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Résumé

La chromatine est une structure nucléaire composée des histones, autour desquelles I’ADN
s’enroule pour étre empaqueté dans le noyau. La dynamique de cette structure permet de
réguler plusieurs procédés nucléaires, tels que la transcription, la réplication et la réparation
de I’ADN. Il existe, entre autre, des complexes de modifications de la chromatine qui
collaborent a la régulation de ces différentes fonctions nucléaires. Les acétyltransférases de
la famille MYST participent a 1’acétylation des queues N-term des histones. Tres
conservées de la levure a I’humain, elles possedent des roles importants dans plusieurs
processus cellulaires. Deux des complexes MYST ont été au cceur de mes études
doctorales, soit le complexe HBO1 et MOZ/MORF. Mon projet de doctorat avait comme
premier objectif de disséquer les différents domaines protéiques présents au sein de ces
deux complexes et de caractériser leurs interactions soit avec les autres sous-unités, soit
avec la chromatine. Par des analyses biochimiques, nous avons déterminé le mode
d’assemblage des complexes MYST. Nous avons également caractérisé leurs différents
domaines de reconnaissance de modifications post-traductionnelles des histones, afin de
déterminer leur mode de recrutement. Des analyses a 1’échelle du génome entier nous ont
aussi permis de localiser ces protéines a des loci bien précis. De plus, il nous a été possible
de constater I’importance de 1’association des protéines INGs sur la fonction suppresseur de
tumeur du complexe HBOI1-JADE. Suite a une purification de la protéine BRPF1, j’ai pu
constater 1’association de HBO1 avec cette protéine. Comme deuxiéme objectif de these,
j’ai donc eu a caractériser le nouveau complexe HBO1-BRPF1 et & démontrer sa spécificité
d’acétylation. En utilisant des essais d’acétylation in vitro combinés a des expériences
d’immunoprécipitation de la chromatine, j’ai pu établir un nouveau mode de régulation de
I’activité acétyltransférase de la protéine HBO1. Ce mécanisme étonnant démontre un
changement de spécificité de D’activité catalytique des MYST en fonction de leur
association aux protéines d’échafaudage. Tous ces résultats démontrent donc qu’il est
important de considérer I’ensemble des sous-unités des complexes MYST, car elles sont
toutes aussi importantes que I’enzyme pour la reconnaissance, la spécificité d’acétylation

ainsi que les fonctions cellulaires de ces complexes.
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Abstract

Chromatin is a nuclear structure formed by DNA that is wrapped around histone octamers,
allowing for its compaction in the nucleus. This structure is dynamic and regulates many
nuclear processes, such as transcription, replication and DNA repair. Among other factors,
complexes that modify chromatin collaborate for the regulation of these nuclear functions.
The MYST acetyltransferase family participate in the acetylation of histone N-term tails.
Highly conserved from yeast to human, they play various roles in many cellular pathways.
During my PhD, I have focused on two of these MYST acetyltransferases, HBO1 and
MOZ/MOREF. The first objective of my project was to dissect the different protein domains
comprised within these complexes and define their interactions either with other subunits or
with chromatin. Using biochemical experiments, we brought to the forefront the assembly
mechanism of the MYST complexes. Additionally, we characterized their chromatin
recognition domains, which helped us determine their recruitment mechanism. Genome-
wide analysis also gave us the precise localisation of these proteins on many loci.
Moreover, we could determine that the association with ING subunits is essential for the
tumor suppressor function of these complexes. Following purification of the BRPF1
protein, we could detect binding of the HBO1 protein. Thus, the second objective of my
PhD project was to characterize the newly identified HBO1-BRPF1 complex and determine
its acetylation specificity. Using in vitro acetylation assays combined with chromatin
immunoprecipitation experiments, we unravelled a new regulation mechanism of the HBO1
acetyltransferase activity. This surprising mechanism shows a switch of histone tail
acetylation specificity depending of the associated scaffold proteins, an activity previously
thought to be intrinsic to the catalytic subunit. These data highlight a new role of the
associated scaffold subunits within MYST-ING acetyltransferase complexes in directing
the acetylation of specific histone tails. Altogether, these results demonstrate that it is
important to consider MY ST acetyltransferases as complexes, since their different subunits

contribute to chromatin recognition, acetylation specificity and cellular functions.
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Chapitre 1

Introduction



1.1. Structure et dynamique de la chromatine

Chacune des cellules de notre corps contient une grande quantit¢ d’ADN. Malgré sa taille
énorme, cette molécule est tout de méme circonscrite a 1’intérieur du noyau, mesurant a
peine quelques microns. Ceci est vrai non seulement pour les cellules humaines, mais aussi
pour I’ensemble des organismes eucaryotes, qui par définition, possédent tous un noyau.
Afin d’empaqueter cet ADN, la cellule utilise principalement de petites protéines appelées
histones. Ces histones, grace a leur grande affinit¢ pour I’ADN, vont permettre son
enroulement ainsi que la création de structures secondaires qui compacteront la molécule a
I’intérieur du noyau. C’est I’assemblage de I’ADN avec ’ensemble de ces protéines que

I’on nomme chromatine.

1.1.1. Composition de la chromatine : Histones et nucléosome

Les histones sont de petites protéines que 1’on trouve en quantité abondante dans la cellule.
I1 existe cinq classes d’histones : les histones H1/HS, H2A, H2B, H3 et H4. Globalement,
les histones sont structurées dans leur partie centrale sous forme d’hélices alpha permettant
ainsi leur dimérisation, a I’exception de la famille H1/HS. Les histones H3, H4, H2A et
H2B se regroupent ensemble en octamere formé de deux diméres d’histone H3-H4 lesquels
s’assemblent en tétramere et auquel s’ajoute deux dimeres d’histones H2A-H2B. Cet
octamere protéique permet I’enroulement de 146 paires de base d’ADN pour former 1’unité
de base de la chromatine, c’est-a-dire le nucléosome (Luger et al. 1997) (Figure 1-1). A
I’extérieur du corps globulaire central, les extrémités N- et C-terminales (ou queues) des
histones sont beaucoup moins structurées et se retrouvent exposées a la surface du
nucléosome, leur permettant d’interagir avec d’autres protéines qui s’associent a la
chromatine. L’empaquetage de I’ADN se faisant sur différents niveaux de complexité, les
histones H1 et H5 vont permettre la liaison entre les différents nucléosomes et ainsi

favoriser un niveau de compaction supplémentaire dans la structure de la chromatine.
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Figure 1-1. Structure et composition du nucléosome.

L’octameére d’histones est composé du tétramére H3-H4 et de deux diméres H2A-H2B
autour desquels s’enroulent 146 paires de base d’ADN. Les queues N-terminales des
histones se retrouvent a la surface du nucléosome. (Tiré de (Luger et al. 2000)).

1.1.2. Fonctions de la chromatine

Tel que mentionné ci-haut, la chromatine permet tout d’abord I’empaquetage de I’ADN a
I’intérieur du noyau cellulaire. Il existe plusieurs niveaux de compaction de la chromatine.
Malgré que leur formation ne soit pas tout a fait bien comprise, chacun de ces niveaux
possede des caractéristiques physiques uniques (Figure 1-2). Le nucléofilament, formé des
octameres d’histones autour desquels s’est enroulé I’ADN, forme une structure secondaire
de 10 nm qui, au microscope, rappelle la forme d’un collier de perles. Il se forme ensuite
une structure beaucoup plus dense au microscope appelée fibre de 30 nm, créée entre autre
par les histones de liaisons H1 et H5 qui favorisent les liens inter-nucléosomaux et par la
queue N-term de I’histone H4 qui participe également a la compaction de la chromatine
(Dorigo et al. 2003). A un niveau encore supérieur, cette fibre s’enroule sur elle-méme pour
former d’éventuelle boucles de chromatine qui vont ultimement mener a la formation des
chromosomes mitotiques. En effet, c’est lors de la mitose que le niveau de compaction de la
chromatine est a son maximum, facilitant ainsi la division de I’ADN dans les deux cellules
filles. On nomme hétérochromatine la structure plus dense et donc ordinairement moins

transcrite formée par les niveaux de compaction supérieurs. A 1’opposé, on appelle



généralement euchromatine, la chromatine moins dense et donc plus accessible pour

différentes protéines tel que des facteurs de transcription (transcriptionnellement active).
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Figure 1-2. Niveaux organisationnels de la chromatine a I’intérieur du noyau.

Les différents stades de condensation de I’ADN double hélice jusqu’au chromosome
mitotique montrent un enroulement de I’ADN autour des histones suivi de la formation de
boucle qui permettent cet empaquetage serré. (Tiré de (Felsenfeld and Groudine 2003)).

La régulation de I’accessibilité pour différents facteurs protéiques est donc une autre des
fonctions importantes de la chromatine. Plusieurs processus cellulaires tel que la
transcription, la réplication et la réparation de I’ADN nécessitent un contact direct avec
celui-ci. En effet, chacun de ces processus a besoin que la chromatine soit dans un état
décondensé et « ouvert » afin de permettre aux différentes protéines effectrices telles que
les polymérases transcriptionnelles, réplicatives et réparatrices de pouvoir accéder a la
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molécule d’ADN. Plusieurs facteurs interviennent dans la régulation de cette accessibilité.
Tout d’abord, I’ADN peut étre méthylé et les différentes histones peuvent étre modifiés de
facon post-traductionnelles et ainsi moduler leurs interactions réciproques. Il existe
également des variants d’histones, des chaperons d’histones ainsi que des facteurs de
remodelage de la chromatine qui participent aussi a réguler la condensation et I’accés a la
chromatine. Nombreux de ces acteurs participant a faire fluctuer 1’accessibilité a la

chromatine et sont décrits en détails dans les sections suivantes.

1.1.3. Variants d’histones

Les histones H2A, H2B, H3 et H4 constituant communément le nucléosome sont dites
« canoniques ». Les génes encodant pour ces histones se retrouvent dans le génome sous
forme de groupes de répétition et sont transcrits au cours de la phase de réplication de
I’ADN (phase S) du cycle cellulaire. Ces histones sont également incorporées dans la
chromatine au cours de cette méme phase. Au cours de I’évolution, les génes d’histones ont
évolué de telle sorte que les organismes ont pu développer des variants d’histones (Malik
and Henikoff 2003). Ces variants, possédant des propriétés distinctes des histones
canoniques, ont permis a ces organismes d’ajouter de la diversification a la structure et a la
régulation de leur chromatine. Contrairement aux geénes d’histones canoniques, les genes
des variants d’histones se retrouvent en faible nombre de copies ou en copie unique dans le
génome. De plus, leur transcription n’est pas couplée a la réplication de I’ADN et a lieu
tout au long du cycle cellulaire. Les histones H2A et H3 possedent différentes isoformes
bien caractérisées, alors que celles de I’histone H2B sont tres peu définies et sont seulement
retrouvées dans les tissus testiculaires chez I’humain (H2B.1, H2B.W) (Skene and Henikoff
2013). Pour sa part, I’histone H4 ne semble pas avoir acquis de variants au cours de
I’évolution. Tous ces variants semblent aujourd’hui importants non seulement pour
moduler I’interaction des nucléosomes avec la chromatine, mais sont aussi impliqués dans

différents processus cellulaires et développementaux.

1.1.3.1. Les variants de I’histone H2A

L’histone H2A posséde la plus grande famille de variants. Contrairement aux autres
familles de variants, les isoformes de I’histone H2A sont les plus divergentes et

structuralement différentes de leur histone canonique (Bonisch and Hake 2012)
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(Vardabasso et al. 2013). Ceci confére donc a ses variants un réle important dans plusieurs
processus biologiques. Chez 1’humain, les plus connus de ces variants sont H2A.Z, H2A.X
ainsi que macroH2A. L’histone H2A.Z est principalement incorporée au niveau des sites
d’initiation de la transcription (TSS) dans les nucléosomes qui entourent la région
dépourvue de nucléosome (« nucleosome free region », NFR), permettant soit I’activation,
soit la répression de certains génes (voir aussi Figure 1-5) (Talbert and Henikoff 2010).
Egalement déposé dans des régions d’hétérochromatine subtélomériques, 1’homologue de
ce variant chez S. cerevisiae (htz1) a aussi montré un role dans I’arrét de la propagation de
ces régions réprimées (Venkatasubrahmanyam et al. 2007). De plus, H2A.Z semble étre
impliqué dans d’autres fonctions cellulaires telles que la réparation des cassures double-
brin, la stabilit¢ du génome et la ségrégation des chromosomes (Talbert and Henikoff

2010).

Le variant d’histone H2A.X joue pour sa part un rdle bien caractérisé dans la réparation de
I’ADN. En effet, ce variant possede une région C-terminale distincte de 1’histone H2A
canonique qui présente un motif de reconnaissance (SQ(E/D)(I/L/Y)) pour les kinases
ATM/ATR/DNA-PK impliquées dans la signalisation de cassures a I’ADN. La sérine de ce
motif est rapidement phosphorylé en réponse a un bris de I’ADN, c’est ce que 1’on appelle
alors YH2A.X. Cette marque d’histone se propagera ainsi sur 1-2Mb d’ADN et permettra le
recrutement de la machinerie de réparation de I’ADN. Mis a part son role démontré dans la
réparation, H2A.X jouerait aussi un rdle lors de la méiose dans I’inactivation du
chromosome male (Fernandez-Capetillo et al. 2003). Fait intéressant a noter, la drosophile
possede un variant d’histone hybride entre H2A.Z et H2A.X appelé H2Av. Ce variant
ressemble davantage a H2A.Z mais sa région C-terminale possede le motif de

phosphorylation retrouvé chez H2A . X.

Le variant macroH2A est retrouvé sur le chromosome X inactif dans les cellules femelles
de mammiferes (Costanzi and Pehrson 1998). Ce variant joue un rdle dans le maintien de la
répression des geénes présents sur ce chromosome. Il est aussi incorporé au niveau de genes
responsables de la pluripotence lors du développement, permettant leur répression et donc

la différentiation cellulaire (Pasque et al. 2012).



1.1.3.2. Les variants de [’histone H3

L’histone H3 posséde elle aussi deux variants majeurs, soit le variant CENP-A et I’histone
H3.3. CENP-A ne posséde que 60% d’homologie avec I’histone H3 canonique et est
retrouvée exclusivement aux centromeres des chromosomes ou elle est responsable de leur
maintien et de leur formation (Black and Cleveland 2011). Ce variant est également
responsable de la liaison aux kinétochores lors de la mitose (Talbert and Henikoff 2010).
Chez la levure ainsi que chez la drosophile, I’homologue Cse4 fait en sorte que ’ADN
s’enroule dans le sens anti-horaire autour des nucléosomes, alors que CENP-A confére un

enroulement horaire classique a I’ADN autour du nucléosome (Furuyama and Henikoff

2009).

Pour ce qui est du variant H3.3, il différe de I’histone H3 canonique (H3.1) de par
seulement 5 acides aminés. Ces acides aminés sont pour la plupart localisés a ’interface
d’interaction H3-H4. Ceci a pour effet de créer une spécificité d’interaction de ce variant
avec différentes chaperones d’histones (Elsasser et al. 2012; Liu et al. 2012a). Les
nucléosomes possédant le variant H3.3 sont principalement retrouvés dans les régions
promotrices des génes actifs ou ils mettent en place, conjointement a H2A.Z, un
environnement propice au recrutement de facteur de transcription (Jin et al. 2009;
Tachiwana et al. 2011). On retrouve également H3.3 dans certaines régions comme les
télomeres et dans la chromatine péricentromérique. Le role de ce variant a ces endroits est
moins caractérisé, mais certaines évidences expérimentales portent a croire qu’il serait aussi
responsable de réguler la transcription de geénes présents a ces endroits (Drane et al. 2010;
Lewis et al. 2010). Finalement, une particularit¢ majeure du variant H3.3 vient du fait que,
contrairement a [’histone canonique, il peut étre incorporé indépendamment de la

réplication de I’ADN (phase S) (Tagami et al. 2004).

1.1.4. Complexes de remodelage ATP-dépendants

En plus des variants d’histones qui participent a la régulation de la structure de la
chromatine, celle-ci est régulée de facon dynamique par des complexes de remodelage.
Ceux-ci permettent la restructuration de la chromatine en déplacant ou en ¢&jectant des
nucléosomes, ainsi qu’en déroulant ’ADN empaqueté autour des nucléosomes (Figure 1-

3). Ces actions peuvent donc moduler ’accessibilité de certaines protéines a I’ADN, tels
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que des facteurs de transcription ou des protéines de réparation. De plus, ils participent a
I’ajout de variants d’histones au sein de la chromatine et jouent donc un rdole majeur dans sa

régulation.
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Figure 1-3. Mécanismes d’action des complexes de remodelage de la chromatine.

Les complexes ATP dépendants permettent le déplacement ou 1’éviction de nucléosomes
sur la chromatine, ce qui permet une accessibilité pour des protéines liant ’ADN (DBP).
Par ces mécanismes, ils contribuent a I’échange et au dépot de variants d’histones sur la
chromatine, modifiant ainsi sa composition. (Tiré de (Clapier and Cairns 2009).)

1.1.4.1.  Différentes familles de complexes de remodelage de la chromatine

I1 existe 4 grandes familles de complexes de remodelage de la chromatine, celles-ci étant
trés conservées de la levure a I’humain, et tous utilisant ’hydrolyse de I’ATP pour exercer
leurs fonctions. Ces familles ont donc en commun un domaine ATPase qui sert de moteur
pour déplacer I’ADN et briser les interactions ADN-histone. Certaines caractéristiques des
complexes de remodelage rejoignent toutes les familles, comme par exemple le fait qu’elles
ont toutes une affinité pour les nucléosomes. Elles renferment également chacune des
domaines de reconnaissance pour des modifications post-traductionnelles des histones ainsi
que des domaines d’interactions avec d’autres protéines. De plus, tous les complexes de
remodelage de la chromatine, comme leurs noms 1’indiquent, se retrouvent sous la forme de

complexes multi-protéiques, a I’image des complexes de modification de la chromatine. Par
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contre, chacune de ces familles posséde des domaines protéiques uniques ou des fonctions

biologiques précises qui les distinguent.

La premicre famille est celle des complexes de remodelage SWI/SNF. Chez 1’humain, il
existe deux grandes enzymes ATPases faisant partie de cette famille, hBRM ou BRG1, qui
forment soit les complexes BAF et PBAF. Chez la levure les deux enzymes sont Snf2 ou
Sth1, qui forment respectivement les complexes SWI/SNF et RSC. Ces ATPases possedent
un domaine HSA (helicase-SANT) ainsi qu'un bromodomaine en C-term. De plus, les
protéines humaines interagissent a la fois avec une protéine d’actine et avec une protéine
ARP (hBAF53, actin-related protein). Cette famille est impliquée dans plusieurs activités
d’¢éjection ou de déplacement de nucléosomes. La majorité des fonctions biologiques
identifiées jusqu’a ce jour pour les complexes BAF/PBAF humains sont au cceur des
processus transcriptionnels autant pour son activation que lors de I’élongation (Kwon et al.
1994; Corey et al. 2003; Hsiao et al. 2003). Des rdles dans le développement et la
différentiation cellulaire ont aussi ét¢ montrés (de la Serna et al. 2001; Lickert et al. 2004;
Lessard et al. 2007; Huang et al. 2008). En plus de leur role transcriptionnel, le complexe
SWI/SNF a un rdle dans la réplication de ’ADN (Flanagan and Peterson 1999) ainsi que
dans la réparation de ’ADN (Chai et al. 2005) et le complexe RSC a un rdle dans la
réparation de I’ADN (Chai et al. 2005; Shim et al. 2007) ainsi que dans la ségrégation des

chromosomes lors du cycle cellulaire (Hakimi et al. 2002; Huang et al. 2004).

La deuxieme grande famille est appelée ISWI et contient 2 ATPases chez [’humain, soit
SNF2L ou SNF2H, qui forment les complexes NURF, CHRAC, ACF, NoRC, RSF et
WICH. Cette famille porte son nom di a I’homologie avec 1I’ATPase équivalente
découverte chez la drosophile, Imitation SWI. Chez la levure, on retrouve les ATPases
Iswl et Isw2, qui forment les complexes ISWla, ISWIb et ISW2. Les domaines
caractéristiques de cette catégorie d’ATPase se trouvent en C-term, un domaine SANT et
un domaine SLIDE qui ensemble permettent la liaison aux queues d’histones non modifiées
(Boyer et al. 2004). Alors que les complexes de levure ISWla/b semblent jouer un role
activateur dans la transcription (Moreau et al. 2003; Morillon et al. 2003), le complexe
ISW2 semble au contraire avoir davantage un rdle de répresseur transcriptionnel (Goldmark

et al. 2000; Fazzio et al. 2001; Whitehouse et al. 2007). De plus, les complexes ISW2 ainsi



que ACF, WICH et NoRC jouent un réle dans la réplication de ’ADN (Bozhenok et al.
2002; Collins et al. 2002; Li et al. 2005; Vincent et al. 2008). Finalement, le complexe ACF
possede un role dans 1’assemblage des nucléosomes (Fyodorov and Kadonaga 2002; Maier

et al. 2008).

Les complexes de remodelage de la famille CHD ont comme caractéristique principale, la
présence d’un tandem de chromodomaines a 1’extrémité N-term de I’enzyme. A I’instar de
la protéine CHD1 de levure qui est monomérique et qui existe également chez I’humain, le
complexe NuRD de cette famille est composé de plusieurs sous-unités chez 1’humain. Si
certains de ces complexes CHD peuvent glisser le long de la chromatine pour permettre
I’éviction de nucléosomes et activer ainsi la transcription (Simic et al. 2003; Walfridsson et
al. 2007), d’autres sont plutdot impliqués dans un mécanisme de répression
transcriptionnelle (Wade et al. 1999). Par ailleurs, un role dans le développement et la
différenciation cellulaire est aussi caractérisé pour le complexe NuRD (Fujita et al. 2004;

Kaji et al. 2006; Yoshida et al. 2008).

La derniére famille de complexes de remodelage est INO80. La caractéristique principale
des enzymes faisant partie de cette famille est que le domaine ATPase est divisé en deux
parties, ou une longue insertion permet la liaison de protéines Rvb1/2 et de protéines ARPs
(Jonsson et al. 2004). Chez la levure, il existe deux grands complexes dans cette famille,
soit INO80 et SWR1 (les enzymes portant les mémes noms que les complexes). Chez
I’humain, on retrouve aussi INO80, mais également SRCAP et TIP60, qui contiennent
p400. Fait intéressant a noter, la protéine de remodelage SWRI1 et le complexe MYST
acétyltransférase NuA4 qui sont séparés chez S. cerevisiae, ont fusionné au cours de
I’évolution pour former un seul grand complexe chez 1’humain appelé¢ TIP60-p400 (Doyon
et al. 2004). En effet, TIP60 contient non seulement une activité acétyltransférase analogue
a NuA4, mais sa sous-unité p400 est ’homologue de SWR1. Méme si SWR1 est similaire a
INOR&O, il possede la fonction unique d’éviction des dimeres de nucléosomes H2A-H2B et
les remplace par le variant dimérique H2A.Z-H2B (Kobor et al. 2004; Mizuguchi et al.
2004). De plus, les deux complexes sont recrutés au niveau du variant YH2A.X lors de la

réparation de I’ADN (Downs et al. 2004; Morrison et al. 2004; van Attikum et al. 2004;
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Papamichos-Chronakis et al. 2006). Finalement, le complexe INO80 a aussi un rdle

caractérisé dans I’activation de la transcription (Cai et al. 2007).

1.1.5. Les chaperons d’histones

Les derniers acteurs participant a la dynamique de la chromatine sont les chaperons
d’histones. Ces petites protéines participent a 1’assemblage de la chromatine en aidant au
dépot et a I’éviction des histones de I’ADN, mais contrairement aux complexes de
remodelage de la chromatine, leur activité ne requiert pas la présence d’ATP. Au cours de
différents processus cellulaires, les chaperons d’histones sont donc responsables de la prise
en charge des histones qui sont détachées de la chromatine, mais sont également

responsables du transport de nouvelles histones vers la chromatine.

Il existe plusieurs différents chaperons d’histones et tous ont une spécificité d’interaction
pour certains diméres particuliers d’histones. Les dimeres H2A-H2B sont pris en charge
par les chaperons FACT, Napl, Chzl (levure) et les nucléoplasmines. De plus, les diméres
contenant les variants de I’histone H2A sont également pris en charge par quelques-uns de
ces chaperons. Pour leur part, les dimeres d’histones H3-H4 sont transportés par les
chaperons Asfl, CAF-1, Rtt106 (levure), Vps75 (levure), Spt6, hNASP (yHifl chez la
levure), alors que les diméres contenant le variant H3.3 sont plutdt transportés par les

protéines HIRA et Daxx.

Il existe différents processus cellulaires qui nécessitent I’éviction ou encore [’ajout
d’histones a la chromatine et les chaperons se retrouvent donc au cceur de la régulation de
ces procédés. Lors de la transcription des genes, la machinerie d’initiation de la
transcription a besoin d’un acceés a I’ADN au niveau de la région promotrice des génes. Cet
acces est créé, entre autre, grace a une coopération entre des complexes de remodelage de
la chromatine, des complexes acétyltransférases ainsi que des chaperons d’histones. La
chaperone Asfl semble particulierement importante pour I’initiation de la transcription, car
elle a ét¢ montrée requise pour I’activation de certains genes chez la levure (Adkins et al.
2004; Korber et al. 2006; Rufiange et al. 2007). Des évidences de la littérature suggérent
que le role d’Asfl dans I’activation de la transcription passe également par sa modulation

de la marque H3K56ac. Asfl est requis pour I’acétylation de H3K56 par Rtt109 chez la
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levure (Recht et al. 2006; Adkins et al. 2007; Tsubota et al. 2007; Das et al. 2009). Cette
marque qui est présente au niveau des histones nouvellement synthétisées, déstabilise les
nucléosomes une fois incorporée dans la chromatine. Asfl, en incorporant des histones
possédant cette marque, faciliterait donc de nouvelles « vagues » d’initiation de la
transcription. La présence de H3KS56ac dans les cellules humaines reste toutefois
controversée. L’ARN polymérase doit avoir elle aussi un acces direct a I’ADN et les
nucléosomes doivent donc étre déplacés pour permettre 1’¢longation de la transcription. Ce
sont les chaperons FACT et Spt6 qui semblent plutdt intervenir dans ce processus et
plusieurs études ont montré qu’ils collaborent pour enlever les nucléosomes présents devant

I’ ARNpolll et pour les remettre suite a son passage (Li et al. 2007a).

La réplication de I’ADN a aussi besoin que les nucléosomes soient enlevés en avant de la
fourche de réplication et redéposés en arriére, a la fois sur le brin mére et sur le brin
nouvellement synthétisé. Les hélicases de la réplication, les MCMs, éjectent les
nucléosomes lors du déroulement de I’ADN et ces histones sont prises en charge par les
chaperons FACT et Asfl, qui s’occuperont respectivement des dimeéres H2A-H2B et H3-
H4 (Gambus et al. 2006; Groth et al. 2007). Les histones déposées en aval de la fourche
sont un mélange de nouvelles et d’anciennes histones. Les nouvelles histones H3-H4 sont
importées dans le noyau par la protéine chaperon NASP et ces dimeres sont déposés par le
chaperon CAF-1, qui interagit directement avec PCNA, le facteur de processivité de I’ADN
polymérase (Rolef Ben-Shahar et al. 2009; Campos et al. 2010). Ce processus implique
également la présence de H3K56ac sur les histones nouvellement synthétiséesdouble-brin
chez la levure (Li et al. 2008). Les dimeres H2A-H2B sont pour leur part déposés par
FACT et Napl (Alabert and Groth 2012).

Finalement, les chaperons d’histones sont également requis pour la réparation de 1’ADN.
Comme pour la transcription, cette implication se ferait en deux temps. En premier lieu
pour ’accés a I’ADN de la machinerie de réparation lors d’un dommage et en deuxiéme
lieu pour la redéposition d’histones suite a la réparation. Par contre, peu d’évidences dans
la littérature relatent de I’importance des chaperons pour avoir accéder aux sites de
dommage a I’ADN (Avvakumov et al. 2011). Ce role revient principalement aux

complexes de remodelage de la chromatine, tel que décrit précédemment (voir section
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1.1.4). La restauration de la structure de la chromatine suite a la réparation du dommage est
aidée par le chaperon FACT, qui remplace les diméeres YH2A.X-H2B par des diméres non
phosphorylés (Heo et al. 2008). Les protéines Asfl et CAF-1 participent également au
processus de restauration de la chromatine et sont importantes pour désactiver les points de
contrdles du cycle cellulaire en réponse aux dommages a ’ADN. (Chen et al. 2008; Kim

and Haber 2009).

1.1.6. Modifications post-traductionnelles des histones

Comme les queues N-terminales des histones sont exposées et a 1I’extérieur du nucléosome,
celles-ci deviennent donc des cibles pour les enzymes qui ajoutent des modifications post-
traductionnelles. Ces modifications, tout comme les variants d’histones, participent a la
régulation de la structure de la chromatine et mais jouent aussi un role signalétique
important pour divers processus cellulaires (Kouzarides 2007). Il existe aujourd’hui quatre
grands types de modifications post-traductionnelles des histones soit 1’acétylation,
I’'ubiquitination, la phosphorylation et la méthylation (Figure 1-4). Ces différentes
modifications sont déposées de fagon précise et spécifique a certains endroits du génome et
vont non seulement influencer la structure de la chromatine, mais vont aussi servir de plate-
forme de recrutement pour différentes protéines possédant des domaines de reconnaissance
pour ces modifications (voir Chapitre 2). Bien entendu, les enzymes qui déposent ces
différents groupements sur les histones et qui créent ainsi des « marques d’histones » se

trouvent au cceur de la régulation des fonctions de la chromatine.
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Figure 1-4. Modifications post-traductionnelles des histones.

(Tiré de (Allis 2007)).
1.1.6.1. La méthylation des histones

La méthylation consiste en un groupement méthyl qui s’ajoute soit aux résidus lysines ou
arginines. Chacun de ces résidus peut subir soit une mono-, di- ou tri- méthylation
(seulement les lysines pour la tri), ce qui augmente la diversité¢ des modifications que 1’on
peut retrouver dans le génome. De plus, la di-méthylation des arginines peut étre effectuée
de fagcon symétrique ou asymétrique et certains domaines de reconnaissance de ces marque
en feront la distinction (Couture et al. 2006; Han et al. 2006; Schuetz et al. 2006; Zhao et
al. 2009). Contrairement a d’autres modifications, la méthylation n’altére pas la charge des
résidus, mais affecte plutot leur caractere hydrophobe ainsi que leur taille. Plusieurs
enzymes méthyltransférases sont responsables de la méthylation spécifique de ces
différents résidus d’histones, tandis que la déméthylation est assurée par des déméthylases.
La premiére méthyltransférase identifiée a ét¢é SUV39OHI1 (KMT1A) chez la souris et chez
I’homme (Rea et al. 2000). Il existe aujourd’hui plus d’une trentaine de ces
méthyltransférases, la plupart identifiées par recherche d’homologie de séquence du
domaine SET catalytique, retrouvé dans les méthyltransférases (Black et al. 2012). Il
n’existe pour ’instant qu’une seule méthyltransférase qui n’a pas de domaine SET, soit
hDot1L (humain) ou Dotlp (levure) (KMT4) (Lacoste et al. 2002; van Leeuwen et al.
2002; Okada et al. 2005). Chaque méthyltransférase posséde une spécificité élevée de
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substrat, certaines ne reconnaissant que des lysines déja mono- ou di-méthylées. De plus,
certaines peuvent ajouter plusieurs stades de méthylation a la méme lysine, alors que
d’autre ne pourront ajouter qu’un seul groupement méthyl. Puisque la méthylation est une
marque tres stable, les deux classes principales de déméthylases n’ont été identifiées que
récemment. La premiére, LSD1, fonctionne avec un domaine amine oxidase (FAD)-
dépendant, alors que la seconde, les Jumonji, utilise leur domaine JmjC pour oxyder les
groupements méthyl a 1’aide de I’a-kétoglutarate (Shi et al. 2004; Trewick et al. 2005;
Tsukada et al. 2006; Whetstine et al. 2006; Cai et al. 2007). Les principales lysines
méthylées se trouvent sur I’histone H3 (H3K4, K9, K27, K36, K79), alors que la lysine 20
est retrouvée méthylée sur I’histone H4. Bien entendu, cette multitude de marques

d’histones est impliquée dans diverses fonctions cellulaires (voir également Chapitre 2).

Tout d’abord, la méthylation de H3K4 est une marque liée a ’activation transcriptionnelle
des genes a 1’échelle du génome. Chez la levure, il n’existe qu’une seule méthyltransférase
pour ce résidu, Setl, alors que chez les mammiféres, six ont été identifiées jusqu’a
maintenant (Ruthenburg et al. 2007a). Sa tri-méthylation est localisée principalement aux
régions promotrices ainsi qu’autour des sites d’initiation de la transcription et sa présence
est fortement corrélée avec le niveau d’expression des genes, puisqu’elle participe au
recrutement de la machinerie transcriptionnelle (Figure 1-5) (Bernstein et al. 2002; Santos-
Rosa et al. 2002; Liang et al. 2004; Vakoc et al. 2006). La distribution de la mono- et de la
di-méthylation de H3K4 varient davantage entre les organismes. Chez S. cerevisiae, la di-
méthylation recouvre une grande partie de la région codante des génes et la mono-
méthylation se concentre surtout autour de la région 3’ des génes (Pokholok et al. 2005).
Chez les vertébrés, la majorité de la di-méthylation co-localise avec la tri-méthylation de
H3K4 (Schneider et al. 2004). Il existe par contre certains sites ou il y a présence de
H3K4me2 sans H3K4me3, ces sites étant considérés comme régulateurs transcriptionnels
ou enhancers (Bernstein et al. 2005; He et al. 2010b). On retrouve également de la mono-
méthylation de H3K4 au niveau des enhancers de plusieurs génes (Heintzman et al. 2007;
Heintzman et al. 2009). La méthylation de la lysine 36 de H3 est elle aussi associée avec la
transcription. Contrairement 8 H3K4me3, elle se retrouve principalement au niveau de la
région codante des génes et joue un role dans I’¢longation (Kizer et al. 2005; Pokholok et

al. 2005; Barski et al. 2007). La méthylation de la lysine 79 de H3, déposée par hDotl, est

15



impliquée au niveau de la transcription des geénes aux télomeéres et permet d’établir les
frontiéres entre 1’euchromatine et 1’hétérochromatine (Ng et al. 2003; Altaf et al. 2007;
Fingerman et al. 2007). De plus, cette marque joue également un réle dans la réparation de
I’ADN, en permettant entre autre le recrutement de la protéine S3BP1 ou de son orthologue
de levure Rad9 via leur tandem de domaines Tudor (Huyen et al. 2004; Wysocki et al.
2005). Finalement, une fusion hDot1-MLL a été répertoriée dans certains cas de leucémies

et entraine une augmentation de la transcription du géne HoxA9 (Okada et al. 2005).

Contrairement aux méthylation de H3K4/K36/K79, les méthylation de H3K9 ainsi que de
H3K27 sont impliquées dans la formation d’hétérochromatine et la répression
transcriptionnelle (Peters et al. 2003; Roh et al. 2006). En effet, H3K9me permet
principalement le recrutement de la protéine HP1 (via son chromodomaine), une protéine
de structure de la chromatine responsable de la formation d’hétérochromatine (Lachner et
al. 2001). De plus, H3K27me est retrouvée au niveau des promoteurs de certains genes au
cours du développement et participe a leur répression (Lee et al. 2006; Roh et al. 2006). La
méthylation de H3K27 est effectivement trés abondante dans les cellules souches
embryonnaires, avec environ la moiti¢ des histones di-méthylées et 15% mono ou tri-
méthylées (Peters et al. 2003). Cette marque permet entre autre le recrutement des protéines
de la famille des Polycomb (via leurs chromodomaines), PRC1 et PRC2 (Simon and
Kingston 2009). Ces deux complexes protéiques non seulement peuvent lier H3K27me,
mais participent également eux-mémes a la modification de la chromatine. En effet, le
complexe PRC1 est responsable d’ubiquitiner H2AK119, alors que le complexe PRC2
permet la di et la tri-méthylation de H3K27 et ensemble ils participent a la répression

transcriptionnelle (Margueron and Reinberg 2011).
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Figure 1-5. Distribution de certaines modifications post-traductionnelles des histones sur
les régions promotrices et codantes des geénes.

La distribution des marques d’histones varient énormément autour des régions présentant
de la transcription. La méthylation de H3K4 est particuliérement importante pour le
recrutement de la machinerie transcriptionnelle, alors que la méthylation de H3K36 I’est
tout autant pour 1’élongation par I’ARN polymérase. Certaines marques comme H3K9me3
ou H3K27me3 participent a la répression transcriptionnelle. De plus, on retrouve le variant
d’histone H2A.Z autour des sites d’initiation de la transcription ainsi que I’acétylation des
histones présentes dans ces mémes régions. (Tiré de (Li et al. 2007a).)

