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Maname Benyelles. Le rôle de l’oncoprotéine INT6 dans la maintenance des télomères. Bi-
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2015ENSL0978>. <tel-01266049>

HAL Id: tel-01266049

https://tel.archives-ouvertes.fr/tel-01266049

Submitted on 2 Feb 2016

HAL is a multi-disciplinary open access
archive for the deposit and dissemination of sci-
entific research documents, whether they are pub-
lished or not. The documents may come from
teaching and research institutions in France or
abroad, or from public or private research centers.

L’archive ouverte pluridisciplinaire HAL, est
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Résumé 
 

 

La protéine INT6/EIF3E codée par le gène mammalien correspondant au site d’intégration du 

rétrovirus Mouse Mammary tumor virus (MMTV) n°6 (int-6), a été impliquée dans le cancer 

du sein chez la souris et l’homme. Malgré qu’INT6 soit une sous-unité du facteur d’initiation 

de la traduction eIF3, elle n’est pas essentielle pour la traduction générale mais pour 

l’expression d’ARNm spécifiques tel qu’il a été montré pour la traduction d’ARNm histones. 

Elle a aussi été impliquée dans la réplication d’ADN en stabilisant le facteur de licence de la 

réplication MCM7, dans la réponse aux dommages à l’ADN (DDR) et dans la voie du 

“nonsense-mediated mRNA decay“ (NMD). Par rapport à cette dernière activité j’ai étudié si 

INT6 pouvait spécifiquement intervenir au niveau de l’homéostasie des télomères en agissant 

sur les transcrits TERRA. La délétion d’INT6 par une approche d’ARN interférence révèle 

une augmentation des niveaux des ARN télomériques TERRA qui est dépendante du 

chromosome et du type cellulaire. Malgré qu’INT6 soit un facteur du NMD, elle n’agit pas 

sur la demi-vie des TERRA. Les expériences de DNA-FISH ont montré une augmentation des 

dommages aux télomères (TIF) dans les cellules en absence d’INT6. Les aberrations 

observées correspondent à des pertes de télomères (TFE) et des signaux multi-télomériques 

(MTS). Par la technique de digestion de la chromatine à la nucléase micrococcale, nous avons 

retrouvé une plus rapide accumulation des mono-nucléosomes aux télomères en absence 

d’INT6, suggérant un rôle dans la conformation de la chromatine télomérique. Ces résultats 

mettent en évidence INT6 comme un nouveau facteur régulateur de la stabilité des télomères.  
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CHAPITRE 1 : LES TELOMERES 

 

I. Historique 

 

L’ADN, qui est le support de l’information génétique, a une organisation compactée retenue 

dans le noyau sous forme de chromosome. Ce dernier présente au niveau de ses extrémités, 

des structures particulières qui permettent de distinguer les extrémités naturelles des cassures 

de chromosomes, nommées télomères. 

Le concept de télomère fut énoncé en 1938 à partir des études d’Herman Muller sur les 

chromosomes de la Drosophile. En effet,  Muller observa la quasi absence de fusions des 

terminaisons chromosomiques après un traitement aux rayons X. Il en conclut que ces 

extrémités devaient être protégées par une conformation particulière ; il les nomma 

‘Télomères’ du grec telos (Fin) et mere (Segment). B. McClintock, à la même période, 

confirma cette conclusion chez le maïs (McClintock, 1938).   

En 1961, L. Hayflick montra que la culture de cellules humaines issues de tissus 

embryonnaires se limitait à 50 divisions environ avant de s’arrêter (Hayflick, 1961). Par la 

suite, le scientifique russe Olovnikov, inspiré par le mouvement du train arrivant en gare, 

expliqua le mécanisme responsable du raccourcissement des chromosomes à chaque cycle de 

réplication (Olovnikov, 1992). Ceci a permis aux études suivantes de relier les télomères au 

vieillissement cellulaire comme illustré par les travaux nobélisés d’Elizabeth Blackburn, Jack 

Szostak et Carol Greider sur l’élucidation de la structure et le maintien des télomères. 

Ainsi, les extrémités chromosomiques se sont révélées indispensables au maintien de 

l’intégrité du génome. 

II. ADN télomérique et structure 

 

Les chromosomes eucaryotes sont des molécules d’ADN linéaires dont les extrémités 

représentent des structures ribonucléoprotéiques nommées télomères. 

Dans la majorité des cas, l’ADN télomérique est constitué de courtes séquences répétées en 

tandem et riches en guanosines (Wellinger and Sen, 1997). Le nombre et la nature des 

répétitions varient selon les espèces. Par exemple, la levure S. cerevisiae possède une 
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répétition de type TG1-3 (un T suivi de 1 à 3 G), alors que les vertébrés comprennent la 

séquence (TTAGGG)n (Moyzis et al., 1988). Les télomères ont donc la particularité d’être 

conservés entre les espèces. 

Le nombre de répétitions par télomère varie énormément entre 350-500 pb chez 

Saccharomyces Cerevisiae, 2 à 20 kb chez l’homme et arrive jusqu’à 50 kb chez la souris (de 

Lange et al., 1990; Starling et al., 1990). 

 

Figure 1. Représentation de l’ADN télomérique humain. L’extrémité est constituée de répétitions de la séquence TTAGGG 

avec une région double brin et une autre région simple brin nommée brin G-riche sortant.  

 

Les télomères sont précédés par une région subtélomérique constituée de séquences 

télomériques dégénérées (Horowitz et al., 1984; de Lange et al., 1990). Ces séquences, à la 

différence des télomères, sont peu conservées durant l’évolution. Les séquences et longueurs 

de l’élément varient entre les espèces : chez S. cerevisae, elles sont constituées de répétitions 

dispersées appelées X et Y’, deux domaines distal et proximal du télomère, respectivement 

(Wright et al., 1992) alors que chez l’homme, les séquences subtélomériques sont distales du 

centromère. 

L’ADN télomérique qui est majoritairement double brin, a la particularité d’avoir le brin riche 

en guanines qui dépasse son complément pour former une extrémité simple brin sortante en 3’ 

nommée brin G-riche sortant (McElligott and Wellinger, 1997) (figure 1). Cette séquence est 

conservée au cours de l’évolution. Sa taille varie aussi entre 50-500 bases chez les vertébrés et 
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de 12-30 bases chez les levures (Jain and Cooper, 2010; O’Sullivan and Karlseder, 2010). Le 

brin G-riche sortant peut adopter deux conformations importantes: la T-Loop et les G-

quadruplexes (G4). 

III. Conformation télomérique 

1. Structure G- quadruplexe  

 

La structure G-quadruplexe est une structure secondaire stabilisée par des interactions entre 

guanines (Williamson, 1994). Elle peut se former dans l’ADN et l’ARN, au niveau des 

télomères, des régions promotrices ainsi que des régions non codantes. Dans le cas des 

télomères, le brin G-riche sortant va se replier sur lui-même en une structure à quatre brins 

maintenus par des interactions hydrogènes entre quatre guanines (Henderson et al., 1990) et 

un chélate (Na+, K+) formant alors un G-quadruplexe (figure 2).  

 

Figure 2. Représentation d’une structure coplanaire de 4 guanines appariées par des liaisons de type Hogsteen-Green. A 

gauche, une représentation tridimensionnelle d’un quadruplexe de guanines formé au sein d’une même molécule. A droite, 

modèle de G-quadruplexe intramoléculaire en présence d’ions (d’après (Hopfner, 2014)). 

