBF mapping over the upstream gene region before (as in C lane 1) and 

after (as in C lane 4b) deconvolution. In B) through D) the vertical scales are given either in Reads 

Per Million (RPM) or as Enrichment relative to input DNA, and diagrammatic maps of the rDNA are 

given below the mapping profiles. 
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Bowtie2 defines the number of genomic matches that are reported in the final 

alignment. We compared the alignments generated allowing only unique matches 

with those when up to 3 or 9 matches were allowed (- k 1 , 3, 9) (Figure 2.2A). 

Improvements in mapping between – k 1 and 3 were small (Figure 2.2B and C, tracks 

4a, b and c), but in some regions of the rDNA, such as over the enhancer repeats, 

UBF mapping became more uniform, consistent with the expected binding of this 

factor (Putnam and Pikaard 1992; Hamdane et al. 2014). Increasing – k to 9, gave 

little further improvement. Since increasing the –k parameter in Bowtie2 also 

proportionately increased the computing time and the size of the resultant files, we 

set –k to 3 for all alignments. 

 

The overall improvement in factor mapping using the deconvolution protocol can be 

qualitatively judged by comparing UBF binding across the Enhancer repeats as 

computed using Bowtie2 or the same alignment followed by the deconvolution 

protocol (Figure 2.2B-D).  For example, a peak of UBF binding positioned over the 

Spacer and 47S promoters was only convincingly observed after deconvolution 

(Figure 2.2D). 

 

2.6.3 – REPRODUCIBILITY OF DECONVOLUTION FACTOR-BINDING PROFILES 

To determine the degree of reproducibility of factor binding deduced using the 

deconvolution protocol, we compared the binding profiles obtained from different 

combinations of ChIP-Seq and input DNA biological replicates. Figure 2.3A shows 

each of two UBF ChIP-Seq replicates deconvoluted using sequence coverage 

obtained from three independent input DNA samples. Small variation in binding 

profile can be detected, but the overall distribution of UBF is essentially the same in 

all six calculations. This can be best judged when the Standard Deviation between 

these data sets is plotted against the mean binding profile from all six (Figure 2.3B). 

Here it can be seen that the variability between the profiles is no more than 10% and 

small enough that for most purposes it can be neglected. 
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2.6.4 – UBF POSITIONNING OVER THE 47S TRANSCRIBED REGION IS NOT RANDOM 

UBF bound almost continuously throughout the 47S transcribed region, but even 

after deconvolution the interaction profile was much less uniform than that of RPI 

(compare Figure 2.2B and C), suggesting a non-random positioning of this factor. 

Over the 47S transcribed region the mean UBF profile followed the local GC content 

of the rDNA (Figure 2.3B), and the coefficient of determination R2 between these 

profiles of 0.47 indicated significant correlation (Figure 2.7A). This strongly 

Figure 2.3 – ChIP-Seq deconvolution maps are highly reproducible. A) Comparison of two biological 

replicates of UBF ChIP-Seq data deconvoluted using data from three biological replicate “input” DNAs. 

B) Mean coverage from the 6 deconvolutions in A) is shown in blue and their standard deviation in 

yellow. The vertical scale in A) and B) gives the Enrichment relative to input DNA. A diagrammatic 

map of the rDNA is given below the mapping profiles in A). The percent G+C sequence composition 

across the rDNA is also shown in B). 
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suggested that the peaks and troughs of the UBF interaction profile resulted at least 

in part from a preferential positioning of this factor. We counted around 74 peaks of 

UBF enrichment within the 47S transcribed region (Figure 2.7B), and these peaks 

displayed a mean spacing of 170 ± 58 bp. This was roughly consistent with the 

measured DNA contact length of a UBF dimer (Stefanovsky et al. 1996; Bazett-

Jones et al. 1994), see Discussion. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2.7 – Preferential positioning of UBF across the mouse rDNA. A) The mean UBF enrichment 

data from Figure 3B is shown plotted against the rDNA GC content using 25 bp data windows. The 

least squares linear best t and the corresponding coefficient of determination R2 are shown. B) Peak 

positions of UBF interaction across the 47S transcribed region were identified for a single 

deconvoluted UBF dataset (E-MTAB-5839, ChIP-seq_UBF_MEFs_UBFwt_4HT_Rep3.bedgraph). 

The mean spacing of peaks was calculated as 170 bp ± a standard deviation of 58 bp. 
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2.6.5 – APPLYING DECONVOLUTION CHIP-SEQ TO MAP THE MOUSE RDNA SPACER 

PROMOTER 

A functional Spacer Promoter was shown to lie within a 350bp region of the mouse 

IGS (-2279 to -1930bp relative to the 47S initiation site in GenBank BK000964v3) 

(Kuhn and Grummt 1987). In a cell-free assay the transcription initiation site was 

mapped to -1996bp adjacent to an imperfect 16bp homology with the 47S Promoter 

(Figure 2.4C). However, nothing further is known of the structure of this Spacer 

Promoter, nor is it known whether it has the bipartite structure common to all major 

RPI promoters. The improved resolution of deconvolution ChIP-Seq allowed us to 

ask if binding of the preinitiation complex factors at the 47S and Spacer Promoters 

were similar, and to use this information to better map the Spacer Promoter. We 

identified binding peaks for three components of the SL1 complex (TAF1B, -C and 

TBP) and for UBF at both promoters (Figure 2.4A and B). The SL1 components 

displayed highly reproducible and exactly overlapping peaks of binding, strongly 

suggesting that in vivo they indeed bound as a complex as was expected (Moss et 

al. 2007). Gaussian peak-fit analysis showed that SL1 binding at the 47S and Spacer 

Promoters was centred respectively at 60±1.2bp and 65±2.7bp upstream of the 

corresponding initiation sites (vertical dashed lines in Figure 2.4A and B). The 

position of the main peak of UBF interaction at each promoter was also highly 

reproducible and was centred respectively at 83±2.3 and 91±2.2 upstream of the 

47S and Spacer initiation sites. Thus, the peak of UBF binding was shifted upstream 

of the peak of SL1 binding by close to 20bp at both promoters.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

52 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2.4 – Mapping of preinitiation complexes at the Spacer and 47S Promoters of MEFs. A) and 

B) Show the interaction profiles of the TAF1B, -C and TBP components of SL1, and of UBF and RPI 

across the Spacer and 47S Promoter regions in MEFs (MTAB-5893). The deconvoluted ChIP mapping 

profiles are shown stacked above a diagrammatic representation of the underlying rDNA sequence 

elements. The mapping profiles for each SL1 component (TAF1B, -C & TBP) are shown on the same 

vertical scale of enrichment in A) and B), indicating that they are recruited equally efficiently at both 

promoters. For convenience, the vertical scale of enrichment for RPI at the two promoter is, however, 

different, see Figure 2B for a quantitative comparison. The extent of the Spacer Promoter was 

predicted by analogy to the 47S Promoter indicated by the blue-shaded boxes corresponding to the 

mapped UPE and Core elements. The original identification of the mouse Spacer Promoter and 

Spacer initiation site at -1996bp (relative to the 47S initiation site, GenBank BK000964v3) (Kuhn and 

Grummt 1987), are indicated by blue shading band and an arrow (green). Functional mapping of the 

Spacer Promoter of rat (Smith et al. 1990), (-143 to +1bp relative to the initiation site and requiring 

sequences upstream of -90bp), is indicated in A) by a yellow band. The broken vertical blue and red 

lines in A) and B) indicate the mean centres and “ ” the half-height half-widths of best-fit Gaussian 

distributions to the UBF and SL1-component mapping profiles obtained respectively from 5 and 8 

independent biological replicas. C) Alignment of mouse (Mm) and rat (Rn) 47S and Spacer (SpPr) 

Promoters. The extent of SL1 components and UBF interactions are indicated by red and blue bands 

showing the mean half-height half-widths of the best-fit Gaussians to the mapping data, as in A) and 

B). 
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The near identical positions of SL1 and UBF relative to the transcription initiation 

sites, see Figure 2.8 for an overlay, strongly argued that very similar if not identical 

preinitiation complexes formed at both 47S and Spacer Promoters. Further, the 

enrichment of each SL1 component and of UBF was found to be essentially identical 

at 47S and Spacer promoters, (note; the vertical enrichment scales are the same in 

Figure 2.4A and B). It was concluded that despite the extremely poor DNA base 

sequence homology between the two promoters (Figure 2.4C), UBF and SL1 must 

nonetheless recognize a common underlying promoter structure. Indeed, Marilley 

and Pasero (Marilley and Pasero 1996) predicted that rDNA promoters contain 

common features of curvature, twist and helix stability that could explain their specific 

recognition by the transcription machinery. 