Finalement, la méthylation de la lysine 20 de H4 joue un rdle autant au niveau de la
réplication de ’ADN, de la réparation, ainsi que dans la condensation de la chromatine et
dans la régulation de I’expression des génes (Botuyan et al. 2006; Yang and Mizzen 2009;
Kuo et al. 2012). Ces fonctions passent entre autre par les liaisons des protéines ORCI
(réplication) ainsi que de 53BP1 (réparation) (voir chapitre 2, section 2.4.2). De plus, il a
récemment ¢t¢ montré que la méthylation de la lysine 56 de ’histone H3 avait un role dans
la réplication de I’ADN, en permettant la rétention du facteur de processivit¢ de la

réplication PCNA a la chromatine (Yu et al. 2012).
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1.1.6.2.  L’acétylation des histones

En plus d’étre méthylées les lysines des histones peuvent aussi étre acétylées. L’acétylation
a lieu sur le groupement e-amine des résidus, ce qui a pour effet de neutraliser la charge
positive constitutive de cet acide aminé. Les groupements phosphates des acides nucléiques
de DI’ADN sont chargés négativement et interagissent normalement par liaisons
¢lectrostatiques avec le groupement amine de ces lysines. Une fois la charge neutralisée, la
liaison histone-ADN est donc diminuée. Ceci affecte la stabilit¢ des nucléosomes et la
chromatine se retrouve alors dans un état davantage relaché. De plus, 1’acétylation de la
queue N-term de I’histone H4 influence aussi les liaisons inter et intra-nucléosomales, ce
qui affecte les structures secondaires de la chromatine (Kan et al. 2009). Ce sont les
enzymes acétyltransférases qui sont responsables d’ajouter un groupement acétyl, en
utilisant 1’acétyl-coenzyme A comme donneur. A I’inverse, les déacétylases enlévent ces

groupements acétyl et permettent aux lysines de retrouver leur charge positive.

Puisque 1’acétylation déstabilise les nucléosomes, elle facilite 1’acces pour plusieurs
protéines nucléaires a I’ADN. Les régions promotrices sont donc acétylées de facon globale
pour faciliter la liaison de facteurs de transcription ainsi que de la machinerie
transcriptionnelle, et les niveaux d’acétylation corrélent avec les niveaux de transcription
(Figure 1-5). Les lysines acétylées servent également de plates-formes de recrutement pour
les protéines qui possedent des domaines de reconnaissance tels que les bromodomaines
(voir Chapitre 2). Chez la levure, 1’acétylation aux promoteurs est d’ailleurs requise pour y
recruter le complexe de remodelage SWI/SNF via le bromodomaine de sa sous-unité Snf2
(Hassan et al. 2002). Chez ’humain, la sous-unité BRG1 de SWI/SNF a aussi été montrée
pour lier H4K8ac (Agalioti et al. 2002). La lysine 27 de I’histone H3 est aussi acétylée aux
régions enhancers et correle avec 1’activation de la transcription (Creyghton et al. 2010).
Lors de la transcription, 1’acétylation permet aussi de déstabiliser les nucléosomes présents
en avant de ’ARN polymérase afin d’aider leur éviction et faciliter le passage de la
machinerie transcriptionnelle (Govind et al. 2007; Ginsburg et al. 2009). De plus,
I’acétylation semble aussi participer au démarrage des fourches de réplication de ’ADN au
niveau des origines et permet leur activation (Unnikrishnan et al. 2010). Une fois la
transcription ou la réplication terminées, les histones nouvellement synthétisées sont
déposées dans la chromatine via leur(s) chaperon(s). L’acétylation est également une

18



marque déposée sur les histones nouvellement synthétisées. L’acétylation des lysines 5 et
12 de I’histone H4 par Hatl sur ces nouvelles histones est d’ailleurs trés conservée de la
levure & I’humain (Kleff et al. 1995; Sobel et al. 1995). A 1’opposé, 1’acétylation de la
queue N-term de I’histone H3 n’est pas aussi bien conservée pour la déposition des
histones. Les lysines 9 et 27 sont acétylées sur les nouvelles histones de levure, alors que
I’acétylation d’H3 est difficilement détectable dans les cellules humaines (Sobel et al. 1995;
Kuo et al. 1996; Xu et al. 2005). On retrouve ¢également sur ces nouvelles histones
I’acétylation de H3K56 déposée par Rtt109 chez la levure, alors que sa présence est encore
controversée chez I’humain (Masumoto et al. 2005; Ozdemir et al. 2005; Xu et al. 2005;

Driscoll et al. 2007; Han et al. 2007; Li et al. 2008; Drogaris et al. 2012).

Par les mémes principes d’accessibilité et de plates-formes de recrutement, I’acétylation de
certaines lysines, principalement au niveau des histones H2A et H4 participent également a
la réponse aux dommages a ’ADN en permettant la liaison des protéines impliquées dans
ce processus aux sites de cassures (Bird et al. 2002; Downs et al. 2004; Sun et al. 2005;
Murr et al. 2006; Sun et al. 2009; Xu and Price 2011). Ceci est particuliérement vrai dans le
cas des cassures double-brin, ou I’acétyltransférase MYST NuA4 de levure a montré un
role important pour leur réparation (voir section 1.2.2.1). Finalement, I’acétylation de
H4K16 joue un rdle particulier dans la structure et la dynamique de la chromatine. Chez la
levure, cette marque déposée par Sas2 compétitionne avec la déacétylase Sir2 pour établir
les frontieres entre 1’euchromatine et 1’hétérochromatine (voir également section 1.1.6.2.4)
(Kimura et al. 2002; Altaf et al. 2007). De plus, cette marque participe a la compensation de
dosage des chromosomes X chez la drosophile (voir section 1.2.5.1). Elle est également
impliquée dans la modulation de la fibre de 30nm de la chromatine, puisqu’un mutant
constitutivement acétylé pour ce résidu (produit par ligation chimique des 22 premiers
acides aminés de la queue N-term de H4) bloque I’apparition de cette structure secondaire

(Shogren-Knaak et al. 2006).

Il existe deux grandes familles d’histone acétyltransférases, que I’on classe selon leur
domaine catalytique. La famille des GNATS (GcNS N-acétyltransférases), dont GenS5 est le
membre fondateur, a été la premiere identifiée. Il existe également la famille des MYST,

dont les membres fondateurs sont Morf, Ybf2 (Sas3), Sas2 et Tip60. Finalement, plusieurs
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autres protéines qui ne possedent pas de domaines HAT consensus se retrouvent parmi un
groupe d’acétyltransférases orphelines, la plus connue de celles-ci étant p300/ CBP. La
plupart des acétyltransférases forment des complexes protéiques stables, ou la sous-unité
catalytique est responsable d’acétyler, alors que les autres sous-unités serviront au ciblage
spécifique de certains loci sur la chromatine. En effet, la plupart des acétyltransférases ne
peuvent acétyler seule leur substrat sur la chromatine et la présence des autres sous-unités

des complexes est essentielle (Lee and Workman 2007).

1.1.6.2.1 La famille des GNATSs

Bien que Gen5 soit I'acétyltransférase majeure de cette famille, il existe quelques autres
enzymes dans cette catégorie, soit PCAF (humain), Hatl, Elp3, Nutl et Hpa2 (levure) (Lee
and Workman 2007). Chez la levure, la sous-unit¢ Gen5 forme des complexes distincts,
soit SAGA, SLIK et ADA. Chacun de ces complexes cible I’acétylation de la queue N-term
d’H3. GenS et ses complexes associés sont connus depuis longtemps pour jouer un role
dans la transcription (Brownell et al. 1996; Pollard and Peterson 1997), mais un réle plus
récent dans la réparation de I’ADN a aussi été identifi¢. La sous-unit¢ SAP130 du
complexe TFTC qui contient la protéine humaine GCNSL est trés homologue a la protéine
DDBI de la voie du NER (nucleotide excision repair) (Brand et al. 2001). De plus, le
complexe TFTC acétyle davantage la chromatine en présence d’ADN endommagé par les
rayons UVs et cet ADN posséde une plus grande quantité d’histones H3 acétylés autant
chez les mammiféres que chez la levure (Brand et al. 2001; Teng et al. 2002; Yu et al.

2005; Yu and Waters 2005).

1.1.6.2.2 La famille des MYSTs

Les acétyltransférases de la famille des MYSTs sont également trés conservées de la levure
a ’humain. Tout comme la famille des GNATS, elles se retrouvent sous la forme de
complexes protéiques. Le domaine MY ST présent dans les sous-unités catalytiques contient
un doigt de zinc C,;HC ainsi qu’un site de liaison pour I’acétyl-CoA (Utley and Cote 2003).
Il existe 4 grands complexes MYST chez I’humain, soit TIP60, MOZ/MORF, HBOI1 et
MOF. Chacun de ces complexes est impliqué dans différentes fonctions cellulaires. Une

section entiere est consacrée aux complexes MY ST acétyltransférases (voir section 1.2.).
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1.1.6.2.3 La famille CBP/p300

Comme son nom I’indique, cette famille possede comme protéines majeures CBP et p300.
Ces enzymes ont une grande homologie et possédent entre autre 3 régions riches en
cystéines et histidines, ainsi qu’un bromodomaine (Chan and La Thangue 2001). Ces
protéines sont connues pour €tre des co-activateurs transcriptionnels et interagissent avec
plusieurs facteurs de transcription. Elles sont impliquées dans la croissance, la
différentiation cellulaire ainsi que dans I’apoptose (Giordano and Avantaggiati 1999;
Goodman and Smolik 2000). Contrairement aux autres familles d’acétyltransférases, CBP
et p300 peuvent acétyler les quatre histones, a la fois in vivo et in vitro (Iyer et al. 2004). De
plus, cette famille de protéine est probablement celle qui posseéde la plus grande quantité de
substrats non-histones identifiés jusqu’a maintenant. En effet, plusieurs activateurs
transcriptionnels se trouvent acétylés par CBP/p300, mentionnons entre autre E2F, p53,

myb, p73, Rb, myoD et GATA1 (Iyer et al. 2004).

1.1.6.2.4 Les histones déacétylases (HDACs)

Jusqu’a ce jour, une grande quantité de HDACs ont été identifiées chez I’humain. On peut

diviser ces déacétylases en trois grandes classes, soit les classes I, II et III (sirtuines).

La classe I contient les déacétylases qui ont une homologie avec la déacétylase de levure
Rpd3. Parmi cette classe, on retrouve HDAC1/2/3 et 8 (Thiagalingam et al. 2003). Ces
enzymes sont exprimées de facon ubiquitaire dans les noyaux de plusieurs tissus et cette
catégorie de déacétylases forme des complexes multi-protéiques. On les retrouve entre
autre au sein des complexes CoOREST, NuRD, N-CoR, SMRT ainsi que mSin3A/B (Yang
and Seto 2008). Ces complexes jouent un role soit dans la transcription des genes, la
signalisation hormonale, le cycle cellulaire ou la réparation de I’ADN (Yang and Seto
2008). Chez la levure, il existe deux complexes Rpd3 (L ou S) et chacun joue un role dans
la régulation de la transcription des genes. Le complexe Rpd3S se retrouve au niveau de la
région codante alors que le complexe Rpd3L se situe au niveau de la région promotrice, ou
il favorise la répression transcriptionnelle (Kadosh and Struhl 1997; Carrozza et al. 2005a;
Carrozza et al. 2005b). Un schéma résumant les principaux acteurs ainsi que les principales
marques d’histones retrouvées aux régions promotrices et codantes est présenté a la figure

1-6.
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Figure 1-6. Acétylation et méthylation dynamique aux promoteurs et aux régions codantes
des génes.

Les acétyltransférases (HAT) et les déacétylases (HDAC) d’histones s’associent soit a la
région promotrice ou a la région codante via leurs domaines de reconnaissance pour les
marques d’histones acétylées ou méthylées (PHD, CHD, Brd, Tudor, PWWP). Ensemble,
ils participent a I’éviction des histones en avant de la polymérase transcriptionnelle (Pol II)
ainsi qu’a leur redéposition apres son passage. Les histones éjectées de la chromatine sont
prises en charge par des chaperons (FACT, Spt6, Asfl). On note également la présence de
la marque H3K4me3 au niveau de la région promotrice des genes et de la marque
H3K36me3 au niveau de la région codante.

La classe II contient les déacétylases homologues a la protéine Hdal de levure. Les
HDAC4/5/6/7/9/10 et 11 font partie de cette catégorie (Thiagalingam et al. 2003). Cette
classe forme des complexes protéiques beaucoup plus volumineux et la plupart ont leur
domaine catalytique en C-term. Contrairement a la classe I, la classe II est exprimée
majoritairement dans le cytoplasme des cellules et ne transigent dans le noyau que lorsque
nécessaire (Martin et al. 2007). De plus, elles sont capables de s’associer a plusieurs
facteurs de transcription tels que les importines et MEF2 (Bannister et al. 2000; Verdel et

al. 2000).

La derniére classe de déacétylases, les sirtuines (classe III), a été identifiée par homologie
avec la protéine Sir2 de levure. Il existe sept sirtuines chez 1’humain (SIRT1-7). Le
domaine catalytique de ces enzymes est dépendant du cofacteur NAD" et contient deux

motifs a doigts de zinc et un zipper de leucine (Imai et al. 2000). Leur activité aurait un role
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dans le «silencing» de la chromatine (formation d’hétérochromatine), dans le
vieillissement ainsi que dans le métabolisme cellulaire (Guarente 2000). La stimulation de
la formation d’hétérochromatine par Sir2 chez la levure est arrétée par la présence de la
marque H4K16ac, déposée par Sas2 a la frontiére avec 1’euchromatine (Kimura et al. 2002;
Altaf et al. 2007). Cette marque empéche donc la propagation de 1’hétérochromatine vers

les régions transcriptionnellement actives.

1.1.6.3. La phosphorylation des histones

Les résidus sérines et thréonines sont sujet a la phosphorylation. Cette modification est
déposée par des kinases et est reversée par des phosphatases. Cette marque est impliquée
dans la signalisation de différents processus nucléaires (voir Chapitre 2). Le plus important
exemple est la phosphorylation du variant H2A.X sur la sérine 139 (humain) qui permet le
recrutement de protéines de réparation a I’ADN (voir section 1.1.3.1). La phosphorylation
de certains résidus de I’histone H3 par la kinase Aurora B et est également importante pour
la ségrégation des chromosomes lors de la mitose. Finalement, on attribue aussi a cette
marque un role lors de la transcription, puisque la phosphorylation de plusieurs résidus est

impliquée dans I’activation ou la répression transcriptionnelle (Rossetto et al. 2012).

1.1.6.4.  L’ubiquitination des histones

Le groupement ubiquitine consiste en une petite protéine de 76 acides aminés, tres
conservée chez tous les eucaryotes. Elle contient une glycine a son extrémité C-terminale,
directement impliquée dans la réaction d’ubiquitination avec des résidus lysines contenus
sur d’autres protéines. Cette liaison peptidique peut avoir également lieu entre différentes
ubiquitines ou ’extrémité C-term d’une premicre molécule se liera soit aux lysines 48 ou
63 d’une autre molécule d’ubiquitine. Ceci a pour effet de créer une chaine de poly-
ubiquitination, elle aussi impliquée dans la signalisation de la cellule. La majorité de
I’ubiquitination retrouvée sur les lysines des histones est de la mono-ubiquitination, c’est-a-
dire qu’une seule ubiquitine se liera aux résidus de la protéine. Cette modification post-
traductionnelle est déposée par une série d’enzymes appelées E1 activatrices de
I’ubiquitine, E2 ubiquine-conjugases et E3 ubiquitine-ligases. Comme pour les autres
marques d’histones, cette modification est réversible et peut étre enlevée par des enzymes

qui déubiquitinent les protéines.
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De facon similaire aux marques d’histones précédentes, la mono-ubiquitination des
histones joue un réle important dans la transcription des geénes. Alors que 1’ubiquitination
de H2A semble inhiber la transcription des geénes (H2AKI119), celle de H2B a une
corrélation activatrice (Nakagawa et al. 2008) (Minsky et al. 2008). Chez la levure, des
¢tudes ont montré que l’ubiquitination de H2BK123 était requise pour qu’il y ait
triméthylation de H3K4 par Setl et de H3K79 par Dotl (marques activatrices de
transcription) (Dover et al. 2002; Sun and Allis 2002; Zhu et al. 2005; Lee et al. 2007).
Cette marque est déposée par les enzymes Rad6 (E2) et Brel (E3) (Hwang et al. 2003;
Wood et al. 2003). Les mono-ubiquitination de H2A/H2A.XK119 et de H2BK 120 jouent
¢galement un rdle dans la réparation de I’ADN. Déposées par RNF8, RNF20/RNF40 et par
RINGIB/BMII, ces marques servent au recrutement de la machinerie de réparation
(Marteijn et al. 2009; Wu et al. 2009; Ginjala et al. 2011; Moyal et al. 2011; Wu et al.
2011a). Par ailleurs, la poly-ubiquitination par RNF8 et RNF168 des histones H2A et
H2A.X a plus récemment aussi montré un role dans la réparation de I’ADN (Huen et al.
2007; Kolas et al. 2007; Mailand et al. 2007; Stewart et al. 2009). Finalement, la mono-
ubiquitination de H2A ainsi que de H2B semble avoir aussi d’autres rdles a jouer, dans
I’ouverture de la chromatine, dans I’établissement des frontiéres de 1’hétérochromatine et
dans I’inactivation du chromosome X femelle (de Napoles et al. 2004; Fang et al. 2004;

Fierz et al. 2011; Ma et al. 2011).

1.1.7. Interrelation entre les différentes marques d’histones

Comme il existe différentes marques d’histones qui peuvent avoir lieu sur la méme ou sur
différentes queues N-term ou encore dans le méme ou dans des nucléosomes adjacents, la
combinaison de ces marques est €¢galement importante. Celle-ci contribue a la diversité de
la reconnaissance par des protéines et ajoutent ainsi un niveau de complexité dans la
régulation de la chromatine et dans ses fonctions. Ce qui est appelé « code des histones »
est donc beaucoup plus compliqué qu’une simple marque qui recrute une protéine unique.
Plusieurs combinaisons de marques d’histones posseédent une fonction spécifique dans la
cellule et chacune donnera donc un résultat différent. De plus, les marques peuvent étre
interdépendantes et s’influencer (Figure 1-7). Cette influence peut avoir lieu en cis, c’est-a-

dire sur la méme queue N-term d’histone, ou encore en frans, sur des queues d’histones
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différentes. Une des interactions en cis bien caractérisée se retrouve sur la queue N-term de
I’histone H3. La phosphorylation de la sérine 10 favorise 1’acétylation de la lysine 14 (Lo et
al. 2000). Ensemble, ces marques contribuent a empécher la méthylation de la lysine 9 et
donc empécher le recrutement de la protéine HP1 (Dormann et al. 2006). De la méme
fagon, la phosphorylation de la sérine 1 de I’histone H4 semble réprimer ’acétylation des
lysines 5, 8 et 12 chez la levure (Utley et al. 2005). De plus, la méthylation de H4R3
semble aussi étre affectée par I’acétylation des lysines présentes sur la méme queue N-term
(Feng et al. 2011). Plus récemment, un mécanisme d’interdépendance en trans a aussi été
confirmé, ou I'ubiquitination de H2BK 123 est requise pour la méthylation de H3K4 et de
H3K?79, autant chez la levure que chez I’humain (Shahbazian et al. 2005; Kim et al. 2013;
Wu et al. 2013).
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Figure 1-7. Interrelation entre les différentes marques d’histones.

(Tiré de (Kouzarides 2007)).

1.1.8. Les domaines de reconnaissance des modifications post-traductionnelles
des histones

Comme mentionné ci-haut, chacune des marques d’histone peut é&tre reconnue par
différents domaines protéiques. Les complexes de modifications de la chromatine ainsi que
d’autres protéines, possedent des domaines de reconnaissance pour des marques d’histones
précises. Cette reconnaissance peut nécessiter une seule ou bien une combinaison de
modifications. Le Chapitre 2 revoit en détails tous les domaines de reconnaissance a la

chromatine ainsi que leur structure et leurs roles fonctionnels respectifs.

25



1.2. Les complexes associés aux acétyltransférases de la famille MYST

Puisque les complexes MYST acétyltransférases sont au coeur de mon sujet de thése, cette
section permettra d’approfondir les différentes connaissances obtenues jusqu’a ce jour a

leur égard.

Comme mentionné précédemment (voir section 1.1.6.2.3), il existe 4 grands complexes
MYST acétyltransférases chez I’humain, soit TIP60, MOZ/MORF, HBOl et MOF
(Figure 1-8). Chaque complexe est nommé en fonction de I’enzyme qui le compose. Trois
de ces complexes ont en commun un cceur tétramérique composé de la sous-unité
enzymatique (soit Tip60, HBO1 ou MOZ/MORF), la sous-unit¢ d’échafaudage (soit
EPC1/2, JADE1/2/3 ou BRPF1/2/3), d’une sous-unité ING (inbibitor of growth, soit ING3,
ING4 ou INGS) et de la protéine hEaf6. De son c6té, MOF se retrouve aussi sous forme de
tétramere, mais celui-ci est compos¢ de sa sous-unité catalytique (MOF) et de trois
protéines; MSL1, MSL2 et MSL3L1, ou MSLI est la protéine d’échafaudage du complexe.
De plus, une des particularités de ces complexes est le fait que plusieurs des sous-unités qui
les composent possédent des domaines de reconnaissance a la chromatine (domaines PHD,
bromodomaines, chromodomaines, PWWP domaines, etc.) (voir Figure 1-9). Ces domaines

cooperent pour cibler les complexes a la chromatine et les y retenir.

Puisque les MYST acétyltransférases participent a la régulation de plusieurs fonctions
cellulaires, il apparait aujourd’hui évident que ces complexes soient associés a la formation
de cancers. Par ailleurs, quelques-unes des sous-unités présentes au sein des complexes
MYST se trouvent sous la forme de fusions protéiques dans plusieurs types de tumeurs. Par
exemple, la fusion EPC-PHF1 se retrouve dans certains types de sarcomes utérins, alors
que la fusion MOZ-TIF2 est impliquée dans le développement de la leucémie myéloide
(Deguchi et al. 2003; Micci et al. 2006). Ceci semble donc suggérer que la perte ou le gain
de fonctions engendrés par 1’apparition de ces protéines de fusion (ou par la disparition de

la protéine sauvage) est au cceur du processus de transformation cellulaire.
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Figure 1-8. Schéma des complexes MY ST acétyltransférases.

Complexes MYST acétyltransférases présents chez I’humain ainsi que les différents

domaines protéiques présents dans les sous-unités enzymatiques. (Tiré¢ de (Avvakumov and
Cote 2007b)).
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Figure 1-9. Domaines de reconnaissance de la chromatine au sein des complexes
acétyltransférases de la famille MYST.

(adapté de (Avvakumov et al. 2012)).
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1.2.1. Les protéines INGs

Tel que mentionné ci-haut, les complexes MYST acétyltransférases comprennent une sous-
unité¢ de la famille ING (ING3/4/5), a I’exception de MOF, et ce autant chez la levure que
chez I’humain (Figure 1-9). Le membre fondateur de cette famille de protéine, INGI1, a
d’abord ét¢ identifié dans une étude de criblage de geénes dont I’expression était perdue
dans des cellules tumorales (Garkavtsev et al. 1996). Les autres INGs ont par la suite été
trouvées par homologie de séquence et sont aujourd’hui toutes associées a différents
cancers (Shimada et al. 1998; Nagashima et al. 2003; Shiseki et al. 2003). Chacune de ces
protéines possédent de nombreux variants d’épissage, mais on ne connait pas trés bien le
role de chacun de ces variants. A D’extrémité C-term de ces protéines, on retrouve un
domaine PHD trés bien conservé. Ce domaine lie la marque H3K4me3, présente aux
régions promotrices des genes (Pena et al. 2006; Shi et al. 2006; Champagne et al. 2008;
Hung et al. 2009; Saksouk et al. 2009). De plus, dans la protéine ING1, ce domaine se
trouve muté dans plusieurs types de cancers (Campos et al. 2004a) (Campos et al. 2004b).
En plus de leur domaine PHD, toutes les INGs possédent un domaine NLS (nuclear
localization signal) nécessaire pour I’importation au noyau. Malgré que ces protéines ne
posseédent pas d’activité catalytique intrinseéque, elles ont néanmoins une fonction
essentielle dans la cellule, en faisant le pont entre les complexes de modification de la
chromatine dont elles font partie et les loci génomiques qu’elles ciblent. D’ailleurs, on
attribue aux cinq INGs des roles dans le controle de la prolifération et de la croissance
cellulaire, dans la voie p53 et on leur confére des propriétés de suppresseurs de tumeur
(Campos et al. 2004a; Russell et al. 2006). Ce n’est d’ailleurs pas étonnant de les retrouver

mutées dans plusieurs cancers (Unoki et al. 2009).

28



SinFRApdaL Piccodo MuA4 MNuA3

mSinaHDAC MNudd HEBM MOZMORF

Human ING.
complaxes
: Daeacetylation at Global H4 KSKBK 12
Hislone targels Promotens H4/H24 acetylabion acelylation H3 K14 acatyiation
Transcription
Transcrption Ranalr Transcrption Transcription
Muclear funclions. Repalr He-mmguanaﬁ&n Replication Replication

Figure 1-10. Conservation de la structure des complexes contenant des protéines INGs.

Les cinq protéines INGs interagissent avec différents complexes de modification de la
chromatine, en majorité des complexes MYST acétyltransférase, a 1’exception d’ING1/2
qui interagissent avec un complexe déacétylase. De plus, ces complexes sont trés conserves
de la levure a ’humain. (Tiré de (Avvakumov and Cote 2007b))

Les protéines ING1 et ING2, contrairement aux autres INGs, se retrouvent dans un
complexe déacétylase appelé mSin3 (ou Rpd3L chez la levure, Figure 1-10). Ce complexe
posséde comme sous-unités 1’enzyme HDAC1/2, mais également les protéines BRMSI,
SAP30 et RPBI1. ING1 possede un domaine d’interaction pour la protéine de réplication et
de réparation PCNA et leur interaction semble réguler la réponse aux dommages par les
rayons UV ainsi que ’apoptose (Scott et al. 2001). Malgré I’absence d’un tel domaine dans
ING2, une interaction avec PCNA a quand méme été montrée et semble réguler la
progression de la fourche de réplication (Larrieu et al. 2009). Par ailleurs, la déplétion
d’ING2 dans des cellules U20S semble provoquer un passage plus rapide de la transition
G1/S, accompagné d’une diminution de ’expression de p21, un inhibiteur connu de cette

transition (Larrieu et al. 2010). La surexpression d’ING1 ainsi que d’ING2 dans des lignées
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cellulaires ont montré des phénotypes d’apoptose, de sénescence et d’arrét du cycle
cellulaire et ces effets sont probablement dus a leurs interactions avec la protéine p53
(Helbing et al. 1997; Nagashima et al. 2001; Soliman et al. 2008). Des knock down par
siARNs d’ING2 ont aussi montré des phénotypes de suppression tumorale par une

activation de la voie p53 et de la sénescence (Kumamoto et al. 2008).

La protéine ING3 se trouve pour sa part au sein du complexe MYST acétyltransférase
TIP60 (Doyon et al. 2004). Comme les INGs précédentes, ING3 a aussi €té montrée pour
avoir un réle dans les fonctions de transcription, d’apoptose et d’induction de I’arrét du
cycle cellulaire de p53 (Nagashima et al. 2003). Par ailleurs, un siARN dirigé contre ING3
a montré une inhibition de I’apoptose induite en réponse aux rayons UVs, renforgant ainsi

son réle de suppresseur de tumeurs (Wang and Li 2006).

Finalement, les protéines ING4 et INGS se retrouvent dans les complexes MYST
acétyltransférases HBO1 (ING4/5) et MOZ/MORF (ING5) (Doyon et al. 2006). Tout
comme les INGs précédentes, ING4/5 ont été montrées pour favoriser D’activité
transcriptionnelle de p53, suggérant également une activité suppresseur de tumeurs pour
ces protéines (Shiseki et al. 2003). D’ailleurs, ING4 est la seule ING qui a réellement été
confirmée comme étant suppresseure de tumeurs, suite a [’identification de mutants
donnant une perte de fonction a la protéine (Kim et al. 2010b; Moreno et al. 2010). Par
contre, certaines expériences de siARNs contre ces protéines ont montré des rdles distincts
pour les deux INGs. En effet, alors que la déplétion d’ING4 crée une accumulation des
cellules MCF7 en phase G2/M, la déplétion d’INGS crée plutét une accumulation en phase
S, lors de la réplication (Doyon et al. 2006). ING4 a aussi été associée dans la littérature a
I’inhibition de la protéine HIF-1, responsable de I’induction de I’hypoxie lors de
I’angiogénese, ainsi qu’a I’inhibition de la voie NF-«xB via I’expression d’IkB (Ozer et al.
2005; Colla et al. 2007; Coles et al. 2010). Des souris ING4™" ont d’ailleurs montré une
réduction du niveau d’expression d’IkB et une augmentation de I’expression de p65/RelA,
une sous-unit¢ de NF-kB (Coles et al. 2010). De plus, une interaction directe dans des
cellules de glioblastomes a été observée entre ING4 et p65/RelA, favorisant 1’inhibition de
I’activité transcriptionnelle de NF-kB (Garkavtsev et al. 2004). Finalement, ING4 a été

identifiée dans une étude de criblage pour des protéines supprimant la perte d’inhibition de

30



contact créée par la surexpression de l’oncogéne myc, renfor¢ant ainsi son rdle de

suppresseur de tumeurs (Kim et al. 2004).

1.2.2. TIP60

L’acétyltransférase de la famille MYST la plus étudiée est Tip60. Cette enzyme, qui fait
partie d’un complexe qui porte le méme nom, acétyle les lysines 5/8/12 sur 1’histone H4
ainsi que les lysines de I’histone H2A et ses variants H2A.X/H2A.Z, dans un contexte de
chromatine. Le complexe TIP60 possede un total de 16 sous-unités, qui incluent le sous-
ceeur tétramérique EPC1-Tip60-ING3-hEaf6, tel que discuté précédemment (Figure 1-8).
Chez la levure, I’homologue de Tip60, Esal, est la seule acétyltransférase essentielle a la
survie. L’expression de Tip60 est souvent diminuée dans plusieurs types de cancers, et sa
fonction semble liée a plusieurs voies de signalisation pro- et anti-oncogéniques
(Avvakumov and Cote 2007b). Par ailleurs, des expériences menées avec des souris ont
montré que Tip60 était une protéine suppresseur de tumeurs haplo-insuffisante pour la
formation de lymphomes activés par 1’oncogéne myc (Gorrini et al. 2007). En plus de ces
quatre sous-unités, on retrouve des protéines telles que TRRAP et p400, Brds,
MRGI15/MRGBP, DMAPI1, YL-1, Baf53a, GAS41, RUVBLI1/2 et une protéine d’actine
(Doyon et al. 2004; Doyon et al. 2006).

Malgré que le rdle de chacune de ces sous-unités ne soit pas bien défini, on sait notamment
que plusieurs sous-unités homologues de levure font également partie du complexe SWR1
de remodelage de la chromatine, qui permet 1’échange entre H2A et son variant H2A.Z
(voir section 1.4.1.1). La sous-unité p400, qui sert de protéine d’échafaudage au complexe
et qui posséde un domaine ATPase de type SWI2/SNF2, fait le pont entre la fonction
acétyltransférase du complexe TIP60 et la fonction de remodelage de la chromatine,
normalement effectuée par SWR1 chez la levure (Auger et al. 2008). Par ailleurs, p400 est
impliquée dans la sénescence par p53, via la transcription de p21 (Chan et al. 2005; Gevry
et al. 2007). Pour sa part, la sous-unit¢ TRRAP possede un domaine 1i¢ a la kinase de
réparation ATM (ataxia telangiectasia mutated) et joue un rdle dans la transformation
cellulaire par c-Myc ainsi que dans la voie de réparation des cassures double-brins de
I’ADN (McMahon et al. 1998; Murr et al. 2006). La sous-unit¢ DMAPI est aussi requise

pour I’activation de la protéine ATM et donc pour la réponse aux dommages (Penicud and
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Behrens 2013). Celle-ci est également trouvée liée a DNMTI1, une méthyltransférase de
I’ADN, au niveau des foyers de réplication de I’ADN et semble aussi jouer un role lors du
développement dans des cellules souches embryonnaires de souris (Rountree et al. 2000;

Mohan et al. 2011).

1.2.2.1.  Roles fonctionnels du complexe TIP60

En plus des histones, Tip60 est capable d’acétyler d’autres substrats. La majorité¢ de ces
protéines ciblées sont des facteurs de transcription et leur acétylation semble affecter a la
fois la stabilité et 1’activité de ces protéines (Sapountzi and Cote 2011). Par exemple,
I’acétylation de la protéine Rb par Tip60, semble la mener a sa dégradation dans le
protéasome, alors que 1’acétylation des facteurs de transcription p5S3 ou Notchl active ou
inhibe respectivement leur activité transcriptionnelle (Legube et al. 2004; Leduc et al. 2006;
Kim et al. 2007). On sait notamment que Tip60 cible la lysine 120 de p53 et que cette
acétylation permet de moduler la décision entre I’arrét du cycle cellulaire et ’entrée en
apoptose (Sykes et al. 2006; Tang et al. 2006). En plus de participer a I’initiation de la
transcription, NuA4/Tip60 permet également de faciliter le processus d’¢longation en
acétylant les nucléosomes (Ginsburg et al. 2009). L’association de cette acétyltransférase a
la chromatine a d’ailleurs été cartographiée sur le génome entier et a permis de constater
qu’elle se trouvait au niveau des promoteurs ainsi que sur la région codante des génes

(Wang et al. 2009b).

En plus de son role bien établi de régulateur de la transcription, le complexe TIP60 est aussi
lié a la voie de réparation des cassures double-brin. L utilisation d’un mutant de Tip60 dont
la fonction catalytique a été inactivée dans des cellules HeLa a permis de détecter que les
cellules étaient déficientes dans la réparation des cassures double-brin (Ikura et al. 2000).
Suite a cette découverte, I’acétyltransférase peut acétyler ATM et ainsi I’activer, ce qui
mene a larrét du cycle cellulaire, ainsi qu’a la phosphorylation du variant H2A.X autour de
la cassure (Sun et al. 2005). Chez S. cerevisiae, le complexe homologue NuA4 a aussi été
montré pour étre recruté directement au site de la cassure, et ce via sa sous-unité Arp4
(Downs et al. 2004). Des expériences de ChIP (chromatin immunoprecipitation) dans des
cellules souches embryonnaires utilisant un systéme artificiel de cassure double-brin avec

I’endonucléase I-Scel a permis de valider le recrutement de Tip60 et de TRRAP aux sites
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de cassures (Murr et al. 2006). Plus récemment, I’acétylation de 1’histone H4 par Tip60 aux
sites de cassure a montré une diminution du recrutement de la protéine 53BP1 qui permet la
réparation via le NHEJ (non-homologous end joining), favorisant ainsi la voie de réparation
par recombinaison homologue (Tang et al. 2013). Cette méme étude a d’ailleurs montré que
la déplétion de Tip60 par siARN montre une perte de foyers BRCA1l en réponse aux
dommages et un donc un défaut de la recombinaison homologue. Des études du complexe
chez la drosophile ont démontré qu’elle était également impliquée dans la restauration de
I’environnement chromatinien suite a la réparation de I’ADN, en facilitant le remplacement
des histones H2A.X phosphorylées par le variant non phosphorylé (Kusch et al. 2004).
Chez I’humain, la déplétion des sous-unités RUVBLI et Tip60 du complexe TIP60 ont
¢galement montré une persistance de la phosphorylation de H2A.X a la cassure, suite a la
réparation de I’ADN (Jha et al. 2008). Cette régulation se fait entre autre par 1’acétylation
de H2A.X par Tip60, ce qui méne a son ubiquitination et a sa dégradation (Ikura et al.

2007).