Cette structure séquestrerait l’extension télomérique afin de protéger et réguler la taille des 

télomères mais interviendrait aussi pour faciliter la compaction des télomères (Parkinson et 

al., 2002). Le rôle de certaines protéines télomériques par rapport à cette structure a été décrit 

dans quelques publications. C’est le cas de la protéine RAP1 chez la levure, où elle induirait 

la formation d’un G-quadruplexe intermoléculaire afin de protéger le brin G-riche sortant 

d’être reconnu comme dommage nécessitant une réparation. Par contre, la protéine humaine 

POT1 pourrait se lier avec une forte affinité au simple brin d’ADN entrainant l’ouverture du 

G-quadruplexe. POT1 faciliterait ainsi l’accès de la protéine télomérase afin de rallonger les 
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télomères. On peut mentionner aussi la protéine RPA qui intervient au cours de la réplication, 

de la réparation, de la recombinaison, et qui elle aussi intervient dans le déroulement de la 

structure G-quadruplexe. En effet ces structures peuvent être une source d’instabilité 

génomique, c’est pourquoi une régulation minutieuse durant la réplication est nécessaire.  

2. Structure T-Loop  

 

L’organisation des télomères en une conformation stable est essentielle afin d’éviter la mort 

ou la transformation cellulaire responsable du déclenchement de cancers. En effet, une 

distinction des extrémités naturelles des chromosomes des sites de dommages à l’ADN doit 

être établie pour éviter leur réparation inadéquate. 

Cette prévention est possible grâce à la formation de la structure T-loop (Telomere loop) qui a 

été mise en évidence en 1999 par Griffith. Cette boucle qui semble être conservée durant 

l’évolution, car observée chez les protozoaires, souris et homme, varie en taille selon la 

longueur des télomères (Griffith et al., 1999). En ce qui concerne sa formation, elle consiste 

en un retournement de la portion d’ADN double brin sur elle-même, permettant son invasion 

par le brin G-riche sortant et créant ainsi, la boucle de déplacement au point d’insertion (ou D-

loop). Le tout forme un modèle de « Lasso » qui isole les extrémités des chromosomes (figure 

3). L’établissement de la T-loop est favorisé par des protéines spécifiques des télomères 

(Shelterin) (Bianchi et al., 1997) et permet de protéger les chromosomes des dégradations 

mais aussi des fusions responsables de perte de matériel génétique. 

 

Figure 3. Structure du télomère humain. (a) Représentation schématique de la boucle T formée suite à l’invasion du brin 3’ 

sortant. (b) Visualisation de la boucle T humaine par microscopie électronique. (d’après (Griffith et al., 1999; Palm and de 

Lange, 2008)). 

 En absence de la T-loop, le télomère est reconnu comme une cassure double brin et est dit 

dysfonctionnel. Ceci entraine des cycles de cassure-fusion-pont et l’activation de voies de 

signalisation des dommages à l’ADN. C’est exactement ce qui est observé lorsqu’une forme 
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dominante négative de la protéine shelterin TRF2 est exprimée (Celli and de Lange, 2005; 

Celli et al., 2006). D’autres facteurs qu’on retrouve aussi localisés au niveau du dommage 

télomérique tels que la protéine 53BP1 (p53-Binding Protein), la protéine histone H2AX 

phosphorylée sur la sérine 139 (γH2AX), la kinase ATR, représentent des marques de 

dysfonctionnement appelés TIF (Telomere-dysfunction Induced Foci) (Takai et al., 2003) 

(figure 4). Alors, la conformation en boucle T des télomères est un moyen de protéger 

l’extrémité G-riche sortante des mécanismes de détection des dommages à l’ADN (Griffith et 

al., 1999). Elle est aussi suspectée pour avoir une dynamique particulière au cours du cycle 

cellulaire en phase S pour permettre la progression de la fourche de réplication (voir chapitre 

réplication). 

 

Figure 4. Visualisation de TIF. (a) Le mutant TRF2ΔBΔM induit la localization télomérique de 53BP1. (b) Vision Delta des 

images. Les images de gauche montrent un seul noyau. Les images zoomées montrent d’autres foci 53BP1 aux télomères de 

plusieurs noyaux (Takai et al., 2003). 
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IV. Les protéines aux télomères  

 

Les séquences d’ADN télomèriques sont non seulement associées à des protéines strictement 

spécifiques aux télomères ; les protéines du complexe ‘Shelterin’ mais aussi à d’autres 

protéines importantes pour leur stabilité. 

1. Le complexe Shelterin  

 

L’extrémité des chromosomes des mammifères est coiffée par un complexe protéique 

nécessaire à la formation et stabilisation de la T-loop, nommé complexe ‘shelterin’. Il est 

constitué de six protéines qui sont : TRF1 (Telomeric Repeat binding Factor 1), TRF2 

(Telomeric Repeat binding Factor 2), POT1 (Protection Of Telomeres 1), TIN2 (TRF1 

Interacting Nuclear protein 2), TPP1 (TIN1/PIP1/PTOP1) et RAP1 (Repressor/Activator 

Protein 1) (de Lange, 2005; Palm and de Lange, 2008) (figure 5). Les télomères de la levure 

S.pombe présente un complexe similaire contenant les protéines Taz1 (homologue de TRF1), 

Rap1, Pot1, Tpz1, Poz1 et Ccq1 (Miyoshi et al., 2008). Par contre, la levure S.cerevisiae 

n’exhibe pas de complexe ressemblant au shelterin mais contient plutôt des protéines qui se 

lient à l’extrémité des chromosomes, telles que : Rap1, Cdc13, Stn1 et Ten1 (Tableau 1).  

 

Figure 5. Représentation schématique du positionnement du complexe shelterin sur l’ADN télomérique montrant 

l’interaction des protéines TRF1 et TRF2 avec l’ADN double brin et de la protéine POT1 avec le simple brin. 

(d’après(Nabetani and Ishikawa, 2011)). 

 

Des expériences de co-immunoprécipitation permettent d’isoler les facteurs, suggérant que 

ces protéines forment un complexe stable même en absence d’ADN télomèrique (Liu et al., 

2004). En absence de la protection conférée par les shelterin, les télomères sont reconnus 

comme des cassures et sont réparés de manière inappropriée. Ce complexe joue alors, un rôle 

crucial aux télomères mais a aussi des fonctions non télomériques.  
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Tableau 1. Les composants des télomères chez l’humain, Saccharomyces cerevisiae et Schizosaccharomyces pombe (Review 

d’après Nandakumar and Cech, 2013). 
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a. Les protéines TRF1/TRF2  

 

TRF1 et TRF2 partagent une conformation architecturale commune avec le même domaine de 

type Myb qui confère à chacune la spécificité de se fixer sur les séquences télomèriques 

double brin (Hanaoka et al., 2005) (figure 6). Elles sont aussi composées d’un domaine 

nommé TRFH (TRF1/2 Homology), qui leur permet l’homodimérisation (Bianchi et al., 

1997). Ce domaine est aussi une plateforme de recrutement pour d’autres protéines car malgré 

leur homologie, TRF1 et TRF2 n’interagissent entre elles que grâce à une liaison à la protéine 

shelterin TIN2 (Fairall et al., 2001). 

TRF1, la  première protéine shelterin découverte pour se lier à l’ADN (Chong et al., 1995) a 

chez l’homme, deux formes distinctes de 20 aa qui sont formées suite à un épissage alternatif 

(Shen et al., 1997). Ces deux formes ont des fonctions identiques. TRF1 est impliquée dans la 

réplication des télomères, leur protection et la maintenance de leur longueur. Le gène codant 

pour cette protéine est essentiel car son inhibition engendre la létalité embryonnaire 

(Karlseder et al., 2003). La délétion de TRF1 favorise la formation de télomères fragiles ; un 

type d’anomalie qui peut être causé par un défaut de la réplication (Martinez et al., 2009). Des 

expériences d’immunoprécipitation de chromatine ont montré que la quantité de protéines 

TRF1, ainsi que TRF2, associée à l’ADN télomérique était proportionnelle à la taille des 

télomères (Loayza and De Lange, 2003). Des travaux de surexpression de ces facteurs 

montrent une régulation négative de la longueur des télomères. En effet, TRF1 est un 

régulateur négatif de la taille des télomères et sa phosphorylation par ATM génère sa 

libération de l’ADN télomérique. Il a aussi été observé que les cellules sans TRF1 

accumulaient des fusions de télomères (Iwano et al., 2004; Sfeir et al., 2009), ce qui indique 

son importance pour la protection des télomères.  