 

Figure 2.8 – Direct comparison of interaction proles of the TAF1B, -C and TBP components of SL1, 

and of UBF and RPI at the Spacer and 47S Promoter regions in MEFs (MTAB-5893). The data from 

Figure 4A and B are shown superimposed, and the 47S and Spacer Promoter initiation sites are 

aligned. The prole colouring is as in Figure 4, except that the Spacer Promoter proles corresponding 

to each SL1 component and to UBF are shown as dashed black lines. The RPI proles have been 

included in green, that at the Spacer Promoter as a dashed line. The broken vertical blue and red lines 

indicate the mean centres and “ ” the half-height half-widths of best-t Gaussian distributions to 

the UBF and SL1-component mapping proles at both promoters and superimpose exactly. 
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2.6.6 – DECONVOLUTION CHIP-SEQ ALSO IDENTIFIES A SPACER PROMOTER WITHIN THE 

HUMAN RDNA 

Given its potential importance, it is surprising that a Spacer Promoter has not yet 

been identified in the human rDNA repeat, though references to its possible 

existence have been made in the literature, e.g. (Zentner et al. 2011; van de Nobelen 

et al. 2010). When we applied deconvolution ChIP-Seq to public datasets for UBF 

and RPI in human HEK cells a peak of UBF binding was resolved near the mapped 

47S Promoter and at a site within the IGS ~800bp upstream of the 47S initiation site 

(Figure 2.5A and B). UBF binding at the human 47S promoter was centred ~90 bp 

upstream of the 47S initiation site and so mapped much as in mouse (Figure 2.4B). 

Assuming the human 47S and Spacer Promoters have similar organization, we were 

able to make an initial estimate of the position of the human Spacer Promoter as 

between -850 and -700bp relative to the 47S initiation site. 

 

Deconvolution analysis of public and in-house ChIP-Seq data for RPI, TBP and UBF 

from human K562 cells further supported this Spacer Promoter mapping. Two peaks 

of TBP binding were observed on the rDNA, one at the 47S promoter and the other 

over the prospective Spacer Promoter site, and each TBP peak corresponded to a 

peak in the UBF binding profile (Figure 2.5C). At higher resolution, it was seen that 

each the TBP peak in fact mapped ~30bp downstream of the corresponding peak of 

UBF (e.g. Figure 2.5D), suggesting a very similar promoter organisation to that in 

mouse. Gaussian curve fitting to the binding profiles from both HEK and K562 cells 

placed the mean peak centres for TBP and UBF at the prospective Spacer Promoter 

at -758±12 and 789±8 respectively relative to the 47S initiation site, while at the 47S 

Promoter mean peak centres for TBP and UBF were -78±16 and -87±3. Assuming 

a similar positioning of TBP and UBF relative to the initiation sites at both promoters, 

this places the Spacer Promoter initiation site at -691±11. Alignment of the two 

promoter sequences shows a potential homology in this region, suggesting that the 

Spacer Promoter initiates transcription at or near -698bp (Figure 2.5E). 
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2.6.7 – THE CHROMATIN CONTEXTS OF THE HUMAN AND MOUSE SPACER PROMOTERS ARE 

CLOSELY SIMILAR 

We previously found that in mouse, RPI transcription initiated at the Spacer Promoter 

is arrested about 40bp downstream adjacent to the binding site for the RPI 

Transcription Termination Factor TTF1 (Hamdane et al. 2014; Herdman et al. 2017) 

(Figure 2.4A). Strikingly, a peak of RPI was also observed just 50bp downstream of 

the probably human Spacer Promoter and immediately adjacent to a consensus 

Figure 2.5 – Identification of a Spacer Promoter in the human rDNA. A) Deconvolution map of ChIP-

Seq data for RPI and UBF (SRR087747, SRR087746, SRR087753) (Zentner et al. 2011) across the 

47S rRNA start site of the HEK 293T cell line. B) High resolution plots of data in A) over the 47S and 

propesctive Spacer Promoter regions. A very similar arrangement to that in mouse is observed, with 

a peak of RPI lying ~40bp downstream of the predicted Spacer Promoter initiation site and ~20bp 

upstream of the adjacent TTF1 binding site motif “Tsp”. The identified 47S Promoter sequence motifs 

(Haltiner et al. 1986), the probable extent of the Spacer Promoter, and positions of the CTCF and 

TTF1 binding sites are indicated diagrammatically. C) Realignment and deconvolution of ChIP-Seq 

data for RPI, TBP UBF and CTCF (data sets; SRR502378/9, SRR2096736/7, E-MTAB-6032) from the 

human K562 cell line. The mapped and predicted sequence motifs are shown diagrammatically below 

the sequence coverage maps. D) Detailed profiles of TBP, UBF and RPI mapping at the human 

Spacer Promoter in K562 cells, (data sets; SRR770743-5, E-MTAB-6032), show a very similar 

arrangement to those in mouse and in HEK293T cells. Here again a peak of RPI is detected 

downstream of the predicted initiation site and upstream of the adjacent TTF1 binding site motif “Tsp”. 

The broken vertical blue and red lines in A) and C) indicate the mean centres and “ ” the half-

height half-widths of best-fit Gaussian distributions to the UBF and TBP mapping profiles obtained 

respectively from 3 and 2 independent biological replicas. E) Alignment of human (Hs) 47S and 

predicted Spacer (SpPr) Promoter sequences. The extent of TBP and UBF interactions are indicated 

by red and blue bands showing the mean half-height half-widths of the best-fit Gaussians to the 

mapping data, as in B) and D). 
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binding site (GGTCGACC) for TTF1 (Figure 2.5B). This striking similarity between 

the two systems strongly suggested that not only did the human rDNA possess an 

active Spacer Promoter, but that it was also regulated by TTF1 in a very similar 

manner. A further characteristic of the mouse Spacer Promoter was its position 

adjacent to a unique boundary complex consisting of CTCF and an upstream 

concentration of active chromatin marks (Herdman et al. 2017). Screening the 

sequenced human 43kbp rDNA repeat unit for likely CTCF binding sites using 

CTCFDSDBv2.0 (Ziebarth et al. 2013) revealed 4 potential sites with log-odd scores 

(Altschul et al. 2010) around 14, and one immediately upstream of the prospective 

Spacer Promoter (-896 to -876) with a log-odd score of over 19, (that is 80 x more 

likely than random). As previously shown (Zentner et al. 2011), alignment of public 

CTCF ChIP-Seq data from K562 cells revealed a single site of interaction 

corresponding to this best predicted CTCF site (Figure 2.5C). Thus, the chromatin 

and RPI factor contexts strongly suggest that we have not only accurately identified 

an active Spacer Promoter in the human rDNA, but also that it forms part of an entity 

analogous to the Enhancer Boundary Complex recently identified in mouse rDNA 

(Herdman et al. 2017). 

 

2.6.8 – A COMMON MODE OF TBP-COMPLEX BINDING AT THE HUMAN SPACER AND 47S 

PROMOTERS 

We took advantage of available ChIP-exonuclease mapping data for TBP in K562 

(He et al. 2015) to better define SL1 complex interactions on the human rDNA. 