1.2.2.2. Domaines de reconnaissance de la chromatine au sein du complexe
TIP60

Tel que décrit au préalable, les complexes MYST posseédent de nombreux domaines
pouvant interagir avec différentes modifications présentes au sein de la chromatine (Figure
1-9). La sous-unit¢ enzymatique Tip60 (ou Esal chez la levure), possede un
chromodomaine qui peut interagir avec la marque H3K4mel présente au niveau des
enhancers (Jeong et al. 2011). De plus, ce domaine est essentiel pour I’acétylation des
nucléosomes par le complexe (Selleck et al. 2005). La sous-unit¢ MRGI15 possede
¢galement un chromodomaine qui lui peut reconnaitre H3K36me3 (Zhang et al. 2006). La
protéine Brd8 posséde quant a elle deux bromodomaines, alors que DMAP1 ainsi que p400
possedent chacun des domaines SANT. De plus, la protéine EPC1 (ou Epll de levure)
possede un domaine N-term appelé « EPcA » qui semble essentiel pour sa liaison a la
chromatine et pour son activité nucléosomale ((Selleck et al. 2005; Chittuluru et al. 2011;
Huang and Tan 2013) et Chapitre 4). Finalement, tel que discuté précédemment, la protéine
ING3 posséde un domaine PHD capable de recruter le complexe a la marque H3K4me3

(voir section 1.2.1).
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1.2.3. HBO1

L’acétyltransférase HBO1 a d’abord été identifiée comme interagissant avec les protéines
de réplication ORC1 (origin recognition complexe 1) et MCM2 (lizuka and Stillman 1999;
Burke et al. 2001). Cette enzyme s’associe avec les protéines JADE1/2/3, ING4/5 et hEaf6
pour former le complexe tétramérique HBO1, connu pour effectuer 1’acétylation globale
des lysines 5/8/12 de I’histone H4 (voir Figure 1-8). Ce role revient a un sous-complexe de
NuA4 chez la levure, Piccolo NuA4 (Boudreault et al. 2003). Fait intéressant a noter, le
gene HBOI1 a été identifié comme étant un site courant d’intégration rétrovirale, ce qui
provoque la formation de leucémies myéloides et de lymphomes des cellules B/T chez la
souris (Suzuki et al. 2002). Tout comme la protéine ING4 du méme complexe, il semblerait
qu’HBOI agissent en tant que suppresseur tumoral en inhibant NF-kB dans les cellules
293T (Contzler et al. 2006). Récemment, des souris HBO1”™ ont permis de montrer que
I’enzyme était également responsable de 1’acétylation de la lysine 14 de I’histone H3 au
cours du développement embryonnaire, et ceci semble avoir été¢ confirmé dans des cellules
érythroblastes (Kueh et al. 2011; Mishima et al. 2011). De plus, il semblerait que dans ces
cellules, HBOL1 soit associée avec la protéine d’échafaudage BRPF2, habituellement en
complexe avec I’acétyltransférase MOZ/MORF (Doyon et al. 2006; Ullah et al. 2008;
Mishima et al. 2011). L’association d’ING4 avec ’acétyltransférase a également montré
une stimulation de I’acétylation de I’histone H3 sur des nucléosomes, ce qui semble bien
suggérer que son activité peut également se diriger vers cette histone (Hung et al. 2009;
Saksouk et al. 2009). HBO1 semble aussi important pour la régulation du développement,
puisque les souris knock out meurent a 1’état embryonnaire. La protéine d’échafaudage du
complexe, JADEI, possede pour sa part deux variants d’épissage JADEIL et JADEIS qui
peuvent tous deux lier HBO1 (Saksouk et al. 2009). Par contre, le variant long permet de
cibler le complexe a la région promotrice des genes alors que le variant court permet de le
cibler a la région codante (Foy et al. 2008; Saksouk et al. 2009). Cette différence est causée
par la perte de I’interaction du variant JADEIS avec les protéines ING4/5, ce qui ne permet
plus au complexe de lier H3K4me3 aux promoteurs des genes (voir section 1.2.1). JADEI
possede elle aussi une fonction de suppresseurs de tumeurs dans certaines lignées de

tumeurs rénales ainsi qu’un role dans la régénération tissulaire de I’épithélium des cellules
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rénales (Zhou et al. 2005; Havasi et al. 2013). On attribue également a cette protéine, un

role dans I’inhibition de la voie de signalisation Wnt (Chitalia et al. 2008).

1.2.3.1.  Réles fonctionnels du complexe HBO1

En plus des roles dans le développement et la suppression tumorale attribués aux sous-
unités HBO1 et JADEI, le complexe HBO1 joue un rdle important dans le contrdle de la
transcription des génes. Comme sa fonction précédemment décrite de répresseur de la
transcription par le facteur NF-xB, il a ét¢ décrit chez la drosophile pour interagir avec les
protéines Polycomb afin de réprimer la transcription des genes HOX (Grienenberger et al.
2002). A I’opposé, HBOI joue aussi un role de co-activateur de plusieurs facteurs de
transcription, comme par exemple du récepteur nucléaire hormonal de la progestérone dans
les cellules de reins de singe ou encore de DFos et DJun chez la drosophile (Georgiakaki et

al. 2006; Miotto et al. 20006).

Le rdle le mieux décrit pour HBO1 se retrouve par contre au niveau du processus de
réplication de I’ADN. Tel que mentionné ci-haut, la protéine a d’abord été trouvée liée aux
protéines ORC1 et MCM2 de la réplication, qui font partie du complexe de pré-initiation de
la réplication. Chez Xenopus laevis, la déplétion de XHbol entraine d’ailleurs une perte du
complexe MCM2-7 au niveau de la chromatine, ce qui abolit la réplication de I’ADN dans
ces cellules (lizuka et al. 2006). Cette étude montre €également qu’HBO1 peut acétyler in
vitro les protéines ORC2, MCM2 et CDC6. Un role d’HBOI1 dans la réplication des
cellules pré-adipocytes de souris a aussi été évoqué (Johmura et al. 2008). Dans les cellules
humaines, la déplétion d’HBO1 bloque la progression du cycle cellulaire et diminue la
quantité de cellules en phase S (Doyon et al. 2006). Récemment, HBO1 a été montré pour
interagir directement avec la protéine Cdtl du complexe de pré-réplication dans les cellules
HeLa (Miotto and Struhl 2008). La surexpression d’HBO1 entraine d’ailleurs une
augmentation de la re-réplication (plus d’une initiation de la réplication par cycle cellulaire)
dans ces cellules ainsi que dans d’autres lignées. Finalement, une étude utilisant un mutant
dead catalytic pour I’enzyme, a permis de constater que son activité acétyltransférase sur
I’histone H4 était requise pour la formation des complexes de pré-initiation aux niveaux des

origines de réplication et que cette activité était inhibée par le recrutement de la protéine
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Geminin (qui meéne a la dégradation de Cdtl suite au démarrage de la fourche de

réplication) au niveau de ces origines (Miotto and Struhl 2010).

1.2.3.2. Domaines de reconnaissance de la chromatine au sein du complexe
HBOI

Le complexe initial HBO1-Jade posséde plusieurs domaines PHD éparpillés parmi les sous-
unités ING4/5 ainsi que JADE1/2/3 (Figure 1-9). Le domaine PHD d’ING#4 et celui d’ING5
interagissent avec la marque H3K4me3, localisée aux sites d’initiation de la transcription et
ciblent le complexe a ces endroits (Champagne et al. 2008; Hung et al. 2009; Saksouk et al.
2009). Les protéines JADEs posseédent quant a elles deux domaines PHD (PHD1 et PHD2)
séparés par un Zn knuckle, pour former le PZP (PHDI1-Zn knuckle-PHD2). Ces PHDs
reconnaissent tous deux la queue N-term de I’histone H3, mais contrairement aux PHDs
des protéines INGs, le PHD1 perd toute liaison en présence de la triméthylation de la lysine
4 de I’histone H3 (Saksouk et al. 2009). D’ailleurs, le PHD1 est dominant en terme
d’interaction par rapport au PHD2, puisque I’utilisation d’une protéine recombinante
comprenant uniquement le domaine PZP de JADE1 se comporte de facon similaire au
PHDI1, c’est-a-dire que son interaction avec I’histone H3 est perdue en présence de
H3K4me3. Finalement, le PHD2 est tout de méme essentiel pour la liaison in vivo du
complexe a la chromatine, puisque ’utilisation d’un mutant APHD2 dans les cellules 293T

perd I’interaction avec la chromatine (Saksouk et al. 2009).

1.2.4. MOZ/MORF

Le complexe MYST acétyltransférase MOZ/MORF, responsable de 1’acétylation de
H3K14/K23, posséde soit MOZ ou MORF comme enzyme. Celles-ci sont trés similaires et
lient individuellement les protéines d’échafaudage BRPF1/2/3 via leur domaine catalytique
MYST (Doyon et al. 2006; Ullah et al. 2008). Dans le méme complexe, on retrouve
¢galement les protéines ING5 et hEaf6 (voir Figure 1-8). L’acétyltransférase MOZ a
d’abord été identifiée comme partenaire d’une fusion avec la protéine CBP suite a une
translocation chromosomale dans certaines leucémies my¢loides aigues (Borrow et al.
1996). Suite a cette découverte, la protéine MORF a été trouvée par simple homologie de
séquence, alors qu’une étude génétique indépendante a permis d’identifier 1’homologue

chez la levure, Sas3 (Reifsnyder et al. 1996; Champagne et al. 1999). Depuis, d’autres
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translocations chromosomiques impliquant les protéines MOZ ou MORF ont été
identifiées, dont MOZ-p300, MOZ-TIF2 et MORF-CBP (Carapeti et al. 1998; Chaffanet et
al. 2000; Panagopoulos et al. 2001). Certaines de ces fusions ont d’ailleurs ét¢ montrées
comme étant directement responsables de la transformation cellulaire, autant in vitro que
suite a leur injection chez la souris (Deguchi et al. 2003). Il apparait donc évident que la
dérégulation des acétyltransférases MOZ et MORF soit responsable de la transformation
oncogénique et que ces protéines jouent des roles essentiels dans le controle de la

prolifération cellulaire.

1.2.4.1.  Réles fonctionnels du complexe MOZ/MORF

L’un des rdles les mieux caractéris¢ pour MOZ se retrouve dans le développement, en
particulier pour I’expression des genes HOX ainsi que dans 1’hématopoicese. En effet,
I’utilisation de souris MOZ™ a permis de détecter un défaut dans la production de cellules
souches hématopoiétiques (Katsumoto et al. 2006; Thomas et al. 2006). Dans ces souris, on
note aussi une baisse considérable de I’expression de genes tels que c-kit et HOXA9. Par la
suite, une souris exprimant un mutant dont la fonction catalytique a été inactivée de
I’enzyme MOZ a été créée, et celle-ci montre également une baisse significative du nombre
de précurseurs hématopoiétiques (Perez-Campo et al. 2009). Ceci suggere donc que le role
de MOZ dans le développement des cellules souches de 1’hématopoicse passe par son
activité acétyltransférase. Un lien pour cette enzyme avec 1’expression des différents génes
HOX a également été montré dans plusieurs autres études (Miller et al. 2004; Crump et al.
2006; Voss et al. 2009; Qiu et al. 2012). Lorsque 1’on effectue le knockout d’un geéne
encodant pour une protéine du méme complexe, BRPF2, les embryons de souris montrent
des défauts séveres d’érythropoieése (Mishima et al. 2011), alors que des défauts
d’expression des génes HOX apparaissent lorsqu’elle est mutée chez le poisson zébre (Laue
et al. 2008). Ces phénotypes récapitulent donc ceux observés en I’absence de la sous-unité
catalytique du complexe. Plus récemment, une étude a révélé que la délétion de MOZ
phénocopiait également le syndrome de DiGeorge chez la souris, une maladie génétique
causée par la perte de I’expression du gene TBX1 (Voss et al. 2012). Ce phénotype serait
causé par la perte d’expression de TBX1 en absence de MOZ. Un role dans la régulation du
développement a aussi été attribu¢ a MORF, ou ’homologue chez la souris, Querkopf, joue
par contre un role dans la neurogénése (Thomas et al. 2000; Merson et al. 2006). Toutes ces
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données démontrent donc I’importance que posséde le complexe MOZ/MORF dans la
régulation du développement, surtout via son controle de 1’expression de certains génes

essentiels a ce processus.

En plus d’influencer la transcription des génes HOX au cours du développement, le
complexe MOZ/MORF joue également un rdle de co-activateur transcriptionnel pour
plusieurs autres facteurs de transcription. Tout d’abord, il a ét¢ montré que MOZ interagit
avec la protéine AMLI1 pour I’acétyler et permet de stimuler la transcription de ses génes
cibles (Kitabayashi et al. 2001). Cette acétyltransférase est également capable d’interagir
avec la protéine p65 de NF-xB et d’augmenter 1’expression des geénes ciblés par ce facteur
de transcription (Chan et al. 2007). De plus, MOZ peut acétyler ainsi que lier la protéine
p53 dans des fibroblastes embryonnaires de souris et ceci permet 1’expression de la protéine

d’arrét du cycle cellulaire p21 (Rokudai et al. 2009).

Finalement, puisque la déplétion de la protéine ING5 du complexe entraine un défaut de
progression dans la phase S du cycle cellulaire, il est suggéré que tout comme le complexe
HBO1, MOZ/MOREF puisse aussi jouer un réle dans la réplication de ’ADN (Doyon et al.
2006).

1.2.4.2. Domaines de reconnaissance de la chromatine au sein du complexe
MOZ/MORF

Le complexe acétyltransférase MOZ/MOREF est celui qui possede le plus de domaines de
reconnaissance de la chromatine parmi ses sous-unités (Figure 1-9). Tout d’abord, les sous-
unités catalytiques MOZ et MORF possédent elles-mémes un tandem de domaines PHD.
Ce tandem a d’ailleurs récemment été montré pour lier une combinaison étonnante de
marques présente sur la queue de I’histone H3. En effet, les deux domaines PHD
reconnaissent H3K14ac combiné a H3R2 non modifi¢ et sont nécessaires pour la liaison du
complexe a la chromatine (Ali et al. 2012; Qiu et al. 2012). Les protéines d’échafaudage
BRPFs possedent quant a elles un domaine PZP (PHDI-Zn-knuckle-PHD2), un
bromodomaine ainsi qu’un domaine PWWP. Les domaines PHD1 et PHD2 de la protéine
BRPF2 ont également fait 1’objet d’études récentes, ou on identifie que la lysine 4 de
I’histone H3 ne doit pas étre méthylée pour qu’il y ait liaison du PHD1, alors que le PHD2

semble étre un domaine PHD atypique possédant des caractéristiques de liaison & I’ADN
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(Qin et al. 2011; Liu et al. 2012¢). Le domaine PWWP de BRPF1 a aussi été caractérisé et
montre une préférence de liaison a H3K36me3(Laue et al. 2008; Vezzoli et al. 2010). Dans
une ¢tude a grande échelle d’interactions de plusieurs protéines a bromodomaines avec
différentes marques d’histones, le bromodomaine de BRPF1 a montré une certaine affinité
pour plusieurs lysines acétylées, mais ces résultats restent probablement a étre revalider
(Filippakopoulos et al. 2012). Finalement, la sous-unit¢ ING5 posséde, tel que mentionné

déja a plusieurs reprises, un domaine PHD qui reconnait H3K4me3.

1.2.5. MOF

L’acétyltransférase MOF est responsable de la majorité de I’acétylation de H4K16 dans
plusieurs organismes (Smith et al. 2000; Kimura et al. 2002; Shia et al. 2005; Smith et al.
2005; Taipale et al. 2005). Il existe deux complexes humains contenant cette enzyme. Le
premier, MOF-MSL est formé des protéines hMSL1, hMSL2 et h(MSL3 (Smith et al. 2005).
Le second, MOF-MSLI1v1 est formé des protéines MSL1v1, PHF20, MRCS1/2, WDRS5 et
de composantes des pores nucléaires (Li et al. 2009). Ces deux complexes posseédent des
fonctions trés différentes et le deuxiéme, récemment caractéris¢, acétyle la protéine pS3 sur
la lysine 120 et contribue ainsi a la régulation de son activité, tout comme le fait Tip60 (L1
et al. 2009). Chez la drosophile, le complexe MOF-MSL est trés similaire a celui humain,
mais contient en plus la protéine MLE, ainsi que deux ARNs non-codants, rox1/2 (Rea et
al. 2007). Deux ¢études ont publié¢ un knockout de MOF chez la souris. Ces deux études ont
observé que cette délétion était 1étale au stade embryonnaire et abolissait 1’acétylation de

H4K16 (Gupta et al. 2008; Thomas et al. 2008).

1.2.5.1.  Roéles fonctionnels du complexe MOF-MSL

En plus d’acétyler la protéine p53 et d’auto-acétyler ses sous-unités MSL1 et MSL3, MOF
est également capable de cibler TIPS, une composante du complexe de remodelage NoRC
(Buscaino et al. 2003; Zhou et al. 2009). Chez la drosophile, le complexe MOF-MSL est
trés bien caractérisé et est responsable de la compensation de dosage des chromosomes X
sexuels. Cette compensation est effectuée en doublant le niveau de transcription du
chromosome X sexuel chez le male pour égaliser I’expression faite par deux chromosomes
X sexuels chez la femelle. Ce controle de la transcription génique passe par I’acétylation de

H4K16 sur le chromosome X (Akhtar and Becker 2000; Smith et al. 2000). Bien que le rdle
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du complexe humain soit un peu différent puisque la compensation de dosage passe par une
inactivation d’une copie du chromosome X chez la femelle, la grande similarité entre les
complexes orthologues suggere que celui-ci joue tout de méme un réle dans la régulation
transcriptionnelle. Des expériences de déplétion de hMOF et de hMSL1 ont d’ailleurs
montré une dérégulation de I’expression de plusieurs génes dans des cellules HeLa (Smith
et al. 2005). Finalement, le complexe semble également jouer un role dans la réponse aux

dommages a I’ADN, en permettant son activation (Gupta et al. 2005; Sharma et al. 2010).

1.2.5.2. Domaines de reconnaissance de la chromatine au sein du complexe
MOF-MSL

I1 existe peu de domaines de reconnaissance de la chromatine caractérisés dans le complexe
MOF-MSL. Les sous-unités hMOF et MSL3 possede chacune un chromodomaine. Celui
de MSL3 a été montré pour lier H3K36me3 et cette liaison permet au complexe de s’étaler
sur le chromosome X afin d’activer la transcription des geénes pour la compensation de
dosage (Sural et al. 2008). La délétion du chromodomaine de MOF montre également que
ce domaine est essentiel pour 1’acétylation de H4K 16 chez la drosophile et pour 1’étalement
du complexe MOF-MSL sur le chromosome X (Conrad et al. 2012). La protéine MSL2

possede quant a elle un domaine RING, mais qui n’a pas été caractérise.

1.3. But du projet de doctorat

La composition des complexes comprenant des protéines INGs a été¢ décrite en détail par
mon laboratoire d’accueil de doctorat (Doyon et al. 2006). Parmi ses complexes, on
retrouve notamment trois MYST acétyltransférases qui ont d’ailleurs fait 1’objet d’études
approfondies autant par notre groupe que par divers autres laboratoires. Certains résultats
obtenus suggérent que les complexes MYST-ING participent a plusieurs fonctions

nucléaires, tel que la transcription, la réplication et la réparation de I’ADN.

Mon projet de doctorat s’est principalement concentré sur deux de ces complexes, soit le
complexe HBO1 ainsi que le complexe MOZ/MORF. Nous avions auparavant démontré
que P’acétyltransférase HBO1 pouvait s’associer a deux variants d’épissage de la protéine
JADE1 (JADEIL vs JADEI1S) et que ces associations pouvaient réguler non seulement la

composition du complexe, mais aussi sa la localisation génomique (Saksouk et al. 2009).
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Afin de pousser plus loin la caractérisation de ces complexes MYST, mon premier objectif
de thése a été de poursuivre la dissection des différents domaines protéiques présents au
sein de ces deux complexes et de caractériser leurs interactions soit avec les autres sous-
unités, soit avec la chromatine. Par des analyses biochimiques, nous avons mis en lumiére
le mode d’assemblage des complexes MYST. Nous avons également caractérisé les
différents domaines de reconnaissance de modifications post-traductionnelles des histones
compris dans ces complexes, afin de déterminer leur mode de recrutement. Des analyses a
I’échelle du génome entier nous ont d’ailleurs permis de localiser ces protéines a des loci
bien précis. De plus, il nous a été possible de constater I’importance de 1’association des

protéines INGs sur la fonction suppresseur de tumeur du complexe HBO1-JADE.

Jusqu’a récemment, I’acétyltransférase HBO1 avait ét¢ montrée pour n’étre en complexe
qu’avec les protéines JADEs. De nouvelles études ont par la suite laissé croire, que la
protéine pouvait également s’associer dans un nouveau complexe avec les BRPFs,
normalement comprises dans le complexe MOZ/MORF (voir figure 1-7) (Mishima et al.
2011). Suite a une purification de la protéine BRPF1, j’ai pu également constater
I’association de HBO1 avec cette protéine. Comme deuxiéme objectif de these, j’ai donc eu
a caractériser le nouveau complexe HBOI1-BRPF1 et a démontrer sa spécificité
d’acétylation. En utilisant des essais d’acétylation in vitro combinés a des expériences
d’immunoprécipitation de la chromatine (in vivo), j’ai pu établir un nouveau mode de
régulation de D’activité¢ acétyltransférase de la protéine HBOI. Ce mécanisme étonnant
démontre un changement de spécificité de I’activité catalytique des MYST en fonction de

leur association aux protéines d’échafaudage.
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2.1. Résumé

Les modifications post-traductionnelles (MPTs) des histones permettent de réguler la
structure ainsi que la dynamique de la chromatine. Les MPTs peuvent moduler les
interactions directes entre I’ADN et les histones, mais créent également des plates-formes
de recrutement pour des protéines effectrices ou encore simplement pour des protéines
« lectrices », possédant des domaines de reconnaissance pour ces MPTs. La liaison de ces
protéines permet le recrutement et la stabilisation de différents acteurs des voies de
signalisation nucléaires, et ce a des sites bien précis du génome. Ainsi, les processus de
transcription des geénes ainsi que de réparation, de recombinaison et de réplication de
I’ADN dépendent en effet du recrutement des protéines de ces voies a la chromatine. Cette
revue met en avant-plan les derniéres avancées concernant la caractérisation de la liaison
aux MPTs des histones ainsi que I’identification de nouvelles protéines « lectrices » de ces

marques.
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2.2. Abstract

Post-translational modifications (PTMs) of histones provide a fine-tuned mechanism for
regulating chromatin structure and dynamics. PTMs can alter direct interactions between
histones and DNA and serve as docking sites for protein effectors, or readers, of these
PTMs. Binding of the readers recruits or stabilizes various components of the nuclear
signaling machinery at specific genomic sites, mediating fundamental DNA-templated
processes, including gene transcription and DNA recombination, replication and repair. In
this review, we highlight the latest advances in characterizing histone-binding mechanisms
and identifying new epigenetic readers and summarize the functional significance of PTM

recognition.
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The genetic material of eukaryotic cells is packaged into the nucleus in the form of
chromatin. Chromatin is made up of building blocks called nucleosomes. Each nucleosomal
particle contains an octamer of four histone proteins, H2A, H2B, H3 and H4, around which
genomic DNA is wound almost twice (Luger et al. 1997). The nucleosomes undergo
recurrent structural rearrangements through DNA unwrapping and rewrapping and histone
core disassembly and assembly, and are subject to covalent modifications. The
modifications, or epigenetic marks, have been identified on both DNA and histones. While
DNA can primarily be methylated, histones are capable of carrying a wide array of
posttranslational modifications (PTMs) (Kouzarides 2007). A particularly large number of
PTMs have been discovered on the histone tails that protrude from the nucleosomal core
and are freely accessible to enzymes for the deposition or removal of PTMs (Fig. 1). The
mechanism by which histone PTMs affect chromatin structure and dynamics can generally
be broken into two categories. Histone PTMs can directly influence histone-DNA and
histone-histone interactions or can be targeted by protein effectors, also referred to as

histone-binding domains or readers of PTMs.
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Figure 2-1. Readers of histone PTMs.

Recognition of the methylated (me) lysine, methylated (me) arginine, acetylated (ac) lysine
and phosphorylated (ph) serine and threonine residues of the N-terminal histone H3 tail by
indicated readers.

The specific recognition of PTMs by readers recruits various components of the

nuclear signaling network to chromatin, mediating fundamental processes such as gene
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transcription, DNA replication and recombination, DNA damage response and chromatin
remodeling. Chromatin-associating complexes often contain multiple readers within one or
several subunits that exhibit specificities for distinct PTMs. Coordinated binding to
multiple PTMs can provide a lock-and-key type mechanism for targeting particular
genomic sites and ensuring the proper biological outcomes. Misreading of epigenetic marks
has been shown to underlie a host of human diseases including autoimmune and
developmental abnormalities and cancer (Portela and Esteller 2010; Dawson and
Kouzarides 2012). More recently, misregulation of epigenetic pathways has been
implicated in addiction, schizophrenia and other mental disorders(Tsankova et al. 2007,
Robison and Nestler 2011). Thus, understanding the molecular mechanism and functional
significance of reader-PTM interactions is essential to understanding not only the basic
mechanisms of epigenetic regulation, but also the etiology of epimutation-induced human

diseases.

In this review we outline known readers of histone PTMs, detail their mechanisms of
action, and discuss crosstalk between protein effectors and consequences of the

combinatorial readout of PTMs.

2.3. History of histone PTMs

The first posttranslational modifications of histones were discovered nearly 50 years ago
(Allfrey et al. 1964). However, it wasn’t until 30 years later that enzymatic activities of a
histone acetyltransferase and a deacetylase were directly linked to transcriptional regulation
(Brownell et al. 1996; Taunton et al. 1996). In addition to lysine acetylation, numerous
PTMs have now been identified, including methylation, ubiquitination, sumoylation,
crotonylation, butyrylation, and propionylation of Ilysine residues, methylation,
citrullination, and ADP-ribosylation of arginine residues, and phosphorylation and
glycosylation of serine and threonine residues. As a significant level of interplay between
PTMs has begun to unfold, it led Strahl and Allis to propose the histone code hypothesis,
which states that ‘multiple histone modifications, acting in a combinatorial or sequential
fashion on one or multiple histone tails, specify unique downstream function (Strahl and
Allis 2000). Soon after, the terms writer, eraser and reader to describe proteins that deposit,

remove and recognize PTMs, respectively, were formulated (Jenuwein and Allis 2001;
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Ruthenburg et al. 2007a). In addition to histone PTMs, other factors including methylation
and hydroxymethylation of DNA, histone variants, nucleosome positioning, non-coding
RNAs, and histone chaperones are necessary for fine-tuning chromatin structure and

function, and together constitute the powerful and dynamic epigenetic machinery.

The original term epigenetics was associated with heritable changes in gene activity that
occur without alterations in the genetic code, sometimes defined as ‘soft’ inheritance
(Berger et al. 2009; Bonasio et al. 2010). However, more and more often this term is used
to describe DNA-related regulatory mechanisms which do not involve changes in the
nucleotide sequence regardless of whether such imprinting is strictly heritable (epi- stands
for ‘above’ in Greek, hence ‘above genetics’). The intricate relationship among the
epigenetic elements represents one of the most intriguing concepts in modern chromatin
biology, which we have only begun to explore. Clearly, the spatial and temporal
modulation of and crosstalk between histone PTMs plays a very significant role in defining

the chromatin landscape.

In 1999 the first reader of histone PTMs was discovered when bromodomain of the P/CAF
histone acetyltransferase (HAT) was found to recognize acetylated lysine (Dhalluin et al.
1999). It was also the first example supporting the hypothesis that bromodomains
contribute to ‘acetylation by tethering transcriptional HATs to specific chromosomal sites
(Dhalluin et al. 1999). Since then a large number of histone effectors have been identified
and characterized, including readers of methylated lysine and arginine and phosphorylated
serine and threonine (Taverna et al. 2007). Moreover, many readers can discriminate a
particular sequence surrounding a PTM, affording specific chromatin targeting ability to
their host proteins. Below we outline the known protein effectors and the molecular

mechanisms of their interaction with target PTMs.

2.4. Methylation readers

Methylation is perhaps the most versatile of all histone PTMs. Two residues, lysine and
arginine, can be methylated and each of these has three possible methylation states. Unlike
other modifications, methylation does not change the overall charge, although it does alter

the hydrophobic character and size of the modified residue.
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2.4.1. Lysine methylation

Lysine is methylated on its e-amino group and can be mono-, di-, or trimethylated. Six
lysine residues in histone H3 (K4, K9, K26, K27, K36 and K79) as well as K20 of histone
H4 and K26 of histone H1 comprise canonical sites for methylation. With the exception of
H3K79, these are all located in the N-terminal tails of the histone proteins. To date, readers
of methylated lysine are the most thoroughly characterized group and include ADD
(ATRX-DNMT3-DNMT3L), Ankyrin, BAH (bromo adjacent homology), chromo-barrel,
chromodomain (CD), double chromodomain (DCD), MBT (malignant brain tumor), PHD
(plant homeodomain), PWWP, Tandem Tudor domain (TTD), Tudor, WD40 and zf-CW
(zinc finger CW) (Table 1 and Fig. 2a).

Recognition of Reader Histone PTM
Mathyllysina A0 HAK a3
Ankyrin HAKSme?. HIikSme]
HAkH Ha4 K 20ime:
Chrarm- barre| Havibmad, HAK3Gma?, HAK20mel

H3Kdmel

Chramadoman HEKOmed HAKSmeaZ, HIKS Tmeld,
HAK2Tma:
HIKdmes HIkdmead HAK4dmeal

MBT HAKmel, HIEme2, H4Emnal, H4Kme?
FHD H3K4med, H3K4med, HIK9me3
PWWP HAK36med, H4K20mal, H4K20ma3
HAK M dmad
TTD HAK4meI, HIKGmed, HAK20me2
Tuddr HAK Jemal
WO HAK2Tmad, HAK9me3
H-CW HEKdma3
Mathyiaginine ADL H4R 3meds
TR [0 HARme?, HaARme?
WD H3RZmes
AcElyllysine Biomiodomali HAKac, HeKae, H2AKa:, HZ K b
DBRD H3Kackaz, H4kneKac
DPF [RELET
Dauble PH HAK Hifai
Phosphosering or 14-3-3 Ha510ph, HA5S2Bph
phosphothreonine BIR HAT3ph
Tandam BRCT HEARS 1 30ph
UienodiTied hislone ADD H3un
FrD H3un
WED H3un

Tableau 2-1. Histone readers and their target PTMs.
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The foremost trait of the Kme-specific readers is that they bind methylated lysine residues
via an aromatic cage, typically formed by two to four aromatic residues (Fig. 2b). In many
complexes the aromatic rings are positioned perpendicular to each other surrounding the
fully extended side chain of the methylated lysine. The complex formation is driven by
cation-m interactions between the methylammonium group and the aromatic rings, as well
as hydrophobic and van der Waals contacts. The mono-, di-, or trimethylated state of lysine
is selected for by the exact composition and size of the pocket. A reader prefers mono- or
dimethylated over trimethylated lysine if one of the walls of the cage is replaced by a
negatively charged Asp or Glu residue, whose carboxylate group makes additional
favorable hydrogen bonding and electrostatic contacts with the methylammonium moiety
(Fig. 2¢). A small pocket size can also preclude interaction with a higher methylation state
due to steric hindrance, whereas a larger pocket selects for a higher methylation state as

necessary contacts are only possible with the bulkier methylammonium group.

Specificity for a particular Kme is imparted by interaction with surrounding residues. Some
histone readers exhibit high levels of specificity, while others are only selective for a
certain methylation state and otherwise bind very promiscuously. Beyond caging of the

Kme, the mechanism of recognition of surrounding residues varies among readers.

The structurally related CD, chromo-barrel, MBT, PWWP, Tudor and TTD modules
possess a characteristic B-barrel topology and comprise the Royal superfamily. CD is the
smallest member, consisting of four curved B strands and an a helix. CDs of HP1 and Pc
proteins were found to recognize H3K9me3 and H3K27me3, respectively, and it was the
first example of a Kme-specific reader (Bannister et al. 2001; Jacobs and Khorasanizadeh
2002; Nielsen et al. 2002; Fischle et al. 2003; Min et al. 2003). CDs mostly prefer
trimethylated lysine, though some have been shown to bind dimethylated species. The
aromatic cage of CD of mouse/fly HP1 contains an Asp/Glu residue, accounting for its
ability to interact well with H3K9me3 and H3K9me2 (Jacobs and Khorasanizadeh 2002;
Nielsen et al. 2002). Upon binding, the histone peptide adopts a B strand conformation and
inserts between two [ strands of CD, completing the five-stranded antiparallel B-barrel.
This induced-fit binding mode is stabilized through backbone hydrogen bonds and

electrostatic contacts involving up to seven residues preceding Kme3 and one residue
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following Kme3 of the histone peptide. A small hydrophobic pocket in which the n—2 (with
respect to Kme) residue resides precludes binding of H3K4me3, whereas interactions at the
n—4 and n—5 positions are important for distinguishing between H3K9me3 and H3K27me3
(Blus et al. 2011).

Other Royal superfamily members have a complete five-stranded B-barrel, which prevents
the insertion of a peptide between 3 strands of the barrel. Instead, the histone tail lies across
an open edge of the B-barrel, with the methylated lysine occupying the aromatic cage
located near the upper rim. Tudor is the classic module that utilizes this binding
mechanism. Tudor can exist as a single domain or in tandem containing two B-barrels. The
single Tudor domain of PHF1 has been shown to recognize H3K36me3, whereas the
canonical tandem Tudor domain (TTD) of 53BP1 associates with H4K20me2, and hybrid
TTD of IMJD2A binds H3K4me3 and H4K20me3 (Botuyan et al. 2006; Huang et al. 2006;
Lee et al. 2008; Musselman 2012). The aromatic cage is generally seen in only one B-barrel
of TTDs and the majority of contacts with the histone tail are found within that barrel. An
interesting exception to this is TTD of Sgf29 (Bian et al. 2011). In the complex of Sgf29
TTD with H3K4me3, the peptide spans both Tudor domains, with Alal and K4me3 being
bound in separate B-barrels (Bian et al. 2011). Here recognition of Alal largely defines the

specificity towards H3K4, a common determinant of H3K4me3 binding.

MBT reads lower methylation states, recognizing mono- and dimethylated lysines. The
currently characterized MBTs contain 2—4 repeats of ~100 amino acids. The most common
3MBT module folds in a propeller-like structure and the 4MBT module has an asymmetric
rhombus architecture (Grimm et al. 2007; Li et al. 2007¢; Min et al. 2007; Guo et al. 2009).
Interestingly, although each MBT repeat contains an aromatic cage, which also includes an
acidic residue, only the second repeat binds methylated lysine (Grimm et al. 2007; Li et al.
2007c; Min et al. 2007; Guo et al. 2009). Very little sequence specificity is observed as few
contacts are made with the histone residues beyond Kmel/2 (Klymenko et al. 2006; Grimm
et al. 2007; Li et al. 2007¢c; Min et al. 2007; Guo et al. 2009). The other two members of the
Royal family, PWWP and chromo-barrel, exhibit some specificity, preferring H3K36me3/2
and H4K20mel, however bind rather weakly (Zhang et al. 2006; Xu et al. 2008; Wang et
al. 2009a; Kim et al. 2010a; Vezzoli et al. 2010; Wu et al. 2011b).
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Distinct from the Royal family is the PHD finger, a well-characterized reader of H3K4me3
(Li et al. 2006; Pena et al. 2006; Shi et al. 2006; Wysocka et al. 2006). It contains a C4HC;
motif that coordinates two zinc ions in a cross-brace manner. Such an arrangement
produces a globular domain with a small B sheet and an a helix. PHD fingers make
extensive contacts with H3K4me3, imparting a high degree of specificity (Musselman and
Kutateladze 2011). The peptide forms the third anti-parallel B strand, pairing with the
existing double-stranded B sheet of the protein. While trimethylated Lys4 inserts into the
aromatic cage, Arg2 occupies the adjacent binding pocket. This pocket often contains
acidic residues, which restrain the guanidinium group of Arg2 through ionic and hydrogen-
bonding interactions. Alal is bound in a small hydrophobic cavity and its N-terminal amino
group donates two to three hydrogen bonds to the backbone carbonyl groups of the protein.
This strictly conserved coordination of Alal and a frequent constraining of Arg2 as well as
fitting of Thr3 into a small pocket provides the specificity toward K4me3. A similar mode
of recognition of the histone Alal-Lys4me3 sequence is seen in a single zinc-finger, zf-CW
(He et al. 2010a), and in the double chromodomain (DCD) of human CHD1 where two CD
domains fold in a unique module forming a conjoint binding site for the peptide (Flanagan

et al. 2005).

The WD40 domain of EED binds trimethylated lysines using an aromatic cage, positioned
at the top of the channel of a seven-bladed B-propeller (Margueron et al. 2009; Xu et al.
2010). It 1s fairly promiscuous and interacts with H3K27me3, H3K9me3, H4K20me3 and
H1K26me3. The structure of EED WD40 in complex with H3K27me3 reveals an important
role of the residues flanking K27me3 (Margueron et al. 2009; Xu et al. 2010). A small
hydrophobic residue, a solvent exposed residue and another hydrophobic residue at the
positions —2, —1 and +2, respectively, are responsible for the preferential recognition of
repressive chromatin marks and discriminating against H3K4me3. Due to extensive
intermolecular contacts, the ankyrin repeats of G9a and GLP, and the BAH domain of
ORC1 display high specificity for H3K9me2/1 and H4K20me2, respectively (Collins et al.
2008; Kuo et al. 2012). The H3K9me2 peptide is sandwiched between the B turns and o
helices of the 4™ and 5™ ankyrin repeats, whereas K9me2 fits into the aromatic cage also

containing a Glu. The Serl0-Glyl3 residues of the H3K9me2 peptide are involved in
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multiple interactions that impart specificity. The ATRX ADD domain and the PHD fingers
of CHD4 and TRIM33 are examples of readers lacking the aromatic cage (Musselman et al.
2009; Eustermann et al. 2011; Iwase et al. 2011; Mansfield et al. 2011; Xi et al. 2011).
Binding of these modules to the histone H3 tail is enhanced by methylation of H3KO9.
K9me3 is uniquely coordinated through formation of nonconventional carbon-oxygen

hydrogen bond or hydrophobic and cation-n contacts with a single aromatic residue.