La protéine TRF2 est pour sa part, surtout connue pour son rôle de protection des télomères et 

ce par la stabilisation de la structure T-loop. L’inhibition de TRF2 résulte en la perte de 

l’extrémité protrusive au télomère (Celli and de Lange, 2005). Il a d’ailleurs été démontré que 

ce facteur serait suffisant pour reconstituer cette structure (Griffith et al., 1999; Stansel et al., 

2001) en agissant sur la topologie de l’ADN pour permettre l’invasion du simple brin G-riche 

(Amiard et al., 2007). En effet, elle agit sur la conformation de la double hélice en générant 

des surenroulements positifs. Elle enroulerait ou envelopperait l’ADN sur lui-même. Elle 

agirait aussi en liant et protégeant la jonction de Holliday in vitro, qu’elle soit ou non 

composée d’ADN télomérique (Poulet et al., 2009). Il est noté que pour cette fonction, TRF2 
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ne requiert pas d’ATP et ne peut catalyser une réaction d’échange de brins (Amiard et al., 

2007). Une récente étude utilisant l’imagerie avec une super-résolution de fluorescence 

(STORM), a confirmé chez la souris que la persistance de la T-loop dépend bien de TRF2 

(Doksani et al., 2013). Cette dernière, en favorisant la formation de cette structure protègerait 

les télomères d’être reconnus comme des cassures double brin. TRF2 serait alors capable 

d’inactiver la kinase ATM (Ataxia Telangiectasia Mutated) pour inhiber la voie de réponse 

aux dommages à l’ADN (Bradshaw et al., 2005; Tanaka et al., 2005) et la réparation par la 

voie du NHEJ (Non-Homologous End Joining) (Bae and Baumann, 2007; Smogorzewska et 

al., 2002). La perte de TRF2 activerait la voie p53 et induit la sénescence (Smogorzewska and 

de Lange, 2002), alors que sa surexpression prévient les aberrations chromosomiques 

(Karlseder, 2003). En plus, l’inhibition de TRF2 induit la dérégulation de la longueur des 

télomères qui corrèle avec des fusions chromosomiques. 

 

 

Figure 6. Les structures et domaines d’interaction des six composants du complexe shelterin humain. 

 

b.  La protéine TIN2  

TIN2 est connue pour interagir avec plusieurs membres du complexe shelterin. Elle effectue 

un pont entre TRF1 en C-terminal et TRF2 par son domaine N-terminal, qui sont incapables 

d’interagir autrement (Ye et al., 2004) (figure 6). L’invalidation de TIN2 conduit à une 
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létalité précoce chez la souris confirmant son rôle stabilisateur du complexe shelterin (Iwano 

et al., 2004; Karlseder et al., 2003). C’est pourquoi, l’expression de TIN2 est indispensable à 

la survie cellulaire. TIN2 utilise une région située sur son domaine N-terminal pour affecter 

une autre protéine shelterin, TPP1, aux télomères (Liu et al., 2004; Ye et al., 2004). Ce même 

domaine est celui utilisé pour fixer TRF2, ce qui suggère l’existence potentielle d’un modèle 

où les quatre protéines shelterin (TRF1-TRF2-TIN2 et TPP1) coexistent en un complexe uni 

(O’Connor et al., 2006).   

c. La protéine TPP1  

Le terme TPP1 dérive de la combinaison des premières lettres des 3 protéines TINT1 

(Houghtaling et al., 2004), PTOP (Liu et al., 2004) et PIP1 (Ye et al., 2004) qui le caractérise. 

La protéine TPP1 n’est pas connue pour interagir directement à l’ADN télomérique mais ce 

n’est pas pour autant qu’elle n’est pas vitale pour la maintenance des télomères. TPP1 est une 

protéine à multi-domaines qui lui permettent d’interagir avec les autres facteurs shelterin mais 

aussi avec la télomérase (Xin et al., 2007). En effet, TPP1 via son interaction par son domaine 

C-terminal avec TIN2, recrute à travers son domaine central la protéine POT1 aux télomères 

(Liu et al., 2004) (figure 7). 

Ceci est confirmé par des expériences de déplétion de TPP1 où l’expression d’un mutant 

déficient à la fixation de POT1 génèrent l’abolition presque totale de POT1 aux télomères 

(Denchi and de Lange, 2007; Hockemeyer et al., 2007). Aussi, l’interaction TIN2-TPP1 est 

importante dans la stabilisation du sous-complexe TRF1-TRF2. Il a été montré que la co-

immunoprécipitation de TRF1-TIN2-TRF2 ne se fait qu’en présence de TPP1 et que la 

surexpression de TPP1 favorise l’association TIN2-TRF2 (O’Connor et al., 2006). 
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Figure 7. Illustration de la protéine TPP1 et son rôle dans la maintenance des télomères. TPP1 interagit avec différents 

membres du complexe shelterin. Tpp1 interagit et recrute la télomérase aux télomères. Différentes voies de localisation de 

TPP1 aux télomères et le recrutement de la télomérase. (d’après (Rajavel et al., 2014)). 

 

D’autres travaux de déplétion de TPP1, réalisés chez la souris et dans les cellules humaines 

HeLa, démontrent l’abolition de la localisation de la télomèrase aux télomères (Abreu et al., 

2010; Martinez et al., 2010). Ceci appuie l’implication de TPP1 dans le recrutement de la 

télomèrase qui se fait par le domaine conservé OB-fold (oligonucléotide/oligo-saccharides 

binding) se trouvant à l’extrémité N-terminale de TPP1 (Tejera et al., 2010). En plus du 

recrutement, l’hétérodimère TPP1 agit sur la processivité de la télomérase pour favoriser le 

rallongement des télomères (Wang et al., 2007). Toutes ces découvertes révèlent que le lien 

entre TRF1-TIN2-TRF2 et POT1 n’existe qu’à l’aide du membre indispensable TPP1. Aussi, 

un défaut d’épissage de TPP1 a été identifié chez des patients atteint de dysplasie 
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adrenocorticale (défaut de l’appareil urogénital) confirmant l’importance des protéines du 

shelterin dans le développement embryonnaire (Keegan et al., 2005). 

d. La protéine POT1  

POT1 a été identifiée par homologie avec la sous-unité α de la protéine des ciliés TEBP 

(Baumann and Cech, 2001). Le gène hPOT1 comporte 22 exons codant pour cinq protéines 

distinctes, produits d’un épissage alternatif, chacune pouvant ainsi avoir un rôle différent dans 

la régulation des télomères (Baumann et al., 2002). POT1 est constituée du motif OB qui lui 

confère la caractéristique de se lier à l’ADN simple brin avec une grande affinité et spécificité 

(Mitton-Fry et al., 2002). Sa séquence de fixation minimale au télomère est 5’-

TAGGGTTAG-3’(Loayza and De Lange, 2003). En 2001, Baumann et Cech ont révélé 

l’importance de POT1 dans la protection des télomères à travers les observations des 

répercussions catastrophiques de la délétion de POT1 au niveau de l’ADN télomérique chez 

S. pombe. De plus, son inhibition par RNA interférant dans les cellules humaines HT1080 

conduit à des dysfonctions télomériques, à des fusions chromosomiques, à une augmentation 

de la taille des télomères et à la sénescence cellulaire (Veldman et al., 2004). Aussi, elle serait 

capable d’inhiber la machinerie de réponse aux dommages à l’ADN par le blocage de la 

kinase ATR (ATM Rad3 Related protein) (Denchi and de Lange, 2007). 