Realignment of the raw data revealed the potential 5’ and 3’ boundaries of the TBP-

containing complexes (5’-top and 5’-bottom in Figure 2.6A). The data clearly 

identified complexes at both 47S and Spacer Promoters and suggested two DNA 

contact sites within each promoter. Strikingly, the sites corresponded closely to the 

mapped UPE (UCE) and Core promoter elements of the human 47S promoter 

(Haltiner et al. 1986), and suggested that the SL1 complex either contacts both 

promoter elements or that mammalian rDNA promoters, like the yeast rDNA 

promoter, recruit two distinct TBP associated complexes (Moss et al. 2007), see 

Discussion. The ChIP-exonuclease data further reinforce the notion that, despite the 
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poor primary sequence conservation, the 47S and Spacer Promoters have very 

similar binary structures. 

 

2.6.9 – IDENTIFICATION OF POTENTIAL ENHANCER REPEAT IN THE HUMAN RDNA 

The DNA lying immediately upstream of the major rRNA promoter in a wide range 

of eukaryotes has been found to include a variable number of short (~60 to 200bp) 

sequence repeats (Moss et al. 1985; Moss et al. 2007). In Xenopus and mouse these 

repeats possess enhancer or selector-like activities (Moss 1983; Labhart and 

Reeder 1984; De Winter and Moss 1986, 1987; Pape et al. 1989; Pikaard et al. 1990; 

Osheim et al. 1996; Moss et al. 2007). Our mapping of the human Spacer Promoter 

allowed us to investigate the organization of sequences within the region lying 

between it and the 47S Promoter. Though we found no clear evidence for near 

perfect “enhancer-like” repeats, a “DotPlot” search for homologies did reveal 

evidence for an underlying repetition of short highly GC-rich sequence homologies 

interspersed at roughly 100bp intervals by more complex sequence (Figure 2.6B). 

Alignment of these “repeat” units suggested that they possibly have a common 

evolutionary origin, and so may indeed be analogous to the enhancer repeats seen 

in other organisms (Figure 2.6C). Analysis of more recent rDNA sequences (GB Acc. 

AL3536449, AL592188, FP236383, KC876030) also suggest that unlike the rDNA 

of many other organisms, this region of the human rDNA is fully conserved, showing 

at most a 10 bp length difference with the most commonly referenced composite 

rDNA repeat sequence (GB Acc. U13369.1). This said, it should be noted that these 

newer sequences originate from Bacmids containing the rDNA Nucleolar Organiser 

Region (NOR) boundaries from specific chromosomes and so may not be 

representative of the bulk rDNA. 
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2.7 – DISCUSSION 

The potential for very significant improvements in ChIP-Seq mapping resolution 

afforded by our simple deconvolution protocol were recently demonstrated when the 

protocol was applied to map transcription factors and chromatin status across the 

Figure 2.6 – Fine mapping of TBP complexes and potential enhancer repeat suggest functional 

parallels between the human and mouse rDNA. A) Realignment of TBP ChIP-exonuclease data from 

human K562 cells ((He et al. 2015), GEO Acc. GSE55306), onto the human rDNA reveals dual contact 

sites at both Spacer and 47S Promoters. Spacer and 47S Promoter Core and UPE are indicated by 

light blue shaded boxes and potential Tsp and T0 TTF1 sites by red boxes. B) “DotPlot” homology 

alignment of human rDNA sequences lying between the Spacer and 47S Promoters generated using 

the Gene Inspector software (Textco) and a sliding window of 6 bases. Red indicates ≥5 of 6 identically 

matching bases, and green ≥3 of 6 matches. C) Alignment of the four pseudo-repeats within the same 

region. In A) through C) sequence position is indicated relative to the 47S initiation site. 
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mouse rDNA (Herdman et al. 2017). Here, we provide a detailed deconvolution 

protocol, consider the effects of data smoothing and multiple site alignment, and 

demonstrate the reproducibility of the interaction maps generated. We show that 

given sufficient sequencing depth, variations in mapping profiles are small (±10%) 

and may in large part represent the variability introduced by the ChIP protocol and/or 

by biological variability between samples. In principle, our deconvolution protocol is 

applicable to any ChIP-Seq data for which sufficient sequencing depth is available. 

Based on our present studies, we estimate that the average number of reads across 

each base position of both input and ChIP datasets needs to be ≥100 in order for 

the deconvolved profiles to be statistically significant. Such a situation is easily 

attainable with present sequencing technologies. 

 

When applied to ChIP-Seq data for the RPI polymerase, the deconvolution protocol 

revealed a near uniform recruitment across the 47S transcribed region of the mouse 

rDNA. In contrast, the recruitment of UBF across the same region displayed around 

74 preferential positions spaced on average at 170 bp intervals. Closer inspection 

also revealed a correlation between UBF binding and the GC content of the 

underlying rDNA. Previous analyses have shown that UBF has a preference for GC-

rich DNA (Copenhaver et al. 1994) and that a UBF dimer interacts with 110 to 160 

bp of DNA, looping it into a single turn and leading to the suggestion that it may 

replace nucleosomal chromatin (Stefanovsky et al. 1996; Bazett-Jones et al. 1994; 

Herdman et al. 2017). Together, the data suggest that UBF dimers bind at 

preferential sites to form a semi-continuous pseudo-chromatin across the 47S 

transcribed region of the rDNA. 

 

We have also applied the deconvolution protocol to fine map the 47S and Spacer 

Promoters of the mouse and human rDNA Intergenic Spacers (IGSs). Interestingly, 

the data suggest that, despite a complete lack of any significant homology at the 

level of the respective DNA sequences, the structure and the chromatin contexts of 

the human and mouse Spacer Promoters are very similar. We found that positioning 

of the preinitiation factors, UBF and the components of the RPI TBP complex SL1, 
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is nearly identical at the 47S and Spacer Promoters in both mouse and human. 

Further, we found that the ChIP enrichment of the known SL1 subunits at 47S and 

Spacer Promoters was within experimental error the same. Thus, all active rDNA 

units appear to recruit SL1 at both promoters with equal efficiency. 

 

In contrast, the context of the Spacer Promoters, in being flanked immediately 

upstream by CTCF and Cohesin complexes and downstream by an arrested 

polymerase, is quite different from that of the 47S Promoter. As we recently 

demonstrated in mouse, the CTCF complex forms a boundary between the upstream 

chromatin and the transcriptionally active rDNA unit (Herdman et al. 2017). Loss of 

CTCF was also shown to eliminate UBF recruitment to the rDNA (van de Nobelen et 

al. 2010). Thus, the CTCF boundary most probably arrests the expansion of 

upstream repressive chromatin into the active rDNA unit. The recruitment of the 

Snf2h chromatin remodeller subunit at the CTCF site is probably important in this 

respect (Herdman et al. 2017). Recruitment of Cohesin to the CTCF boundary further 

suggests a role in chromatin looping and the spatial organization of the rDNA loci, 

see (Herdman et al. 2017) for further discussion. 