2.4.2. Functional significance of Kme recognition

Methylation of lysine residues is the most characterized PTM in terms of cellular functions,
hallmarked by a major role in transcriptional regulation. On a global chromatin level,
H3K4me is considered to be a gene activation mark, however, the consequence of its
readout by histone effectors is highly context dependent. Lysine trimethylation is generally
located in the 5” end region of actively transcribed genes and this is conserved from yeast
to higher eukaryotes (Bernstein et al. 2002; Liang et al. 2004; Schneider et al. 2004). The
TAF3 subunit of the basal transcription complex TFIID binds to H3K4me3 via its PHD
finger, directly implicating this mark in transcription activation (Vermeulen et al. 2007). By
contrast, recognition of H3K4me3 by the PHD finger of ING2, a subunit of mSin3a histone
deacetylase complex, links this PTM to rapid gene repression (Shi et al. 2006). Binding of
the PHD finger of the PHF8 histone demethylase (Horton et al. 2010) and the DCD of the
CHDI1 ATPase (Flanagan et al. 2005) to H3K4me mediates enzymatic activities of these
proteins, coupling the readout of H3K4me to the chromatin-modifying and -remodeling
mechanisms. The chromo-barrel domain of the Tip60 acetyltransferase associates with
H3K4mel, a marker of active and poised enhancer elements, tethering Tip60 to the

enhancer regions and leading to estrogen-induced transcription (Jeong et al. 2011).

Histone H3 lysine 36 methylation also plays a role in the transcriptional process. Genome-
wide profiling of H3K36me stages shows a progressive shift from monomethylation to
trimethylation of K36 between the 5’ and 3’ end of genes (Bannmister et al. 2005). The
H3K36me-specific enzyme Set2 binds to elongating RNA pol II and methylates the coding
regions of genes, preventing spurious transcription initiation and histone exchange in
budding yeast by recruiting the Rpd3S deacetylase complex through its Eaf3 subunit, which

binds to K36me via its chromo-barrel domain (Carrozza et al. 2005b; Joshi and Struhl
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2005; Keogh et al. 2005). This complex deacetylates nucleosomes on gene bodies during
elongation and thus provides nucleosome stability in the wake of elongating RNA pol II
(Venkatesh et al. 2012). Recognition of H3K36me3 by the Tudor domain of PHF1 inhibits
PRC2-mediated H3K27 methylation (Musselman 2012). This interaction may represent a
mechanism to guide the deposition of H3K27me3, restricting activity of the PRC2 complex
at the boundaries of active and repressed regions and preventing the Polycomb-linked
repressive environment from spreading into neighboring transcriptionally active chromatin

(Schmitges et al. 2011; Yuan et al. 2011).

The importance of K36me recognition for other fundamental processes has recently been
established. Association with K36me by the chromo-barrel domains of MRGI15 and the
MSL3 subunit of the MOF complex plays a role in regulating alternative splicing of
mRNAs (Luco et al. 2010) and upregulating genes for dosage compensation in D.
melanogaster (Alekseyenko et al. 2008), respectively. The PWWP domain present in the
IOC4 subunit of the ISW1b chromatin-remodeling complex also recognizes H3K36me
(Maltby et al. 2012b; Smolle et al. 2012), bridging readout of this PTM with ATP-
dependent nucleosome remodeling activity. An additional role for H3K36me in DNA
repair and recombination through the LEDGF PWWP domain has been suggested
(Daugaard et al. 2012); however, it remains unclear whether it has a positive or negative
regulatory function in DNA replication (Biswas et al. 2008; Pryde et al. 2009). Recently,
the BAH domain of ORC1 has been shown to bind H4K20me2, and this interaction aids in
DNA replication licensing (Kuo et al. 2012). The H4K20me2 mark also plays a critical role
in the DNA repair pathway in which it is targeted by TTD of 53BP1 (Botuyan et al. 2006).
This interaction is in direct competition with the JMJD2A/B histone demethylases, which
bind to H4K20me?2 via their TTDs prior to DNA damage (Mallette et al. 2012). Upon
DNA damage, JMJD2 is degraded through the RNF8/RNF168 pathway, exposing
H4K20me2 to 53BP1 TTD (Mallette et al. 2012).

Recognition of the histone H3 K9 and K27 methylation marks is largely associated with
formation of constitutive/facultative heterochromatin and gene silencing. H3K27mel and
H3K9me3 are found in pericentromeric heterochromatin regions (Peters et al. 2003; Rice et

al. 2003), while H3K27me3 and H3K9me2 colocalize in repressed euchromatin regions.
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The K27me and K9me marks both are targets for CD-containing proteins. The former
recruits Pc proteins and their host PRC1 complexes to repressed chromatin (Fischle et al.
2003; Min et al. 2003), whereas the latter recruits HP1 proteins involved in
heterochromatin formation and spreading (Bannister et al. 2001; Lachner et al. 2001;

Canzio et al. 2011).

2.4.3. Arginine methylation

The omega nitrogen atoms of arginine can be monomethylated (Rme) or dimethylated
either symmetrically (Rme2s) or asymmetrically (Rme2a). To date, methylation of H3R2,
H3R8, H3R17, H3R26, H4R3, H2AR11 and H2AR29 has been reported. As compared to
Kme, information on writing and especially erasing and recognition of Rme is rather
limited; however there are some indications that this mark is read by histone effectors, and

a number of readers display sensitivity to the methylation state of arginine.

The Tudor domain is known to bind methylated arginines in non-histone ligands,
particularly PIWI (Chen et al. 2011), and recent studies suggest that the TDRD3 Tudor
domain recognizes H3R17me2a and H4R3me2a (Xu et al. 2010; Liu et al. 2012b). While
no structure has yet been determined of a Tudor bound to a Rme-containing histone
peptide, the structures of the SMN and SPF30 Tudor domains in complex with a
dimethylated arginine amino acid provide insight into how this mark can be specifically
recognized (Tripsianes et al. 2011). Like Kme, methylated Arg occupies an aromatic cage
at the top of the Tudor B-barrel (Fig. 2d). This cage is however much narrower than the

cage for methylated Lys, thus favoring the planar guanidinium group.

The WDA40 repeat of WDRS prefers H3R2me2s over unmodified or methylated at
Lys4 histone H3 peptides (Migliori et al. 2012). The first three N-terminal residues of H3
are involved in the majority of direct contacts, which are also conserved in the complexes
of WDRS with H3un and H3K4me (Couture et al. 2006; Han et al. 2006; Ruthenburg et al.
2006; Schuetz et al. 2006). The side chain of R2me2s inserts deeply into the open channel
of the B-propeller with the methylated guanidine moiety being sandwiched between two
phenylalanine rings (Migliori et al. 2012) (Fig. 2d). Notably, in the complexes of WDRS

with various H3 peptides, R2 is bound in the same pocket and adopts a similar
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conformation; however Rme2s makes tighter hydrophobic interactions, whereas
unmethylated R2 forms an additional water-mediated hydrogen bond (Couture et al. 2006;
Ruthenburg et al. 2006; Schuetz et al. 2006; Migliori et al. 2012).
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Figure 2-2. Molecular mechanisms for the recognition of methyllysine and methylarginine.

(a) Structures of the readers in complex with histone peptides methylated at lysine residues.
The aromatic cage residues and the histone peptides are colored blue and red, respectively.
(b—d) The binding sites for trimethylated lysine (Kme3) (b), dimethylated lysine (Kme2) (c)
and symmetrically dimethylated arginine (Rme2s) (d).
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2.4.4. Functional significance of Rme recognition

Very little is known about the significance of methylarginine readout in histone proteins.
One of the few reported examples involves recognition of H3R17me2a and H4R3me2a by
the TDRD3 Tudor domain, which facilitates recruitment of this co-transcriptional activator
to gene promoters and is necessary for proper co-activation (Yang et al. 2010). The ADD
domain of the DNMT3a DNA methyltransferase has been shown to interact with
H4R3me2s, promoting silencing of the human B-globin locus (Zhao et al. 2009). The
association of the WDRS5 WD40 module with H3R2me2s, produced by PRMTS5 and
PRMT7, is important for euchromatin maintenance (Migliori et al. 2012). Altogether, these
examples demonstrate that recognition of methylated arginines in histone proteins can

influence transcriptional processes.

2.5. Acetylation readers

Besides being methylated, lysine can also be acetylated at the e-amino group. Unlike
methylation, this modification changes the electrostatic properties of histone proteins by
neutralizing the charge of lysine. Currently, acetylation has been found to occur on H3 (K4,
K9, K14, K18, K23, K27, K36, K56), H4 (K5, K8, K12, K16, K20, K91), H2A (K5, K9),
and H2B (K5, K12, K15, K16, K20, K120). Generally speaking this PTM leads to a more
open chromatin structure as it weakens the interaction with the negatively charged DNA,
and is largely associated with a transcriptionally active state. To date, three histone

effectors capable of reading acetylated lysine have been identified.

Bromodomain (BD) is the most thoroughly characterized acetylated lysine (Kac) reader
(Dhalluin et al. 1999; Sanchez and Zhou 2009). Despite little sequence similarity between
the family members, BDs fold into a highly conserved four helix bundle structure (helices
aA, aB, aC, aZ). The inter-helical ZA and BC loops create a deep, primarily hydrophobic
cavity, into which the acetyllysine inserts. Kac makes several contacts with hydrophobic
residues, including two often conserved tyrosines and is stabilized by a hydrogen bond with
a highly conserved Asn. The surface properties of BDs vary considerably, accounting for a
wide array of ligands (Filippakopoulos et al. 2012). In general, isolated BDs bind to
acetylated histones weakly, yet at times they display specificity, imparted by interaction
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with surrounding residues. Simultaneous recognition of multiply acetylated sequences
either by a single BD or by covalently linked BDs can significantly enhance binding, as
seen in TAF1 and Brdt (Jacobson et al. 2000; Moriniere et al. 2009). Two BD modules in
the double bromodomain (DBD) of TAF1 create a V-shape structure with both Kac binding
pockets oriented in the same direction and separated by ~25 A, a distance ideal for
recognition of doubly acetylated H4 tail (Jacobson et al. 2000). In agreement, TAF1 DBD
displays much higher affinity for diacetylated H4K5acK12ac and H4K8acK16ac peptides
than for monoacetylated peptides, suggesting that each BD module interacts with one
acetyllysine in the same peptide. Brdt utilizes a different mechanism to increase binding.
The first BD of Brdt accommodates both acetyllysines of H4K5acK8ac in a wider
hydrophobic pocket (Fig. 3a), whereas the second BD binds H3K18ac (Moriniere et al.
2009).

More recently, the double PHD finger (DPF) of Dpf3b has been found to associate with
acetylated histone peptides (Lange et al. 2008; Zeng et al. 2010). The PHD modules in DPF
adopt a typical zinc-finger topology but have a large interface, which results in an overall
unique scaffold (Zeng et al. 2010). The structure of the DPF-H3K 14ac complex reveals that
the PHD modules are engaged in coordinated interaction (Zeng et al. 2010). While the first
four N-terminal residues of H3K14ac are bound by the second PHD module, the first PHD
module anchors Lysl4ac in the binding pocket composed of hydrophobic and charged

residues, including the necessary Asp-Phe sequence.

The double pleckstrin homology (PH) domain of Rtt106 has recently been implicated in
binding to H3K56ac (Su et al. 2012). Each PH domain consists of a seven-stranded B-
barrel, capped by one or two a helixes at one of the open ends. The opposite end of the
barrel is framed by three variable loops, which in a canonical PH domain comprise the
binding site for a phosphoinositide lipid (Kutateladze 2010). Although it is unclear whether
Rtt106 binds lipids, chemical shift perturbation analysis reveals that the H3K56ac-binding
pocket is located in the second PH module at the interface of the C-terminal a helix and the

B-barrel, with an Asp, Tyr and Arg most likely forming a cleft for Kac (Su et al. 2012).
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2.5.1. Functional significance of Kac recognition

For a long time, acetylation of histones was merely considered as a mechanism for
chromatin opening by way of disrupting the association between histones and DNA,
however a number of effector-harboring proteins have been found to bind Kac. Many of
these interactions are implicated in gene transcription, linking the direct readout of this
PTM to transcriptional control. The BRD family of proteins is composed of transcription
regulators that possess BDs, which are specific for singly or multiply acetylated histone
peptides (Filippakopoulos et al. 2012). Activation and regulation of the DPF3b- and MOZ-
target genes requires binding of their DPFs to H3K 14ac (Zeng et al. 2010; Qiu et al. 2012) .

Recognition of H3K56ac by the PH domain of the histone chaperone Rtt106 is essential in
gene silencing as well as DNA damage response (Su et al. 2012). Likewise, association of
BD of the catalytic subunit of SWI/SNF, BRG1, with acetylated H3 is necessary for DNA
repair (Lee et al. 2010). Yeast DBD-containing proteins Bdfl and Bdf2 target H4Kac and
regulate transcription and chromatin dynamics, but are also important for replication-
coupled DNA repair and normal mRNA splicing (Matangkasombut and Buratowski 2003;
Koerber et al. 2009; Albulescu et al. 2012; Garabedian et al. 2012). The BD-harboring
protein ACF1 is enriched in replicating pericentromeric heterochromatin and its depletion
causes a delay in cell-cycle progression (Collins et al. 2002). A closely related protein
BPTF contains a BD that binds H4K16ac, which is important for the Hox gene localization
of the BPTF-NURF complex (Ruthenburg et al. 2011).

2.6. Phosphorylation readers

Similar to lysine acetylation, phosphorylation of serine and threonine (S/Tph) alter the
electrostatic and topographic properties of histones by adding a bulky, negatively charged
group to the modified residue. While recognition of phosphorylated sequences by cytosolic
proteins has been characterized relatively well, much less is known about histone
phosphorylation. Histones can be phosphorylated at T3, T6, S10, T11, S28 and T45 of H3;
S1 of H4; S1 and T120 of H2A; S139 of H2AX (a human histone variant); and S14 of H2B
and these PTMs are essential in DNA damage response pathways, mitosis, and

transcriptional regulation.
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The tandem BRCT domain has been found to specifically recognize H2AXS139ph (named
YH2AX) (Stucki et al. 2005). Each BRCT has an o/ sandwich architecture, with a central
four-stranded B sheet surrounded by a helices on either side (Fig. 3b). The tandem repeats
align in a head-to-tail manner forming a considerable hydrophobic interface. The
H2AXS139ph peptide lays in the groove at the interface of two repeats. The
phosphorylated S139 residue is held in a basic site through direct and water-mediated
hydrogen bonds and ionic interactions. In all characterized BRCT domains specificity is
defined by a hydrophobic residue at the +3 position, which is bound in a well-formed
hydrophobic pocket on the protein surface (Stucki et al. 2005; Williams et al. 2010).
Additionally, the carboxyl group at the C-terminus of YH2AX (at the +3 position) is
stabilized by hydrogen bonds with a conserved arginine, contributing significantly to the

strength and specificity of the interaction.

The 14-3-3( isoform recognizes H3S10ph and H3S28ph (Macdonald et al. 2005). 14-3-3(
belongs to a family of 14-3-3 proteins that generally interact with phosphorylated non-
histone targets. The crystal structure of 14-3-3C bound to H3S10ph provides insight into the
mechanism underlying specificity for the histone ligand. The H3S10ph peptide assumes a
partially extended conformation and inserts into a cleft formed by five helices of the U-
shaped nine-helical protein. S10ph is restrained through multiple hydrogen bonding and
ionic contacts with two arginine residues and a tyrosine, whereas the G12-G13 sequence

adopts a conformation necessary for the C-terminus of the peptide to exit the cleft.

The BIR domain of Survivin is the newest histone reader that binds H3T3ph (Jeyaprakash
et al. 2011; Du et al. 2012; Niedzialkowska et al. 2012). BIR folds into a small o/p
structure stabilized by the coordination of a single zinc ion. The H3T3ph peptide is bound
in an extended conformation across a largely electronegative surface of the BIR domain,
with T3ph placed in a small positively charged patch composed of a lysine and a histidine.
The peptide is anchored through an extensive network of hydrogen bonds involving several
Asp and Glu residues of BIR and the free amino group of Al, the side chain of K4, and the
backbone of the peptide.
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2.6.1. Functional significance of Sph and Tph recognition

One of the best characterized histone phosphorylation marks is on serine 139 or 129 of
mammalian or yeast histone H2A(X), respectively. In response to DNA damage, various
kinases involved in the DNA repair pathway (ATM, ATR and DNA-PK) phosphorylate this
residue to facilitate the repair process. Apart from recruiting the tandem BRCT domains of
MDCI1 (Stucki et al. 2005) and 53BP1/Crb2 (Ward et al. 2003; Sofueva et al. 2010), other
proteins implicated in the DNA repair pathway have also been suggested to bind this PTM
(Stucki et al. 2005; Stucki and Jackson 2006; Liu et al. 2012b). Likewise, a pro-apoptotic
function has been proposed for the recognition of adjacent phosphorylated tyrosine 142 of
H2AX by the PTB domain of Fe65 (Cook et al. 2009).

Two other established functions for histone S/Tph are regulation of mitosis and
transcription. The Aurora B kinase phosphorylates H3S10 during mitosis, which is
necessary for chromosome condensation and segregation (Hirota et al. 2005). This
modification acts to release HP1 proteins from chromatin through disrupting the interaction
of their CDs with H3K9me3 (Fischle et al. 2005; Hirota et al. 2005). The chromosomal
passenger complex subunit Survivin binds H3T3ph via its BIR domain to allow proper
Aurora B activity at inner centromeres (Wang et al. 2010; Jeyaprakash et al. 2011). The 14-
3-3 family of proteins has many isoforms, some of which recognize H3S10ph and
H3S28ph (Macdonald et al. 2005). Moreover, this binding is reinforced by acetylation of
K14 on the same histone tail (Walter et al. 2008; Winter et al. 2008). The recruitment of
14-3-3 or its yeast homologs Bmh1/2 is necessary for transcription activation of GAL1 or

HDACI1 among other genes (Walter et al. 2008; Winter et al. 2008).

2.7. Unmodified H3 readers

A large number of PHD fingers, as well as the ADD and WD40 modules associate with the
H3un tail (Fig. 3c). Some similarity in the molecular mechanisms for the recognition of
H3un and H3K4me3 by the PHD fingers is apparent. Like H3K4me3, the H3un peptide
forms the third anti-parallel B strand in the complex (Lan et al. 2007). The side chain of Al
is buried in a small hydrophobic cavity, and the N-amino group of Al is fixed by hydrogen

bonds with backbone carbonyls of the protein. The guanidinium moiety of R2 is commonly
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restrained through the formation of hydrogen bonding and ionic contacts. Differences
between the two binding mechanisms arise from the distinct coordination of K4. The H3un-
specific PHD fingers lack the aromatic cage and instead unmethylated K4 is bound by a set
of hydrogen bonds and salt bridges formed with the acidic residues clustered on the surface
of the protein. The majority of PHD fingers interact with a long stretch of the H3un tail,
recognizing up to nine residues of H3 (Musselman and Kutateladze 2011), however the
extended PHD finger of UHRF1 makes contacts with the only first four residues of H3un
(Hu et al. 2011; Rajakumara et al. 2011; Wang et al. 2011). The R2 residue of the peptide
rather than K4 is robustly bound by several hydrogen bonds, which results in a decreased

sensitivity to PTMs on K4.
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a Acetyllysine (Kac) readers
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Figure 2-3. Molecular mechanisms for the recognition of acetyllysine, phosphoserine or
phosphothreonine and unmodified histone H3.

(a—c) Structures of the readers bound to histone peptides that are acetylated at lysine
residues (a), phosphorylated at serine or threonine residues (b) and unmodified (c).
Binding-site residues are colored green (a), pink (b) and wheat (c) with the corresponding
peptides in orange, blue and purple, respectively.
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The ADD domain consists of a GATA-like C4 finger followed by a PHD finger, which
together coordinate three zinc ions. The ADD domain binds to the H3un peptide, utilizing a
mechanism typical of PHD fingers and recognizing seven residues of the peptide (Ooi et al.
2007). The WD40 domain of Nurf55 is in direct contact with nine residues of H3un
(Schmitges et al. 2011). The structure of the Nurf55-H3un complex reveals a hydrophobic
cavity accommodating Al and several hydrogen bonds fixing the amino groups of Al and
K4. However, buried within the propeller fold R2 is not stabilized through hydrogen bonds

and instead sandwiched between two aromatic residues.

2.8. Combinatorial readout of and cross-talk between PTMs

The list of newly identified histone readers has grown rapidly, yet the finite number of
readers and numerous biological processes they mediate suggest that explicit mechanisms
exist to differentiate functions of the effector-containing proteins and elicit distinct
biological outcomes. Given the extensive and complex nature of the chromatin landscape,
several mechanisms involving the combinatorial readout of epigenetic marks have been

uncovered.

The activity of a reader toward a particular modification can be influenced by
neighboring PTMs (Fig. 4a). In fact, many readers associate with a significant stretch of the
histone tail, allowing for sensing multiple marks. The neighboring PTMs can either
enhance or impede interaction with the target PTM. The classic example is the inhibition of
binding of HP1 CD to H3K9me3 by phosphorylation of S10, which may negatively
regulate localization of HP1 at chromatin during mitosis (Fischle et al. 2005). Similarly,
phosphorylation of T3 decreases affinity of CHD1 DCD toward H3K4me3 (Flanagan et al.
2005). Methylation of H3K4 abrogates interactions of the H3un-specific PHD fingers
(Musselman and Kutateladze 2011) and ADD (Iwase et al. 2011), whereas acetylation of
H4K8 substantially increases binding of Brdt BD to H4KS5ac (Moriniere et al. 2009).
Methylation of R2 enhances interaction of the Rag2 PHD finger with H3K4me3 (Ramon-
Maiques et al. 2007), while inhibiting this activity in the case of TAF3 and AIRE PHD
fingers (Vermeulen et al. 2007; Chignola et al. 2009).
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Figure 2-4. Combinatorial readout of PTMs.

(a—c) Recognition of a target PTM is influenced by adjacent PTMs on the same histone tail
(a) and the combined action of multiple readers within the same protein (b,c). (d)
Multivalent engagement of readers within individual subunits of the complex. The reader-
harboring proteins can also contain the catalytic domains (which act as writers and erasers)
or scaffolding domains that bridge their host proteins with other subunits of the complex.
Readers can recognize PTMs on a single histone tail (cis mechanism) or different histone
tails (frans mechanism).

Recruitment of a reader to a specific genomic region can be further modulated
through the combinatorial action of multiple effectors (Fig. 4b, ¢). A number of chromatin-
associated proteins contain more than one reader, including multiple copies of the same
reader or a combination of various readers, often specific for distinct PTMs. The
combinatorial readout in cis, where effectors bind PTMs within the same histone tail (Fig.
4b), was initially reported for TAF1 DBD (Jacobson et al. 2000). Each BD module of
TAF1 DBD recognizes one acetyllysine on the same diacetylated H4 peptide. Coincidence
detection of two histone PTMs by different effectors has been demonstrated for the PHD-
BD cassettes of TRIM24 and TRIM33 (Tsai et al. 2010; Xi et al. 2011). While the PHD
finger of TRIM33 binds to K9me3, the BD module recognizes K18ac on the same H3
peptide (Xi et al. 2011). Likewise, TRIM24 concomitantly associates with H3un and K23ac
of the H3 tail through its PHD finger and BD, respectively (Tsai et al. 2010). The PHD
finger and TTD of UHRFI, a key factor for maintenance of DNA methylation,
synergistically recognize H3un and K9me3 of the H3K9me3 peptide (Arita et al. 2012).
Combinatorial reading of PTMs by an effector and a catalytic histone-binding domain has
been shown for the histone demethylases PHF8 and KIAA1718, where binding of the PHD
finger to H3K4me3 in the doubly methylated H3K4me3K9me2 and H3K4me3K27me2
peptides directs association of the catalytic domains of PHF8 and KIAA1718 with K9me?2
and K27me2, respectively (Horton et al. 2010). BRPF1/2, a member of the Trithorax family
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with a central role during development, contains two PHD fingers, a PWWP domain and a
BD. Although it has not yet been determined whether the interactions occur on the same
histone tail, the PWWP domain preferentially binds H3K36me3 and the first PHD domain
associates with H3un (Laue et al. 2008; Vezzoli et al. 2010; Qin et al. 2011; Wu et al.
2011b).

Multiple PTMs can also be recognized on separate tails of a single nucleosome or
adjacent nucleosomes, which are directly linked by DNA or otherwise within close spatial
proximity (Fig. 4c). Despite the wide-spread phenomena of multivalent engagement,
characterization of combinatorial readout in frans poses unique challenges and only a few
examples are currently described. BPTF, a subunit of the NURF chromatin remodeling
complex, contains an H3K4me3-specific PHD finger and an acetyllysine-binding BD,
connected by a rigid a-helical linker (Li et al. 2006; Wysocka et al. 2006). A modeling
study reveals that the PHD-linker-BD assembly fits complementarily on the surface of a
single nucleosome with the PHD finger and BD concomitantly interacting with H3K4me3
and H4K16ac, respectively (Ruthenburg et al. 2007b). More recently the intranucleosomal
engagement of the two readers and co-existence of the H3K4me3 and H4K16ac marks on a
single nucleosome within human cells have been confirmed experimentally (Ruthenburg et
al. 2011). Another example of the in frans acting readers is the PHD fingers of CHDA4,
interdomain organization of which positions these two modules with a duplicate function to

concurrently associate with two H3 tails of a nucleosome (Musselman et al. 2012b).

An even more complex combinatorial trans readout can be seen in chromatin
complexes containing histone readers in multiple subunits (Fig. 4d). The interplay between
such effectors generates a multifaceted network of intertwined contacts that can provide a
high degree of specificity. The PHD finger-containing subunits of the HBO1 complex work
together to regulate its acetyltransferase activity (Hung et al. 2009; Saksouk et al. 2009).
Similarly, the methyltransferase function of the PRC2 complex is modulated by its subunits
harboring WD40 repeats, Tudor and PHD fingers (Margueron and Reinberg 2011). The
SAGA complex, which has a major role in transcription regulation, contains BDs, CDs and
TTDs that bridge the complex to Kac- and H3K4me3-enriched chromatin (Hassan et al.
2002; Bian et al. 2011). The MYST HATs are also present in complexes harboring multiple
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histone readers (Avvakumov and Cote 2007b), including the PHD fingers of BRPF1, ING5
and MOZ (Saksouk et al. 2009). The tumor suppressor Tip60 HAT complex contains
subunits with the H3K4me3-specific PHD domain, H3K36me3- and H3K4mel-binding
chromo-barrel domains and two BDs linked to diacetylated H4 (Pena et al. 2006; Moriniere
et al. 2009; Jeong et al. 2011; Xie et al. 2011). Furthermore, many nuclear complexes are
not static and undergo component swapping, a powerful mechanism for altering their
chromatin targeting capabilities. Beyond mediating specific chromatin anchoring, PTM
crosstalk can also trigger a cascading series of writing, erasing and reading events. For
instance, the PIM1 kinase phosphorylates H3K9ac, generating H3K9acS10ph (Zippo et al.
2009). This mark is recognized by 14-3-3, which recruits the acetyltransferase MOF. MOF,
in turn, deposits H4K16ac, a mark targeted by BD of BRD4, which subsequently recruits P-
TEFDb necessary for transcription elongation (Zippo et al. 2009).

2.9. Concluding remarks

Recognition of PTMs by histone readers has become an important paradigm in chromatin
biology. Over the past decade a wealth of information has been gathered on histone PTMs
and PTM-reader relationship, shedding light on the incredibly intricate nature of the
chromatin landscape and resultant interactions. The biological consequences of effector-
PTM interactions are highly context dependent, relying on the combinatorial readout of the
spatially and temporally fluctuating local epigenetic environment and leading to a highly

fine-tuned targeting of particular genomic sites.

Recent significant advances in high-throughput technologies allow for the exploration of
interactions between readers and peptide fragments of modified histones at a
comprehensive level, however little is known about activities of these domains in the
context of the nucleosome or chromatin fiber. Moreover, the multifaceted contacts between
PTMs and readers, synergistic or antagonistic nature of their interactions and engagement
of other components of the epigenetic machinery is only beginning to be characterized.
Such future studies will provide significant insight into the epigenetic regulatory
mechanisms and may lead to the discoveries of new pharmacological targets and
biomarkers. For example, recently developed small molecule inhibitors for BD of the BET

protein family exhibit anticancer activity and show promising results in preclinical studies
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(Filippakopoulos et al. 2010). Unlike mutations in the genome, epimutations are largely
reversible and thus epigenetic therapy has a high therapeutic potential. Although in depth
characterization of the epigenetic pathways is necessary to better understand and exploit

this potential, the prospective benefits are far-reaching.
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3.1. Résumé

Les acétyltransférases de la famille MYST possédent des spécificités de substrats et de
fonctions, mais ont tous en commun |’association avec une protéine ING suppresseure de
tumeurs. Le complexe ING contenant 1’acétyltransférase HBO1 est une source majeure
d’acétylation des histones H3 et H4 in vitro et joue un role important dans la régulation des
genes ainsi que dans la réplication de I’ADN. Dans cette é¢tude, notre dissection moléculaire
du complexe HBO1/ING met en lumicre les différents domaines protéiques requis pour
I’assemblage du complexe et pour sa fonction cellulaire. Plusieurs domaines PHD sont
présents dans les différentes sous-unités et lient la queue N-term de 1’histone H3 avec
différentes spécificités, reconnaissant chacun différents statuts de méthylation de la lysine
4. Nous montrons que 1’association native entre les domaines PHD des protéines ING4/5 et
HBO1-Jade est nécessaire a la fonction inhibitrice de croissance du complexe, en lien avec
son activité de suppresseur de tumeurs. Des analyses de génomiques fonctionnelles nous
indiquent que la voie p53 est ciblée par le complexe, au moins en partie par la régulation de
I’initiation de la transcription de p21/CDKNI1A. Ces résultats démontrent 1’importance de
I’association des INGs avec les acétyltransférases MYST pour contrdler la prolifération
cellulaire, une association régulée qui permettrait au complexe de jouer ses fonctions de

suppresseur de tumeurs.
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3.2. Abstract

Acetyltransferase complexes of the MYST family with distinct substrate specificities and
functions maintain a conserved association with different ING tumor suppressor proteins.
ING complexes containing the HBO1 acetylase are a major source of histone H3 and H4
acetylation in vivo and play critical roles in gene regulation and DNA replication. Here,
our molecular dissection of HBO1/ING complexes unravels the protein domains required
for their assembly and function. Multiple PHD finger domains present in different subunits
bind histone H3 N-terminal tail with a distinct specificity towards lysine 4 methylation
status. We show that natively regulated association of the ING4/5 PHD domain with
HBO1-JADE determines the growth inhibitory function of the complex, linked to its tumor
suppressor activity. Functional genomic analyses indicate that the p53 pathway is a main
target of the complex, at least in part through direct transcription regulation at the initiation
site of p21/CDKNI1A. These results demonstrate the importance of ING association with
MYST acetyltransferases in controlling cell proliferation, a regulated link that accounts for

the reported tumor suppressor activities of these complexes.
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3.3. Introduction

Members of the ING (INhibitor of Growth) family of growth regulators are present in all
eukaryotes, with the five human proteins (ING1 to 5) and the three from S. cerevisiae
(Yngl, Yng2 and Pho23) being the most studied. Their homology is highest at the
carboxyl termini within a Plant HomeoDomain (PHD) finger - a motif common to many
chromatin-regulatory proteins (Doyon et al. 2006; Saksouk et al. 2008). Expression
analyses of several tumor types show that ING genes are either mutated or down-regulated
in many forms of cancer (Ythier et al. 2008; Piche and Li 2010), and a number of studies
have implicated the ING proteins in the regulation of the cell cycle and proliferation,
cellular aging and senescence, hormone signaling pathways, brain tumor growth and
angiogenesis (reviewed in (Russell et al. 2006)). These functions stem from direct
mechanistic roles in chromatin modification and remodeling, gene-specific transcription
regulation, as well as in DNA repair, recombination and replication (Avvakumov and Cote

2007b; Soliman and Riabowol 2007; Saksouk et al. 2008).

The multi-subunit protein complexes containing ING family members have been purified
and characterized from yeast and human cells (reviewed in (Avvakumov and Cote 2007b;
Saksouk et al. 2008)). The human INGs can be divided into three groups - ING1/2, ING3,
and ING4/5 - based on their association with three distinct types of protein complexes
(Doyon et al. 2006). Each of these complexes regulates chromatin modification and
structure via histone acetylation and deacetylation. The ING complexes that carry out
histone acetylation contain members of the MYST family of HATs as their catalytic
subunits (Fig. 1A). Human MYST HATSs include Tip60 (KATS), HBO1 (KAT7), MOZ
(KAT6A), MORF (KAT6B) and MOF (KAT8). These enzymes are also known to play
crucial roles in transcription activation as well as in DNA repair, recombination and
replication, and are implicated in development and many human diseases, most notably
cancer (Avvakumov and Cote 2007b; Gorrini et al. 2007; Yang and Ullah 2007; Voss and
Thomas 2009).

Together with other histone modifying enzymes, MY ST acetyltransferases are key players
in regulating local and global chromatin dynamics. The protruding tails of nucleosomal

histones are substrates for a large number of post-translational modifications such as
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acetylation, methylation, phosphorylation, ubiquitination and sumoylation (Kouzarides
2007). Different combinations of these modifications can regulate each other and establish
an epigenetic signature that can be read by specific protein domains present in nuclear
effector proteins, such as chromodomains, bromodomains, Tudor domains, MBT domains

and PHD fingers (Latham and Dent 2007; Taverna et al. 2007).

Interestingly, many reports have identified the PHD finger as an important effector domain
that selectively binds to the trimethylated lysine 4 residue of histone H3 (H3K4me3), a
mark preferentially located at promoters and immediately downstream of transcription start
sites (TSS) (Li et al. 2006; Pena et al. 2006; Shi et al. 2006; Wysocka et al. 2006; Liu et al.
2007; Matthews et al. 2007; Ramon-Maiques et al. 2007; Ruthenburg et al. 2007a;
Vermeulen et al. 2007). Significantly, all PHD domains of the ING family members were
shown to bind preferentially to this histone modification with strong dissociation constants
(Kp<10uM) (Pena et al. 2006; Shi et al. 2006). Notably, yeast Yngl PHD finger binds
H3K4me and allows the associated NuA3 HAT complex to bind and acetylate chromatin
(Martin et al. 2006; Taverna et al. 2006). Moreover, in response to DNA damage, the PHD
domain of human ING2 binds with high affinity to H3K4me3, which stabilizes the
association of the mSin3-HDAC1/2 deacetylase complex at the promoters of pro-
proliferation genes and represses their transcription (Shi et al. 2006). Similarly, HBOI-
ING4/5 complexes were shown to functionally interact with H3K4me3 chromatin, acetylate
surrounding histone tails and stimulate local transcription (Hung et al. 2009; Saksouk et al.
2009). Thus, these findings suggest that the MYST-ING protein complexes contribute to
epigenetic regulation of nuclear functions through a cross-talk between histone methylation

and acetylation.

Interestingly, two new classes of chromatin-interacting PHD fingers have been
identified more recently. In a striking contrast to the original, PHDs of the second class
bind the histone H3 N-terminal domain only when the lysine 4 residue is not methylated
(Jia et al. 2007; Lan et al. 2007). The third class was shown to be important for binding to
chromatin by the yeast RPD3S deacetylase complex irrespective of histone marks (Li et al.
2007b). We recently demonstrated that both new types of PHD fingers are present in the
JADE subunit of the HBOI-ING complexes and that they are essential for binding to
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chromatin in vivo (Saksouk et al. 2009). Strikingly, these features mean that a single
HBOI complex harbors PHD fingers of all three classes, with different specificities toward
histone H3 lysine 4 methylation.

We have also previously characterized the human MYST-ING HAT complexes and
highlighted their different specificities and functions (Doyon et al. 2006). All MYST-ING
complexes from yeast to humans appear to contain a core of 4 subunits that share
significant homologies (Fig. 1). In addition, these subunits carry several domains with
potential for reading different chromatin marks (Fig. 1B). Here we report the molecular
dissection of MYST-ING HAT complexes in vitro and in vivo. We focused on the human
ING4/5 tetrameric complexes which contain the HBO1 HAT and JADE1/2/3 paralogues
(Fig. 1A), as they constitute one of the major sources of histone H4 and H3 acetylation in
vivo (Doyon et al. 2006; Voss et al. 2009; Kueh et al. 2011). Notably, we identified two
short domains conserved in all MYST-ING complexes that act as a scaffold for complex
assembly. Interestingly, alternative mRNA splicing within these domains produces two
distinct isoforms of JADEI, whose incorporation into the complex specifically regulates
the association of ING4/5 with HBO1. An array of techniques including cell growth
assays, gene expression analysis and chromatin immunoprecipitation indicate that
association of the ING subunit with JADE1-HBOI is essential for growth inhibition and
argue that ING tumor suppressor activity functions in part through the acetyltransferase
activity of HBO1 within a p53-linked pathway. Our results provide important information
on structural determinants responsible for assembly of functionally distinct MYST/ING
HAT complexes from yeast to human cells. They unravel how different PHD finger
domains within a single HAT complex cooperate to regulate functions in chromatin
binding, transcription regulation and control of cell proliferation, ultimately linking

chromatin methylation and acetylation to the tumor suppression function of ING proteins.