Il a déjà été mentionné la présence de l’interaction de POT1 avec TPP1 afin d’augmenter 

l’activité télomérase. L’équipe de T. Cech a précisé qu’en fonction de la localisation de POT1 

sur le simple brin télomérique et l’accessibilité du G-riche sortant, cette protéine pourrait soit 

être un régulateur négatif soit un régulateur positif de la télomérase (Lei et al., 2005). 

e.  La protéine RAP1  

Chez la levure, RAP1 est capable de se fixer directement à l’ADN télomérique (König and 

Rhodes, 1997) mais ce n’est pas le cas chez les mammifères où elle requiert l’interaction avec 

TRF2 pour s’associer aux télomères (Li et al., 2000a). Il a été proposé que RAP1 soit 

importante pour la protection des télomères et ceci après l’observation de létalité chez les 

souris après knock out de RAP1. De récentes études ont écarté l’importance de RAP1 pour la 

coiffe (capping) des télomères mais confirment son implication dans la machinerie de réponse 

aux dommages à l’ADN, où avec TRF2, elle jouerait un rôle dans l’inhibition du NHEJ aux 

télomères (Bae and Baumann, 2007). De plus, la délétion de RAP1 n’affecte pas la structure 

hétérochromatinienne des télomères, leur transcription ni la localisation des shelterin mais 
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augmente la recombinaison homologue aux télomères (Sfeir et al., 2010). L’absence de RAP1 

dans des cellules de fibroblastes embryonnaires de souris (MEFs) montre une diminution de 

26% de la taille des télomères avec l’augmentation de foyers de dommages à l’ADN 

(γH2AX) (Martinez et al., 2010) suggérant un rôle possible de RAP1 dans la régulation de la 

télomèrase.  

 

2. Autres protéines associées aux télomères  

 

Des facteurs dits « accessoires » sont associés, contrairement aux shelterin, de façon 

transitoire aux télomères. Ils contribuent, en plus à d’autres fonctions, au maintien et à la 

protection de ces extrémités. Parmi ces protéines, on peut citer celles impliquées dans la 

réparation d’ADN, tels que, KU70/KU80 (Hsu et al., 2000), DNA-PKcs (d’Adda di Fagagna 

et al., 2001), Apollo (Beneke et al., 2008), dans la signalisation des dommages ; le complexe 

MRN (Zhu et al., 2003), ou encore dans la réplication tel que le complexe ORC (Deng et al., 

2007) (Tableau 1). 

a. La protéine Apollo  

Des cribles double hybride réalisés avec le domaine N-terminal de TRF2 ont permis 

d’identifier la protéine Apollo (Lenain et al., 2006). Cette protéine fait partie de la famille des 

nucléases, elle est nommée ainsi à cause de sa forte similarité avec la protéine Arthémis qui 

est impliquée dans la recombinaison V(D)J et la réparation d’ADN. En plus, des études de 

spectrométrie de masse ont révélé qu’Apollo était une partenaire de hRAP1. Mais cette 

interaction semble indirecte et dépendante de TRF2 (van Overbeek and de Lange, 2006). 

Ainsi, Rap1-Apollo-TRF2 formerait un complexe ternaire présent aux télomères. Par son 

domaine C-terminal, Apollo interagit avec le domaine TRFH de TRF2 lui permettant d’être 

recrutée aux télomères (Freibaum and Counter, 2006). La protéine Apollo a une activité 

exonucléase 5’-3’(Lenain et al., 2006) qui contribue à la maintenance de l’extrémité 

3’sortante (Wu et al., 2010). En effet, son inhibition entraine des défauts aux télomères en 

phase S (van Overbeek and de Lange, 2006) et arbore 30 à 40% de moins d’ADN télomérique 

simple brin. Des fusions des brins directs ainsi que la sénescence de fibroblastes primaires 

sont aussi observées (van Overbeek and de Lange, 2006; Wu et al., 2010). Ceci suppose 

l’implication d’Apollo dans la protection des télomères au cours de la réplication. En effet, 

une étude a démontré que TRF2 et son partenaire Apollo agissaient avec la topoisomérase 2α 

(TOP2α) dans le but de protéger la portion d’ADN télomérique simple brin du dommage 
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réplicatif. Une déficience de TRF2 et Apollo génère un superenroulement positif après le 

passage de la fourche de réplication, mais celui-ci est résolu par la TOP2 (Ye et al., 2010). 

b. Le complexe CST  

Le complexe CST a d’abord été mis en évidence chez les levures S. cerevisiae. Il est composé 

de trois protéines ; Cdc13, Stn1 et Ten1 qui sont importantes pour la protection et la 

réplication des télomères (Gao et al., 2007; Qi and Zakian, 2000). Les homologues de Stn1 et 

Ten1 ont été identifiés chez l’homme, mais une autre protéine nommée CTC1 (Conserved 

Telomere maintenance Component 1) qui a peu de similarité avec cdc13, forme le complexe 

trimérique. Le complexe CST humain, comme celui des levures, contient un domaine OB-fold 

qui permet la liaison à l’ADN simple brin et l’interaction avec d’autres protéines. Il a été 

démontré que les protéines Stn1 et CTC1 stimulaient l’ADN polymérase α nécessaire à la 

synthèse et l’élongation des amorces ARN pour la réplication du brin indirect (Casteel et al., 

2009). Cette fonction ainsi que la similarité structurale de ce complexe avec la protéine de 

réplication RPA, sont à l’origine de son appellation ; t-RPA (Giraud-Panis et al., 2010; 

Miyake et al., 2009). Ce complexe serait donc comme la protéine RPA, important pour la 

réplication d’ADN aux télomères. En plus, la co-purification de Stn1 avec la protéine 

shelterin TPP1 suggère l’existence de complexes CST-shelterin (Wan et al., 2009) et ceci 

malgré la liaison du CST humain aux télomères indépendamment de la protéine POT1 

(Miyake et al., 2009). 

 

V. Réplication des télomères    

 

La réplication des télomères répond au fonctionnement conventionnel semi-conservatif qui 

existe pour le reste du génome. Toutefois, d’autres étapes viennent s’ajouter à ce mécanisme. 

Elles impliquent le passage de la fourche le long de l’ADN duplex suivi de la transformation 

de l’extrémité 3’ d’ADN en brin protrusif G-riche, essentiel pour la liaison des shelterin, la 

formation de la T-loop, l’activité de la télomérase et la maintenance de la taille des télomères 

(Gilson and Géli, 2007).  

A partir des origines de réplication situées en région subtélomérique, les télomères sont 

répliqués unidirectionnellement et ceci au cours de la phase S, des cellules humaines (Wright 

et al., 1999). L’ADN polymérase α réplique le brin « directeur » (CCCTAA) en direction 5’ à 

3’ de manière continue donnant naissance au brin direct (Leading) mais elle est incapable de 
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répliquer seule le brin inverse nécessaire à la synthèse du brin indirect (Lagging) (Watson, 

1972). En effet, pour la synthèse du brin indirect, l’ADN polymérase α requiert un donneur 3’ 

hydroxyle pour initier la polymérisation, c’est pour cela qu’elle a recours à des amorces 

d’ARN, formant ainsi, des fragments ADN/ARN appelés fragments d’Okazaki. Une fois que 

l’ADN polymérase se détache, les amorces d’ARN sont dégradées, les trous sont remplis par 

la polymérase δ et les fragments d’Okazaki consécutifs sont assemblés entre eux.  

Cependant, le télomère généré par la synthèse du brin indirect va automatiquement avoir un 

brin protrusif en 3’ due à l’enlèvement de l’amorce d’ARN sur le dernier fragment d’Okazaki 

générant un trou que l’enzyme polymérase est incapable de compléter. En ce qui concerne 

l’autre brin, il y a intervention d’une enzyme éxonucléase qui dégrade l’extrémité 5’ du brin 

parental complémentaire au brin direct générant aussi un brin G-riche protrusif. En absence de 

mécanisme de compensation, ce processus est responsable du raccourcissement continu des 

télomères après chaque division cellulaire, il est appelé ‘problème de réplication des 

extrémités’ (Sfeir et al., 2005) (figure 8). 