 

The Spacer Promoter is also unique in being associated with a strong interaction 

peak of RPI. This peak is centred downstream of the initiation site and upstream of 

the adjacent TTF1 binding site, and suggests that transcription from this promoter is 

arrested after only 40 to 50 nucleotides in both mouse and human. Release of this 

arrested polymerase into active elongation would generate a long non-coding RNA 

(lncRNA) that has been suggested to control in trans rDNA silencing in mouse (Savic 

et al. 2014). It could potentially also regulate the activity of the mouse Enhancer 

Repeats lying downstream. Analysis of the sequences lying between the Spacer 

Promoter and 47S Promoter suggested that Enhancer Repeats may also exist in this 

region of the human rDNA and hence could quite possibly be analogous in function 

to the mouse and Xenopus Enhancers. But, a demonstration of this must await 

functional studies. 
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While the RPI promoters of different organisms from yeast to human show little or 

no DNA sequence conservation, they do conserve a common functional organisation 

of precisely spaced UPE and Core elements, suggesting a similar mode of 

recognition by the transcription machinery. In fact, we found that realignment of the 

ChIP-exonuclease (ChIP-nexus) data for TBP (He et al. 2015) revealed two distinct 

contact sites for SL1 that mapped closely to the UPE (UCE) and Core promoter 

elements of the human 47S promoter (Haltiner et al. 1986), see Figure 2.6A. This 

suggested either that a single SL1 complex contacts both promoter elements or that, 

as we have previously suggested, mammalian rDNA promoters, might recruit two 

SL1 complexes (Moss and Stefanovsky 2002). However, whether these contact sites 

would correspond to two identical SL1 complexes, or to two SL1 sub-complexes as 

seen in yeast where distinct TAF1 sub-complexes bind UPE and Core elements and 

are bridged by TBP (Moss et al. 2007), will require further study. It is relevant here 

to note that our present knowledge of the structure of mammalian SL1 is still 

incomplete (Gorski et al. 2007; Murano et al. 2014). 
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3.1 – AVANT-PROPOS 

Ce chapitre présente une partie des travaux effectués au cours de ma maîtrise. Il 

porte sur la localisation ainsi que les rôles potentiels d’UBF à l’échelle du génome 

murin. Encore une fois pour ces jeux de données, Michel G. Tremblay a contribué à 

la production des souris qui ont permis de générer les lignées cellulaires MEFs 

conditionnelles pour UBF et Jean-Clément Mars a procédé aux expériences de 

ChIP-seq, de DNase-seq et de microarray. En ce qui me concerne, j’ai traité bio-

informatiquement les différents jeux de donnés. J’ai aussi effectué toutes les 

analyses présentées dans ce chapitre.  
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3.2 – RÉSUMÉ 

UBF est un facteur de transcription associé à l’ADNr; il permet la transcription des 

ARNr 18S, 5.8S et 28S. Pourtant, des sites d’interactions protéiques d’UBF ont été 

découverts à la grandeur du génome. À l’aide d’expériences de ChIP-seq, DNase-

seq et de microarray effectuées dans des cellules MEFs UBFfl/fl ERCre+/+, des rôles 

potentiels d’UBF ont pu être mis en lumière. L’analyse de ces données a révélé 

plusieurs particularités d’UBF. Premièrement, UBF se retrouve près des sites 

d’initiation de la transcription, ce qui pourrait indiquer qu’il agit à titre de facteur de 

transcription pour ces gènes tel qu’il le fait sur ADNr. Deuxièmement, UBF colocalise 

avec les marques d’histones actives. Cela indique qu’UBF est associé aux gènes 

transcrits et potentiellement transcrits. Finalement, UBF se retrouve majoritairement 

à des sites sensibles au clivage à la DNase I. Il pourrait donc servir de protecteur de 

l’ADN dépourvu de nucléosomes dans ces régions. 
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3.3 – ABSTRACT 

UBF is a transcription factor associated to the rDNA; it allows the transcription of the 

18S, 5.8S and 28S rRNAs. However, UBF interaction sites with de DNA throughout 

the genome has been discovered. Using ChIP-seq, DNase-seq and microarray 

experiments in MEFs UBFfl/fl ERCre+/+ cells, potential roles of UBF have been 

highlighted. This data analysis revealed several features of UBF. First, UBF is found 

near transcription start sites, which could indicate that it acts as a transcription factor 

for these genes as it does on rDNA. Secondarily, UBF colocalize with actives 

histones marks. This indicates that UBF is associated with transcribed or potentially 

transcribed genes. Finally, UBF is mainly found at DNase I sensitivity sites. It could 

thus serve as a protector for DNA lacking nucleosomes in these regions.  
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CHAPITRE 3 – ÉTUDE DU RÔLE DU FACTEUR 

ARCHITECTURAL UBF : UNE ÉTUDE À LA GRANDEUR DU GÉNOME 

 

3.4 – INTRODUCTION 

Tel que mentionné au chapitre 1, UBF a tendance à se lier à l’ADN de façon non 

spécifique (Bazett-Jones et al., 1994; Stefanovsky et Moss, 2008). D’après des 

études de ChIP-seq, UBF se retrouve sur les régions promotrices, mais aussi le long 

de la région transcrite des gènes de l’ARN ribosomique (Figure 3.1) (Zentner et al., 

2011; Herdman, Mars et al., 2017). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Par contre, UBF se retrouve aussi ailleurs dans le génome de la souris (Figure 3.2). 

Comme il s’agit d’une protéine pour laquelle on ne connait d’autres fonctions qu’aux 

gènes de l’ARN ribosomique, il est curieux de voir un tel profil de liaison. Nous en 

sommes venus à nous demander quel rôle UBF pouvait avoir à ces endroits. 

 

 

 

 

 

 

 

 

UBF 

Figure 3.1 – UBF sur le gène de l’ARN ribosomique. L’échelle horizontale représente la position le 

long du gène de l’ARNr tandis que l’échelle verticale représente l’enrichissement. UBF est présent sur 

la région promotrice mais aussi le long de la région transcrite. 

UBF 

UBF UBF UBF 

Figure 3.2 – UBF à l’échelle du génome. UBF se retrouve à plusieurs endroits dans le 

génome murin. 
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Afin de déterminer si un site d’interaction protéique (pic) est réel ou non, le KO d’UBF 

a été utilisé. Si le même pic était présent avant et après l’induction du KO, celui-ci 

ne sera pas pris en considération dans les expériences subséquentes. 

 

3.5 – MATÉRIELS ET MÉTHODES 

Afin de répondre à cette question, plusieurs logiciels bio-informatiques ont été 

utilisés. Ces derniers sont décrits dans les sections suivantes. 

 

3.5.1 – DESCRIPTION ET UTILISATION DE BOWTIE2 

Bowtie2 est un logiciel permettant l’alignement des fragments séquencés sur un 

génome de référence de façon single-end ou paired-end. Ce logiciel fonctionne en 

quatre étapes. Premièrement, Bowtie2 extrait ce qu’on appelle un seed soit une 

partie du read et sa séquence complémentaire inversée (reverse complement). 

Deuxièmement, les seeds sont alignés sur le génome de référence sans y insérer 

d’indel (insertion/délétion). Troisièmement, la position des seeds est calculée à partir 

d’un index. Quatrièmement, les seeds sont étendus jusqu’à l’alignement complet en 

performant la programmation dynamique SIMD-accélérée (Single-Instruction 

Multiple-Data) (Langmead et Salzberg, 2012). 

 

Afin d’aligner les données du laboratoire ainsi que les données publiques, j’ai utilisé 

la commande présentée à la Figure 3.3. Où $refgenome représente le génome de 

référence soit GRCh38 (hg20/hg38) pour l’humain ou GRCm38 (mm10) pour la 

souris, $trimFile représente le fichier d’entrée et où $alnFile représente le fichier de 

sortie aligné. La variable p représente le nombre de fils d’exécution (threads) utilisés 

tandis que la variable k indique le nombre d’alignements autorisés par reads. Il est 

à noter que -k 3 a aussi été utilisé dans le chapitre 2. Il faut « piper » (|) l’output de 

Bowtie2 dans Samtools, car la sortie de Bowtie2 est un fichier SAM (sequence 

alignment map) imprimé directement dans le terminal. Il faut donc le convertir en 

fichier compressé de type BAM (binary sequence alignment map). 

 

 

bowtie2 -p 16 -k 1 -x $refGenome -U $trimFile | samtools view 

-F 4 -bS - > $alnFile 

Figure 3.3 – Utilisation de Bowtie2. Commande utilisée pour aligner les données de ChIP-seq. 



 

72 
 

3.5.2 – DESCRIPTION ET UTILISATION DE MACS2 

Le logiciel Model-based Analysis of ChIP-Seq data (MACS2) permet de détecter les 

sites de liaison protéiques (pics) de facteurs de transcription qui ont été traités avec 

le ChIP-seq.  

 

MACS2 a été créé pour améliorer la résolution des sites de liaison en combinant 

l’information du séquençage et de la position et de l’orientation des reads. MACS2 

peut être utilisé avec ou sans input, mais l’utilisation d’un input améliore la véracité 

des pics obtenus. MACS2 peut être utilisé tant pour les facteurs de transcription 

(narrowPeak) qu’avec les marques d’histones (broadPeak). 