3.4. Materials and Methods

3.4.1. Cell culture, plasmids and recombinant proteins

Tet-off retrovirus-transduced cell lines expressing FLAG-HBO1-TAP, FLAG-ING3-TAP,
HA-ING4-TAP and FLAG-INGS5-TAP have been described previously (Doyon et al.
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2006). The JADEIL, JADE3 and hEaf6 full-length ¢cDNAs were obtained from
ORIGENE. For construction of HA- or FLAG-tagged mammalian expression plasmids,
full-length or truncated HBO1, JADEI1/3, ING4/5 and hEaf6 were cloned by PCR into
pcDNA3. For expression in bacteria, the different domains of JADE1, JADE3, ING4,
INGS5, HBO1, hEaf6, Yng2 and Esal were cloned by PCR into pGEX4T3 (GE Healthcare),
pET15b+ (Novagen) or pST44 (Selleck et al. 2005), and the recombinant proteins were
purified following standard procedures. Mammalian expression vectors for HA- and
FLAG-tagged JADEI1S(1-509) isoform and its PHD mutants have been described
(Panchenko et al. 2004). For transient transfections, 2x10° cells (HeLa S3, 293T and RKO)
were transfected with 8 ug of each expression plasmid by the calcium phosphate method.
JADEIL/S and their PHD2 deletion mutants were cloned into the retroviral vector pRev-
CMV-3xFLAG and the retrovirus was used to transduce HeLa S3 cells. Expression levels
for the different isolated clones were measured and found to be particularily low for
JADEIL (data not shown). Details of the cloning procedures and primer sequences are
available upon request. Nuclear localization of all transfected proteins was confirmed by

immunofluorescence.

3.4.2. Antibodies and peptides

The following antibodies were used for western blots: anti-FLAG M2-R (1:2000) and anti-
GST (1:2000) (Sigma); anti-HA 3F10 (1:2000) and 12CAS5 (1:2000) (Roche); anti-6xHis
(1:4000, Clontech) ; anti-yH2AX (1:1000) (Millipore); anti-H3 (1:10000), anti-tubulin,
anti-p21, anti-HBOI1, anti-ING4, anti-INGS (1:1000) and anti-hEaf6 (1:500) (Abcam).
Biotinylated histone peptides were kind gifts from Dr. Or Gozani (Stanford University) or

purchased from Millipore.

3.4.3. Affinity purification of protein complexes

Tandem-affinity purifications of native ING complexes from mammalian cells were done
as previously described (Doyon et al. 2006). For affinity purification from cotransfected
cells, 293T cells were harvested 48hrs post-transfection, washed twice with cold PBS and
lysed in 1 ml/plate of lysis buffer [20mM HEPES pH 7.9, 150mM KCl, 5% glycerol, ] mM
DTT, 100uM ZnAcetate, 2 mM MgCl,, 2mM EDTA, 0.2% (v/v) NP-40, 0.5 pg/ml
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aprotinin, 2 pg/ml leupeptin, 2 pg/ml pepstatin, 1 mM PMSF, 0.1 mM Na;MoQy4, 0.1 mM
Na3;VO4, 10 mM B—glycerophosphate, 10 mM NaF and 10 mM Na butyrate] on ice for 30
min. The cell lysate was then clarified by centrifugation for 30 min at 21,000 g. The
supernatant was incubated for 3 hrs or overnight with FLAG-M?2 agarose (Sigma) at 4°C.
The resin was recovered by centrifugation and then washed five times with the same buffer
but containing 0.1 % (v/v) NP-40 and 300 mM KCI. Bound proteins were eluted with 400
ng/ul 3xFLAG peptide in elution buffer (20mM HEPES pH7.5, 100 mM KCl, 0.1% Triton,
5% glycerol). A portion of the eluate was resolved by SDS-PAGE and analyzed by

western blotting.

3.4.4. Peptide and GST pull-down assays

Concentrations of purified recombinant proteins were normalized by SDS-PAGE and
Coomassie staining. Concentrations of biotinylated peptides were verified by anti-biotin dot
blots. For pull-down assays, 500 ng of biotinylated histone peptides were incubated with 1
ng of candidate binding protein in 100 pl of binding buffer [300 mM KCl, 50 mM Tris pH
7.5, 0.05% (v/v) NP-40, 100 pg/ml BSA, ImM PMSF] at 4 degrees for 3 hours to
overnight. After 1 hour of incubation with streptavidin-coupled Dynabeads (Invitrogen),
the beads were washed four times with binding buffer and subjected to a western blot
analysis with an anti-GST antibody. For GST pull-down assays, 500 ng of His-tagged
proteins were pre-cleared with glutathione Sepharose-bound GST and incubated with lug
of glutathione Sepharose-bound proteins in a final volume of 50 to 120 pl in pull-down
buffer (25 mM HEPES pH 7.5, 250 mM KCI, 10 % glycerol, 100 pug / mL BSA, 0.1 %
(v/v) NP-40, 0.5 mM DTT and protease inhibitors) for 2 hrs at room temperature.
Supernatants were removed and the resin was washed 2 times with pull-down buffer at 300
mM KCI and once with pull down buffer at 150 mM KCI. Input (50%) and bound material

were analyzed by western blotting with anti-6xHis antibodies.

3.4.5. Histone acetyltransferase assays with protein complexes

HAT assays with histone peptides (300 ng) were performed essentially as described (Utley
et al. 2005). Briefly, protein complexes were incubated with or without substrate in 15 pl

final volume of 50 mM KCI, 50 mM Tris (pH 8), I mM DTT, 5 % glycerol, 10 mM Na-
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Butyrate and 0.1 mM EDTA with 0.5 pul of [’H] acetyl-CoA (0.25 pCi/ul, 4.9 Ci/mmol) for
45 min at 30°C. Each reaction was spotted onto p81 filters, washed three times with 50

mM Na Carbonate (pH 9.2) and processed for scintillation counting.

3.4.6. NMR Spectroscopy
NMR experiments were performed at 25°C on Varian INOVA 600 and 500 MHz

spectrometers using pulse field gradients to suppress artifacts and eliminate water signal.
"H,">N heteronuclear single quantum coherence (HSQC) spectra of uniformly '*N-labeled
JADEI1 PHDI1 and PZP (0.1-0.2 mM) were recorded as histone tail peptides (synthesized by
the UCD Biophysics Core Facility) or unlabeled PHD1 were added stepwise.

3.4.77. Microarray data analysis

Duplicate RNA samples from transduced HeLa cells stably expressing JADEIL were
compared to samples from cells transduced with empty vectors. Four RNA samples (two
independent experiments with duplicate samples for each) from siHBO1-treated HeLa cells
(as described before (Doyon et al. 2006)) were compared to samples from cells treated with
control siRNA (luciferase). Illumina HumanHT-12 v3.0 and v4.0 microarray data were
processed in BioConductor using the package lumi (Lin et al. 2008). The background
corrected intensities from BeadStudio were directly imported into R (www.r-project.org)
with the function lumiR. Data were first transformed to log2 and then normalized using the
quantile normalization using lumiT and lumiN functions respectively. The test for
statistical difference between the conditions was performed using the Empirical Bayes
method eBayes in limma (Smyth 2004). Multiple hypothesis correction was performed
using the Benjamini-Hochberg correction. We considered a gene to be significantly
differentially modulated between two conditions while the absolute log2 fold change is
higher than log,(1.5) and the adjusted p-value is lower than 0.05. Raw data as well as data
used in this analysis have been deposited in the GEO database under the accession

GSE33221.
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3.4.8. Cell growth analysis

HeLa S3 cells retrovirally transduced to express JADEI constructs were seeded at 4x10*
cells per well of 6-well plates and allowed to grow in a standard tissue culture incubator.
For each cell line, two independent wells were harvested on days 3, 5 and 7 post-seeding.
Cells were counted using an Auto T4 Automatic cell counter (Nexcelom Bioscience,

Lawrence, MA, USA).

3.4.9. Anchorage-independent cell growth

1x10° HeLa S3 cells retrovirally transduced to express JADE] constructs were suspended
in DMEM/10%FBS/0.3% agar and plated on 100mm dishes in duplicate. Following 3
weeks of growth in a standard tissue culture incubator, four random fields on each plate
were photographed using a light microscope with 4x magnification. Colonies in each field

were counted using the Alphalmager software (Alpha Innotech, San Leandro, CA, USA).

3.4.10. Assays of p53-dependent transcription

Reverse transcription-PCR assays were performed as described before (Doyon et al. 2004).
Luciferase reporter assays to test the capacity of ING4, HBOI1, ING3 and Tip60 to
potentiate p53-dependent transcriptional activation were performed in triplicates using the
wwp/p21-Luc reporter (el-Deiry et al. 1993) and a pGL3-BAX-luciferase construct (Sc.
Reagent) as previously described (Doyon et al. 2006).

3.4.11. Chromatin immunoprecipitation (ChIP) assays

Briefly, 2x10° asynchronously growing RKO cells were cross-linked with 1%
formaldehyde followed by treatment with 125mM glycine. Cells were then washed with
PBS and resuspended in ChIP lysis buffer A (10mM Hepes pH 7.5, 10mM EDTA, 0.5 mM
EGTA, 0.75% triton X-100) and incubated for 10 min on ice. Cells were then resuspended
in ChIP lysis buffer B (10mM Hepes pH 7.5, 200 mM NaCl, ImM EDTA, 0.5mM EGTA)
and incubated on ice for 10 min. Cells were finally resuspended in ChIP lysis buffer C
(150 mM NaCl, 25mM Tris-HCI pH 7.5, 0.1% SDS, 0.5% sodium deoxycholate, 1% triton
X-100, PMSF 1 mM, 2 pg/mL leupeptin, 5 pg/mL aprotinin, 2 pg/mL pepstatin) and

sonicated on ice (Diagenode Bioruptor) to shear chromatin to an average length of 500 bp.

78



After overnight incubation at 4°C using 1 mg of chromatin per IP with 5 ug of specific
antibodies, protein A Dynabeads (Invitrogen) were added and incubated for 4 hours at 4°C.
Beads were washed extensively and eluted with 1% SDS, 0.1M NaHCOs;. Cross-links were
reversed overnight at 65°C in the presence of 0.2 M NaCl, and samples were then treated
with RNase A followed by Proteinase K. DNA was recovered using phenol-chloroform
and ethanol precipitation. Quantitative real-time PCR was performed using SYBR Green I
(Roche) with LightCycler 480 (Roche). The error bars represent standard errors based on 3
independent experiments. Primers used in the PCR reactions (available upon request) were

analyzed for linearity range and efficiency.

3.4.12. Chip-seq analysis

Chromatin immunoprecipitation from RKO cells was done as described above. To prepare
libraries for sequencing, DNA samples were processed with the Genomic DNA preparation
kit (Illumina) according to the manufacturer’s protocol. 1 pl of adapter oligo mix
(Illumina) was used for each ligation reaction. Gel extracted DNA of each library was
amplified through 18 PCR cycles. Samples were sequenced by 36bp single-reads on a
Genome Analyzer Il platform (Illumina). Raw sequences were mapped using BWA (Li
and Durbin 2009) on build hgl8 of the human genome and deposited in the GEO database
under the accession GSE33221. Uniquely mapped sequences were kept for downstream
analysis. The global profiles at transcription start sites presented in Figure 8A were
produced using the UCSC genome browser genes definition and the Python package
HTseq. In case of multiple TSS associated to the same gene, we selected the one with the
highest number of HBO1 mapped reads within 5000 base pairs around the transcription
start site. We discarded genes transcribed in opposite directions for which TSS are at a
distance lower than 10000 base pairs to prevent introducing any artefacts in the global
profiles. For gene expression level in RKO cells, we used publicly available data from an
Affymetrix U133 plus 2.0 chip (West and Marnett 2005). The binning of genes in function
or their level of expression was performed by first sorting the log2 expression level and

then subdividing genes in four equal categories (quartiles).
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3.5. Results

3.5.1. MYST-ING HAT complexes can be separated into three classes

Based on the available literature and our characterization of yeast and human MYST-ING
HAT complexes, we identified three major conserved classes based on structure, sequence
and functional homologies (Fig. 1; (Howe et al. 2002; Boudreault et al. 2003; Doyon et al.
2004; Doyon et al. 2006; Taverna et al. 2006; Avvakumov and Cote 2007b)). We
previously established yeast Piccolo NuA4 as a core tetrameric complex that encompasses
strong nucleosomal HAT activity and also determined that the Epll protein assembles the
complex by bridging the MYST enzyme Esal with the ING protein Yng2 (Boudreault et al.
2003; Selleck et al. 2005). Upon closer analysis of MYST-ING complexes in eukaryotes,
we suggested that they are all based on a similar tetrameric structure formed by
homologous or related proteins (Doyon et al. 2006). In this model, an Epll-related factor
independently interacts with MYST and ING proteins to assemble a functional complex
(Fig. 1A). In support of this hypothesis, two short regions of sequence homology have
been found in the scaffold subunits of all MYST-ING complexes (boxes labeled I and II in
Fig. 1B; see sequences in Fig. 3A), suggesting that these are the binding regions for MYST
and ING proteins (Doyon et al. 2006). To test this hypothesis we performed in vivo and in

vitro interactions studies, focusing our efforts on the human HBO1 complex.
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Figure 3-1. Common features of the MYST-ING histone acetyltransferases complexes.

(A) Structural and functional conservation of MYST-ING HAT complexes from yeast to
human. (B) Homologous core subunits of all MYST-ING complexes and their associated
protein domains. Domains not mentioned in the text: Bromo, bromodomain; CHD,
chromodomain; Ser, serine-rich; ZNF, zing-finger; D/E, acidic; S/M, serine/methionine-
rich; LZ, leucine zipper. The previously identified domains EPcA in EPC, E(Pc) and Epl1,
Epc-N and I/II in Epll, Ntol, EPC, JADE and BRPF are also identified (Stankunas et al.
1998; Doyon et al. 2006; Perry 2006).
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3.5.2. JADE proteins coordinate the assembly of HBO1 complexes

JADEI, a candidate tumor suppressor, has been physically linked to VHL function,
transcription regulation, Wnt signaling and apoptosis (Zhou et al. 2002; Panchenko et al.
2004; Zhou et al. 2004; Zhou et al. 2005; Chitalia et al. 2008). Our initial purification of
HBOI1 acetyltransferase complexes identified full-length JADE1/2/3 paralogues as stably
associated subunits (Doyon et al. 2006). Subsequently, it became clear that HBO1 could
also associate with a shorter isoform of JADE1, named JADEIS (Fig. 2A)(Foy et al. 2008;
Saksouk et al. 2009). In fact, the bulk of functional information on JADEI in the literature
is based on this smaller 509 amino acid-protein produced by an abundant mRNA splice

variant (Zhou et al. 2002; Panchenko et al. 2004; Zhou et al. 2004; Zhou et al. 2005).

To confirm the role of JADEI as the scaffold of the complex, we first verified that
there was no direct interaction between HBOIl and ING proteins by performing
cotransfections and immunoprecipitations followed by western blot analyses (data not
shown). We then produced N-terminal and C-terminal deletions of JADEI1L and analyzed
their assembly into complexes by simultaneous cotransfections with HBO1 and INGS5 (Fig.
2B). Analysis of immunopurified JADEI indicates that association with INGS5 requires
amino acids 509-600 of JADEI1L that encompass a portion of the conserved domain II (lane
2 vs. 3). In contrast, the interaction between HBO1 and JADE1 depends primarily on
domain I contained within amino acids 114-199 (lane 5 vs. 6). Similar results were
obtained using ING4 instead of INGS, and the JADE3 paralogue (data not shown). Thus,
JADEIL functions as the scaffold of the HBOI1 complex by performing direct and
independent interactions with the ING and HBOI1 proteins in vivo, through regions
containing conserved domains I and II (Fig. 1B, 2A). These data also confirm that the
shorter JADEI1S isoform does not associate with ING proteins in vivo (Foy et al. 2008;
Saksouk et al. 2009).

We then analyzed the requirements for the association of the fourth subunit of HBO1
complexes, hEaf6. This protein is present in all MYST-ING HAT complexes but its role is
unknown. Cotransfections show a clear association of hEaf6 with HBO1/JADE1L/INGS5
(Fig. 2C lane 7). The interaction of hEaf6 with the complex is greatly enhanced by the
presence of INGS, in an HBOI-independent manner (Fig. 2C lanes 1 & 5 vs. 6 & 7).
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However, no direct interaction was detected between ING4/5 and hEaf6 by co-transfection
(data not shown). These results argue that, like ING5 and HBO1, hEaf6 binds JADEI, but
its interaction with the scaffold protein requires the presence of ING5. We speculate that
the presence of low amounts of HA-hEaf6 with JADE1 immunopurified in the absence of
co-transfected INGS5 (Fig. 2C lane 1) is mediated by the endogenous ING5 protein, which
can be detected in the immunoprecipitations with an anti-ING5 antibody after a long

exposure (Fig. 2C bottom panel).

Overall, our current and previously published analyses indicate that each MYST-ING
complex contains a scaffold subunit that appears to make independent interactions with the
MYST HAT enzyme and the ING proteins (Figs. 1, 2 and data not shown) (Boudreault et
al. 2003; Doyon et al. 2004; Foy et al. 2008; Ullah et al. 2008).
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Figure 3-2. Molecular determinants for assembly of HBO1 HAT complexes.

(A) Schematic representation of JADE1 protein isoforms produced by mRNA splice
variants. (B) Distinct regions of JADEI are required for HBO1 and INGS interaction.
Indicated N-terminal and C-terminal deletion mutants of FLAG-JADEI were affinity
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purified after co-transfection with HA-HBO1 and HA-INGS, and analyzed by western
blotting. JADE1 (1-509) corresponds to the JADEILS natural isoform. (C) Stable
association of hEaf6 with JADE1 requires ING5. FLAG-JADEI co-immunoprecipitations
were analyzed as above after co-transfections with the indicated vectors.

3.5.3. Short domains conserved in all MYST-ING complexes are responsible

for bridging specific acetyltransferases with their ING factors

To map more precisely the interactions detected in the HBO1 complexes and to address
directly the roles of conserved domains I and II of JADE1, we performed glutathione S-
transferase (GST) pull-down assays using recombinant polypeptides. Domains I and II of
JADEIL (Fig. 3A) were fused to GST and tested for interaction with HBO1, ING4 and
hEaf6. In agreement with the model proposed above, we found that ING4 shows strong
specific binding to domain II, while HBOI interacts with domain I (Fig. 3B). These
interactions occur through the HBO1 MYST domain (middle panel), and independently of
the ING4 PHD finger (bottom). We then tested the determinants for hEaf6 association. No
binding was observed between hEaf6 and domain I of JADE1 (Fig. 3C, upper panel). A
very weak interaction could be detected between hEaf6 and domain II of JADE1 (Fig. 3C,
upper panel), and it was greatly enhanced by addition of ING4 to the reaction (Fig. 3C,
lower panel), reminiscent of what we observed in vivo (Fig. 2C). Again, no interaction

between hEaf6 and ING4 could be detected in the absence of JADE1 domain I1.

Based on domain II sequence homology between JADE, BRPF, EPC, yEpll and yNtol
proteins, we can identify two subdomain regions separated by a short linker, labeled here
ITa and IIb (Fig. 3A). Pull down assays using both domains and recombinant ING4 show a
specific and strong interaction with domain IIb and none with Ila (Fig. 3D). Critically, as
indicated in Figure 3A, domain IIb is disrupted in the JADEILS splice variant, which
accounts for this isoform’s inability to bind ING proteins (Fig. 1B; ref 10 & 43).

Altogether, these results clearly demonstrate the role of JADEI as a platform for assembly
of HBO1 complexes through distinct molecular interactions with each subunit. They also
confirm our hypothesis that two small peptide regions conserved in a specific subunit of all
MYST-ING complexes are responsible for bridging together MYST HATs and ING

proteins. These conserved interactions were also confirmed using domains I and II of the
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Epll subunit of the yeast Piccolo NuA4 complex (Fig. 3E) and are corroborated by our
previous cotransfection experiments with human MOZ-BRPF1-INGS5 complex (Ullah et al.
2008). Furthermore, the natural occurrence of an abundant splice variant of JADEI
producing a shorter isoform (Zhou et al. 2005) represents a mechanism of regulating the
association of ING4/5 proteins with the HBO1 HAT, supporting the concept of functionally
distinct roles of HBO1 complexes with or without an ING subunit (Fig. 3F, see below).
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Figure 3-3. Molecular dissection of MYST-ING HAT complexes identifies two conserved
domains essential for assembly.

(A) Sequence alignment of conserved domains in yeast and human proteins associated with
ING/MYST-containing HAT complexes. Domain II can be further subdivided into two
parts based on concentrations of homology. Location of the frameshift removing the C-
terminal portion of domain II in JADEIS is shown. Sites of post-translational
modifications are indicated in bold.(B-D) ING4 binds JADE1 domain IIb in vitro while
HBOI interacts with domain I, and hEaf6 needs ING4 to efficiently associate with JADE1
domain II. GST pull-down assays with the indicated recombinant proteins were analyzed
by western blotting. HBO1 aa310-611 represents the carboxyl terminus of the protein
containing the MYST domain. ING4 APHD includes aal-169 of the protein.(E) The
functions of domains I and II are conserved in other MYST-ING complexes. GST-pull-
downs as above using homologous domains in yeast Epll with Esal MYST and Yng2 ING
proteins.(F) Model of interactions within HBO1 complexes and the effect of JADEILS
shorter isoform.

3.5.4. Domain II-mediated association of ING proteins with JADE-HBO1
determines the modulation of acetyltransferase activity by methylated

lysine 4 of histone H3

A hallmark of ING tumor suppressor proteins is the presence of a C-terminal PHD finger
domain. This domain in ING proteins has been shown to specifically interact with histone
H3 methylated at lysine 4 (Martin et al. 2006; Pena et al. 2006; Shi et al. 2006; Taverna et
al. 2006; Champagne et al. 2008; Hung et al. 2009; Saksouk et al. 2009). This association
has an impact on HAT activity of MYST-ING complexes as shown by HAT assays using
purified native ING4-HBO1-JADE-hEaf6 complex with histone H3 tail peptides
unmodified or methylated on lysine 4 (H3K4me). We observed that the acetyltransferase
activity of the ING4 complex is strongly stimulated by methylation of lysine 4 (Fig. 4A).
To delineate the determinants of this stimulation, we purified HBO1-JADE1-INGS5
following transient transfection and observed that the HAT activity of this complex was
similarly stimulated by H3K4me (Fig. 4B). Interaction of ING5 with domain IIb of JADE1
was specifically required for this stimulation as JADE1(1-600) but not JADE1S(1-509)
displayed increased acetylation of H3K4me peptides (Fig. 4C & D). Similarly, a BRPF1-
dependent association of the MOZ/MORF complexes with ING5 was required to observe
increased acetylation in response to H3 K4 methylation (Champagne et al. 2008). Native
purified ING5 complexes (a mix of HBO1-JADE and MOZ/MORF-BRPF complexes (7))

also showed a very strong stimulation of HAT activity by H3K4me, while their activity
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remained unchanged in response to methylation of H3 on lysine 9 (Fig. 4E). On the other
hand, this effect was not seen with the native ING3 complex (large Tip60-EPC
complex)(Fig. 4F), likely reflecting the fact that histone H3 is not a physiological target of
the Tip60 MYST enzyme (Doyon et al. 2004; Doyon et al. 2006). Taken together, these
results support a role for the ING subunits in stimulating the activity of MYST HAT
complexes towards H3 K4me-containing chromatin, a mark highly enriched around

transcription start sites of active genes.
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Figure 3-4. Domain II-dependent association of ING subunits stimulates MYST HAT
activity towards histone H3 peptides methylated on lysine 4.

(A) Native ING4 complex preferentially acetylates histone H3 tails that are methylated on
lysine 4. Purified native ING4 complex (ING4, JADE, HBO1 and hEaf6, see Fig. 1A) was
tested in HAT assays with the indicated histone H3 peptides. Reactions were spotted on
membranes and counted by liquid scintillation.(B-D) Domain IIb-dependent physical
association of the ING subunit is required for stimulation of HBO1 HAT activity on
H3K4me tails. HBO1 HAT was affinity-purified after co-transfection with the indicated
cDNAs and tested in HAT assays on peptides as in (A).(E, F) Stimulation of H3 acetylation
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by H3K4me is only seen with H3-specific HATs. Purified native ING5 (a mix of HBOI
and MOZ/MORF complexes, see Fig. 1A) and ING3 (Tip60) acetyltransferase complexes
were tested as in (A).

3.5.5. MYST-ING4/5 HAT complexes contain multiple histone H3-binding
PHD finger domains with different specificities towards lysine 4

methylation status

As shown in figure 1B, MYST-ING HAT complexes contain multiple domains that are
potentially important for protein-protein interactions and for binding to specific chromatin
regions. Interestingly, ING4/5 complexes contain other PHD finger domains in addition to
the one in the ING proteins. We have previously shown that JADE PHD domains display
striking specificities (Saksouk et al. 2009). While the second PHD of the PHD-Zn knuckle-
PHD (PZP) region binds the H3 N-terminal tail irrespectively of its methylation status, the
first domain (PHD1) binds the same portion of H3 only when H3K4 is not methylated. A
similar property of the first PHD finger of BRPF2 was recently reported (Qin et al. 2011).
We confirmed these binding properties of PHD1 and PHD2 of JADE1 and JADE3 in
peptide pull-down experiments using recombinant domains fused to GST and biotinylated
peptides (Fig. 5A). While we have previously demonstrated that the histone H3 tail and
PHD?2 of JADEI were critical for HBO1 association with chromatin in vitro and in vivo, we
have also shown that PHD1 has a dominant effect within the PZP domain, and in the
absence of associated ING proteins blocks the interaction with H3 tails methylated on
lysine 4 (Foy et al. 2008; Saksouk et al. 2009). The dominance of PHD1 within the PZP
domain was further underlined by NMR analysis of binding to H3 peptides, showing
similar chemical shift changes with each construct (Fig. 5B). Such significant chemical
shift changes could not be obtained with PHD2 alone as it did not seem properly folded for
NMR analysis. These results lead us to suggest that the PZP domain functions as a single
functional entity for interaction with chromatin and that our previous results obtained with
PHD2 deletion mutant in fact reflect disruption of the entire PZP structure (Saksouk et al.

2009).

This observation raises interesting questions regarding the putative cross-talk between
chromatin and these modules and their ability to functionally regulate MYST-ING complex
localization in the genome. It also suggests that such interactions could regulate HAT

89



activity of the complexes, and underlines the potential impact of controlling the ING

subunit association with the complex.
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Figure 3-5. The first PHD finger of the JADE1 PZP domain dictates the specificity of the
entire domain toward histone H3K4 methylation status.

(A) JADE PHD finger domains interact with histone H3 tail peptides in vitro, but with
different effect of lysine 4 methylation. Peptide pull-down assays with the indicated
biotinylated peptides and recombinant PHD fingers fused to GST were analyzed by western
blot with anti-GST. JADE PHDIs prefer the non-methylated form while PHD2s bind H3
peptides in a methylation-independent manner. H3 K9 methylation has limited effect on
the binding of these PHD fingers.

(B) NMR analysis indicates that JADE1 PHD1 alone binds the H3 tail similarly to the full
PZP domain. Superimposed 1H,15N HSQC spectra of JADEI PHDI1 and PZP, recorded
during addition of the indicated H3 peptides. The spectra are color-coded according to the
protein-peptide ratio.

3.5.6. Association of the ING proteins with HBO1-JADE is required for

growth control

We have previously shown that transduced clones of HelLa cells expressing full-length

JADEIL protein grew very slowly in normal conditions, while the protein unable to bind
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chromatin due to mutated PHD2 had no effect on growth (Saksouk et al. 2009). This is
clearly linked to the proposed tumor suppressor activity of JADE1 (Zhou et al. 2005) since
anchorage-free growth measured by colony formation in soft agar is also decreased by
JADEIL but not the mutant (Saksouk et al. 2009). However, it was still important to
determine whether this growth inhibition effect required an association with ING tumor
suppressor proteins. As shown in Figure 6A and B, stable expression of the JADEIS
isoform, incapable of interacting with ING4/5 but still associated with HBO1, has no
significant effect on normal cell growth or anchorage-free colony formation. The stable
clones expressing JADE1L were difficult to maintain in culture as they tend to undergo a
growth arrest after several passages. This behavior was linked to the level of JADEIL
expression but was still seen even when the protein was expressed at a lower level than in
other constructs (data not shown), suggesting that even a slight disruption of the balance

between HBO1 complex subunits can have a profound effect on cell viability.

It was interesting to determine whether this slow growth phenotype was linked in some
way to a cell cycle checkpoint activation, genome instability and/or cell death. Western
blot analyses indicated that JADE1L-expressing cells possess a higher level of endogenous
YH2AX (Fig. 6C), a mark linked to DNA damage and checkpoint activation that could also
reflect DNA fragmentation during cell death (Bonner et al. 2008). We then measured the
expression of genes in JADEI1L transduced cells using DNA microarrays. Over 499 genes
were found to be significantly up-regulated when JADEIL was expressed compared to
cells transduced with the empty vector, while 457 genes were down-regulated (see Suppl.
Table I). Examples of genes significantly affected are presented in Table I. Among the up-
regulated genes were a large number of interleukins, which have a well-established link to
cellular senescence (Acosta et al. 2008; Kuilman et al. 2008; Rodier et al. 2009; Groppo
and Richter 2011; Rodier and Campisi 2011), as well as the STAT1 transcription factor. In
addition, genes linked to or regulated by the p53 pathway were also up-regulated, most-
strikingly the p21/WAF1 CDK inhibitor. Increased amounts of the p21 gene product were
also confirmed by a western blot (Fig. 6D). These results suggested that growth inhibition
by JADEIL expression may occur through a p53-related pathway involving the well-
known p21 CDK inhibitor, which has been linked to cell cycle arrest in response to DNA

damage, cellular senescence and apoptosis (Jung et al. 2010).
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Category Genes?

Downregulated genes CCNM2, DAB2¢, p57/KIP2/CDKNIC,
pl18/INK4C/CDKN2C , H19;
SAP304,
LSD1/AOF2/BHC110/KDM1A¢,
CDKS5, 14-3-3 sigma*, MCM5,
DMAP14, GMNN, CCNF and
SKP2, and CCNEI and CCNB1
genes

Upregulated genes GDF15% IL-1A/B, IL-6, IL-8, IL-24,
and IL-32%; CCND1; JUN; VEGFA;
CDK7 (TFIIH); STAT1; p21/WAF1/
CDKNI1A=f; DNase II; GADD45A5;
GADD45B¢; APPs; IGF2BP2¢; and
p8/NUPRI® genes

@ See Table 51 in the supplemental material for the full list of genes whose expression is
significantly affected in transduced HeLa cells expressing JADEI1L (= 1.5-fold change
[up or down]| with P value of <0.05).

b 1L-1A/B, interleukin 1A or B; VEGFA, vascular endothelial growth factor A.

< Linked to the Wnt signaling pathway.

d Linked to chromatin-mediated repression or heterochromatin formation
(deacetylation, H3K4 demethylation, DNA methylation).

¢ Linked to or regulated by the p53 pathway.

fLinked to cellular senescence.

Tableau 3-1. Examples of genes affected during stable expression of JADEIL in HeLa
cells.
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Figure 3-6. JADEI interaction with ING is essential for tumor suppressor activity which
implicates HBO1-dependent up-regulation of the p21 CDK inhibitor.

(A) Expression of JADEIL strongly inhibits HeLa cell growth while JADEIS or PHD-
deleted mutants do not. Indicated transduced cell lines were seeded at the same density and
cells were counted over a period of 7 days. (B) JADEIL inhibits anchorage independent
cell growth while JADEIS or PHD-deleted mutants do not. HeLa cell clones expressing
the different constructs were grown in soft agar for three weeks and colony formation was
measured. Examples of image fields are shown at the bottom. (C) JADEIL-expressing
cells contain higher levels of YH2AX, a marker of DNA damage response, cell cycle
checkpoint activation, and senescence. Whole cell extracts of the indicated JADEI-
expressing clones were analyzed by western blotting with the indicated antibodies. (D-E)
JADEIL expression increases p21 protein level while HBO1 depletion decreases it.
Western blot as in (C) using p21 and tubulin antibodies on indicated transduced or knocked
down HeLa cells. (F-G) Venn diagrams showing the number of genes significantly up- or
down-regulated by JADEIL expression or HBO1 depletion, and the genes commonly
affected but in opposite ways (fold-change >1.5 with p-value < 0.05).
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3.5.7. HBO1 depletion leads to down-regulation of multiple genes in the p53

pathway of cell cycle control and apoptosis

In order to identify genes that are regulated by HBO1-JADE complexes in vivo, we used
microarrays to measure gene expression after siRNA-mediated knock-down of HBOI in
HeLa cells in comparison to a control siRNA (see Suppl. Table II). Examples among the
397 genes that were up-regulated and 385 genes that were down-regulated are presented in
Table II. 1t is striking to see the number of p53-regulated genes that are repressed during
HBO1 depletion, including not only p21/CDKNI1A but also several others implicated in
apoptosis. Knock-down of HBO1 and the associated decrease of the p21 protein were
confirmed by western blot (Fig. 6E). It is also important to note that many genes important
for transcription repression and heterochromatinization were up-regulated during HBO1
knock-down, including H3K4 demethylase-, histone deacetylase- and DNA

methyltransferase-associated factors.

If a gene is directly regulated by the HBO1-JADE-ING complexes, one would
expect its expression to be inversely affected in JADEIL over-expressing cells versus
HBOI-depleted cells. Results from the two sets of microarray experiments were compared
to find such genes and these are presented in Figure 6F and 6G. While the number of genes
that fit this criteria is limited, p21/CDKN1A and the LSD1/KDM1A H3K4 demethylase are
among those showing this pattern of mis-regulation in JADEIL versus siHBOI cells.
These results suggest that the p21 gene could be a direct target of the HBO1-JADE-ING

complexes through local recruitment and acetylation.

3.5.8. Growth control by the HBO1-JADEI1L-ING complex occurs through

direct recruitment and action at pS3-regulated genes

As for JADEIL, increased expression of ING proteins in transduced HeLa cells leads to
decreased colony formation in soft agar, a characteristic of tumor suppressors (Fig. 7A).
Over-expression of the different components of the HBO1 complex during transient
transfections also leads to increased transcription of the p21/CDKNI1A gene, as measured
by RT-PCR (Fig. 7B). JADEI1S has less effect in these conditions, presumably because of

its lack of interaction with ING proteins. Since Hela cells are known to possess a
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compromised p53 pathway due to the presence of the HPV E6 protein that targets it for
degradation, we carried out subsequent experiments in the p53-positive RKO cells from
human colon carcinoma since these have been used extensively in the initial studies of ING
proteins (Nagashima et al. 2001; Nagashima et al. 2003; Shiseki et al. 2003). Using a
luciferase reporter gene under the control of the p21 promoter, we were able to show that
expression of the ING3 and ING4 proteins leads to increased transcription from p21, as
previously reported (Nagashima et al. 2003; Shiseki et al. 2003)(Fig. 7C). Furthermore, the
cotransfection of a shRNA vector targeting p53 highlights the dependence of the ING-
mediated stimulation of the p21 promoter activation on p53. Expression of HBO1 shows
an even stronger effect than that of its associated ING4 subunit, and this effect is again lost
upon p53 depletion. By comparison, expression of the ING3-associated Tip60
acetyltransferase, a known regulator of the p53 pathway (Avvakumov and Cote 2007b), has
a small effect. This suggests that ING3 augments the activity of this promoter by a
mechanism that does not involve recruitment of the Tip60 HAT activity. These outcomes
can be also detected using a different p53-regulated promoter, BAX, although overall
expression and stimulation in this case is weaker (Fig. 7D). Finally, to determine whether
the HBO1-JADE-ING complexes directly regulate pS3-dependent transcription of the p21
gene, we performed chromatin immunoprecipitation experiments (ChIP) using polyclonal
antibodies against HBO1 and INGS5 proteins. As shown in figure 7E, both proteins are
clearly enriched in vivo around the transcription start site (TSS) of the p21 gene, a region of
chromatin particularly dense in histone H3 methylated at lysine 4, which serves as the
binding target of the ING4/5 PHD fingers. Altogether, these results indicate that the
HBO1-JADEI1L-ING4/5 complexes control cell growth in part through direct binding and
activation of the p21/CDKNI1A promoter in a process that is mediated by p53.
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Figure 3-7. HBO1-JADE-ING complexes directly bind and stimulate p53-regulated genes
to control cell proliferation.