 

Figure 8. Représentation schématique de la réplication.  
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1. Protéines impliquées dans la réplication des télomères  

Plusieurs protéines ont été rapportées pour être importante à la progression de la fourche de 

réplication. C’est le cas de la protéine TRF1 dont l’inhibition serait responsable d’apparition 

de signaux télomériques multiples (MTS), suspectés pour apparaitre seulement en cas de 

défaut réplicatif (Blanco et al., 2007; Muñoz et al., 2009). Des obstacles de la fourche de 

réplication peuvent apparaitre, potentiellement au niveau de l’extrémité G-riche ou au duplex 

d’ADN vu la nature répétitive des séquences qui peuvent former des structures secondaires. 

La structure G-quadruplexe en est un exemple, mais la protéine hélicase WRN (Werner 

syndrome ATP-dependent helicase) a été mise en évidence pour être capable de résoudre cette 

structure qui bloquerait la progression de la fourche (Crabbe et al., 2004). L’absence de cette 

protéine dans des cellules de souris, induit la perte d’ADN au brin indirect (Chang et al., 

2004). La structure T-loop peut aussi être à l’origine de l’arrêt de la réplication. Cette dernière 

est maintenue par la protéine TRF2 qui favorise l’enroulement positif de l’ADN dans un but 

de protection (Amiard et al., 2007). Cependant ce changement de topologie est un problème 

qui est résolu par les Topoisomérases I et II (Nitiss, 2009), en combinaison avec TRF2 et la 

protéine Apollo afin de permettre la réplication des extrémités télomériques (Ye et al., 2010). 

Il y a aussi l’intervention de protéines additionnelles tels que les hélicases BLM, RTEL et le 

complexe CST (Ding et al., 2004; Price et al., 2010) qui favorisent l’ouverture de la boucle. 

2. Horloge biologique  

Le raccourcissement des télomères dû au problème de réplication correspond à une horloge 

biologique (Olovnikov, 1971). Comme évoqué précédemment, il y a perte d’ADN sur le brin 

indirect dû à l’incapacité de l’ADN polymérase de synthétiser sans l’intervention d’amorces 

d’ARN qui sont dégradés par la suite. D’autre part, cette perte est liée à la nécessité de former 

une extrémité sortante (Dionne and Wellinger, 1996; Wright et al., 1997). Cependant, il existe 

un mécanisme pour compenser ce raccourcissement de 50-200pb et ce par l’intervention 

d’une enzyme particulière : la télomérase. Cette dernière ajoute des répétitions télomériques à 

l’extrémité 3’ simple brin après la réplication (Gilson and Géli, 2007) (figure 9). 

La télomérase est exprimée dans les cellules germinales et cellules souches ainsi que dans les 

cellules cancéreuses où elle permet leur prolifération infinie. Par contre, l’expression de la 

télomérase est généralement réprimée dans les cellules somatiques, c’est pourquoi, les 

télomères se raccourcissent après chaque division cellulaire (Flores et al., 2008). Ainsi, cette 

perte de longueur de télomères est corrélée avec le vieillissement. 
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Figure 9. Représentation schématique de la réplication des télomères avec intervention de la télomérase. 

 

3. Sénescence réplicative  

L’absence d’expression de l’enzyme télomérase dans les cellules somatiques, empêche la 

réplication des télomères. Ceci génère un raccourcissement continu de la longueur des 

télomères après chaque division cellulaire, et une fois que la taille atteint un seuil critique 

appelé, « la limite de Hayflick » (Pas plus de 40-60 divisions), un arrêt irréversible de la 

division cellulaire nommé sénescence réplicative est alors induite (Sozou and Kirkwood, 

2001).   

C’est au début des années 1990, que Jerry Shay avec son équipe, a mis en place une technique 

pour mesurer l’activité télomérase. Par transfection de hTERT (Human Telomerase Reverse 

Transcriptase) dans des cellules télomérase négatives, il a observé une restauration de 

l’activité télomérase. Cette transfection montre des cellules qui exhibent des télomères 
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rallongés, une durée de vie infinie avec moins de sénescence (Kim et al., 1994). Cette 

sénescence peut être induite autrement que par l’inactivation de la télomérase, mais aussi par 

l’inhibition de TRF2 qui induirait une réversion du phénotype malin dans une lignée de 

mélanome humain (Biroccio et al., 2006). 

Il est maintenant connu que l’attrition excessive des télomères engage l’arrêt de la division 

cellulaire et/ou la sénescence en activant la voie p53/pRb. Eviter ce contrôle ou inactiver ces 

checkpoints crée une instabilité génétique provoquant une crise cellulaire. Cette crise est un 

état caractérisé par le raccourcissement excessif des télomères, leurs fusions et la mort 

cellulaire. Cette inhibition de la croissance dépendante de la longueur des télomères a été 

proposée comme étant le mécanisme principal de suppression tumorale in vivo, car elle 

représente une barrière vis-à-vis de la prolifération cellulaire illimitée et de l’instabilité 

génomique. Mais contourner cette sénescence en inhibant les suppresseurs de tumeurs (p53, 

pRB) et en réactivant la télomérase permet le maintien des télomères et la réactivation du 

cycle cellulaire. Ce processus aboutit donc à la prolifération des cellules transformées 

immortalisées, autrement dit, à l’émergence des clones cancéreux (Klingelhutz, 1999) (figure 

10).  

 

Figure 10. Représentation graphique illustrant la diminution de la taille des télomères au cours des divisions cellulaires et les 

conséquences associées. 
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Cependant, dans 10-15% des cancers humains, l’immortalisation est assurée par une autre 

voie qui requiert des évènements de recombinaison; la voie ALT (Alternative Lengthening of 

Telomeres). Ces extrémités chromosomiques représentent donc une cible thérapeutique 

prometteuse pour différents cancers. 

VI. Transcription au télomère  

L’hétérochromatine présente des marques épigénétiques qui répriment la transcription. Ainsi 

l’insertion de gènes rapporteurs en région subtélomérique entraîne leur répression. Ce 

phénomène est appelé effet de position télomérique « TPE » (Telomere Position Effect) 

(Gottschling et al., 1990). Il a d’abord été décrit chez D. melanogaster (Hazelrigg et al., 1984) 

puis observé chez les levures (Gottschling et al., 1990; Pryde and Louis, 1999), la souris 

(Pedram et al., 2006) et l’humain (Baur et al., 2001), indiquant sa conservation au cours de 

l’évolution. Ce processus établit un état silencieux des gènes mitoyens des répétitions 

télomèriques et semble répondre à la longueur des télomères et la structure de la chromatine: 

plus le télomère est long, plus la chromatine est réorganisée et plus fort est le TPE (Ottaviani 

et al., 2008). En effet, des expériences de surexpression de la télomérase montrent une 

répression de l’expression du gène rapporteur de la luciférase inséré à proximité des 

répétitions télomériques. Aussi, la surexpression de TRF1 qui induit le raccourcissement des 

télomères, lève cette répression (Koering et al., 2002). En ce qui concerne l’implication de 

l’état épigénétique, des travaux d’inhibition des déacétylases par traitement à la trichostatine 

A, montrent une dérépression de la transcription d’un transgène en position télomérique 

accompagnée d’une diminution de la longueur des télomères (Baur et al., 2001; Koering et al., 

2002).  