 

MACS2 utilise un algorithme qui permet le déplacement des reads d’une valeur de  

± d/2, d étant la distance entre les pics Watson et Crick ou encore la longueur des 

fragments pris pour le séquençage. MACS2 fournit plusieurs information pour 

chaque pics tels que les coordonnées génomiques, la valeur p, le False Discovery 

Rate ( ), le fold enrichment et le centre du pic (Zhang et al., 2008). 

 

La commande présentée à la Figure 3.4 a été utilisée afin d’effectuer le peakcalling, 

c’est-à-dire la détection des pics à la grandeur du génome. Où $IPfile représente le 

fichier de l'immunoprécipitation, $inputFile représente le fichier de l'input et 

$outputDir représente le dossier de sortie. Dans cette expérience, le fichier servant 

d’input est le fichier UBFfl/fl KO, car cela permet d’éliminer les faux positifs, c’est-à-

dire les pics présents tant avant qu’après l’induction du KO. L'option -f désigne le 

type de fichier d'entrée, ici, il s'agit de BAM. L'option -g indique la taille du génome 

de référence alignable (mappable), ici celui de la souris (mm10) correspond à 1.87e9 

pb. L'option -q correspond au seuil minimal de FDR. Dans cette expérience, un seuil 

de 0.05 a été utilisé afin d’être moins strict puisque le KO d’UBF a été utilisé comme 

input. L'option --nomodel commande de ne pas générer de modèle du pic aux TSS. 

L'option --extsize indique que les reads seront étendus jusqu'à atteindre 100 pb. 

L'option -B permet de générer des fichiers bedGraph. L'option --SPMR ajuste la 
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couverture en Reads Per Million (RPM). Finalement, l'option --keep-dup all permet 

de conserver tous les reads y compris les réplicats d’amplification PCR. 

 

 

 

 

 

3.5.3 – DESCRIPTION ET UTILISATION DE BEDOPS 

BEDOPS est un logiciel bio-informatique ayant un large éventail d’opérations. Par 

contre, la seule commande utilisée dans ce mémoire se nomme « bedops ». Cette 

dernière permet d’effectuer des chevauchements (overlaps) entre des jeux de 

données de pics détectés par MACS2. Cela permet de connaître la colocalisation 

deux facteurs donnés (Neph et al., 2012). 

 

À la Figure 3.5 se retrouve la commande utilisée afin d’effectuer le chevauchement 

entre deux facteurs où les variables $first et $second sont des fichiers BED dont on 

veut faire le chevauchement. L'option -e signifie « element of » et garde les pics 

originaux de $first lors d'un chevauchement avec $second (Figure 3.6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

macs2 callpeak -t $IPfile -c $inputFile -n $name --outdir 

$outputDir -f BAM -g mm -q 0.05 --nomodel --extsize 100 -B  

--SPMR --keep-dup all 

Figure 3.4 – Utilisation de MACS2. Commande utilisée pour effectuer le peakcalling. 

bedops -e $first $second > $result 

Figure 3.5 – Utilisation de BEDOPS. Commande utilisée pour effectuer le chevauchement de deux 

facteurs. 

Figure 3.6 – Chevauchement avec BEDOPS. Ce logiciel garde seulement les pics originaux du 

premier fichier entré. Extrait du site web de BEDOPS. 
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3.5.4 – DESCRIPTION ET UTILISATION DE GREAT 

Le Genomic Regions Enrichment of Annotations Tool (GREAT) est une application 

en ligne permettant l’annotation fonctionnelle des régions génomiques identifiées 

par MACS2. 

 

Le fonctionnement de GREAT est simple, il suffit de télécharger le fichier de 

positions génomiques des pics sur le site web. L’output comprend plusieurs 

résultats; entre autres la position des pics par rapport aux TSS, les fonctions 

moléculaires, les processus biologiques et les composants cellulaires (McLean et 

al., 2010). 

 

3.5.5 – DESCRIPTION ET UTILISATION DE R 

R est un environnement logiciel pour l’informatique statistique et les graphiques. Il 

permet la création de fonctions maison ou l’utilisation de paquets (packages) 

comprenant des fonctions déjà établies. R permet aussi la création d’une vaste 

gamme de graphiques (R Development Core Team, 2008). 

 

La Figure 3.6 montre le script utilisé pour créer l’histogramme du chevauchement 

des marques d’histone avec UBF présenté dans la section Résultats. La commande 

barplot permet de créer l'histogramme, le titre et l’étiquette (label) verticale. La 

commande box dessine une boîte autour des données. La commande axis permet 

de mettre l'axe vertical et finalement la commande text permet de mettre les noms 

des modifications d'histones. 
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3.5.6 – DESCRIPTION ET UTILISATION DE HOMER 

Hypergeometric Optimization of Motif EnRichment (HOMER) est un logiciel écrit en 

Perl et C++ permettant d’analyser des données de ChIP-seq, GRO-seq, RNA-seq, 

DNase-seq et Hi-C (Heinz et al., 2010). La fonction utilisée dans le cas de ce 

mémoire se nomme getDifferentialPeaks. Cette fonction permet de déterminer quels 

pics sont différentiellement exprimés dans certaines conditions telles qu’avant et 

après un KO. La commande makeTagDirectory doit être effectuée en premier lieu. 

 

Afin d’effectuer cette procédure, les commandes présentées à la Figure 3.8 ont été 

utilisées. Dans la commande makeTagDirectory, $name représente le nom du 

dossier de sortie et l'option -keep all garde tous les alignements du fichier BAM 

(même les duplicats). $UBF_wtKO et $UBF_flKO représente les fichiers 

d’alignements au format BAM. Pour la commande getDifferentialPeaks, 

$UBF_wtKO est le fichier narrowPeak des pics retrouvés à la grandeur du génome 

pour les cellules UBFwt/wt KO et même chose pour $UBF_flKO, mais cette fois pour 

les cellules UBFfl/fl KO. Les variables *_tag représente les dossiers créés par 

makeTagDirectory. L'option -F 2 détermine un seuil de 2 fold enrichment au-dessus 

du background tag (troisième paramètre dans la commande). 

 

barplot(c(88.45,83.99,76.27,88.57,82.21,4.31,11.93,3.59),  

        ylim = c(0,100), yaxt="n", border=NA, col =  

        c("darkgreen", "darkgreen", "darkgreen", "darkgreen", 

        "darkgreen", "red","red","red","red"), main =  

        "Overlap of histones modification",  

        ylab = "% ChIP-seq peaks", xaxt= "n") 

box() 

 

axis(2, at = seq(0, 100, by = 20)) 

 

text(seq(1,10, by = 1.2), labels = c("H2AZ", "H2AZac", 

     "H3K4me2", "H3K4me3", "H4ac", "H3K79me2", "H3K27me3", 

     "H3K9me3"),par("usr")[3] -5, srt=45, pos = 2, xpd = TRUE) 

Figure 3.7– Utilisation de R. Commande utilisée pour générer l’histogramme du chevauchement des 

marques d’histones avec UBF. 
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HOMER fonctionne de manière à identifier les pics plus exprimés dans une condition 

que dans l’autre (Figure 3.9). Par exemple, dans un cas où l’on a deux conditions, 

soit avant ou après un KO, il détecte les pics plus enrichis dans la condition placée 

en premier. Par exemple, la commande illustrée à la quatrième ligne de la Figure 

3.8 détecte les pics plus enrichis dans la condition UBFfl/lf KO tel que le montre le 

deuxième cas de la Figure 3.9. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.6 – RÉSULTATS 

L’utilisation des logiciels présentés dans la partie Matériels et méthodes a permis de 

générer les résultats de cette section. 

makeTagDirectory $name -format bowtie -keepAll $UBF_floxKO 

makeTagDirectory $name -format bowtie -keepAll $UBF_wtKO 

 

getDifferentialPeaks $UBF_wtKO $UBF_wtKO_tag $UBF_flKO_tag -F 2 

> $output 

 

getDifferentialPeaks $UBF_flKO $UBF_flKO_tag $UBF_wtKO_tag -F 2 

> $output 

Figure 3.8 – Utilisation de HOMER. Commande utilisée pour l’expression différentielle des pics d’UBF 

avant et après le KO. 