(A) HBO1-JADEI1L-ING4/5 inhibits anchorage independent cell growth. HelLa clones
expressing the different constructs were incubated in soft agar and colony formation was
measured as in Figure 6B. (B) Over-expression of HBO1, JADEIL and ING4 increases
endogenous p21 transcription. RT-PCR analysis of Hela cells transfected with the
indicated expression vectors. (C-D) HBO1 and ING4 proteins stimulate p53-dependent
transcription. Luciferase assays on RKO cells transfected with the indicated expression
vectors. Cells were also transfected with a sShRNA expression vector against pS3 or control
(empty). Luciferase reporters tested were under the control of the p21 (C) or BAX (D)
promoters. Data from triplicate cultures are presented with standard deviation. (E) HBO1-
ING complex is bound to the p21 promoter in vivo, near the transcription start site (TSS).
ChIP analysis of HBO1 and ING5 enrichment on the p21/CDKNIA gene. Values
representing direct IP over input ratio (%) are based on three different cultures with
standard errors. “RE” (Response Element) represents locations of known p53 binding sites
on the p21 promoter.
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3.5.9. HBOL1 is located in the 5’ region of transcribed genes and colocalizes

with H3K4me3

In order to precisely map the localization of native HBO1 complexes throughout the
genome, we performed a ChIP-seq experiment in RKO cells. Analysis of ChIP-seq signal
unveiled that genome-wide, HBO1 is mainly located immediately downstream of the TSS
of genes and that its signal intensity strongly correlates with gene expression level (Figs
8A). We also saw a significant enrichment of HBO1 over promoter regions within the 2kb
upstream of the transcription start site, with a diminished occupancy at the TSS itself. A
more detailed analysis over the HOXA cluster indicated a strong enrichment of HBOI
mostly near the HOXA9 and HOXA10 genes (Fig. 8B). This observation is of interest as
expression of HOXA10 was found to be downregulated upon knock-down of HBO1 in our
microarray experiment (Table II). Finally, localization of HBO1 at the p21 locus
demonstrated exactly the pattern described above, with the highest enrichment within the
first 3kb of the coding region of the gene (Fig. 8C). Association of the H3K4me3 mark
with this area of genes is well established (Rando and Chang 2009). As no ChIP-seq data
for H3K4me3 in RKO are available, we utilized the data from K562 and HUVEC cells,
which we obtained from the ENCODE project (Ernst et al. 2011). We saw a clear
correlation between the H3K4me3 and HBOI peaks surrounding the TSS of
p21/CDKNI1A, despite the fact that the two signals come from different cell lines and
experimental conditions (Fig. 8C). Altogether, these data establish a strong global co-
localization of the HBO1 complex with methylated H3K4 within the 5° regions of genes, in
a manner that is proportional to transcription levels. They also confirm that HBO1-JADE-
dependent stimulation of the p21 gene occurs through ING-dependent association with

H3K4me near the TSS.
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Figure 3-8. HBOI is mainly located in the 5’ end of transcribed genes and colocalizes with
H3K4me3.

(A) HBOI1 ChIP-seq signal intensity around the transcription start site (TSS) of genes in
human RKO cells correlates globally with gene expression levels. The global profiles were
produced using the UCSC genome browser genes definition and the Python package HTseq
(see methods). The binning of genes in function of their expression levels in RKO cells
(West and Marnett 2005) was performed by subdividing genes in four equals categories
(the fourth quartile includes the most highly expressed genes). (B) Enrichment of HBOI
signal over the HOXA cluster in the RKO cell line. The scale bar represents 10 kilobases.
(C) HBOI1 signal is enriched in 5’ of the p21 coding region and colocalizes with the
H3K4me3 signal. Our Chip-seq HBO1 data from RKO cells aligned with H3K4me3 signal
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from HUVEC and K562 cells obtained from Broad Institute/ENCODE project (Ernst et al.
2011). The scale bar represents 1 kilobase.

Category Genes

Downregulated genes DUSP2°, NKD2%, CASPY, p21/WAF1/CDKNI1AY,
NEDD4", pl8/INK4C/CDENIC APPS, BAXS,
HOXA10, IGFBP3-, p8/NUPRI, EXT2,
CDKI11, MAD, BAGI®, APAF1-, CASP3,
PTEN¢, FOS, STATI, STATS, DKK9, and
PIM1¢ genes

Upregulated genes MAPK3/ERK1, 14-3-3 eta, KAP1/CDKN37, YESI,
HMGN4, M5X1, LCORs, HOXAS, POLD3,
DNMT]1¥, BIDS, FZD4%, FZD9%, LSD1/AOF2/
BHCI110/KDMI1A®, BHCB0/PHF21A",
UHRF1*, HELLS/LSH*, TLE4*, BRMSILF,
TRIM24/TIFlalpha®, TRIM33/TIF1gamma®,
BRPFI, and BCL9 genes

a See Table 52 in the supplemental material for the full list of genes whose expression is
significantly affected in HeLa cells after siRNA-mediated knockdown of HBO1 (=1.5-
fold change [up or down| with P value of <0.05).

b MAPK3, mitogen-activated protein kinase 3; ERK1, extracellular signal-regulated kinase 1.

¢ Linked to or regulated by the p53 pathway.

4 Linked to the Wnt signaling pathway.

¢ Linked to chromatin-mediated repression or heterochromatin formation
(deacetylation, H3K4 demethylation, DNA methylation).

Tableau 3-2. Examples of genes affected during HBO1 depletion by siRNA in HeLa cells.

3.6. Discussion

MYST-ING HAT complexes are highly conserved in eukaryotes and play critical roles in
genome expression and maintenance (Avvakumov and Cote 2007b). In this study we
uncovered the conserved structural determinants for assembly of these complexes and their
interaction with chromatin. By focusing our efforts on the human HBO1 complex, a major
source of histone H4 and H3 acetylation in vivo (Doyon et al. 2006; Kueh et al. 2011), we
identified two short regions conserved in a subunit present in all MYST-ING complexes
that are responsible for physical association of the MYST HAT enzyme and the ING tumor
suppressor. In a separate study on the MOZ/MORF complexes, deletions affecting these
short conserved domains in the BRPF1 subunit also disrupted complex assembly (Ullah et
al. 2008). Importantly, our work identified a physiological regulation of the MYST-ING
complex assembly which involves the natural occurrence of isoforms of the JADEI protein

produced by splice variants. One of these isoforms lacks the conserved region responsible
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for ING protein association (Fig. 2 and 3). This regulated association of ING proteins with
HBOI complexes was confirmed in vivo and was shown to have strong implications to the
HBO1 HAT function (Fig. 4). Indeed, ING4/5 proteins contain a PHD finger domain that
stimulates HBO1 HAT activity towards chromatin containing histone H3 trimethylated at
lysine 4 (Saksouk et al. 2009), a mark found near the transcription start sites of active genes
(Shilatifard 2006). This may well account for the reported roles of HBOI in transcription
regulation (Avvakumov and Cote 2007b). It remains to be determined whether these
interactions are important for the reported role of HBOI1 in the initiation of DNA
replication (Miotto and Struhl 2008; Miotto and Struhl 2010). However, our previous work
clearly indicated that the INGS5 protein was critical for DNA synthesis in vivo (Doyon et al.
2006).

A hallmark of MYST-ING complexes is the presence of multiple PHD finger domains
within a single complex (Fig. 1B). We have previously analyzed the functions of the
additional PHD modules present within the HBO1-associated JADEI protein and found
that they also bound histone H3 tails with high affinity, but with distinct specificity towards
the K4 methylation status (Saksouk et al. 2009). While binding of the first PHD is
completely inhibited by K4 methylation, the second PHD is largely unaffected. While we
previously demonstrated the critical role of JADE1 PHD2 in chromatin binding and
function of HBO1 complexes (Saksouk et al. 2009), our data also suggested the dominance
of PHD1 within the double PHD/PZP structure in avoiding H3K4 methylation. We now
show using NMR analysis that PHD1 alone produces the same chemical shift as the entire
PZP domain when binding the histone H3 tail, supporting a single functional entity for
interaction with chromatin (Fig. 5). These results have strong functional implications in
light of the regulated association of ING4/5 with HBO1 complexes, which may occur not
only through the use of JADE1 isoforms, but also through external modulation.
Intriguingly, multiple post-translational modifications, including S/T/Y phosphorylation
and lysine acetylation have been mapped within conserved domain II of the scaffold
subunits and within ING proteins in large scale proteomic studies (Rikova et al. 2007;
Choudhary et al. 2009; Huttlin et al. 2010)(Fig. 3; see phosphosite.org or phosida.org).

Thus, it is plausible that modification of the JADE-HBO1 complexes in response to various
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cellular events can alter their subunit composition, thereby regulating or re-targeting their

activity.

The molecular interactions that we described for MYST-ING complexes in general and
HBO1-JADE-ING in particular are critical for the function of these complexes, not only in
binding and modification of specific regions of chromatin but also in their growth
suppression activity linked to the ING tumor suppressors. We showed that only the
isoform of JADEI1 capable of interacting with ING proteins is able to slow growth and
impair colony formation in soft agar, a signature of tumor suppressor activity (Fig. 6). In
light of this, it is interesting to note that analysis of splice variants of JADE1 has shown
that the ratio of the short to the long isoform greatly varies from 2 to 0.15 in a collection of
over 300 cancer cell lines (Greshock et al.). This wide range of relative transcript levels
suggests that regulation of JADE1 splicing can be used by some tumorigenic cell lines to
impair the tumor suppressing function of the protein. This activity of JADEIL isoform
implicates an induced senescence-like phenotype linked to up-regulation of several
interleukins, the p21/CDKNIA gene and DNA damage checkpoint activation. These
abilities of the JADEl1 complex appear to be dependent on the associated HBOI1
acetyltransferase since siRNA-mediated depletion of this HAT leads to strong down-
regulation of the p21 gene. In fact, microarray analyses of gene expression indicate that
loss of HBO1 leads to down-regulation of a large number of genes linked to the p53
pathway of cell cycle control, senescence and apoptosis. ING proteins have been
implicated in these processes (Soliman and Riabowol 2007), and we now show evidence
that they function through their association with MYST acetyltransferase complexes. In
agreement with this model, a recent report has shown a functional interaction between
MOZ and p53 in inducing p21 expression and cell-cycle arrest (Rokudai et al. 2009). Our
data now indicate that HBO1-JADE-ING complexes directly stimulate p53-dependent
transcription of genes like p21 and that they are enriched near the transcription start site,
where high levels of H3K4me3-containing chromatin exist, allowing them to associate with
chromatin through the PHD finger domain of the ING tumor suppressors (Fig. 7 & 8). Itis
noteworthy to point out that the gene encoding LSD1/KDM1A, a major H3K4 demethylase

and transcriptional repressor (Lan et al. 2008) is regulated in an opposite fashion upon
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increased JADEIL expression or HBO1 depletion (Fig. 6G), suggesting a function of the
HBOI1-JADE-ING complex in blocking H3K4 demethylation.

Our microarray experiments upon the manipulation of HBO1 and JADEIL protein levels
also identified putative targeted genes and pathways that support important roles of this
acetyltransferase complex in many cellular processes. In addition to the full set of p53
targets for cell cycle arrest and apoptosis, genes implicated in transcription repression, like
components of deacetylase and demethylase complexes and factors involved in the
maintenance of genomic DNA methylation (DNMT1-UHRF1), were upregulated during
HBOL depletion (Table II). This suggests a significant increase in heterochromatinization
of the genome in the treated cells and supports a global role of HBO1 in marking and
stabilizing euchromatin, as evidenced by its global effect on H3/H4 acetylation (Doyon et
al. 2006; Kueh et al. 2011; Mishima et al. 2011). This is certainly in agreement with our
ChIP-seq data that physically links HBOI to the 5° end of genes in a direct correlation to
the level of transcription (Fig. 8). This bias toward the 5’ of genes was also recently
obtained through ChIP-chip analysis in leukemic cells (Mishima et al. 2011). Furthermore,
while it has been argued that JADEI is a direct repressor of Wnt signaling (Chitalia et al.
2008), we show here that HBO1 depletion leads to downregulation of repressors of the Wnt
signaling pathway and upregulation of the frizzled receptors and BCL9, supporting a
transcriptional role in modulating this pathway. Finally, it is interesting to note a likely
compensation mechanism upon HBO1 depletion as the gene for BRPF1 is upregulated,
suggesting that MOZ/MORF complexes may compensate for the global loss of H3K14
acetylation (Kueh et al. 2011). Mouse knockouts for HBO1 are embryonic lethal and show
an almost complete loss of H3K14ac but an increase of H4K16ac (Kueh et al. 2011). The
latter phenotype could be explained by the down-regulation of the Nuprinl/p8 inhibitor of
the hMOF acetyltransferase, the MYST enzyme responsible for the bulk of H4Kl6ac
(Smith et al. 2005; Gironella et al. 2009).

The work presented here highlights the highly conserved nature of the molecular
interactions within the MYST-ING family of acetyltransferase complexes. It also
demonstrates that the ING tumor suppressor proteins function through their association

with these complexes and chromatin regions carrying the H3K4me histone mark. It will be
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interesting to determine how this MYST-ING interaction is modulated to regulate cell
proliferation. The multiple roles of these acetyltransferase complexes in genome
expression and stability make them ideal targets and effectors for signaling events that

regulate cell cycle progression.
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4.1. Résumé

Les histones acétyltransférases (HAT) s’assemblent avec plusieurs sous-unités pour former
des complexes afin de diriger leur activité vers différentes lysines d’histones sur les
nucléosomes. Dans cet article, nous avons caractérisé les différentes HAT natives qui
s’assemblent en complexe avec la famille des protéines d’échafaudage BRPFs. Leur
domaine PHD-Zn Knuckle-PHD est essentiel pour la liaison a la chromatine et ne peut lier
que les histones H3K4 non méthylées. Cette spécificité de liaison est contrecarrée par le
PHD de la protéine INGS. Les complexes natifs contenant la protéine BRPF1 peuvent avoir
comme sous-unité catalytique soit la protéine MOZ/MOREF ou la protéine HBO1. De fagon
intéressante, nous avons montré précédemment que le complexe formé de la protéine
HBO1 associ¢ a JADE1 pouvait acétyler I’histone H4. Ici, nous démontrons que le
complexe HBO1-BRPF1 acétyle plutot 1’histone H3 de la chromatine. Nous avons
cartographié une courte région dans la partiec N-term des protéines d’échafaudage
permettant de cibler différentes queues N-term d’histones. Le choix entre les différentes
sous-unités d’échafaudage associées a HBO1 permet donc de réguler la spécificité
d’acétylation entre les histones H3 et H4. Ces résultats mettent en lumicre un nouveau role
essentiel pour les protéines associées aux MYST acétyltransférases, role que 1’on avait

toujours attribué a I’enzyme elle-méme.
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4.2. Abstract

Histone acetyltransferases (HAT) assemble into multisubunit complexes in order to target
distinct lysine residues on nucleosomal histones. Here, we characterize native HAT
complexes assembled by the BRPF-family of scaffold proteins. Their PHD-ZnKnuckle-
PHD domain is essential for binding chromatin and restricted to unmethylated H3K4, a
specificity that is reversed by the associated ING subunit. Native BRPF1 complexes can
contain either MOZ/MORF or HBOI1 as catalytic acetyltransferase subunit. Interestingly,
while the previously reported HBO1 complexes containing JADE scaffold proteins target
histone H4, the HBO1-BRPF1 complex acetylates only H3 in chromatin. We mapped a
small region to the N-terminus of scaffold proteins responsible for histone tail selection on
chromatin. Thus, alternate choice of subunits associated with HBOI1 can switch its
specificity between H4 and H3 tails. These results uncover a crucial new role for associated

proteins within HAT complexes, previously thought to be intrinsic to the catalytic subunit.
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4.3. Introduction

In eukaryotic cells, DNA wraps around histone octamers to form nucleosomes, the basic
units of chromatin. This structural organisation not only allows compaction of the DNA in
the nuclei, but also regulates diverse cellular processes, like DNA repair, transcription and
replication. This regulation is mainly exerted via the different post-translational
modifications of the protruding N-term tail residues of histones, such as acetylation,
methylation, phosphorylation, ubiquitination and sumoylation. These modifications act as
docking sites for different protein effectors involved in many cell pathways (Musselman et
al. 2012a). Acetylation of histone lysines is one of the best characterized functional
modifications. It is deposited by histone acetyltransferases (HATs) by transferring the
acetyl group from acetyl-CoA on the g-amino group of lysine residues. Although histone
acetylation has mostly been associated with transcriptional activators and regulators, it has
also been implicated in other processes, like DNA repair, replication and mRNA splicing
(Shahbazian and Grunstein 2007; van Attikum and Gasser 2009; de Almeida and Carmo-
Fonseca 2012).

The MYST (MOZ, Ybf2/Sas3, Sas2, Tip60) family of acetyltransferases is composed of
evolutionary conserved enzymes that are assembled into multi-subunit protein complexes.
They acetylate histone tails within chromatin but also target non-histone substrates, in both
human and yeast (Sapountzi and Cote 2011). We have previously purified several native
MYST complexes and found that they are based on a tetrameric core structure associated
with an ING tumor suppressor subunit, the Eaf6 subunit and an EPC (enhancer of
polycomb)-related scaffold subunit (Doyon et al. 2006; Saksouk et al. 2009; Avvakumov et
al. 2012). Four human MYST complexes assemble in such a manner, namely Tip60
(KATS), HBO1 (MYST2, KAT7), MOZ (MYST3, KAT6A) and MORF (MYST4,
KAT6B) (Fig. 1a). These enzymes have been shown to play crucial roles in DNA repair,
recombination and replication, as well as in transcription activation (Avvakumov and Cote
2007b), which in turn regulates developmental processes (Voss and Thomas 2009) and is
involved in leukemia and several genetic diseases (Avvakumov and Cote 2007a; Yang and

Ullah 2007; Voss and Thomas 2009).
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As for several chromatin related proteins, the MYST-ING complexes comprise diverse
subunits that carry various histone recognition modules which bind to different post-
translationally modified residues. Indeed, they contain chromodomains, bromodomains and
PWWP domains, but the most abundant histone binding domain found within these
proteins is the PHD (plant Aomeodomain) finger. PHD fingers form a versatile recognition
motif family which binds to different histone modifications of the N-terminal tail of histone
H3. Most of the PHD fingers can read histone methylation state of H3K4 (me0 vs me2/3),
but some can recognize other histone H3 residues and/or modifications (Musselman et al.
2012a). We recently characterized the binding properties of the different PHD fingers
found in the MYST acetyltransferase complex HBO1 (Saksouk et al. 2009; Avvakumov et
al. 2012). Even though the various domains found within the complex have unique
recognition motifs, we showed that they cooperate to bind chromatin on H3K4me3, a mark
found near the transcription start site (TSS) of actively transcribed genes (Shilatifard 2006).
The two PHD fingers of the JADEI1L scaffold subunit (Fig. 1b) work together to recognize
unmethylated H3K4, while the PHD finger of the ING4 subunit directs the binding of the
entire complex toward H3K4me3. Indeed, ING tumor suppressor proteins all contain a
PHD finger that recognizes the trimethylated form of H3K4 (Pena et al. 2006; Shi et al.
2006; Champagne et al. 2008; Saksouk et al. 2009). The integration of the different binding
properties of PHD fingers within HBO1 complex allows for its tumor suppressor activity,
through its regulation of transcriptional activity, leading to the control of cell proliferation

(Avvakumov et al. 2012).

The BRPF1 protein is the scaffold subunit of the MYST acetyltransferase complex
MOZ/MORF (Doyon et al. 2006; Ullah et al. 2008). It has been shown to play a role in
maintaining anterior HOX gene expression during zebrafish development and consequently
in determining segmental identity (Laue et al. 2008). It is also thought to be part of the
TrxG family of genes, which are important for maintaining active genes during
development (Laue et al. 2008). The mutually exclusive catalytic subunits of the complex,
MOZ and MOREF, are also known to play a role in HOX gene expression and development
in both mouse and zebrafish (Miller et al. 2004; Voss et al. 2009; Qiu et al. 2012).
Moreover, the MOZ acetyltransferase is frequently translocated in acute myeloid leukemia

and is required for proper haematopoietic stem cells (HSCs) proliferation (Katsumoto et al.
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2006; Thomas et al. 2006; Perez-Campo et al. 2009; Aikawa et al. 2010). As for many
chromatin-related proteins, BRPF1 contains a variety of histone recognition modules that
can bind to different modifications (Fig. 1b). Its N-term region has two PHD domains
linked by a Zn knuckle (PZP domain) while the C-term has both a bromodomain and a
PWWP domain. This PWWP domain can bind to the H3K36me3 mark found on the coding
regions of active genes (Vezzoli et al. 2010). As for other scaffold subunits within MYST
complexes, BRPF1 also contains at its N-term a region of homology with the EPcCA domain
found in enhancer of polycomb proteins (Stankunas et al. 1998; Avvakumov et al. 2012).
We have shown that two homology subdomains within EPcA serve as docking sites, one
for the HAT subunit (domain I) and one for the hEaf6 and ING proteins (domain IT)(Fig.
1b) (Avvakumov et al. 2012).

In this study, we first dissected the molecular interactions of the PZP (PHD-Zn knuckle-
PHD) domain in BRPF1 for different chromatin modifications, showing that the first PHD
domain acts dominantly over the second one in targeting unmethylated H3K4, but they
function together to drive binding to chromatin. Moreover, we found that the different
subunits of the complex are distributed genome-wide over H3K4me3-rich regions, targeted
by the INGS subunit. Finally, we discovered that the different scaffold subunits of MYST-
ING complexes not only play an essential role in enabling chromatin acetylation but also
select which histone tail is modified. We propose a model in which the HBOI1
acetyltransferase is competing for binding to either BRPF or JADE scaffold subunits in
cells and where this differential association determines which histone tail is acetylated by
the HAT on chromatin. While JADE directs the acetylation toward H4 tail, BRPF1 targets
H3 acetylation. Our results thus provide novel insights on the mechanism by which MYST
acetyltransferases target chromatin acetylation from yeast to human cells and thus help

understand how these enzymes regulate their different cellular functions.

4.4. Results

4.4.1. The PZP domain of BRPF1 binds to unmethylated histone H3K4

BRPF1 contains many potential chromatin recognition domains as depicted in Fig. 1b. We

previously demonstrated that the JADEI1L scaffold subunit found within the HBO1 HAT
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complex contains a PZP domain that recognizes unmethylated H3K4 (Saksouk et al. 2009;
Avvakumov et al. 2012). Importantly, the first PHD domain of BRPF2 (also known as
Brdl, a paralog of BRPF1) has recently been shown to bind the N-term tail of histone H3
(Qin et al. 2011; Liu et al. 2012¢). As BRPF1 also contains a similar tandem PHD finger
module, we characterized its affinity for histone marks. We first examined the affinity of
the two separated PHD fingers using peptide pulldown experiments with recombinant
domains fused to GST and biotinylated peptides (Fig. 1¢). The first PHD (PHD1) domain
shows specific binding to unmethylated H3K4 peptides, while the second PHD (PHD?2)
domain shows some interaction with H3 peptides irrespective of their methylation status.
These interactions were also analysed using NMR. Substantial chemical shift changes
observed in the spectra upon addition of the peptide indicated that the PHDI1 finger
recognizes the unmodified histone H3 tail (Fig. 1d). Moreover, methylation or acetylation
of H3K9 did not affect binding of PHDI1 to H3 (see supplementary Fig. 1a-b). Likewise,
binding of the PHD1 finger to the histone peptides mono-, di- and trimethylated at Lys4
was examined by tryptophan fluorescence (Fig. le). A single methyl group attached to
Lys4 reduced binding of the PHD1 finger by ~10 fold, whereas affinity for H3K4me2 and
H3K4me3 was dropped by ~100 fold. Thus, methylation of Lys4 disrupts the association of
BRPF1 PHDI1 with histone H3. Additionally, PHDI1 requires the first N-terminal amino
acids of the H3 tail for proper binding (see supplementary Fig. 1b). These results indicate
that PHD1 associates with the extreme N-terminus of histone H3, likely through hydrogen
bonds and ionic interactions with Alal, Arg2 and unmodified Lys4, as reported for other
PHD fingers(Musselman et al. 2012a), and that this binding is disrupted by methylation of
Lys4. To demonstrate that PHDI1 has a similar mechanism of interaction as other
H3K4me0-binding PHD fingers, we mutated two key conserved residues and measured

significantly lower binding in peptide pulldown assays (supplementary Fig. 1c-d).

Conversely, neither the N-terminal part of the histone tail (residues 1-12), nor the
downstream sequence (residues 9-19) were able to induce chemical shift changes in the
*N-labeled PHD2 finger of BRPF1, illustrating out that this module alone is not capable on
its own of specific binding to these sections of histone H3 tail (Fig. 1f). We also found that
PHD2 and PHDI1 do not interact with each other, as no resonance perturbations were

observed in the PHD2 finger during gradual addition of unlabeled PHD1 (Fig. 1f). On the
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other hand, nice chemical shift changes were obtained when incubating PHD2 with
increasing amounts of dNMPs, suggesting that PHD2 could in fact interact with DNA
(supplementary Fig. 1e).

The two PHD fingers were then tested together as the full PZP module. Peptide pulldowns
demonstrate that binding of the PZP to the N-term tail of H3 is inhibited by methylation of
H3K4 (Fig. 1g), revealing PHD1 as a dominant recognition module over PHD2 within the
PZP domain. To examine whether the Zn-knuckle and/or the second PHD2 finger
cooperate with PHD1 in the association with H3 by recognizing the histone sequence
downstream of Lys9, binding affinity of BRPF1 PZP for a longer peptide was measured by
tryptophan fluorescence. We found that PZP binds to the peptide containing residues 1-20
of histone H3un with a K4 of 12 uM (Fig. 1h and supplementary Fig. 1f). This value was
comparable to the Ky value measured for the interaction of a single PHD1 module with the
short H3un peptide (6 puM, Fig. le). Furthermore, the PZP domain and PHDI1 alone
exhibited similar affinities toward the short H3un peptide (K4 = 2 uM and 6 uM,
respectively). Methylation or acetylation of Lys9 or Lys14 had very little to no effect on the
interaction of PZP with the short H3un peptide (Fig. 1h and supplementary Fig. 1f).
Together, these data demonstrate that the PZP domain of BRPF1 recognizes histone H3 N-
terminus that is unmethylated on Lys4 and that this in vitro interaction is driven by the first

PHD.
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(a) Subunit organisation of human MYST acetyltransferase complexes used in this study.
The core subunits have a scaffold protein (JADE, BRPF, EPC), an ING tumor suppressor
protein (ING3, 4, 5) and the catalytic enzyme protein (Tip60, HBO1, MOZ/MORF). (b)
Schematic representation of the conserved protein domains found in the scaffold subunits
of MYST-ING HAT complexes (yeast and human). (¢) The PHDI1 finger of the PZP
domain of BRPF1 recognizes unmethylated H3 in vitro, while the PHD2 finger shows
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interaction with H3 peptides independently of methylation status. Peptide pull-down assays
with different biotinylated peptides and recombinant PHD fingers fused to GST were
analyzed by Western blotting with anti-GST antibody (WB:0-GST). (d) Superimposed
1H,15N HSQC spectra of BRPF1 PHDI, collected as unmodified H3 peptide was titrated
in. The spectrum is color-coded according to the protein-peptide ratio. (¢) Binding affinities
of the BRPF1 PHDI1 finger for histone H3 peptides with different K4 methylation status
were measured by tryptophan fluorescence. Numbers in parenthesis represent the amino
acid positions of histone H3 included in the peptides. (f) Superimposed 1H,15N HSQC
spectra of BRPF1 PHD2, collected as indicated peptides or unlabeled BRPF1 PHD1 were
added stepwise. The spectra are color-coded according to the protein-peptide ratio. (g) The
PZP domain of BRPF1 binds to unmethylated histone H3K4 in vitro. Peptide pull-down
assays with different biotinylated peptides and recombinant PZP domain fused to GST
were analyzed by Western blot with a-GST antibody. The PHD1 dictates the specificity of
the entire domain toward unmethylated H3K4. (h) Binding affinities of the PZP domain for
indicated H3 peptides were measured by tryptophan fluorescence. Numbers in parenthesis
represent the amino acid positions included in the peptides. NB: no binding was detected.

4.4.2. Each PHD finger of the PZP domain is critical for chromatin binding

and acetylation

To determine the functional relevance of the second PHD finger, we immunopurified wild-
type and APHD2 BRPF1 complexes from co-transfected 293T cells. Western analysis of
the wild-type complex indicates the co-purification of endogenous histone H3 (Fig. 2a).
This co-fractionation is completely lost after removal of the PHD2 domain of BRPFI,
implying a crucial role in binding histone H3 in vivo. Furthermore, when the purified
complexes were used in HAT assays, acetylation of chromatin was abolished by the
deletion of PHD2, while acetylation of free histones was not affected (Fig. 2b). These data
indicate that, while the NMR studies did not support a role in binding to the H3 tail, the
second PHD of the PZP domain is essential for binding to chromatin and its subsequent
acetylation. In order to compare these observations with the deletion of the first PHD
domain which drives the in vitro interaction, we then immunopurified both APHDI and
APHD?2 complexes (Fig. 2¢) and compared their acetyltransferase activity on chromatin and
free histones. Similar to PHD2, the PHDI1 finger is essential for acetylation of chromatin by
the complex, while not affecting acetylation of free histones (Fig. 2d and e).. Altogether,
these data demonstrate that both PHD fingers of BRPF1 are necessary for the complex to
bind and acetylate chromatin, suggesting that the PZP domain functions as a single module

binding to nucleosomes.
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Figure 4-2. BRPF1 PHD1 and PHD2 fingers are required for binding to chromatin and its
acetylation.

(a) BRPF1 associates with histone H3 in vivo and this binding is lost when the PHD2
finger is deleted. 293T cells were co-transfected with HA-BRPF1 (WT or APHD?2)
plasmids, Flag-MOZ (MYST domain), Flag-INGS5 and Flag-hEaf6 plasmids and whole-cell
extracts (WCE) were used for HA IP. As the MYST domain of the MOZ catalytic subunit
is sufficient for HAT activity and complex assembly (Ullah et al. 2008), it was used to
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avoid the high degradation sensitivity of the full-length protein (225 kDa). Mock control
was co-transfected with both HA empty and Flag empty plasmids. Histone H3 binding was
analyzed by WB a—H3. (b) PHD2 is required for proper in vitro chromatin acetylation.
HAT assays with the same purified complexes as in a were performed on chromatin or free
histones. Reactions were spotted on membranes and counted by liquid scintillation. Values
are based on three independent experiments with standard error. (¢c) WB on purified WT,
APHD1 and APHD2 complexes in 293T cells showing equal expression of the different
subunits. WCE was used after co-transfection of HA-BRPF1 plasmids (WT, APHDI1 or
APHD?2), Flag-MOZ, Flag-ING5 and Flag-hEaf6 plasmids for HA-IP. HA beads were
eluted with HA peptide and fractions were loaded on gel. (d)(e) PHD1 is also important for
acetylation of chromatin in vitro. HAT assay on free histones (d) or chromatin (e) using the
complexes purified in ¢ were spotted on membranes for liquid scintillation counting.
Values are based on three independent experiments with standard error.

4.4.3. INGS directs BRPF1 localization to H3K4me3 enriched chromatin at

the 5'-end of active genes

We have previously identified INGS as the ING tumor suppressor subunit of the
MOZ/MORF complexes (Doyon et al. 2006; Ullah et al. 2008). This association occurs via
the conserved domain II of BRPF proteins (Ullah et al. 2008; Avvakumov et al. 2012). As
ING proteins contain a PHD domain in their C-terminal that has been shown to recognize
H3K4me3 (Pena et al. 2006; Champagne et al. 2008; Musselman et al. 2012a), we asked if
the presence of the INGS5 protein within the complex is targeting BRPF1 to the H3K4me3
mark in chromatin. First, we used recombinant complexes purified from SF9 cells +/- ING5
to perform HAT assays on histone peptides. We observed that the HAT activity of INGS5-
containing complex 1is greatly stimulated on H3K4me3 peptides when compared
unmodified or H3K9me peptides (Fig. 3a). This is reminiscent of our previous observations
for ING4 and the JADEI/HBO1 complex, where the presence of ING4 stimulated
acetylation of H3K4me3 peptides (Saksouk et al. 2009; Avvakumov et al. 2012). On the
other hand, we observed a clear inhibition of HAT activity when peptides carry methylated
Lys4 and INGS is absent from the BRPF1 complex (Fig. 3b). This result corroborates what
we observed in Fig. 1g, where the PZP domain of BRPF1 is unable to bind H3 peptides that
are methylated on Lys4. Together, these data suggest that there is an interplay between the
different PHD domains found within the complex and that the PHD of INGS is prevailing
over the others in driving interaction with H3K4me3, while BRPF1 PZP domain is required

for binding to chromatin per se.
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To test how this interplay occurs in vivo, we then performed ChIP-seq experiments in
human RKO cells using H3K4me3, ING and BRPF antibodies. This p53-positive human
colon carcinoma cell line shows the expected features when mapping the H3K4me3
chromatin mark, i.e. enrichment near the transcription start site (TSS) of active genes, with
signals increasing with the expression levels (Fig. 3¢ and Supplementary Fig. 2a and 3).
Genome-wide localization analysis of the INGS5 protein showed enrichment around TSS of
active genes, on the same regions where H3K4me3 is located (Fig. 3d and Supplementary
Fig. 2b). In comparison, the ING2 protein, which also binds H3K4me3 through its PHD
domain (Pena et al. 2006; Shi et al. 2006), was found within the same genomic regions
(Fig. 3d and Supplementary Fig. 2¢). ING2 is a subunit of the histone deacetylase (HDAC)
complex mSin3a (Doyon et al. 2006; Shi et al. 2006). Our data indicate that ING5 (HAT)
and ING2 (HDAC) complexes co-localize at the TSS of actively transcribed genes, arguing
for a primary role of their H3K4me3-binding PHD finger in this targeting. Previous
genome-wide mapping of several HAT and HDAC proteins showed that they are similarly
found near TSS of actively transcribed regions, in a dynamic process allowing rapid
resetting of chromatin (Wang et al. 2009b). We then used an antibody raised against the
BRPF2 paralog to evaluate genomic distribution by ChIP-seq. This antibody is equally
efficient at recognizing the BRPF1 protein (but not BRPF3) because of the highly
conserved region used as antigen (Supplementary Fig. 4). The BRPF1/2 distribution was
also localized near TSS of active genes, at H3K4me3 enriched regions, similar to what was
observed for INGS5 (Fig. 3e and Supplementary Fig. 3d). This is also almost identical to
our recently published genome-wide profile of the HBO1 HAT in the same cell line
(compare heat maps in Fig. 3e) (Avvakumov et al. 2012). Upon closer examination at
specific loci, we clearly observe co-localization of BRPF1/2 and INGS proteins over

H3K4me3-rich regions near p21(CDKN1A) TSS and at the HOXA cluster (Fig. 3f and g).

Overall, these results show that BRPF1/2, ING5 and HBOI proteins co-localize on
H3K4me3-rich regions surrounding the TSS of actively transcribed genes and that their
signals are proportional to the expression level of these genes. In addition, it indicates that
the INGS protein is a primary determinant for BRPF1/2 complex association with specific
genomic loci, correlating with its binding to the H3K4me3 histone mark, both in vifro and

in vivo.
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Figure 4-3. BRPF1 localizes to H3K4me3 enriched regions through its association with INGS.
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(a-b) INGS directs the binding of the entire MORF complex towards H3K4me3 in vitro.
Complexes +/- INGS5 were purified from SF9 cells and used in HAT assays on diverse
modified histone peptides. Values are based on two independent experiments with standard
error. (¢ to e) INGS5, ING2, BRPF1/2 and HBO1 co-localize with H3K4me3 near TSS of
genes. Heat maps of each protein ChIP-seq signal on +/- 5kb surrounding TSS of genes are
shown. Genes were sorted by gene expression level (see Methods) from high (top) to low
(bottom) and the signals were corrected over reads per million (RPM). (¢) Enrichment of
H3K4me3 signal compared to H3 signal. (d) INGS, ING2, and (e¢) BRPF1/2, HBOI are
bound at H3K4me3 enriched regions near TSS of genes. (f-g) BRPF1/2 and INGS5
colocalize at the p21/CDKNI1A gene and the HOXA cluster. The different signals for each
protein are shown to illustrate their binding at H3K4me3 enriched region near the
p21/CDKNI1A TSS (f) and each TSS of the HOXA cluster (g).