Sachant alors que les télomères sont caractérisés par le phénomène TPE et vu leur nature 

hétérochromatinienne avec une faible densité de gènes en région subtélomérique, il a 

longtemps été accepté que les télomères soient transcriptionnellement silencieux. Cependant, 

des molécules d’ARN non codants transcrits par l’ARN polymérase II ont été découvertes 

chez la souris, la levure S. cerevisaie, le poisson zèbre et chez l’homme (Azzalin et al., 2007; 

Schoeftner and Blasco, 2008) ; elles sont nommés TERRA (Telomeric Repeats containing 

RNA). Ces ARN sont majoritairement transcrits à partir des régions subtélomériques, sont 

coiffés et à 7% polyadénylés (Azzalin and Lingner, 2008). Leur taille varie entre 100 bases 

jusqu’à 9 kb et ils sont capables de former des structures secondaires impliquant les 

répétitions télomériques (telles que des G-quadruplexes) (Azzalin et al., 2007; Xu et al., 
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2008). Dans les cellules immortalisées, la longueur moyenne d’un télomère est corrélée avec 

le taux de transcription de TERRA (Schoeftner and Blasco, 2008). Les régions 

subtélomériques de 20 chromosomes humains partagent une région conservée qui comprend 

des éléments répétés de 61 pb, 29 pb puis 37 pb et ceci dans le sens centromère vers télomère 

(Brown et al., 1990; Nergadze et al., 2009) . Les répétitions de 29 pb et 37 pb se retrouvent au 

niveau des ilots riches en CpG (Juven-Gershon et al., 2008). En plus, les sites de transcription 

(TSS ; Transcription Start Site) sont localisés à 27 pb en aval du dernier élément de 37 pb et 

environ 250 pb en amont des répétitions télomériques (Nergadze et al., 2009). Au niveau de 

ces sites, la transcription générant les TERRA est régulée positivement par le facteur 

d’organisation de la chromatine CTCF et la cohésine Rad 21 (Deng et al., 2012a). 

Ces ARN sont régulés par des protéines de types SMG (Suppressors with Morphogenetic 

defects in Genitalia) qui font partie de la voie de dégradation des transcrits présentant des 

codons stop prématurés appelée NMD (Nonsense Mediated mRNA Decay) (Azzalin et al., 

2007; Luke et al., 2008). De plus, les TERRA sont restreints au noyau et sont sous le contrôle 

du cycle cellulaire : il y a un pic d’accumulation en G1 suivi d’une diminution drastique en fin 

de phase S et G2 (Porro et al., 2010). TRF2 est en partie responsable de cette localisation aux 

télomères car elle fixe par son domaine N-terminal l’ARN TERRA (Deng et al., 2009). 

Un groupe de protéines interagissant avec TERRA et important pour son renouvellement dans 

la cellule, a été mis en évidence. L’effet le plus marquant sur les niveaux totaux de l’ARN a 

été attribué à la protéine SRRT/ARS2, une enzyme qui intervient dans la maturation des 

miRNA et à la protéine MORF4L2, un composant du complexe histone acétyl transférase 

NuA4. La déplétion de ces facteurs cause respectivement l’augmentation et la diminution des 

TERRA (Scheibe et al., 2013). Les ribonucléoprotéines hnRNP ont aussi été identifiées pour 

interagir avec TERRA chez l’homme et la souris et pourraient affecter négativement la 

stabilité de l’ARN (Deng et al., 2012a; Scheibe et al., 2013). 

Différentes données suggèrent que le taux du transcrit TERRA est sensible au changement des 

marques hétérochromatiniennes en régions subtélomériques et télomériques. Deng et al. 

fournissent la première évidence d’un rôle potentiel de TERRA dans l’établissement d’un état 

hétérochromatinien aux télomères par la découverte d’une interaction entre TERRA et le 

complexe de reconnaissance d’origine de réplication (ORC) (Deng et al., 2009). En plus de 

son rôle dans le pré-assemblage du complexe de réplication, ORC avait été impliqué dans la 

répression transcriptionnelle, la formation d’hétérochromatine et la condensation mitotique de 
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la chromatine (Sasaki and Gilbert, 2007). Chez les eucaryotes, l’hétérochromatine semble 

influencer les niveaux globaux de TERRA. En effet, dans les cellules de souris déficientes en 

HMTases Suv39h ou Suv4-20h,  les niveaux de TERRA sont augmentés (Azzalin and 

Lingner, 2008). De même dans des cellules souches embryonnaires de souris, les TERRA 

issus des régions où l’hétérochromatine télomérique adopte une structure plus relâchée, sont 

augmentés (Marion et al., 2009). Par contre, l’histone H3K9 méthyltransférase et l’histone 

HP1α régulent négativement l’expression de TERRA  (Arnoult et al., 2012). Ainsi, la 

régulation de l’hétérochromatine par la méthylation d’ADN et les modifications d’histones 

impacte sur l’expression des TERRA. 

Les TERRA seraient impliqués dans la régulation des télomères. Chez les mammifères, il y a 

fixation des protéines POT1/TPP1 au simple brin d’ADN télomérique mais durant la 

réplication la protéine RPA s’y fixe aussi. La protéine hnRNPA1 a aussi une affinité pour la 

séquence d’ADN simple brin (Redon et al., 2013). Cependant comment toutes ces protéines 

se fixent sur leur substrat durant le cycle cellulaire est encore mal connu. Des essais in vitro 

ont révélé le déplacement de RPA du simple brin par hnRNPA1 et cette dernière était en 

compétition avec les TERRA. L’hypothèse est que les TERRA et hnRNPA1 permettraient le 

switch de RAP1 à POT1/TPP1 après la réplication (Flynn et al., 2011). 

VII. Différentes voies de maintien des télomères 

Le nombre de répétitions en tandem des séquences télomériques est étroitement régulé, 

prévenant ainsi les télomères de devenir trop court ou trop long. L’homéostasie de la longueur 

des télomères est préservée par une dynamique qui balance entre addition et perte des 

répétitions télomériques. Le maintien de cet équilibre dépend de plusieurs facteurs : la 

composition en protéines associées à l’ADN télomérique, l’action de la télomérase mais aussi 

d’autres mécanismes tel que le phénomène ALT (Blasco, 2003). 

1. Maintien par la télomérase 

a. Structure                                                                                                                        

En 1985, la découverte d’une enzyme capable d’ajouter chez le cilié Tetrahymena 

thermophila, des séquences TTGGG sur une amorce simple brin, a valu le prix Nobel de 

médecine à Elisabeth Blackburn et ses collaborateurs. Cette holoenzyme, très conservée, est 

une ribonucléoprotéine avec un composant catalytique (chez l’humain appelé hTERT) et un 

composant ARN (hTERC ou hTR) (figure 11). La sous-unité ARN sert de matrice pour la 
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synthèse d’ADN par complémentarité à l’extrémité simple brin G-riche des télomères. Toutes 

les cellules somatiques humaines expriment constitutivement hTR mais l’expression de 

télomérase active dépend de la présence ou non d’hTERT (Nakamura et al., 1997).  

En effet, la protéine hTERT est une ADN polymérase appartenant à la famille des 

transcriptases inverses, constituées de plusieurs domaines dont un, responsable de l’activité 

catalytique de l’enzyme (Bachand and Autexier, 2001). 

Plusieurs protéines interagissant avec hTERT et hTR sont requises pour l’assemblage, la 

conformation et la localisation nucléaire de la télomérase (Beattie et al., 2001; Holt et al., 

1999). Il y a parmi elles des protéines chaperonnes telles que HSP90 et P23, qui permettent 

l’assemblage du complexe, et la dyskérine, une protéine associée à la télomèrase et qui est 

aussi impliquée dans la genèse des ribosomes. 

 

Figure 11. Représentation schématique de la télomérase humaine (D’après (Smogorzewska and de Lange, 2004). La 

télomérase est constituée d’une partie ARN codée par hTERC et d’une sous-unité protéique codée par hTERT. Le complexe 

télomérase regroupe d’autres protéines telles que EST1 et la dyskérine. 

 

b. Fonctions de la télomérase      

          i. Elongation : L’une des conséquences prévisibles de la perte de protection des 

chromosomes serait la perturbation de l’élongation de ces extrémités, causée par la 

dérégulation de l’accès de la télomérase aux télomères. En effet, la télomérase est une enzyme 

processive (Greider, 1991) qui allonge les télomères et ceci selon trois étapes: la 

reconnaissance de l’extrémité 3’ et l’hybridation de la matrice ARN au substrat, suivi de 

l’élongation de l’extrémité 3’ via la «rétro-transcription» de hTR, et enfin, la translocation du 

complexe télomérase avec repositionnement de la matrice ARN par rapport au substrat pour 

initier un second cycle (figure 12). Une fois la synthèse complètement achevée, le complexe 
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est déplacé grâce à une hélicase PIF1 qui dissocierait l’ADN de hTR (Boulé et al., 2005; 

Snow et al., 2007).  