More enriched 

in the WT 

More enriched 

in the KO 

Not differentially 

enriched 

Figure 3.9 – Enrichissement différentiel des pics. Les pics sont soit plus enrichis dans le WT (avant 

induction du KO) soit plus enrichis dans le KO (après l’induction du KO). Dans les autres cas, il n’y a 

pas d’enrichissement différentiel. 

KO 

WT 
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Les pics présentés dans cette section sont issus de cellules MEFs UBFfl/fl p53-/- 

ERCre+/+, c’est-à-dire qu’elles sont conditionnelles pour le gène UBF et qu’elles 

expriment la ERCre (Cre recombinase fusionnée à un récepteur à l’estrogène). La 

ERCre est activée par le 4-hydroxytamoxifène (4HT), la forme active du tamoxifène, 

ce qui induit la relocalisation de la Cre au noyau. Grâce à son activité recombinase, 

la Cre va enlever les exons 3, 4 et 5 d’UBF qui ont été préalablement floxés, c’est-

à-dire que des sites loxP ont été ajoutés de part et d’autre de cette région du gène. 

Trois jours après l’induction du KO, les expériences de ChIP-seq ont été effectuées 

(pour les détails de l’expérience, voir la section Matériels et Méthodes de l’Annexe 

II). 

 

Les fichiers fastq.gz obtenus du séquenceur Illumina HiSeq 2000 ont été alignés sur 

le génome de référence en utilisant Bowtie2. La recherche de pics à la grandeur du 

génome (peakcalling) a ensuite été effectuée à l’aide de MACS2 en utilisant le KO 

d’UBF à titre de contrôle afin d’éliminer les faux positifs, c’est-à-dire les pics qui se 

retrouvent tant avant qu’après l’induction du KO. Un exemple de faux positif se 

retrouve à la figure 3.10 (Figure 3.10a). En tout, 4041 pics d’UBF ont été retenus 

pour les expériences subséquentes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.6.1 – DISTANCE DES PICS D’UBF PAR RAPPORT AUX SITES D’INITIATION DE LA 

TRANSCRIPTION 

Après avoir identifié les sites de liaison d’UBF à travers le génome, GREAT a été 

utilisé afin de déterminer la distance de ces pics par rapport au site d’initiation de la 

Figure 3.10– Faux positifs des pics d’UBF. a) Exemple d’un faux positif c’est-à-dire qu’il se retrouve 

tant dans le fichier UBFfl/fl dont le KO n’est pas induit (ni) que dans le fichier où le KO est induit (i), 

mais pas dans l’input. Sans avoir utilisé le fichier UBFfl/fl induit, ce pic aurait été sélectionné. b) 

Exemple d’un vrai positif. Le pic se retrouve seulement dans le fichier UBFfl/fl non induit. 

UBFfl/lf ni 

UBFfl/lf i 

Input 

a) UBFfl/lf ni 

UBFfl/lf i 

Input 

b) 
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transcription. Il se trouve que la majorité des pics d’UBF se situent à une distance 

inférieure ou égale à 5 kb en aval des TSS en général (Figure 3.11). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.6.2 – CHEVAUCHEMENT AVEC LES MARQUES D’HISTONES ACTIVES ET RÉPRESSIVES 

En utilisant BEDOPS pour effectuer les chevauchements entre les pics d’UBF et des 

marques d’histones tant actives que répressives, force est de constater que les 

marques d’histones actives (en vert sur la Figure 3.12) sont davantage présentes 

aux pics d’UBF en comparaison aux marques répressives (en rouge). En effet, en 

moyenne 83.90 % des pics d’UBF colocalisent avec les marques d’histones actives 

tandis que seulement 6.61 % en moyenne des pics de marques d’histones 

répressives en font de même (Figure 3.12). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3.11– Distance des pics d’UBF par rapport aux TSS. La majorité des pics d’UBF se retrouvent 

à moins de 5 kb du site d’initiation de la transcription. 

Overlap of histones modifications 

Figure 3.12 – Chevauchement des pics d’UBF et de marques d’histones. Il y a un plus grand nombre 

de chevauchements avec les marques actives (en vert) qu’avec les marques répressives (en rouge). 
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3.6.3 – CHEVAUCHEMENT AVEC LES RÉGIONS SENSIBLES À LA DNASE I 

L’utilisation de BEDOPS, afin d’effectuer le chevauchement des pics d’UBF et des 

pics de sensibilité à la DNase I, a permis de mettre en évidence que la majorité (85.5 

%) des pics d’UBF chevauchent des endroits accessibles au clivage à la DNase I. 

Par contre, il s’agit seulement d’une minorité (6.3 %) des pics de DNase-seq (Figure 

3.13). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.6.4 – PERTE D’ACCESSIBILITÉ À LA DNASE I LORS DU KO D’UBF 

L’utilisation du logiciel HOMER afin de déterminer si les pics de DNase-seq étaient 

différentiellement enrichis a montré que 69.58 % des pics ne l’étaient pas entre les 

deux conditions, soit UBFWT/WT KO (mimant un UBFfl/fl avant le KO) et UBFfl/fl KO. 

Cela a d’ailleurs démontré que 25.44 % des pics étaient plus enrichis lorsque le KO 

d’UBF était induit sur des cellules de type sauvage (phénotype similaire aux cellules 

UBFfl/fl avant l’induction du KO) tandis que 4.98 % des pics étaient plus enrichis lors 

de l’induction du KO d’UBF sur des cellules floxées (Figure 3.14). 

 

 

 

 

 

 

51 343 3 456 
585 

Figure 3.13 – Chevauchement des pics d’UBF et de DNase-seq. La majorité des pics d’UBF se 

retrouvent dans des endroits du génome sensibles au clivage à la DNase I. 
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BEDOPS a été utilisé afin de faire le chevauchement des pics d’UBF et des pics de 

DNase-seq différentiellement enrichis. La majorité soit 2651 pics d’UBF se 

retrouvent aux endroits où les pics de DNase-seq ne sont pas différentiellement 

enrichis entre UBFWT/WT KO et UBFfl/fl KO. De plus, 887 pics d’UBF colocalisent avec 

des régions où les pics de DNase-seq sont plus enrichis dans UBFWT/WT KO tandis 

que 257 pics colocalisent avec des régions où les pics de DNase-seq sont plus 

enrichis dans UBFfl/fl KO. Les pics d’UBF restants se retrouvent à des endroits où la 

chromatine n’est pas accessible à la DNase I (Figure 3.15). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3.14 – Pourcentage de pics différentiellement enrichis. Une grande proportion des pics ne sont 

pas différentiellement enrichis. 

Not differentially enriched 
More enriched before the KO (Depleted after the KO) 
More enriched after the KO 

UBF peaks overlapping with regions not differentially enriched 
UBF peaks overlapping with regions more enriched before the KO 
UBF peaks overlapping with regions more enriched after the KO 
UBF peaks not in DNase-seq regions 

Figure 3.15 – Chevauchement des pics de DNase-seq différentiellement enrichis avec les pics d’UBF. 