4.4.4. Two distinct forms of HBO1 complexes exist with different scaffold

subunits

We had previously shown that the INGS protein is associated with two different MYST
acetyltransferase complexes in HelLa cells, the HBOI1-JADE1/2/3 and MOZ/MORF-
BRPF1/2/3 complexes (Fig. 1a) (Doyon et al. 2006). A recent study in K562 cells argued
that the BRPF2 scaffold protein could be associated with the HBO1 HAT (Mishima et al.
2011). To investigate this possible distinct interaction, we purified BRPF1 from stably
transduced HeLa cells (Fig. 4a). Mass spectrometry and Western blot analyses confirmed
association of MOZ/MORF HATs, hEaf6 and INGS, as we previously reported (Fig. 4a and
b) (Doyon et al. 2006; Ullah et al. 2008). Significant signals were also obtained for HBO1.
Thus, both MOZ/MORF and HBOI1 catalytic HAT subunits can be associated with BRPF1
in vivo. In addition, ING4 was also identified as a BRPF1-associated factor, in contrast to
our previous results that suggested its restriction to HBO1-JADE1/2/3 complexes (Doyon
et al. 2006). Moreover, using transduced HBOI1 as bait for purification from HeLa cells, we
were able to identify by western and mass spec both JADE1L and BRPF2/3 as interacting
partners (Fig. 4c; data not shown). We also confirmed the interaction in 293T cells where
immunoprecipitation of Flag-HBO1 brings down endogenous BRPF1/2 proteins
(Supplementary Fig. 5). These results demonstrate the presence of a new MYST-ING
acetyltransferase complex within HeLa cells, formed by HBO1 and a BRPF paralog.
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4.4.5. BRPF1-MYST complexes acetylate only histone H3 in chromatin

We used the purified BRPF1 fraction for in vitro HAT assays and we observed a striking
specificity for histone H3 in chromatin, while both H3 and H4 are targeted as free histones
(Fig. 4d). While we previously found MOZ/MORF-BRPF-ING5 complexes to have
similar specificity (Doyon et al. 2006; Ullah et al. 2008), the presence of HBOI in the
fraction suggested otherwise. Indeed, HBOI is known to acetylate mainly the N-terminal
tail of histone H4 on chromatin, both in vitro and in vivo, specifically on lysine 5, 8 and 12
(Doyon et al. 2006). We then used ChIP assays to determine whether the presence of
additional BRPF1 protein in the transduced HeLa cells influences the level of H3 and H4
acetylation at specific loci in vivo. When compared with cells transduced with an empty
vector, the Flag-BRPF1 cell line shows a significant increase of H3 acetylation, on both
lysine 14 and 23, at the p21 TSS (Fig. 4e and f). Moreover, a slight increase can also be
observed 2kb downstream from the p21 TSS where the BRPF1 complex is still likely
bound (see Fig. 3f). We also noticed some increase of H4 acetylation at the same loci but
the effect seems much smaller and could be indirect/subsequent to H3 acetylation (Fig. 4g).
Indeed, H3K14ac was recently shown to inhibit demethylation of H3K4 (Maltby et al.
2012a), which would favour recruitment of other HATs through increased H3K4me3.
Importantly, no change in H3 and H4 acetylation levels was observed at an intergenic
control locus (Fig. 4e-g). These data indicate that purified BRPF1 complexes target mainly
H3K14 and H3K23 in chromatin, in vitro and in vivo, despite the fact that a previously
characterized H4-specific MYST enzyme, HBOI1, is present in the fraction. However,
HBO1 occupancy measured by ChIP on the same regions did not show any increase in
BRPF1 transduced cells compared to the control cell line (Fig. 4h). This indicates that,
while increased BRPF1 level leads to higher H3 acetylation on p21, it does not seem to

target additional HBOI protein.
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(a) A transduced stable HeLa cell line expressing 3xFlag-BRPF1 was used to purify
associated proteins by anti-Flag IP/elution. Immunopurified proteins were analysed on gel
by silver staining. Non-specific contaminants are shown by the (*). (b) Purified complex in
a was analyzed by Western blot with indicated antibodies. The two bands appearing with
the MORF antibody are both MOZ and MORF, as the MORF antibody recognizes both
proteins(Ullah et al. 2008). (c) Western blot analysis of a tandem affinity purification
(TAP) from a transduced HeLa cell line stably expressing HA-HBOI1-TAP (protein A and
calmodulin-binding protein). (d) BRPF1 complexes acetylate histone H3 on chromatin in
vitro. HAT assays were performed on free histones or native chromatin with the purified
BRPF1 fraction in a. Acetylated histones were separated by SDS-PAGE and revealed by
fluorography. (e-g) BRPF1 complexes acetylate histone H3 on chromatin in vivo.
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Chromatin immunoprecipitation analysis of H3K14/K23 and H4 acetylation in transduced
HeLa cells stably expressing BRPF1. Acetylation levels corrected for nucleosome
occupancy (total H3 signal) were measured at the p21 TSS, 2kb downstream and at an
intergenic locus. BRPF1 increases significantly H3K14ac and H3K23ac at the p21 TSS
while showing no effect at intergenic locus. (h) HBO1 occupancy on p21 gene does not
change upon increased BRPF1 expression. ChIP analysis of HBO1 in BRPF1 and control
transduced cell lines. All ChIP values are based on two independent experiments with
standard error.

4.4.6. The scaffold subunits of the MYST-ING complexes direct histone tail

specificity during acetylation of chromatin

Since no H4 acetylation was observed in vitro with the purified BRPF1 complexes
containing either MOZ, MORF or HBO1 catalytic subunits, we sought to determine the
histone lysine residues targeted by the newly identified HBO1-BRPF1-ING5-hEaf6
complex. For this purpose, we overexpressed in 293T cells the different combinations of
the desired subunits and purified the resulting complexes using the Flag-tagged scaffold
subunit (Fig. 5a). These overexpressed complexes were then used in HAT assays on both
free histones and chromatin. As expected, the BRPF1-MOZ complex acetylates H3 on
chromatin whereas the JADE1-HBO1 complex acetylates H4 (Fig. 5b). This is in sharp
contrast to the lack of histone specificity when using free histones as substrate, where
histones H3/H4 are acetylated equally by both complexes. Remarkably, when the HBOI1
acetyltransferase is associated with BRPF1, acetylation of chromatin by this complex is
restricted to histone H3 (Fig. 5b). To more precisely identify the lysine residues acetylated
on H3, we performed HAT assays with unlabelled acetyl-CoA followed by Western blot
analysis with specific histone mark antibodies. We observed an increase in H3K23ac and
H3K14ac with the HBO1-BRPF1 complex compared to the mock fraction while no change
in H3K9ac was detected (Fig. 5c¢). This H3K14/23 specificity was also observed using
peptides in HAT assays (Supplementary Fig.6). These results indicate that HBO1 can
acetylate both H3 and H4 lysine residues on chromatin, but that its specificity is determined
by the associated scaffold subunit. While HBO1-JADE-ING-hEaf6 targets H4K5/8/12 on
chromatin, HBO1-BRPF-ING-hEaf6 targets H3K 14/23.

Since JADE and BRPF PZP domains behave similarly in histone/chromatin binding
functions (Fig. 1 and 2, (Saksouk et al. 2009; Avvakumov et al. 2012)), and that their
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domain II associate with the same set of ING proteins (ING4/5), the drastic change of
nucleosomal histone specificity put upon the MYST acetyltransferase must originate from
other parts of these scaffold proteins. Obvious candidate features are present on BRPF
proteins since they also contain a Kac-binding bromodomain and a H3K36me3-binding
PWWP domain at their C-terminus (Fig. 1b) (Vezzoli et al. 2010; Filippakopoulos et al.
2012). We constructed C-terminal deletions of the PWWP domain and the bromodomain in
BRPF1. We purified HBO1 complexes containing either WT BRPF1 or BRPF1 lacking
these domains (Fig. 5d) and used them in HAT assays (Fig. 5e). Neither the deletion of the
PWWP domain nor the deletion of the bromodomain of BRPF1 affected the specificity of
HBOI for histone H3 on chromatin substrate. These data indicate that the two histone
mark-reader modules at the C-terminus of BRPF1 are not involved in selecting the histone

tail specificity of the HAT complex.
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Figure 4-5. Association of different scaffold subunits with the HBO1 HAT is responsible
for switching its histone acetylation specificity between H4 and H3.

(a) Purification of the MOZ-BRPF1, HBO1-BRPF1 and HBO1-JADEIL complexes. 293T
cells were transfected with flagged scaffold subunits plasmids (BRPF1 and JADE1L) while
other cotransfected subunits were HA tagged. Mock control was cotransfected with Flag-
empty and HA-empty plasmids. Complexes were purified from WCE by Flag-IP and eluted
with 3xFlag peptides. (b) The scaffold subunit changes chromatin acetylation specificity.
The purified complexes in a were used in HAT assays on both chromatin and free histones.
Acetylated histones were separated by SDS-PAGE and revealed by fluorography.
Coomassie stained gels show equivalent amounts of histones between samples. (¢) HBO1-
BRPF1 complex acetylates H3K14 and H3K23. HAT assays with the purified HBO1-
BRPF1 complex were performed on chromatin followed by WB analysis of different
histone marks. (d) Purification of various deletions of Brpfl. Cotransfected 293T cells with
either WT, ABromo or APWWP Flag-BRPF1 plasmids, combined with HA-HBO1, HA-
ING5 and HA-hEaf6 plasmids were used for Flag-IP purification and complexes were
analyzed by WB with indicated antibodies. (¢) PWWP domain and Bromodomain of
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BRPF1 are not essential for acetylation specificity. The purified complexes in d were used
in HAT assays on both chromatin and free histones. The amount of complex used for HAT
assays was normalised to free histone activity. Acetylated histones were separated by SDS-
PAGE and revealed by fluorography.

4.4.7. A short N-terminal region within scaffold subunits directs which histone

tail is acetylated by MYST complexes on chromatin

When comparing sequence homologies between scaffold subunits of human MYST-ING
HAT complexes, it became apparent that some features were conserved at the N-terminus
region, just before the domain I, responsible for binding the MYST subunit (Fig. 6a). This
region is considered part of the larger EPcA domain in enhancer of polycomb proteins,
scaffold subunits of the NuA4/Tip60 HAT complex (Fig. 1a and b). We have previously
shown that this small region at the beginning of EPcA is important for chromatin binding
and nucleosomal HAT activity of the yeast NuA4 complex (Selleck et al. 2005; Chittuluru
et al. 2011). To investigate whether the corresponding N-terminal region in BRPF1 or
JADEI scaffold subunits is implicated in nucleosomal HAT activity and, perhaps, histone
tail selection, we produced N-terminal deletions that removed the first 20 amino-acids of
the EPcA-related region. The WT or truncated JADE1 and BRPF1 scaffold subunits were
purified as tetrameric complexes from co-transfections with either HBO1 or MOZ as
catalytic subunit. HAT assays with the purified complexes were performed on chromatin
(Fig. 6b). Strikingly, association of MOZ with JADEI instead of BRPF1 also shifts its
histone tail specificity from H3 to H4, as we have seen for HBO1 (compare lanes 4 and 8, 2
and 6). Since MOZ is mostly known for acetylating histone H3, this result clearly supports
our previous conclusion about HBO1 and expands it to other MYST HATS, i.e. that it is the
scaffold subunit which is responsible for directing the histone tail specificity during

acetylation of chromatin, not the acetyltransferase subunit.

When associated to HBO1, removal of the small N-terminal EPcA-related region of
JADEI] protein not only resulted in a loss of H4 acetylation on chromatin but also a clear
appearance of H3 acetylation (Fig. 6b lanes 2 and 3). This was also the case when truncated
JADE]1 was associated to MOZ (Fig. 6b lanes 4 and 5). These results not only indicate that
this region of JADEI is important for acetylation of chromatin but also for histone tail

selection. However, removal of the same region in BRPF1, while leading again to a loss of
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HAT activity on chromatin for both HBO1 and MOZ, did not seem to significantly change
histone tail specificity, as only H3 acetylation could be observed (Fig. 6b, compare lanes 6
and 7, 8 and 9). Yet, repeat of the assay with equivalent amounts of nucleosomal HAT
activity between wild type and mutant complexes showed a significant loss of histone tail
specificity as H4 acetylation is now detected in the mutants (Supplementary Fig. 7). Thus,
deletion of the EPcA-related region leads to reduced nucleosomal HAT activity, as we have
shown for yeast Epll in NuA4 (Selleck et al. 2005; Chittuluru et al. 2011). But our results
also indicate that the same region of JADEI is indeed responsible for selecting the H4 tail
versus H3 for acetylation on chromatin. Since the loss of tail specificity detected with the
BRPF1 mutant is more subtle, it is possible that H3 tail acetylation is the default target
driven by the PZP domain in JADE and BRPF proteins.

To further investigate the molecular mechanisms of histone tail selectivity, we
analyzed other MYST-ING HAT complexes that contain scaffold subunits naturally
lacking a PZP domain. We purified human Tip60-EPC1-ING3-hEaf6 complex from co-
transfected cells and recombinant yeast piccolo NuA4 complex from bacteria. Both these
complexes acetylate selectively histone H4 and H2A tails on chromatin substrates (Fig. 6¢
and d) while they can target H3 in free histones (Boudreault et al. 2003; Doyon et al. 2004).
Removal of only the first 12 amino acids of human EPC1 and its EPcA domain completely
abolishes acetylation of histone H4 tail by Tip60 on chromatin (Fig. 6¢). In a clear contrast,
acetylation of histone H2A tail is preserved. Similar results were obtained with yeast
piccolo NuA4, as a complex containing the equivalent deletion of the yeast scaffold protein
Epll also lost its activity towards nucleosomal histone H4 tail but retained its activity
towards H2A (Fig. 6d). Thus, deletion of the first portion of the EPcA-related domain
resulted in loss of H4 acetylation in Tip60/EPC1, NuA4/Epll, JADE1/MOZ and
JADE1/HBOI complexes, supporting a role for this domain in orienting the MYST HAT to
acetylate the H4 tail in chromatin. However, since there was no loss of H2A tail-specific
acetylation by Tip60 and NuA4, in comparison to gain of H3 tail acetylation in the case of
JADEI], these results suggest that other histone tail specificity determinants are at play,
likely within the same region of the scaffold subunits. Altogether, these data indicate that
scaffold subunits in MYST acetyltransferase complexes are not only essential to enable

acetylation of chromatin but are also required to direct which histone tail gets acetylated.
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Figure 4-6. A small N-terminal domain in the scaffold subunits of MYST-ING complexes

is responsible for directing specific histone tail acetylation.
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(a) Sequence alignment of scaffold subunits of MYST-ING complexes with the N-terminal
region of the EPcA domain found in enhancer of polycomb proteins (EPC1/2, Epll). An
arrow indicates the location of the N-terminal truncation in BRPF1 and JADE1 mutants.
Domain I is the region of association with the MYST HAT. (b) Deletion of the N-term part
of scaffold subunits BRPF1 and JADEIL alters chromatin acetylation specificity. 293T
cells were cotransfected with the indicated expression plasmids, with HA-tagged catalytic
subunits and flag-tagged scaffold subunits. HA-ING5 and HA-hEAF6 expression plasmids
were also cotransfected for each purification. Flag IPs were performed on WCE and were
eluted with 3xFlag peptides. Purified complexes were used in HAT assays and acetylated
histones were separated by SDS-PAGE and revealed by fluorography. The complexes were
normalised to the same HAT activity on free histones (by liquid assays). (c) Deletion of the
N-term part of scaffold subunit EPCI also modifies chromatin acetylation specificity.
EPC1 WT and Al-12 complexes were purified and used for HAT assays by co-expressing
Flag-EPC1, HA-ING3, HA-hEaf6 and HA-Tip60. (d) The N-term domain of the yeast
homolog Epll acts similarly in directing histone specificity. Recombinant yeast piccolo
NuA4 complexes with WT or Al-71 Epll were used for HAT assays on yeast chromatin
and acetylated histones were treated as in a.

4.5. Discussion

Posttranslational modifications of histone residues can directly alter chromatin structure by
modulating the interactions between histones and DNA. They can also serve as docking
platforms for the binding of chromatin-associated proteins and thus in activating nuclear
signalling pathways (Musselman et al. 2012a). A tight regulation of the deposited
modifications and of the related enzymes is thus necessary to ensure proper chromatin
dynamics. The MYST family of acetyltransferases assemble in different multiprotein
complexes. Several subunits of these complexes contain such histone recognition motifs
(Avvakumov and Cote 2007b; Avvakumov et al. 2012). In this study, we dissected the
binding properties of the PZP domain located in the BRPF1 protein, a scaffold subunit of
MOZ/MORF HAT complexes. We found that, as for JADE1 and BRPF2 PZP domains
(Saksouk et al. 2009; Qin et al. 2011; Avvakumov et al. 2012), the first PHD finger of
BRPF1 has strong affinity for histone H3 N-terminal domain, but only when H3K4 is not
methylated. Interestingly, PHD1 acts dominantly over PHD2 within the PZP in blocking
interaction to methylated forms of H3K4 (Fig. 1). Nevertheless, both PHD1 and PHD2 are
required for MOZ-BRPF1-ING5-hEaf6 complex to bind histone H3 in vivo and acetylate
chromatin in vitro (Fig. 2). Thus, although PHD2 does not show any structured binding to
histone peptides in vitro, it is still required for proper binding of the BRPF1 complexes to

chromatin. This is reminiscent of JADE1 PHD?2 finger which is also essential for binding

128



chromatin in vivo and for the tumor suppressor activity of the HBO1 complex (Saksouk et
al. 2009). However, our results with BRPF1 PHD fingers suggest that they act together as a
single functional module, the PZP domain, to bind chromatin and allow its acetylation by
the MYST HAT. This is supported by similar results obtained when only the Zn knuckle
region between PHD1 and PHD2 is deleted (data not shown). Interestingly, it was recently
suggested that BRPF2 PHD2 finger could in fact bind DNA (Liu et al. 2012c). Our NMR
data with dNMPs and BRPF1 PHD?2 also support this model (Supplementary Fig. le).
Thus, within the PZP domain, PHD2 could assist PHDI by allowing binding to

nucleosomal DNA while PHD1 locks in histone H3 N-terminal domain.

As multiple chromatin binding domains are found within the different subunits of
MYST-ING HAT complexes, further study is still required to understand the interplay that
exists between them. We have shown that the ING5 PHD domain directs binding of the
associated complexes to H3K4me3-rich regions and stimulates acetylation, both in vitro
and in vivo (Fig. 3 and Fig. 4). Since both MOZ and BRPF1 have been linked to HOX gene
activation (Laue et al. 2008; Voss et al. 2009; Qiu et al. 2012), it is thus very likely that
their transcriptional regulation occurs via their binding to the TSS of these genes, which are
highly enriched in H3K4me3 (Fig. 3g). Moreover, in the absence of INGS5, we clearly
demonstrate that the PZP domain binding features inhibited the acetylation on H3K4
methylated peptides (Fig. 3b). Thus, the PHD of the ING5 subunit prevails over the PZP
domain of BRPFI, redirecting the binding of the complex to H3K4me3-containing
chromatin. Nevertheless, even when INGS is present, the PZP domain is required for
binding to chromatin and acetylation. It is possible that BRPF-ING HAT complexes target
asymmetric nucleosomes in which only one H3 tail is methylated on Lys4. These
complexes may also favour spreading of the H3K4 methylation mark by simultaneously
binding a methylated nucleosome through INGS5 and an adjacent unmethylated one through
the PZP, leading to acetylation of H3K14, which stimulates methylation of H3K4
(Nakanishi et al. 2008; Maltby et al. 2012a). The MOZ/MORF HATs found associated with
BRPF1 also contain a tandem PHD domain that has recently been shown to bind
unmodified H3R2 and acetylated H3K14 (Ali et al. 2012; Qiu et al. 2012). It will be

interesting to determine how the five PHD fingers found in different subunits of the
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MOZ/MORF-BRPF1-ING5-hEaf6 complex functionally interact with each other and other

histone reader modules during binding to chromatin.

Some apparent contradictions are present in the literature regarding the HBO1
acetyltransferase. We and others have shown that the HBO1 enzyme is purified with JADE
scaffold proteins and is responsible for histone H4 tail acetylation (Doyon et al. 2006;
lizuka et al. 2006; Foy et al. 2008; lizuka et al. 2008; Miotto and Struhl 2010). We have
even showed that HBO1 siRNA-mediated knock down in HeLa cells lead to a global loss
of H4 acetylation on lysines 5, 8 and 12, matching in vitro specificity on chromatin and
arguing that HBO1 was the main H4-specific HAT in mammals (Doyon et al. 2006). On
the other hand, it was later shown that HBO1 gene knock out in mouse embryos leads
instead to a loss of bulk H3K14ac in primary embryonic fibroblasts at E9.5, while H4
acetylation persisted (Kueh et al. 2011). In addition, a HBO1-BRPF2 complex was reported
in K562 leukemic cells and shown to target global H3K14 acetylation and erythroid
regulators (Mishima et al. 2011). These contradicting results are quite adequately explained
in the present study with the finding that HBO1-JADE and HBO1-BRPF HAT complexes
co-exist within HeLa cells (Fig. 4). Moreover, this differential association to distinct
scaffold subunits is responsible for switching HBOI1 specificity on chromatin toward
different histone tails (Fig. 5). HBO1-JADE1 complex targets mainly H4 residues, whereas
the HBO1-BRPF1 complex acetylates only H3 in the context of chromatin. The varying
protein expression levels between different tissues and/or during different developmental
stages thus allow for fine tuned regulation, leading to differential patterns of acetylated
histones across the genome. Such functionally important tissue-specific variability of
paralog subunits in chromatin regulators has been well documented for the BAF(SWI/SNF)
remodelling complex (Hargreaves and Crabtree 2011). It is important to point out that
HBOI is nevertheless confirmed as a major mammalian HAT since its depletion leads to
global loss of histone acetylation, on H3 in mouse erythroblasts/embryonic fibroblasts or on
H4 in HeLa cells (Doyon et al. 2006; Kueh et al. 2011; Mishima et al. 2011). It will be very
interesting to determine what is responsible for bulk H4 acetylation in Hbol -/- MEFs
(Kueh et al. 2011). Is it Tip60? Is it another MYST HAT now associated with a JADE

protein?
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We have identified a short EPcA-related N-terminal domain in BRPF1 and JADEI
as the region responsible for histone tail specificity of the associated MYST
acetyltransferase on chromatin substrates (Fig. 6 and 7). Interestingly, truncation of this
domain in human EPC1 and yeast Epll protein cripples Tip60/NuA4 ability to acetylate
nucleosomal H4 but histone H2A acetylation persists. This basic region of Epll was
recently shown in cross-linking experiments to bind histone H2A N-terminal tail in
nucleosomes (Huang and Tan 2013). Thus, it is tempting to speculate that this binding to
H2A is orienting the NuA4 complex on the nucleosome to target the H4 tail for acetylation.
The corresponding regions in BRPF and JADE proteins would bind nucleosomes in distinct
manners, leading to different histone tail selection for acetylation. The residual acetylation
of H3 tail detected in BRPF1 and JADE] truncations may be driven by the H3 binding
function of the PZP domain and/or the ING subunit. Indeed, we have shown that
H3K4me3-binding ING4/5 subunits favour acetylation of histone H3K 14 even from within
the HBO1-JADE1 complex (Hung et al. 2009; Saksouk et al. 2009). It is important to point
out that ING4/5 in this case allows H3K14 acetylation on the top of the main H4
acetylation performed by HBO1-JADE], not a complete switch of histone tail specificity as
demonstrated here between HBO1-JADE1 and HBO1-BRPF1 complexes.
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Figure 4-7. Model for MYST acetyltransferases assembly in alternate complexes leading to
different histone tail specificities.

H4 acetylation
(H4K5/8/12ac)

(a) Schematic representation of protein domains in BRPF paralogs and their demonstrated
specific interactions/roles. (b) The HBO1 and MOZ/MORF catalytic subunits can be
associated to different scaffold proteins, leading to a switch in histone tail specificity for
acetylation of chromatin substrates. Thus, protein complexes associated with HAT proteins
not only enable them to acetylate chromatin substrates but also select which histone tail is
targeted, a specificity previously thought to reside in the acetyltransferase itself. The arrow
between MOZ/MOREF and JADE1/2/3 is grey since this interaction has only been reported
in co-transfection experiments.

It is well established that acetylation neutralizes the charge of lysine residues to
modulate the interactions with nucleosomal DNA and neighbouring nucleosomes,

regulating higher order chromatin structure (Tse et al. 1998). Indeed, H3 acetylation shows
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distinctive effects on modulating the tertiary structure compared to H2A or H4 acetylation
(Siino et al. 2003; Wang and Hayes 2008), underlying the importance of specific histone
acetylation in regulating different cellular processes. H3 acetylation essentially appears to
affect DNA accessibility in individual nucleosomes while H4 acetylation has more long-
range effects on chromatin compaction (Wang and Hayes 2008). Moreover, acetylated
lysines on histones H3 and H4 can recruit distinct nuclear effector proteins, such as
transcriptional co-activators like Rsc4 by H3K14ac, TRIM24 by H3K23ac and Brd2 by
H4ac (Agalioti et al. 2002; Kasten et al. 2004; Agricola et al. 2006; Tsai et al. 2010; Draker
et al. 2012). Such differential recruitment of specific bromodomain-containing proteins
could thus help regulate the expression level of specific genes (Filippakopoulos et al.
2012). It remains to be determined how the specific di-acetylation of H3K14/23 by BRPF1-
MYST complexes is interpreted compared to the different combinations deposited on H3

by PCAF/GCNS and CBP/p300.

In conclusion, this study uncovers a new crucial role of factors associated with HAT
proteins in multisubunit complexes. We and others have previously demonstrated that
complex assembly is required to enable HAT enzymes to acetylate their target in native
chromatin substrates (Carrozza et al. 2003). We now show that scaffold subunits associated
with MYST-family HATs not only allow chromatin binding and acetylation but also select
which histone tail becomes acetylated. Up until now, histone tail specificity has been
thought to reside in the acetyltransferase protein. The alternate association of the HBO1
catalytic subunit with BRPF and JADE proteins induces a striking shift of acetylation
specificity between H3 and H4 tails. These results highlight the new role of the associated
scaffold subunits within MYST-ING acetyltransferase complexes in directing the
acetylation of specific histone tails. These findings add a new mechanism to the regulation
of chromatin dynamics and call for caution when interpreting and comparing studies in

which the function of HAT proteins is analyzed outside their physiological context.
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4.6. Materials and Methods

4.6.1. Purification of MYST HAT complexes

The native BRPF1 complex was purified from a retrovirus transduced HelLa cell line
expressing 3xFlag-BRPF1 from a CMV promoter (pRCF vector). Nuclear extract were
prepared following standard procedure(Abmayr 1993) and immunoprecipitation (IP) with
anti-Flag agarose beads (Sigma) was done before eluting with Flag peptide buffer (100 mM
KCIL, 20 mM HEPES pH 7.5, 20% glycerol, 0.1% Triton X-100, 400 pg/mL 3xFlag
peptide, ImM DTT, 0.1 mM ZnCl,, ImM PMSF). Tandem affinity purification of the
native HBO1 complexes was done as previously described(Doyon et al. 2006). Purification
of MYST complexes from transient transfections was performed in 293T cells. Cells were
transfected near confluency with 6 pg of each plasmid (MYST, ING, BRPF/JADE/EPC,
hEAF6 with the indicated tags) per 150mm plate. Cells were harvested 48h post-
transfection, and whole cell extracts (WCE) were prepared followed by anti-Flag IP/elution
with Flag peptide or anti-HA IP/elution with HA peptide as previously described(Saksouk
et al. 2009; Avvakumov et al. 2012). Tandem mass spectrometry analysis was done after
in-gel digestion with trypsin at the Taplin Mass Spectrometry Facility. Expression vectors
were constructed and, when indicated, mutated following standard procedures (details are
available upon request). PHDI1 and PHD2 deletions correspond to amino acids 265-355
and 359-450.

4.6.2. Recombinant protein purifications and peptide pull-downs

The BRPF1 PHDI1 (aa. 275-329), PHD2 (aa. 385-456) and PZP (aa. 256-543) domains
were expressed in E. coli Rosetta pDEST15 or BL21 pGEX4T3 cells grown in LB or
"NH,Cl minimal media supplemented with 1.5 mM ZnCl,. After induction with IPTG (1.0
mM) for 16 hrs at 20°C, bacteria were harvested by centrifugation and lysed with lysozyme
and/or by sonication. The unlabelled and '*N-labelled GST-fusion proteins were purified on
glutathione Sepharose 4B beads (GE Healthcare). The GST tag was either cleaved with
PreScission protease, or kept for Western blot analysis/peptide pull-downs, in which case
the GST-fusion protein was eluted off the glutathione Sepharose beads using 50 mM

reduced L-glutathione (Sigma Aldrich). For NMR analysis, the proteins were concentrated
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into 20 mM Tris-HCl, pH 6.8, in the presence of 150 mM NaCl, 10 mM dithiothreitol and
10% D,0. Protein complexes purification from bacteria and SF9 cells were done as
previously described(Selleck et al. 2005; Ullah et al. 2008). Peptide pull-downs with GST
fusion proteins were performed as previously described using biotinylated peptides and

streptavidin magnetic beads (Saksouk et al. 2009).

4.6.3. NMR Spectroscopy
NMR experiments were performed at 25°C on Varian INOVA 600 and 500 MHz

spectrometers using pulse field gradients to suppress potential artifact and eliminate water
signal. '"H,">N heteronuclear single quantum coherence (HSQC) spectra of uniformly PN-
labeled PHD1, PHD2 and PZP (0.1-0.2 mM) were recorded as histone tail peptides
(synthesized by the UCD Biophysics Core Facility), deoxyribonucleoside monophosphates
(dINMPs) (a mixture of dAAMP, dTMP, dCMP and dGMP, 1:1:1:1), or unlabeled PHD1

were added stepwise.

4.6.4. Fluorescence Spectroscopy

Tryptophan fluorescence measurements were carried out at 25°C on Fluoromax-3
spectrofluorometer. The samples of 1-10 uM PHDI1 or PZP containing progressively
increasing concentrations of histone peptides (up to 1 mM) were excited at 295 nm.
Emission spectra were recorded between 305 and 405 nm with a 0.5 nm step size and a 1 s
integration time and averaged over three scans. Kd values were determined by a nonlinear

least-squares analysis using the equation:

N:Almax(([L]+ [P]+K,)- \/([L]+ [P]+K, )2 —4[P][L]J /2[P]

where [L] is the concentration of the peptide, [P] is the concentration of the protein, Al is
the observed change of signal intensity, and Alnay is the difference in signal intensity of the
free and fully bound states of the protein. The K4 values were averaged over three separate

experiments, with error calculated as the standard deviation between the runs.
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4.6.5. Antibodies and peptides

The following antibodies were used for Western blotting with the indicated dilutions: Anti-
Flag M2 HRP (1/10000, Sigma), anti-HA HRP (1/1000, Roche), anti-HA.11 (Babco,
1/1000), anti-HBO1 (1/2000, abcam), anti-hEaf6 (1/1000, abcam), anti-MORF
(1/1000)(Ullah et al. 2008), anti-INGS (1/1000, Abcam), anti-H3 (1/5000, Abcam). For
ChIP and ChIP-seq, the following antibodies were used: anti-H3K4me3 (Abcam), anti-H3
(Abcam), anti-H4ac (Millipore), anti-H3K 14ac (Millipore), anti-H3K23ac (Millipore), anti-
INGS5 (Abcam), anti-HBO1 (Abcam), anti-ING2 (Epitomics), anti-MRG15 and anti-BRPF2
(Bethyl). Biotinylated histone peptides were purchased from Millipore.

4.6.6. HAT assays

Native human chromatin and free histone were purified as previously described(Utley et al.
1996). HAT assays with histone peptides (300 ng, Millipore), core histones (500 ng), or
H1-depleted oligonucleosomes (500 ng) prepared from HeLa S3 cells were performed in a
15 pl reaction containing 50 mM Tris-HCI pH 8.0, 10% glycerol, 1 mM DTT, 0.1 mM
EDTA, 1 mM PMSF, 10 mM sodium butyrate (Sigma) and 1.25 nCi *H labelled (Perkin
Elmer Life Sciences) or unlabelled acetyl-CoA (Sigma). Samples were either spotted on
P81 membranes (GE Healthcare) for counting or loaded on 18% SDS-PAGE gels. For gel
assays, Coomassie staining was followed by EN’HANCE (Perkin Elmer) treatment and
fluorography.

4.6.7. ChIP assays

Chromatin preparation from RKO cells was done as previously described(Avvakumov et
al. 2012). For immunoprecipitation of chromatin, we used 200 ug of chromatin with 1-3 ug
of specific antibodies and incubated overnight at 4°C. Then, 40 pL of Protein A Dynabeads
(Invitrogen) were added to each sample and incubated for 4h at 4°C. The beads were
washed extensively and eluted with 1% SDS and 0.1M NaHCOj;. Cross-linked samples
were reversed by heating overnight at 65°C in presence of 0.2M NaCl. Samples were then
treated with RNAse A and proteinase K for 2h and DNA was recovered by phenol-
chloroform and ethanol precipitation. Quantitative real-time PCR corrected for primer

efficiencies in their linear range were performed using SYBR green I (Roche) on a
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LightCycler 480 (Roche). The error bars represent standard errors based on 2 independent
experiments. The primers used for qPCR amplify the following genomic regions (build
hgl8): p21 TSS chr6:36,754,421-36,754,542, p21 +2kb chr6:36,756,871-36,756,972,
intergenic chrl2: 65,815,182-65,815,318.

4.6.8. ChIP-seq analysis

Chromatin immunoprecipitation and library preparation for sequencing were done as
previously described (Avvakumov et al. 2012). Samples were sequenced by 50bp single-
reads on either a Genome Analyzer platform (HBO1, BRPF1/2 and input) or a HiSeq 2000
platform (H3K4me3, H3, IgG, ING2 and INGS5) (Illumina). Raw sequences were mapped
using Bowtie (PMID: 19261174) on build hg18 of the human genome and deposited in the
GEO database under accession number GSE47190. HBO1 and input data were previously
deposited under accession number GSE33221. Uniquely mapped sequences were kept for
downstream analysis. The global profiles at transcription start sites presented in
supplementary Fig. 3 were produced using the UCSC genome browser genes definition and
the Python package HTseq. We extended the reads to 200 bp to be in line with our
sonication protocol. In the case of multiple TSS associated with the same gene, we selected
the one with the highest number of H3K4me3 mapped reads within 5,000 bp around the
transcription start site. For gene expression level in RKO cells, we used publicly available
data from an Affymetrix U133 plus 2.0 chip (PMID: 16300372). The binning of genes by
their level of expression was performed by first sorting the log2 expression level and then
subdividing genes in four equal categories (quartiles). The heatmaps presented in Fig. 3
were generated using a custom script in R (http://www.r-project.org/). Briefly, we
computed the profile for every ChIP-seq experiment for every genes considering 5000 bp
on both sides of the TSS. We took the profile around TSS and binned it at every 50 base
pairs. We then generated the heatmaps using the binned values. For all the heatmaps, genes
are sorted in function of their expression values in the RKO cell line with the most

expressed genes at the top of the heatmap (PMID: 16300372).
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4.8. Supplementary Figures
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Figure S4-1. Characterization of the two PHD fingers in the PZP domain of BRPFI1.

(a) Peptide pull-down assays with different biotinylated peptides and recombinant PHD1
finger fused to GST were analyzed by Western blotting with anti-GST antibody (WB:a-
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GST). (b) Superimposed 1H,15N HSQC spectra of BRPF1 PHDI, collected as indicated
H3 peptides were titrated in. The spectrum is color-coded according to the protein-peptide
ratio. Addition of H3 (3-10) induced no changes in the NMR spectra of PHDI1, implying
that this module does not bind H3 lacking the first two N-terminal residues and that the
Alal-Arg2 sequence is required for robust interaction. An lack of any significant resonance
perturbations upon titrating H3Alac indicated that the PHD1 finger is unable to bind this
peptide. (c) Alignment of known H3K4meO-binding PHD domains. Amino acid
conservation is shown as well as important regions for H3 tail interaction. (d) Peptide pull-
down assays with unmodified H3 peptide and two point mutants of recombinant GST-
PHDI were analyzed by Western blotting with anti-GST antibody (WB:a-GST). The
F292A and D294A mutations decrease the affinity with the H3 peptide. Quantification is
also shown on the right. (¢) Superimposed 1H,15N HSQC spectra of BRPF1 PHD2 (0.1
mM), collected as ANMPs were titrated in. (f) Superimposed 1H,15N HSQC spectra of
BRPF1 PZP, recorded during titration of indicated H3 peptides.
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Figure S4-2. Control heatmaps for ChIP-seq signals on +/- 5kb surrounding TSS of genes
are shown.

Genes were sorted by gene expression level (see Methods) from high (top) to low (bottom)
and the signal were corrected over reads per million (rpm). Heat Maps of Rabbit IgG
negative control (a) or input (b).genes in four equal categories (the fourth quartile includes
the most highly expressed genes).
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Figure S4-3. MY ST subunits ChIP-seq signal intensities around the transcription start site
(TSS) of genes in human RKO cells correlates globally with gene expression levels.

ChIP global profiles of (a) H3K4me3 (b) ING5 (c¢) ING2 and (d) BRPF1/2 were produced
using UCSC genome browser gene definition and the Python package (see Methods). The
binning of genes by their expression levels in RKO cells was performed by subdividing
genes in four equal categories (the fourth quartile includes the most highly expressed
genes).
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Figure S4-4. BRPF2 antibody recognizes both BRPF2 and BRPF1.