 

Figure 12. Modèle d’élongation par la télomérase. (D’après (Kelleher et al., 2002)). 

 

Cette activité d’élongation est régulée en fonction du cycle cellulaire : chez les mammifères, 

elle est restreinte à la phase S (Tomlinson et al., 2006). A cette même période, des corps 

nucléaires nommés Cajal Bodies (CB) qui sont des sites de transcription des ARN histones, 

jouent aussi un rôle dans la maintenance des télomères. Ils seraient importants pour la 

maturation et le recrutement de la télomérase aux télomères (Londoño-Vallejo and Wellinger, 

2012; Stern et al., 2012). 

 ii. Protection : La télomérase exerce une protection des télomères contre d’éventuelles 

fusions (Blackburn, 2001; Melek and Shippen, 1996). Par contre, elle agirait de préférence sur 

les télomères les plus courts car il a été démontré que dans les cellules immortalisées 

humaines qui ont de longs télomères et expriment hTERT, les télomères continuent à se 
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raccourcir alors que dans les cellules aux télomères plus courts ils sont stabilisés (Zhu et al., 

1999). Cet allongement préférentiel des télomères les plus courts serait établi par simple 

localisation de la télomérase à leur niveau, afin de limiter les signaux responsables de l’arrêt 

du cycle cellulaire (der-Sarkissian et al., 2004).  

 iii. Tumorigenèse : En 1994, deux groupes ont rapporté qu’il y avait une activité télomérase 

dans des tissus cancéreux humains, cancers de l’ovaire et hématopoïétiques (Counter et al., 

1994; Nilsson et al., 1994). D’autres évidences de l’association de la télomérase avec la 

tumorigenèse sont ensuite apparues grâce à l’élaboration de la technique TRAP (Telomere 

Repeat Amplification Protocol) qui permet de mesurer quantitativement l’activité télomérase 

(Hiyama and Hiyama, 2002). Il a été montré que l’expression de la télomérase dépourvue de 

sa fonction catalytique nécessaire au maintien de la taille des télomères, arrivait à restaurer 

seule, un état tumorigène. C’est ce qui est observé lors de l’introduction de la télomérase dans 

les cellules ALT, ces cellules qui habituellement maintiennent leur taille de télomères sans 

induire de tumeurs. La télomérase joue donc bien un rôle dans la tumorigénèse 

indépendamment de son rôle de maintien de la longueur des télomères (Stewart et al., 2002).  

 iv. Fonctions non associées aux télomères : En plus de son rôle prolifératif, la télomérase 

protège aussi les cellules de la mort cellulaire ; elle a donc un rôle anti-apoptotique (Folini et 

al., 2005). En effet, des travaux de surexpression de télomérase sous exposition à des 

radiations ionisantes ou stress génotoxique montrent un caryotype peu remanié (Pirzio et al., 

2004). 

c. Régulation de l’activité télomérase  

La régulation de la télomérase est dépendante de l’expression de la sous-unité hTERT. hTR 

est exprimé de manière ubiquitaire alors que hTERT est présente dans les cellules 

immortalisées, mais est quasi-absente dans les cellules somatiques (Feng et al., 1995) ce qui 

explique la présence d’activité télomérase dans 85% des tumeurs (Kim et al., 1994). Le 

promoteur régulant hTERT regroupe différents sites potentiels de liaison de facteurs de 

transcription. Le couple c-MYC et son antagoniste MAD1 sont dans cet ordre, des exemples 

d’activateur et répresseur de hTERT (Xu et al., 2001). De plus, la régulation épigénétique 

telle que la méthylation apparait importante. En effet, l’expression de la télomérase peut être 

réprimée si les îlots CpG qui constituent les séquences promotrices sont méthylés (Lopatina et 

al., 2003). Par ailleurs, dans des lignées télomérase-positives, une acétylation des histones H3 

et H4 est observée (Atkinson et al., 2005; Hou et al., 2002). Il est aussi probable, bien que ce 
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ne soit pas clairement établi, que l’épissage alternatif des transcrits de TERT module 

négativement l’activité télomérase (Ulaner et al., 2000). Il a récemment été montré que 

l’épissage alternatif pouvait aboutir à des formes non fonctionnelles ; seul le transcrit entier, 

sans délétions ni insertions, donne lieu à une protéine hTERT active.   

2. Maintien par les Shelterin 

Le complexe shelterin participe à l’homéostasie des télomères. Il remplit de nombreuses 

fonctions en coopération avec des partenaires qui le prenne pour plateforme télomérique. 

a. Maintien de la taille des télomères 

Chez les mammifères, les composants shelterin sont quantitativement associés aux télomères, 

requièrent les répétitions TTAGGG pour s’assembler et sont présents aux télomères le long du 

cycle cellulaire (van Steensel and de Lange, 1997). Cette localisation est stratégique dans le 

but d’estimer la taille des télomères pour établir un équilibre entre l’élongation et le 

raccourcissement des extrémités. Et ceci n’est possible qu’à travers la régulation de l’accès de 

la télomérase aux télomères. 

Différents travaux d’inhibition et de surexpression de facteurs shelterin ont été effectués. La 

protéine POT1 est la seule shelterin à fixer spécifiquement la télomérase au niveau du brin 3’ 

sortant. Le remplacement de POT1 par une forme tronquée pour son domaine de fixation à 

l’ADN simple brin, induit l’augmentation rapide et importante de la taille des télomères, 

dépendamment de l’expression de la télomérase. Il a aussi été démontré que la présence de 

POT1 sur l’extrémité télomérique réduirait l’activité télomérase (Kelleher et al., 2005; Lei et 

al., 2005). La protéine TPP1 qui se lie à POT1 est aussi impliquée dans le maintien des 

télomères. Sa déplétion induit la diminution de POT1, la libération des extrémités 

télomériques et leur accessibilité à la télomérase pour être rallongées (Wang et al., 2007). 

Toujours dans le but de maintenir l’équilibre de la longueur des télomères, la présence de 

TRF1 et TRF2 permet au couple TIN2-POT1 d’inhiber l’action de la télomérase. Alors que 

l’absence de TRF1, diminue POT1 entrainant l’élongation des télomères (Houghtaling et al., 

2004). Il a aussi été rapporté que le raccourcissement est une conséquence directe de 

l’augmentation des niveaux de TRF1 et TRF2 aux télomères et ce n’est pas par un effet trans 

favorisé par la surexpression des protéines (Ancelin et al., 2002). Tout ceci suggère que TRF1 

agit en cis pour inhiber la télomérase, c’est-à-dire : si le télomère est long, il y a recrutement 

d’un grand nombre de TRF1 pour empêcher l’élongation et si le télomère est court il y a 
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moins de TRF1 permettant l’intervention de la télomérase. En ce qui concerne TRF2, elle 

agirait aussi en cis mais pas en réprimant simplement la télomérase. Une étude avait révélé 

que la surexpression de TRF2 dans des fibroblastes délétés pour la télomérase, engendrait 

l’augmentation du taux de télomères raccourcis. TRF2 serait alors susceptible d’activer un 

mécanisme de dégradation d’ADN télomérique (Ancelin et al., 2002). 