La majorité des pics d’UBF sont dans des régions où il n’y a pas d’enrichissement différentiel des pics 

de DNase-seq.  
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3.6.5 – COLOCALISATION DES GÈNES DÉRÉGULÉS DANS LES EXPÉRIENCES DE MICROARRAY 

AVEC LES PICS D’UBF PLUS ENRICHIS AVANT LE KO D’UBF 

Les 887 pics d’UBF qui colocalisent avec les régions de DNase-seq plus enrichis 

dans la condition UBFWT/WT KO ont été corrélés avec les TSS et de ceux-ci, 675 pics 

se retrouvent à moins de 2 kb des sites d’initiation de la transcription. Parmi ces 675 

pics, 26 corrèlent avec des gènes dérégulés à plus de 100 % dans les expériences 

de microarray, c’est-à-dire un changement de plus de 2 dans les valeurs de log 

(Figure 3.16). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.7 – DISCUSSION 

3.7.1 – UBF SE RETROUVE PRÈS DES SITES D’INITIATION DE LA TRANSCRIPTION 

L’histogramme présenté à la Figure 3.11 montre que les pics d’UBF se retrouvent 

principalement près des TSS. Cela suggère qu’il agit à titre de facteur d’initiation de 

la transcription pour ces gènes ou encore qu’il agit à titre de protecteur des zones 

dépourvus de nucléosomes. En effet, les promoteurs se retrouvent près des TSS et 

sont connus comme étant de l’ADN sans nucléosome. Cela est dû au fait que les 

nucléosomes et les facteurs de transcription compétitionnent pour la liaison à l’ADN; 

les promoteurs étant un site de recrutement des facteurs de transcription (Ozonov 

et al., 2013). 

 

26 649 237 

 

 

Figure 3.16 – Chevauchement des pics d’UBF corrélant avec des régions où les pics de DNase-seq 

sont plus enrichis dans les cellules UBFWT/WT KO et les gènes dérégulés dans les expériences de 

microarray. Une faible proportion des pics se chevauchent. 
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3.7.2 – UBF COLOCALISE AVEC LES MARQUES D’HISTONES ACTIVES 

UBF colocalise davantage avec les marques d’histones actives que les marques 

d’histones répressives. Cela indique qu’UBF est en lien avec les gènes transcrits ou 

potentiellement transcrits. Il pourrait agir à titre de facteur d’initiation de la 

transcription comme il le fait sur les gènes de l’ARNr. 

 

3.7.3 – UBF SE RETROUVE AUX ENDROITS ACCESSIBLES À LA DNASE I 

La Figure 3.13 montre que la majorité des pics d’UBF (85.5 %) colocalisent avec 

des endroits accessibles à la DNase I cela pourrait indiquer qu’UBF permet de 

protéger l’ADN dépourvus de nucléosomes. Pourtant, ces pics chevauchants 

représentent une minorité de l’ensemble des pics de DNase-seq (6.3 %). Cela 

pourrait donc dire qu’UBF agit de cette façon seulement sur un sous-ensemble de 

gènes particuliers, par exemple des gènes hautement transcrits. 

 

3.7.4 – IL Y A PEU DE PERTE D’ACCESSIBILITÉ À LA DNASE I APRÈS LE KO D’UBF 

Parmi les pics d’UBF, 887 sont plus enrichis dans les expériences de DNase-seq 

pour les cellules UBFWT/WT KO que pour les cellules UBFfl/fl KO. C’est donc dire que 

pour seulement 21.48 % des pics, l’accessibilité à la DNase I est perdue après le 

KO d’UBF aux emplacements où se trouve UBF. À ces endroits, UBF permettrait 

donc de protéger l’ADN des dommages en remplaçant probablement les 

nucléosomes. En effet, en son absence, l’ADN est plus compacte et alors moins 

accessible au clivage par la DNase I. Cet effet a aussi été observé sur l’ADNr où 

l’accessibilité est perdue avec le KO d’UBF (Herdman, Mars et al., 2017). Cela 

pourrait indiquer que les gènes où ce phénomène est observé sont hautement 

transcrits comme c’est le cas avec les gènes de l’ARNr. 

 

3.7.5 – LA PERTE D’ACCESSIBILITÉ À LA DNASE I APRÈS LE KO D’UBF N’EST PAS EN LIEN 

AVEC LA DÉRÉGULATION DES GÈNES 

Seulement 9.89 % des 263 gènes dérégulés à plus de 100 % lors du KO d’UBF dans 

les expériences de microarray voient leur accessibilité à la DNase I perdue suite au 

KO d’UBF. Cela représente seulement 3.85 % de tous les endroits où l’accessibilité 
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à la DNase I est perdue après le KO d’UBF. Cela indique qu’une faible minorité des 

gènes semble être régulée par UBF. 
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CHAPITRE 4 – DISCUSSION ET CONCLUSION 

 

4.1 – LA PROCÉDURE DE DÉCONVOLUTION 

Des ChIP-seq ont été effectués sur des MEFs conditionnelles pour UBF en utilisant 

des anticorps spécifiques pour plusieurs facteurs. Les immunoprécipitations d’UBF 

et de RPI étaient très spécifiques étant donné que l’inactivation d’UBF supprime 

l’enrichissement des deux facteurs. En utilisant le ChIP-seq pour RPI, la distribution 

de celui-ci n’était pas homogène contrairement à ce qui était attendu. Les profils 

obtenus tant d’UBF que de RPI montraient une ressemblance frappante avec le 

profil de l’input. L’inégalité de la couverture semble donc masquer le vrai profil 

d’interactions. Étant donné que le profil de l’input est reproductible, on peut 

considérer que l’inégalité de la couverture n’est pas dépendante de la préparation 

des échantillons, mais bien du protocole de séquençage en lui-même. Une 

déconvolution numérique semblait donc tout indiquée afin de retirer les biais de 

séquençage. La procédure de déconvolution comprend trois étapes : premièrement 

l’extension des reads, deuxièmement le lissage et troisièmement la division du signal 

de l’immunoprécipitation par celui de l’input. Le code de cette déconvolution est 

implémenté en Python (van Rossum, 1995) et génère des fichiers intermédiaires 

pour chaque étape. 

 

Un exemple notable de l’efficacité de la déconvolution se retrouve au niveau des 

promoteurs. En effet, des interactions spécifiques avec UBF à ces endroits sont 

visibles seulement après déconvolution. 

 

L’écart-type de la moyenne de six calculs (deux jeux de données d’UBF déconvolués 

avec trois input différents) montre que les variations entre les profils semblent 

négligeables biologiquement parlant. 
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4.2 – UTILISATION DE LA DÉCONVOLUTION DANS LE BUT DE 

CARTOGRAPHIER LE SPACER PROMOTER 

Grâce à la déconvolution, la position exacte du spacer promoter murin a pu être 

mise à jour. En effet, SL1 se lie directement sur les promoteurs tandis qu’UBF se lie 

à 20 pb en amont. Le fait qu’UBF et SL1 se lient de manière similaire tant au spacer 

promoter qu’au 47S promoteur suggère que le même type de complexe de 

préinitiation s’y forme et qu’ils reconnaissent une certaine structure malgré la très 

faible homologie de séquence. 

 

Dans l’humain, un spacer promoter n’a pas encore été cartographié. À l’aide du 

ChIP-seq des facteurs tels que TBP et UBF, cela a été rendu possible. Le pic d’UBF 

est placé à environ 30 pb en amont du pic de TBP. De plus, RPI se retrouve à 50 pb 

en aval du spacer promoter et directement adjacent à un site consensus de TTF1. 

Enfin, le site probable du spacer promoter est flanqué en amont par l’Enhancer 

Boudary Complex récemment identifié (Herdman, Mars et al., 2017). Tout cela 

suggère que le spacer promoter dans l’humain est régulé de la même façon que 

chez la souris. 