(a) Western blot on IPs (IgG, anti-Flag or anti-BRPF2) performed on chromatin fractions
from K562 cells stably expressing BRPF1-Flag. (b) Western blots with anti-Brpf2 and anti-
Flag on purified BRPF3 and BRPF1 native complexes from K562 cells (stably expressing
BRPF3-Flag or BRPF1-Flag). An empty-Flag K562 cell line was used as a negative
control.
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Figure S4-5. BRPF1/2 interacts with HBOI.

293T cells were transfected with the flag-HBO1 or the equivalent mock expression
plasmids. Flag IPs were performed on WCE and purified proteins were loaded on SDS-
PAGE for detection by WB with BRPF1/2 antibody.
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FigureS 4-6. HBO1-BRPF1 complex acetylates H3K14.

HAT assays with the purified HBO1-BRPF1 complex (with ING5 and hEaf6) were
performed on chromatin and on (a) H3wt(1-21) and H3Kl14ac or (b) H3wt(21-44),
H3K27me3 and H3K26me3 histone peptides and spotted on membranes for liquid
scintillation counting. Values are based on three independent experiments with standard
error. Acetylation of H3K14 clearly inhibits global acetylation of the peptide while no
significant change was observed with H3K27me and H3K36me3, arguing for H3K23
acetylation.
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Figure S4-7. Deletion of BRPF1 N-terminus also changes the histone tail specificity of the
associated acetyltransferase.

293T cells were cotransfected with the indicated expression plasmids, with HA-tagged
catalytic subunits and Flag-tagged scaffold subunits. HA-ING5 and HA-hEaf6 expression
plasmids were also cotransfected for each purification. Flag IPs were performed on WCE
and were eluted with 3xFlag peptides. Purified complexes were used in HAT assays and
acetylated histones were separated by SDS-PAGE and revealed by fluorography. In order
to detect changes in acetylation specificity, in contrast to Fig. 6b, we normalized the assays
by using the same level of total activity (measured by liquid assay) on chromatin rather
than correcting with the activity on free histones.
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Chapitre 5

Discussion
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5.1. Assemblage des complexes MYST

Les protéines qui composent les complexes MYST acétyltransférases sont trés conservées,
de la levure a I’humain. Par homologie de séquences, nous avions préalablement identifi¢
deux domaines présents dans les sous-unités d’échafaudage au sein de ces complexes
(Doyon et al. 2006). Les domaines I et II (voir figure 3-1B) se retrouvent donc dans
EPC1/2, BRPF1/2/3 et JADE1/2/3 et permettent 1’association des autres sous-unités a ces
protéines. Le domaine I de JADEI permet la liaison au domaine MYST de la sous-unité
enzymatique HBOI1, tandis que le domaine II lie les protéines ING4/5 ainsi que hEaf6. De
plus, si on divise le domaine II en deux parties (a et b), on note qu'ING4 lie plus
précisément le domaine IIb. C’est d’ailleurs cette partie du domaine II qui est perdue dans
le variant d’épissage JADEIS, ne permettant donc plus a la protéine de lier ING4/5. Ces
différentes interactions permettent donc de définir le cceur tétramérique caractéristique de
ces complexes acétyltransférases. Par ailleurs, des domaines équivalents dans la protéine
BRPF1 avaient montrés des liaisons comparables a la sous-unité enzymatique MOZ/MORF
ainsi qu’a INGS5 (Ullah et al. 2008). De fagon réciproque, il serait éventuellement
intéressant de caractériser la région des protéines INGs capable d’interagir avec le domaine
IT des sous-unités d’échafaudage. Par contre, nous savons déja que le domaine PHD de ces
protéines ne participe pas a cette interaction (Figure 3-3B-D). Cette région a d’ailleurs dé¢ja
été caractérisée dans I’homologue de levure Yng2 et il serait donc intéressant de valider ces

résultats chez I’humain (Selleck et al. 2005).

La protéine hEaf6 a besoin de la présence de la sous-unité ING afin de lier le complexe
(Figure 3-3C). Comment cette interaction est-elle régulée? Quel est le réle de cette petite
sous-unité présente dans chacun de ces complexes? Le seul élément de réponse que nous
possédions pour I’instant vient du fait que hEaf6 posséde un domaine a « zipper de
leucines » (Figure 3-1B), domaine normalement capable d’interagir avec d’autres protéines.
Cette sous-unité, sans étre essentielle pour le recrutement du complexe a la chromatine,

pourrait donc venir stabiliser I’interaction une fois le complexe lié.

Plusieurs associations entre différentes protéines peuvent é&tre régulées par des
modifications post-traductionnelles (phosphorylation, acétylation, etc.). Un exemple

classique se trouve au niveau de l’interaction entre les protéines p53 et MDM2, ou la
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phosphorylation et 1’acétylation de p53 brise I’interaction avec MDM?2 et stabilise ainsi la
protéine (Moll and Petrenko 2003; Tang et al. 2008). Quant aux protéines qui nous
intéressent, nous avons montré que ’acétylation constitutive d’ING4 défavorise la liaison
de la protéine au complexe HBOI1 (Rossetto et al., soumis a MCB). Comme il existe
plusieurs résidus sujets a de telles modifications au sein des domaines I et II ainsi que dans
les protéines INGs (certains déja confirmés par des expériences de spectrométrie de masse),
il serait intéressant de voir si d’autres modifications peuvent entrainer des changements
d’interactions (Choudhary et al. 2009). De plus, le caractére transitoire des modifications
post-traductionnelles permettrait un niveau de régulation supplémentaire simple et rapide
au sein de ces complexes, qui pourrait varier en fonction de différents contextes cellulaires
(ex. cycle cellulaire). Des mutants mimant une phosphorylation ou une acétylation
constitutives (ou au contraire une absence d’acétylation ou de phosphorylation) pourraient
donc étre utilisés afin de valider de telles hypotheses. Ces modifications pourraient non
seulement réguler [’assemblage des complexes, mais ¢également leur activité

acétyltransférase ou leur liaison a la chromatine.

5.2. Les domaines de reconnaissance de la chromatine au sein des complexes
MYST

Comme déja mentionné a quelques reprises, presque toutes les sous-unités impliquées dans
la formation des complexes acétyltransférases de la famille MYST possédent un ou des
domaines de reconnaissance pour des modifications post-traductionnelles de la chromatine.
Nous avions déja montré auparavant, que le domaine PHD1 du PZP de la protéine JADEI1
¢était dominant dans son interaction avec la chromatine par rapport au domaine PHD2
(Figure 3-5 et (Saksouk et al. 2009)). Nous pouvons donc maintenant affirmer qu’un
modele similaire est aussi vrai pour le domaine PZP de la protéine BRPF1 (Figure 4-1). De
plus, tout comme le PHD2 de JADEI, celui de BRPF1 est également requis pour interagir
avec la chromatine in vitro et in vivo (Figure 4-2 et (Saksouk et al. 2009)). Il serait donc
intéressant ici de faire des essais de croissance cellulaire similaires a ceux effectués
précédemment avec des clones stables HeLa JADEIL APHD?2 (Figure 3-6A, B et (Saksouk
et al. 2009)). En effet, les cellules exprimant de fagon stable la protéine JADEIL WT ont

une croissance cellulaire énormément ralentie, alors que les cellules APHD2 voient leur
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croissance retrouver un rythme normal par rapport a un contréle négatif. De plus, ces
mémes cellules voient leur activité de suppresseur de tumeurs diminuée, car on constate
une augmentation de la formation de colonies en « agar mou ». On pourrait donc penser
que I’utilisation de clones stables exprimant soit la protéine BRPF1 WT ou celle délétée
pour le domaine PHD2 permettrait de retrouver des phénotypes analogues. Cependant, nous
n’avons pas noté de diminution de la croissance des cellules stables exprimant BRPF1 WT

aussi forte que celle observée avec JADEIL.

Egalement, nous avons montré que le domaine PHD compris dans les protéines
ING4/INGS était celui qui déterminait la localisation globale du complexe a la chromatine,
soit au niveau de la marque H3K4me3 présente au site d’initiation de la transcription de
plusieurs génes (Figure 3-4 et 4-3a, b). Il existe donc une « dominance » entre les différents
domaines PHD compris dans les sous-unités INGs et JADEI/BRPF1 selon le modé¢le
suivant : PHD INGs > PHD1 > PHD2. Il faut par contre noter que ces domaines PHDs ne
sont pas les seuls domaines de reconnaissance de la chromatine présents au sein de ces
complexes. Tel que mentionné plus haut, les protéines BRPFs contiennent également un
domaine PWWP reconnaissant H3K36me3 ainsi qu’un bromodomaine (Vezzoli et al.
2010). De plus, la sous-unité enzymatique MOZ/MORF possede elle-méme un tandem de
domaines PHD qui reconnait H3K 14ac (Ali et al. 2012; Qiu et al. 2012).

Des études plus approfondies seront éventuellement nécessaires afin de comprendre
comment tous ces domaines, en étant présents simultanément dans le méme complexe,
s’harmonisent entre eux pour diriger leur recrutement a la chromatine ainsi que leur activité
acétyltransférase. Il est par contre trés probable que chacun de ces domaines participent, a
leur fagon, a la stabilisation des complexes aux différents loci génomiques. De simples
calculs de thermodynamique nous permettent d’ailleurs de comprendre aisément 1’avantage
que possede la cellule a détenir de tels complexes quant a leur entropie d’interaction
(Ruthenburg et al. 2007a). En effet, la présence de complexes possédant de multiples sous-
unités qui interagissent chacune avec la chromatine, permet a la cellule de dépenser
beaucoup moins d’énergie que si chacune de ses sous-unités devaient lier la chromatine de
facon individuelle. La formation de complexes multi-protéiques est donc en quelque sorte

un mode d’économie énergétique pour la cellule (Bannister et al. 2000).
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5.3.Role des complexes MYST dans la régulation des génes et de la
prolifération cellulaire

Les protéines INGs permettent le recrutement des complexes de la famille MYST au niveau
de la marque H3K4me3, présente au site d’initiation de la transcription des génes. Nous
avons montré que les protéines ING4/INGS sont essentielles pour 1’activité de suppresseur
de tumeurs du complexe HBOI1. Ceci suggere donc que cette activité anti-tumorale passe
par la régulation de I’expression de certains genes, liés par le complexe. Nous avons ainsi
comparé a I’aide de micropuces a ADN, I’expression de plusieurs génes dans une lignée
surexprimant la protéine JADEIL par rapport a une lignée contrdle. Cette comparaison
nous a permis de constater que plusieurs génes d’interleukines voyaient leur expression
augmentée, ainsi que plusieurs geénes impliqués dans la voie p53. Parmi ces geénes,
I’inhibiteur connu du point de contrdle G1/S du cycle cellulaire, p21/CDKNI1A, était
particuliérement surexprimé (Tableau 3-1). De la méme facon, nous avons utilisé des
cellules déplétées pour HBO1 (avec un siARN) afin de voir les changements d’expression
génique par rapport a une lignée controle. A 1’opposé, p21/CDKNIA est maintenant
réprimée dans ces cellules (Tableau 3-2). Nous avons ainsi déterminé le recoupement entre
les geénes qui sont surexprimés dans la lignée JADEIL et diminués dans la lignée siHBO1
(Figure 3-6F) et celui entre les genes qui sont diminués dans la lignée JADEIL et
surexprimés dans la lignée siHBOI1 (Figure 3-6G). Nous avons ainsi pu identifier
clairement que 1’expression des génes impliqués dans la voie p53 pour le contrdle du cycle
cellulaire et de 1I’apoptose est bel et bien dérégulée. De plus, certains genes impliqués dans
la répression transcriptionnelle et la formation d’hétérochromatine, tel que LSDI1
(déméthylase de H3K4) sont également dérégulés. Ceci suggeére donc que le complexe
HBOI-JADEI est impliqué dans I’activation transcriptionnelle de plusieurs genes et permet

I’ouverture de la chromatine a ces différents loci.

Puisque nous savons maintenant qu’il existe un complexe HBO1-BRPF1 (discuté en détails
plus loin), il serait intéressant d’utiliser le méme genre d’approche avec notre lignée stable
exprimant la protéine BRPF1. Nous pourrions alors comparer le recoupement entre les
genes qui sont surexprimés/diminués dans ces cellules et ceux dérégulés dans les cellules
siHBO1. Ceci nous permettrait d’identifier des voies de signalisation cellulaire différentes

ciblées par le complexe HBO1-BRPF1, comparativement a HBO1-JADEI. De plus, des
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cellules déplétées pour les protéines MOZ ou MORF pourraient étre utilisées de fagon
analogue au siHBO1 afin de vérifier quelle est I'implication du complexe MOZ/MORF-
BRPF1 dans la régulation de la transcription. Il faut toutefois mentionner que, grace a nos
expériences de ChIP-seq dans la lignée RKO, nous savons que les protéines HBOI et
BRPF1 lient les mémes loci a la grandeur du génome (Figure 4-3e). Puisque cette sous-
unité enzymatique peut étre a la fois liée a JADE1 et &8 BRPF1, cela laisse donc croire que
les complexes HBO1-BRPF1 ainsi que HBO1-JADEI se retrouvent aux mémes endroits.
Nous n’avions malheureusement pas d’anticorps assez performant contre la protéine
JADEI afin de vérifier cette information par ChIP-seq. Pouvons-nous quand méme espérer
obtenir des patrons d’expression différentiels entre ces deux complexes ? Il est fort
probable que oui, car chacun peut quand méme jouer un role plus ou moins essentiel a
certains loci, tout en étant liés aux mémes endroits. Puisque les protéines MOZ/MOREF et
BRPF1 semblent impliquées davantage dans le développement, il serait intéressant de
mener ce genre d’expériences en parallele dans une lignée cellulaire moins différenciée que
les HeLa/RKO ou encore dans des cellules souches embryonnaires. Ces cellules nous
aideraient peut-étre a faire ressortir davantage de différences dans la régulation de
I’expression de certains génes impliqués dans le développement, comme par exemple les

genes HOX.

On note également que la quantité relative de chacune des protéines caractérisées par ChIP-
seq est proportionnelle a la quantité de méthylation de H3K4me3 retrouvée aux mémes
endroits. De plus, tout comme il avait déja ét¢ montré pour H3K4me3, les niveaux des
complexes MYST acétyltransférases aux sites d’initiation de la transcription corrélent avec
les niveaux d’expression des genes correspondant (Figure 3-8A, Figure 4-3 et Figure sup.
4-2). Ces données renforcent donc 1’idée que ces complexes soient impliqués directement
dans la transcription de ces génes et que les effets observés par les expériences de
micropuces a ADN ne reflétent pas nécessairement des conséquences indirectes de la
surexpression/délétion de ces protéines. Par ailleurs, ceci est confirmé dans le cas des genes
p21/CDKNI1A et Bax, par des essais luciférases utilisant le promoteur de ces génes. En
effet, nous avons noté une hausse significative de I’expression de la luciférase dans des

cellules surexprimant les protéines ING3, ING4 ou HBOI, et ce de fagon dépendante de la
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présence de pS3 (Figure 3-7C, D). Malgré ces résultats, il ne faut par contre pas exclure que

des effets indirects peuvent avoir lieu.

Dans des expériences complémentaires, nous avons montré que le complexe HBO1 était
capable d’acétyler directement la protéine p53 dans sa région C-term in vitro (voir Figure
A-1 en annexe). De plus, des études de spectrométrie de masse nous ont permis d’identifier
la lysine K351 comme étant acétylée par HBO1. Les complexes MOF et TIP60 sont pour
leur part capable d’acétyler p53 (tel que décrit aux sections 1.2.2.1 et 1.2.5), mais dans sa
région N-term. La région C-term de la protéine posséde plusieurs lysines qui ont été
montrées acétylées par spectrométrie de masse (K370, K372, K373, K381, K382 et K386).
Malgré une redondance évidente entre ces différentes lysines, 1’acétylation de la région C-
term est connue pour stabiliser la protéine ainsi que sa liaison a I’ADN et en conséquence
favorise son activité de facteur de transcription (Brooks and Gu 2011). Il se pourrait donc
que la fonction du complexe HBO1 observée dans la voie p53, passe par son activité

acétyltransférase afin de stabiliser la protéine.

5.4. Le complexe HBO1-BRPF1

Nous avons confirmé I’existence d’un complexe formé par la sous-unité enzymatique
HBOLI et la protéine d’échafaudage BRPF1. Ce complexe avait été observé par Mishima et
al. avec la protéine BRPF2 (paralogue de BRPF1) dans des cellules K562 (Mishima et al.
2011). En utilisant une purification Flag dans des cellules stables exprimant 3xFlag-
BRPF1, nous avons pu montrer qu’autant la sous-unit¢ MOZ/MORF que la sous-unité
HBOI1 se lie a la protéine (Figure 4-4a, b). Ce nouveau complexe, coexiste dans les cellules
HeLa avec le complexe HBO1-JADE!1 (Figure 4-4c). Il serait intéressant de s’assurer par
les mémes types d’expériences que celles effectuées précédemment pour le complexe
HBO1-JADE], que I’association de la protéine HBOI a la sous-unit¢ BRPF1 s’effectue de
facon similaire, c’est-a-dire via le domaine MYST et le domaine I, respectivement. Mais
existerait-il une préférence d’HBO1 pour s’associer aux protéines JADEs ou aux protéines
BRPFs ou encore a certains paralogues précis? Pour répondre a cette question, d’autres
expériences seraient requises. Par exemple, on pourrait mettre en compétition, en
surexpression cellulaire, les protéines HBO1, JADE1 et BRPF1 et vérifier quelle sous-unité

est davantage liée a 1’enzyme. Une expérience similaire a d’ailleurs déja été faite par

151



Mishima et al., ou I’on mettrait une compétition des paralogues BRPF1 et BRPF2 pour les
sous-unités enzymatiques HBO1 et MOZ (Mishima et al. 2011). Cette compétition a permis
d’observer une préférence du paralogue BRPF1 pour MOZ et du paralogue BRPF2 pour
HBOI1. Nous pouvons par contre affirmer qu’en recréant les différents complexes HBO1-
JADE1 et HBO1-BRPF1 en surexpression transitoire, nous n’avons pas vraiment observé
de différences quant a la quantité de complexe formé et stabilisé, ce qui ne laisse pas

présager de préférence démesurée (Figure 4-5a et données non présentées).

On peut alors se demander de quelle fagon est régulée 1’association d’HBO1 aux BRPFs ou
aux JADEs, surtout s’il n’existe pas de préférence significative. Les niveaux différentiels
d’expression de chacune des sous-unités d’échafaudage ou encore de chacune des sous-
unités enzymatiques (MOZ/MORF vs HBO1) seraient probablement en partie responsable
de la formation préférentielle soit d’un ou I’autre des complexes, selon le type cellulaire.
De plus, il faut se rappeler qu’il existe trois paralogues BRPFs (1/2/3) ainsi que trois
paralogues JADEs (1/2/3) et que leurs niveaux peuvent eux aussi varier, ce qui vient ajouter
de la diversité aux complexes potentiellement formés. Nous avons concentré nos efforts sur
les paralogues JADE1 et BRPF1, mais il se peut fort bien que certaines cellules/lignées
possedent davantage des autres paralogues. D’ailleurs, grace a des expériences
préliminaires de purifications de complexes natifs dans des cellules K562, notre laboratoire
a pu constater qu’une quantité¢ beaucoup plus grande d’HBO1 liait le paralogue BRPF3,
alors que MOZ semblait davantage lier le paralogue BRPF1 dans cette lignée (données non
présentées). 11 faut donc aussi envisager que 1’association peut étre régulée par des affinités
différentes entre les paralogues. Par contre, il n’est pas a exclure qu’un mode de régulation
passant par des modifications post-traductionnelles puisse avoir lieu. La présence de
modifications au niveau de certains sites d’interactions (domaine I ou MYST) pourraient
sirement favoriser/défavoriser la formation de certains complexes. Si un tel mode de
régulation existe, il se pourrait donc que pour le méme type cellulaire, 1’association
d’HBOI1 varie avec ses différentes sous-unités d’échafaudage en réponse a des stress ou en

fonction du cycle cellulaire.

11 serait également intéressant d’utiliser les cellules MEF HBO1”~ (Kueh et al. 2011) afin de

vérifier quelles sont les sous-unités enzymatiques liées aux différentes protéines
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d’échafaudage dans un tel contexte. Est-ce que les JADEs s’associeraient alors avec
d’autres enzymes telles que MOZ/MORF ou encore Tip60? De fagon générale, existe-t-il
une affinité, quoi que beaucoup plus faible, entre toutes les sous-unités enzymatiques et
toutes les sous-unités d’échafaudage? Nous avons nous-mémes noté que dans les cellules
HeLa déplétées pour HBO1 (siHBOI) il y a une augmentation de la protéine BRPF1
(Tableau 3-2). Est-ce une fagon pour la cellule de compenser en cherchant a créer
davantage de complexes avec d’autres sous-unités enzymatiques? Toutes ces questions sont
importantes pour bien comprendre la dynamique d’association des complexes de la famille

MYST.

Finalement, I’utilisation de notre purification BRPF1 nous a aussi menés vers une autre
piste. En effet, en utilisant cette purification qui posséde a la fois un mélange des
complexes HBO1-BRPF1 et MOZ/MORF-BRPF1, nous avons constaté que seule I’histone
H3 était acétylée en utilisant la chromatine comme substrat (Figure 4-4d). De plus, si on
regarde le niveau d’acétylation in vivo dans ces cellules (HeLa 3xFlag-BRPF1) a un locus
bien connu pour étre lié par ces complexes, on constate qu’il y a une augmentation
significative des niveaux d’acétylation de I’histone H3 par rapport a ceux de I’histone H4
(Figure 4-4e, f, g). Jusqu’a maintenant, la sous-unité catalytique HBO1 était surtout connue
pour acétyler majoritairement la queue N-term de 1’histone H4. 1l était donc étonnant que
les deux complexes associés a BRPF1 n’acétylent que H3 sur la chromatine. Se pourrait-il
alors que le complexe HBO1-BRPF1 favorise I’acétylation d’H3 vs celle d’H4? Cette

question sera adressée en détails dans la section suivante.

5.5. Spécificité de ’activité acétyltransférase des MYST

Il existait jusqu’a maintenant dans la littérature, des données contradictoires concernant
I’acétylation par HBO1. Notre laboratoire ainsi que d’autres équipes ont montré qu’HBOI1
s’associait a JADELI et était responsable de la majorité de 1’acétylation des lysines K5, 8 et
12 de I’histone H4. En effet, un siHBO1 montre une diminution importante de I’acétylation
de ces lysines in vivo (Doyon et al. 2006). Plus récemment, une équipe a montré que la
déplétion d’HBO1 dans des cellules primaires d’embryons de souris avait au contraire pour
effet d’abolir I’acétylation de H3K 14, mais ne semblait pas vraiment influencer les niveaux

d’acétylation de I’histone H4 (Kueh et al. 2011). Par ailleurs, I’équipe ayant identifi¢ le
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complexe HBO1-BRPF2 dans des lymphoblastes humains plaidait également pour une
acétylation de la lysine 14 de H3 par ce complexe, plutot que 1’acétylation de I’histone H4
(Mishima et al. 2011). Nous avons donc imaginé que 1’association de la sous-unité
enzymatique HBO1 avec sa protéine d’échafaudage pouvait influencer la spécificité
d’acétylation de I’enzyme. En comparant des complexes HBO1-JADE1 vs HBO1-BRPF1
purifiés en surexpression transitoire, nous avons donc montré que 1’acétylation était dirigée
soit contre H4 ou H3 respectivement (Figure 4-5a, b). De plus, la lysine 23 de 1’histone H3
est aussi acétylée par le complexe HBO1-BRPF1 (Figure 4-5c). De fagon réciproque, nous
avons forcé I’association de la sous-unité enzymatique MOZ avec la protéine JADE]1. Cette
nouvelle association semble maintenant rediriger I’acétylation de MOZ vers I’histone H4
(Figure 4-6b, ligne 4). 11 serait intéressant de tenter d’autres associations telles que Tip60-
BRPF1 ou Tip60-JADEI pour voir si encore une fois les phénotypes sont conservés a

travers toute la famille MYST.

Jusqu’a maintenant, nous pensions que la spécificité d’acétylation résidait dans 1’enzyme
elle-méme. Ces résultats démontrent donc que dans un contexte de chromatine, ce ne sont
pas les sous-unités enzymatiques en soi qui décident de leurs substrats, mais bien la
protéine d’échafaudage a laquelle elles sont associées. Tout comme pour la formation des
complexes, les niveaux d’expression des différentes protéines d’échafaudage ou encore des
enzymes permettraient donc de réguler 1’acétylation dans différents types cellulaires ou
encore a différents stades lors du développement. Certaines lignées possédant plus ou
moins de I’'un ou de l'autre des paralogues de BRPFs ou de JADEs pourraient ainsi
modulées ’acétylation des différentes queues N-term des histones, ce qui expliquerait
également pourquoi HBOI stimulait I’acétylation de différentes histones entre certaines
lignées cellulaires. On comprend donc que tous les facteurs influengant la liaison entre la
sous-unité enzymatique et sa protéine d’échafaudage énumérés dans la section précédente
(niveaux d’expression, modifications post-traductionnelles, cycle cellulaire), deviennent
importants non seulement pour la formation de ces complexes, mais aussi pour diriger la
spécificité d’acétylation dans la cellule. Fait intéressant a noter, malgré I’augmentation de
I’acétylation d’H3 observée in vivo par expériences d’immunoprécipitation de la
chromatine au niveau du promoteur de p21/CDKNI1A avec les cellules stables BRPF1, il ne

semble pas y avoir d’augmentation d’HBO1 a ce méme locus (Figure 4-4h). Il se pourrait
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donc tout simplement que la quantit¢ d’HBOI présente a cet endroit du génome soit déja
saturée et que I’enzyme s’associe tout simplement davantage avec BRPF1 dans ces cellules

qu’avec JADEI dans des cellules controles.

Il devenait donc important de comprendre comment les protéines d’échafaudage BRPF1 ou
JADE]1 pouvaient réguler la spécificité d’acétylation des MYST. Puisque BRPF1 posséde
deux domaines de reconnaissance de la chromatine (PWWP et bromo) supplémentaires,
nous avons considéré que ceux-ci pouvaient €tre responsables de diriger 1’acétylation
d’HBO1 vers H3 plutot que H4, surtout que le domaine PWWP de BRPF1 avait été montré
pour lier H3K36me3 (Vezzoli et al. 2010). Cependant, ces deux domaines ne sont pas
nécessaires pour acétyler H3 (Figure 4-5d, e). Par alignement des séquences en acides
aminés, nous avons mis en évidence une région d’homologie en N-term du domaine
basique EPcA, identifi¢ auparavant dans les protéines enhancer of polycomb (Figure 4-6a)
(Stankunas et al. 1998). Cette région de la protéine Epll de levure avait précédemment été
montrée essentielle pour Dl’activité d’acétylation et la liaison de la chromatine par le
complexe NuA4 (Selleck et al. 2005; Chittuluru et al. 2011). Par ailleurs, une étude récente
a également identifié cette méme région d’Epll comme étant capable de lier la queue N-
term de 1’histone H2A (Huang and Tan 2013). Nous avons donc voulu voir si cette région
pouvait également étre responsable de la spécificité d’acétylation par les protéines
d’échafaudage. En utilisant des délétions de domaines, nous avons observé qu’une petite
région en N-term des domaines EPcA était effectivement responsable de diriger cette
spécificité, autant pour JADE1 que pour BRPF1 (Figure 4-6b). En effet, lorsque 1’on mute
la partie N-term de JADEI, on voit une perte majeure de 1’acétylation d’H4 ainsi que
I’apparition de ’acétylation d’H3. De plus, malgré la faible activité des complexes formés
avec le mutant N-term de BRPF1, il est également possible d’observer un changement de
I’acétylation d’H3 vers H4 (Figure supplémentaire 4-7). Ces données indiquent donc que la
partie N-term appartenant au domaine EPcA est importante pour déterminer la spécificité
d’acétylation de ces complexes. Des expériences afin d’identifier plus précisément des
résidus importants dans ces parties N-term des protéines d’échafaudage pourraient Etre

menées a I’aide de mutants ponctuels.
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Cette propriété est également conservée avec la protéine d’échafaudage EPC1, qui perd elle
aussi sa spécificité d’acétylation de 1’histone H4 en délétant son domaine N-term, mais
conserve 1’acétylation de I’histone H2A (Figure 4-6¢). Ce phénomene est également
observé dans le cas de I’homologue de la levure, Epll (Figure 4-6d). On pourrait alors
imaginer que la partie N-term du domaine EPcA, en liant H2A, permet d’orienter les
complexes acétyltransférases TIP60/NuA4 de telle sorte qu’ils acétylent 1’histone H4. 11 est
intéressant de noter que ces expériences avec les protéines EPC1 et Epll ont été effectuées
respectivement avec de la chromatine humaine et de la chromatine de levure pour obtenir
ces résultats. En effet, si on utilise le méme mutant Epll en présence de chromatine
humaine, aucun changement de spécificité n’est observé, simplement une perte d’activité
acétyltransférase générale (données non présentées). Le contraire est également vrai, si on
utilise le mutant N-term d’EPC1 en présence de chromatine de levure, aucun changement
de spécificité n’est observé. Ceci suggére donc que la spécificité d’acétylation guidée par la
partie N-term des protéines Epl1/EPC1 dépend de leur chromatine respective et que des
différences présentes entre la chromatine humaine et de levure ne permettent pas de recréer
cette spécificité. Comme il est possible de recréer in vitro des nucléosomes contenant
différentes mutations sur les queues N-term des histones, une telle technique pourrait étre
utilisée pour vérifier quels sont les résidus responsables de cette régulation sur la queue N-

term de H2A.

L’acétylation a longtemps été percue comme étant simplement une marque globale
d’ouverture de la chromatine par sa neutralisation de la charge des lysines et sa diminution
des interactions histones-ADN. On ne faisait pas alors la discrimination entre I’acétylation
des différentes histones. Quelle est donc I’'importance d’acétyler plus précisément H3 ou
H4 pour les acétyltransférases, tel que nous démontrent nos travaux? Nous savons
maintenant que 1’acétylation d’H3 n’influence pas de la méme fagon la structure tertiaire de
la chromatine, comparativement a I’acétylation d’H4 (Siino et al. 2003; Wang and Hayes
2008). En effet, alors que l’acétylation d’H3 semble jouer un rdle au niveau de
I’accessibilité a I’ADN dans le nucléosome, I’acétylation d’H4 aurait plutét un réle qui se
répercute sur une plus grande distance et influence la compaction de la chromatine (Wang
and Hayes 2008). De plus, une autre raison démontrant I’importance de cibler H3 vs H4

vient du fait que certains bromodomaines contenus dans des protéines ont montré une
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spécificité pour lier soit des lysines acétylées de la queue N-term d’H3 ou de la queue N-
term d’H4. Par exemple, le facteur de transcription TRIM24 posséde un bromodomaine
capable de lier H3K23ac alors que Brd4 posséde un bromodomaine liant H4K16ac (Zippo
et al. 2009; Tsai et al. 2010). Il est donc évidemment important pour la fonction cellulaire

de ces protéines de réguler I’acétylation d’H3 vs celle d’H4.

5.6. Conclusion

Au cours de mon doctorat, j’ai pu caractériser différents domaines protéiques présents dans
les sous-unités des acétyltransférases de la famille MYST. Ces caractérisations ont permis
de localiser ces protéines sur le génome entier ainsi que d’établir leur fonction dans la
transcription des geénes. Elles ont également permis de comprendre les différentes
interactions moléculaires qui existent entre les divers domaines de la méme sous-unité ou
de sous-unités différentes dans le méme complexe. J’ai également révélé un nouveau
mécanisme par lequel ces acétyltransférases choisissent leur spécificité de substrat, soit par
leur association a différentes sous-unités d’échafaudage. Tous ces résultats démontrent
donc qu’il est important de percevoir les MYST acétyltransférases comme des complexes
et non comme des protéines individuelles (Tableau 5-1). En effet, la littérature abonde
d’expériences qui ne prennent pas en considération cette notion de « complexe ». De plus,
il est important d’étudier ces complexes dans un contexte de chromatine (et non d’histones
libres) afin d’observer leur spécificité catalytique. Finalement, plusieurs des sous-unités et
leurs paralogues posseédent déja des fonctions dans différents contextes cellulaires (Tableau
5-2) et il sera donc important de déterminer avec quel(s) complexe(s) chaque fonction est
associ¢e. Si la reconnaissance, la spécificité d’acétylation ainsi que la fonction cellulaire de
ces enzymes passent par ’ensemble de leurs sous-unités, il est donc essentiel de ne pas
oublier qu’elles sont associées a d’autres protéines et que ces protéines sont tout aussi

importantes pour leur fonctionnement que la sous-unité enzymatique en elle-méme.
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Autres sous-

Activité

Complexes unités Domaines protéiques et de reconnaissance de la chromatine spécifique sur la
confirmées chromatine
Domaine I : sous-unité catalytique
JADE Domaine II : INGs/hEaf6
ING4/5, 1/2/3 N-term EPcA : essentiel a la spécificité d’acétylation sur chromatine
HBO1-JADE(1/2/3) hEaf6 ( ) PZP: H3K4me0 H4K5/8/12ac
ING4/5 PHD : H3K4me3
HBO1 MYST : catalytique et liaison domaine I JADEs
Domaine I : sous-unité catalytique
Domaine II : INGs/hEaf6
BRPF1 N-term EPcA: essentiel a la spécificité d’acétylation sur chromatine
ING4/5, PZP: H3K4me0
HBO1-BRPF1 hEaf6 PWWP: H3K36me3 H3K14/23ac
Bromo: H4ac
ING4/5 PHD: H3K4me3
HBO1 MYST : catalytique et liaison domaine I BRPF1
BRPF2 Voir BRPF1
HBO1-BRPF2* ING4, hEaf6 ING4 PHD: H3K4me3 H3K14ac
HBO1 MYST: catalytique et liaison domaine I BRPF2
BRPF1/2/3 | Voir BRPF1
MOZ/MORF- ING5 PHD: H3K4me3
BRPF1/2/3 INGS, hEaf6 MOZ/ MYST : catalytique et liaison domaine I BRPFs H3K14/23ac
MORF Tandem PHD : H3K 14ac/H3R2me0 (MORF)
JADEI Voir JADE
b ING5 PHD: H3K4me3 H4ac
MOZ-JADEL INGS, hEaf6 MOZ/ MYST : catalytique et liaison domaine I JADEs Tandem PHD: (K5/8/12 )
MORF H3K 14ac/H3R2me0

Tableau 5-1. Résumé des différents domaines protéiques et spécificités des complexes MY ST étudiés.

a Selon Mishimal ez al. (2011).
® Vu en surexpression uniquement.
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Protéines

Paralogues

Fonctions cellulaires

JADE

JADE1

e Transcription
e Suppresseur de tumeurs

BRPF

BRPF1

e Expression des génes HOX

BRPF2

e Erythropoiése

ING

ING4

e Voie NF-«kB (via expression IkB)

e Hypoxie

e Prolifération et croissance cellulaire
e Suppresseur de tumeurs

e Transcription p53/c-myc

INGS5

e Réplication

e Prolifération et croissance cellulaire
e Suppresseur de tumeurs

e Transcription p53

HBOI1

e Réplication
e Transcription des geénes, en particulier
ceux de la voie p53/p21

e Co-activateur transcriptionnel, récepteurs
nucléaires hormonaux

e Répression des genes HOX

e Suppresseur de tumeurs

e Voie NF-xB

e Erythropoiése/ Développement des
cellules souches hématopoiétiques

MOZ

e Expression des génes HOX et TBX1

e Co-activateur transcriptionnel AMLI1, p65
(NF-xB) et p21

e Hématopoicse

MORF

e Neurogénese

Tableau 5-2. Résumé des différentes fonctions cellulaires des sous-unités et paralogues des
complexes acétyltransférases de la famille MYST principalement étudiés.
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Avant-Propos

Puisque le complexe acétyltransférase HBO1 semble réguler la voie cellulaire p21 et que le
facteur de transcription p53 en fait partie, nous avons voulu tester si HBO1 pouvait acétyler
p53 tout comme le font TIP60 et MOF. Nous avons entrepris des essais d’acétylation de
p53 in vitro, en utilisant de la protéine GST-p53 recombinante et différents complexes
MYST purifiés dans des cellules 293T. Comme le démontre nos résultats, HBO1 acétyle
bel et bien la protéine recombinante p53 et de mani¢re beaucoup plus marquée que les
complexes TIP60 et MOF (voir Figure A-1).
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Figure A-1. Acétylation de p53 par les complexe MYST acétyltransférases HBO1, TIP60
et MOF.

Fluorogramme des essais d’acétylation in vitro de la protéine GST-p53 recombinante par
différents complexes purifiés de la famille MYST. L’acétylation par HBO1 est beaucoup
plus marquée que celle des complexes TIP60 et MOF, et ce pour les mémes activités
acétyltransférases (normalisées sur histones libres). Le gel coomassie controle est illustré a
droite comme contrdle de la quantité de protéine p53.
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