 

4.3 – UTILISATION DE LA DÉCONVOLUTION DANS LE BUT DE 

CARTOGRAPHIER LES DIFFÉRENTS FACTEURS DE TRANSCRIPTION 

La procédure de déconvolution a été appliquée à plusieurs jeux de données générés 

au laboratoire ainsi qu’aux jeux de données retrouvés dans les banques de données 

publiques telles que GEO (Gene Expression Omnibus) DataSets database de NCBI 

(National Center for Biotechnology Information). Cela a permis d’élucider le profil 

d’interaction protéique de toutes ces protéines. La Figure 4.1 montre le profil de RPI, 

Rrn3, UBF, TAF1B (TAF68) et TTF1 (Figure 4.1). Le profil de RPI est distribué de 

façon homogène le long de la région transcrite ce qui est en accord avec le modèle 

classique de Miller Spread présenté à la section 1.3.2. Le profil de Rrn3 est de forme 

exponentielle sur la région en aval du 47S promoteur. Cela indique que cette 

protéine est relâchée de façon stochastique de RPI, c’est-à-dire qu’elle ne dépend 
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d’un mécanisme en particulier, elle est relâchée dès que la polymérase entre en 

élongation. On remarque qu’il y a plus d’enrichissement d’UBF là où le pourcentage 

en GC est plus élevé. Donc, le profil d’UBF n’est pas homogène contrairement à 

RPI. Quant au profil de TAF68 et de TTF1, le double pic aux promoteurs, tel 

qu’illustré à la figure 1.15, est éliminé par la procédure de l’extension des reads. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

4.4 – Rôle d’UBF À L’ÉCHELLE DU GÉNOME 

Les analyses effectuées dans le chapitre 3 ont montré qu’UBF se retrouve 

principalement aux TSS, qu’il colocalise avec les marques d’histones actives et avec 

les endroits accessibles à la DNase I. De plus, l’accessibilité à la DNase I est perdue 

après le KO d’UBF sur une minorité d’emplacements où se trouve UBF. Tout cela 

semble indiquer qu’UBF agirait soit à titre de facteur de transcription soit à titre de 

protecteur de l’ADN en remplacement aux nucléosomes sur un petit sous-ensemble 

Figure 4.1 – Cartographie des différents facteurs de transcription. A) De haut en bas on retrouve RPI, 

Rrn3, UBF, TAF68 et TTF1. B) Agrandissement de A) avec le pourcentage en GC en gris superposé 

au profil d’UBF. La procédure de déconvolution a permis d’élucider la forme des profils de liaison. 
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de gènes par exemple certains gènes activement transcrits comme c’est le cas pour 

l’ADNr. 

 

Cependant, la perte d’UBF entraîne l’arrêt de la transcription, de la réplication et de 

la division cellulaire. Ces vastes changements dans le métabolisme cellulaire 

pourraient potentiellement masquer les fonctions d’UBF sur les sites qui ne sont pas 

ribosomique. UBF est une protéine relativement abondante dans la cellule et a une 

faible affinité caractérisée par un haut taux de renouvellement (turnover) dû à un 

taux élevé de relâchement (off-rate) sur ses sites cibles de l’ADNr. Ainsi, pour 

maintenir les niveaux de liaison à l’ADNr, un grand réservoir (pool) d’UBF serait 

nécessaire pour mener à sa liaison sur l’ADNr. Il est donc possible d’imaginer que 

la liaison d’UBF à travers le génome est un moyen d’assurer sa disponibilité. Donc, 

la liaison d’UBF à l’ADNr est en échange avec un plus grand réservoir d’UBF lié 

dans tout le génome. Dans ce cas, nous pourrions nous attendre à ce qu’UBF se lie 

à tous les sites d’ADN disponibles, avec une très faible affinité, de sorte que les pics 

identifiés par ChIP-seq peuvent représenter seulement une petite fraction de la 

distribution d’UBF à la grandeur du génome. 

 

4.5 – CONCLUSION 

En conclusion, ce mémoire a décrit une procédure de déconvolution permettant la 

normalisation des données de séquençage de nouvelle génération telles que le 

ChIP-seq et le DNase-seq. Cette méthode de normalisation pourrait éventuellement 

être appliquée à la grandeur du génome pour des gènes à copie unique si la 

profondeur de séquençage est égale ou supérieure à 100 reads à chaque paire de 

base du génome, c’est-à-dire en condition de séquençage ultra profond (ultra-deep 

sequencing). Cela pourrait donc permettre une meilleure estimation du profil de 

liaison d’une multitude de facteurs de transcription et même des marques d’histones. 

Par contre, pour ce faire, il faudrait créer un logiciel de détection des sites 

d’interactions protéiques utilisant les fichiers au format BED comme fichier d’entrée 

(input). 
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Ce mémoire a d’ailleurs permis de mettre en lumière les potentiels rôles d’UBF à 

l’échelle du génome à l’aide d’expériences de ChIP-seq, de DNase-seq et de 

microarray. 
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ANNEXE I – SCRIPT DECONVONORM 

 

Ce script, écrit en Python, permet d’effectuer la déconvolution des données ChIP-

seq présentées au Chapitre 2. 
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ANNEXE II – ARTICLE PUBLIÉ 4E
 AUTEUR 

 

Cette annexe contient la version intégrale de l’article intitulé A unique enhancer 

boundary complex on the mouse ribosomal RNA genes persists after loss of Rrn3 

or UBF and the inactivation of RNA polymerase I transcription qui a été publié le 17 

juillet 2017 dans PLoS genetics. Il est reproduit dans ce mémoire avec la permission 

des coauteurs. Ma contribution dans cet article peut se voir aux figures 1, 2, 3, 6, 7 

et 8 dans lesquelles j’ai analysé les données de ChIP-seq et effectué la procédure 

de déconvolution décrite au chapitre 2 et dans la section Analysis of massively 

parallel sequence data du Matériels et méthodes de ce présent manuscrit. 

 

Cet article est également disponible en ligne :  

http://doi.org/10.1371/journal.pgen.1006899 

http://journals.plos.org/plosgenetics/article?id=10.1371/journal.pgen.1006899 

PubMed: https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/28715449 
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Annexe II – RÉSUMÉ 

La transcription de plusieurs centaines de gènes de l’ARN ribosomique chez 

l’humain et la souris représente la majorité de la synthèse des ARN dans le noyau 

de la cellule et est le déterminant de l'abondance des ribosomes cytoplasmiques, un 

facteur clé dans la régulation de l'expression des gènes. Les gènes de l'ARNr, 

désignés globalement comme l'ADNr, sont regroupés en répétitions directes dans 

les Nucleolar Organizer Regions, NORs, de plusieurs chromosomes et dans de 

nombreuses cellules. Les répétitions actives sont transcrites à des niveaux près de 

la saturation. L'ADNr est également un hotspot de recombinaison et de point de 

rupture des chromosomes, et donc comprendre son contrôle a une vaste 

importance. Malgré la nécessité d'un niveau élevé de transcription d'ADNr, 

typiquement, seule une fraction de l'ADNr est transcriptionnellement active et 

certains NORs sont éteints (silenced) en permanence par la méthylation des CpG. 

Divers complexes de remodelage de la chromatine permettent de contrecarrer le 

silencing afin de maintenir l'activité de l’ADNr. Cependant, la structure de la 

chromatine de la portion active des ADNr est encore vague. Ici, nous avons combiné 

un protocole ChIP-Seq haute résolution ainsi qu’une inactivation conditionnelle des 

facteurs clefs fondamentaux pour mieux comprendre ce qui détermine la chromatine 

active de l'ADNr. Les données élucident les questions concernant l'interdépendance 

des facteurs de transcription fondamentaux, montrent que la formation du complexe 

de préinitiation est dirigée par le facteur d'architecture UBF (UBTF) 

indépendamment de la transcription et que la terminaison et la libération de RPI 

correspondent au site de liaison de TTF1. Ils révèlent d’autre part l'existence d'un 

Enhancer Boudary Complex asymétrique formé par CTCF et Cohésine et flanqué 

en amont par des nucléosomes en phase et en aval par un complexe de l’ARN 

polymérase I arrêté. Nous avons trouvé que l’Enhancer Boudary Complex est le seul 

site de modification des histones actives sur la répétition de 46 kb de l’ADNr. De 

manière frappante, elle délimite non seulement chaque gène fonctionnel de l'ARNr, 

mais aussi est maintenue de manière stable après l'inactivation du gène et le 

rétablissement de la chromatine répressive environnante. Nos données définissent 

un état en équilibre (poised) de la chromatine de l'ADNr et placent l’Enhancer 
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Boudary Complex comme point d'entrée probable pour les complexes de 

remodelage de la chromatine. 
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