Cependant, les autres facteurs shelterin peuvent aussi intervenir directement sur la taille des 

télomères. C’est le cas pour RAP1 dont le rôle de régulateur négatif des télomères est avéré 

chez la levure (Marcand et al., 1997) mais qui nécessite l’interaction avec TRF2 chez 

l’homme (Li et al., 2000a; O’Connor et al., 2004). TIN2, importante pour réguler la présence 

de POT1, est aussi nécessaire pour inhiber l’action de TANK1, une polymérase poly(ADP-

ribose) (PARP) responsable d’élongation des télomères au détriment de TRF1 (Donigian and 

de Lange, 2007). En effet, en présence de TANK1, TRF1 est poly(ADP) ribosylé et perd son 

affinité pour les télomères (Smith and de Lange, 2000). Ainsi, les modifications des shelterin 

ont une incidence sur la taille des télomères.  

b. Maintien de la stabilité des télomères 

Comme je l’avais déjà mentionné auparavant, la déprotection des télomères entraine leur 

association à des facteurs impliqués dans la réponse aux dommages comme 53BP1, Rad17 

(Dimitrova and de Lange, 2006; Takai et al., 2003) formant ainsi des TIFs. C’est ce qui est 

observé lors de l’absence de TRF2 et POT1 où des cassures chromosomiques sont générés 

aux télomères (Celli and de Lange, 2005; Hockemeyer et al, 2005). La formation de TIFs est 

aussi observée en surexprimant un mutant de TIN2 qui est tronqué au niveau du domaine 

d’interaction avec TRF1 et TRF2 (Kim et al., 2004). Ces phénomènes de déprotection des 

télomères les entrainent vers une réparation délétère pour la cellule, soit par l’intermédiaire du 

NHEJ, soit par la recombinaison homologue. 

Pour éviter que les télomères soient reconnus comme des cassures ou DSB (Double Strand 

Break), les séquences télomériques, à l’aide des facteurs shelterin, développent la structure T-

loop qui cache l’extrémité 3’. En plus, les protéines shelterin inhibent les protéines de 

signalisation du dommage ATM et ATR. En effet, la surexpression de TRF2 inhibe ATM sur 

les séquences non télomériques (Karlseder et al., 2004; Zhu et al., 2000). L’absence de TRF2 

génère des TIFs et des fusions de télomères avec une réponse aux dommages à l’ADN 

transduite par ATM, montrant alors que TRF2 réprime aussi ATM aux télomères (Celli and 
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de Lange, 2005). En ce qui concerne ATR, c’est la protéine POT1 qui est suspectée d’être 

l’auteur de sa répression (figure 13). 

 

Figure 13. Répression des voies ATM/ATR par les shelterins. 

 

3. Maintien par recombinaison (ALT) 

Bien que la plupart des cellules immortalisées et cancéreuses expriment une activité 

détectable de télomérase, une minorité significative n’expriment pas hTERT mais 

maintiennent leurs longueurs télomériques par un second mécanisme nommé ALT 

(Alternative Lengthening of Telomeres). Ce mécanisme alternatif a été identifié chez la levure 

où des mutants pour hTR, activent une voie de maintien par recombinaison (Lundblad and 

Blackburn, 1993). Deux types de survivants ont été décrits : le type I qui maintient ses 

télomères en allongeant les séquences subtélomériques alors que le type II amplifie les 

séquences télomèriques (Teng and Zakian, 1999).  

Chez l’homme, environ 15% de cellules cancéreuses ont recours au ALT (Bryan et al., 1997). 

Il consiste à allonger les extrémités par recombinaison homologue entre les répétitions 

d’ADN télomériques et cet évènement est très certainement lié à la réplication d’ADN et est 

provoqué par une mutation de la protéine P53 dans le cas de patients atteints de la maladie de 

Li-Fraumeni. Ces cellules sont caractérisées par une hétérogénéité de la taille des télomères 

(de 3 à 50kb) (Murnane et al., 1994; Opitz et al., 2001), par la présence de cercles d’ADN 

télomériques extrachromosomiques et par des agrégats intra-nucléaires appelés APB 

(Associated ALT PML Bodies) (Henson et al., 2002; Yeager et al., 1999). Ces APB sont 

enrichis en une protéine PML associée à de l’ADN télomérique, en des protéines shelterin 

(TRF1 et TRF2) et en des protéines de recombinaison et réparation de l’ADN (Rad51, Rad52, 

MRN, BLM…) (Dantzer et al., 2004; Nabetani et al., 2004). Ces structures APB représentent 
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peut être le milieu où l’ADN télomérique assimilé à une lésion ou un intermédiaire de 

recombinaison, pourrait être réparé.    

a. Mécanisme : Le mécanisme ALT est loin d’être entièrement compris mais ressemble au 

mécanisme de conversion de gêne par la voie BIR (Break-Induced Replication). Deux 

modèles d’élongation des télomères par ALT sont possibles : 

 L’échange asymétrique entre chromatides sœurs : afin de réparer les cassures 

synthétisées pendant la réplication, les chromatides sœurs échangent leurs brins 

(Blagoev and Goodwin, 2008). L’analyse des échanges entre chromatides sœurs a 

révélé que ce phénomène était fréquent dans les cellules ALT, il est nommé T-SCE 

(Telomere Sister Chromatid Exchange) mais n’est pas un marqueur exclusif de ce 

dernier car les cellules exprimant la télomérase échangent aussi leurs chromatides 

sœurs (Bailey et al., 2004a).  

 Recombinaison inter-télomérique : l’extrémité 3’ simple brin d’un chromosome, 

envahirait le télomère d’un chromosome adjacent pour l’utiliser comme matrice afin 

d’allonger sa taille. La matrice copiée peut être la séquence télomérique d’un 

chromosome mais aussi des structures circulaires « t-cirles », « c-cirles » ou même les 

boucles télomériques (T-loop) (Muntoni et al., 2009) (figure 14). 

 
 

Figure 14. Mécanisme moléculaire d’élongation des télomères dans les cellules ALT. (d’après Ayouaz, 2008). 
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b. Génétique des ALT : Dans les cellules somatiques, ALT est totalement absent alors que 

la télomérase est exprimée transitoirement ou à un niveau basal. Plusieurs études suggèrent 

qu’il pourrait exister un contrôle qui réprime le mécanisme ALT mais les gènes régulateurs ne 

sont pas encore identifiés (Kumata et al., 2002; Shigeeda et al., 2003). Une maintenance par la 

télomérase peut coexister avec ALT indiquant, qu’ils ne sont pas mutuellement exclusifs 

(Perrem et al., 2001) même si certains proposent que l’expression de la télomérase pourrait 

inhiber le phénotype ALT (Ford et al., 2001).  

Plusieurs candidats de répression du phénomène ALT ont été décrits ; P53, l’hélicase WRN et 

les protéines du MMR (MisMatch Repair). En effet, certaines lignées ALT sont immortalisées 

par des virus (HPV et SV40) capables d’inactiver P53 et RB. Aussi, les patients atteints du 

syndrôme de Li Fraumeni présentent une perte de P53/P16 qui est responsable de l’activation 

du mécanisme ALT (Rogan et al., 1995; Vogt et al., 1998). De plus, les protéines du MMR 

inhibent la recombinaison homologue des séquences imparfaitement appariées (Bechter et al., 

2004). Par ailleurs, d’autres facteurs ont été décrits pour inhiber la recombinaison aux 

télomères. L’absence de TRF2 et de Ku70 dans des souris exprimant la télomérase, augmente 

le taux de T-SCE (Celli et al., 2006). C’est aussi le cas pour POT1 qui protège la taille de 

l’extrémité 3’ qui serait recombinogène (He et al., 2006; Hockemeyer et al., 2006). 

 

4. Maintien par le transcrit télomérique : TERRA 

L’ARN TERRA est transcrit à partir du brin C-riche et c’est pourquoi il arbore des séquences 

complémentaires à la sous-unité ARN de la télomérase. Comme attendu, TERRA agit in vitro 

comme inhibiteur de la télomérase, en partie par l’hybridation de ces séquences avec l’ARN 

télomérase. Il a été démontré dans une étude que TERRA est impliqué dans la régulation de 

l’activité télomérase car leurs niveaux corrèlent négativement (Luke and Lingner, 2009; 

Schoeftner and Blasco, 2008). En effet, des expériences faites sur des embryons de souris en 

période d’activité télomérase, révèlent l’absence de TERRA. Ceci est corrélé avec le haut 

niveau de marques hétérochromatiniennes présentes avec la protéine télomérase et qui sont 

indicateurs d’une transcription réprimée. En plus, dans les cellules humaines, l’élongation de 

la taille des télomères par la télomérase inhibe la production de TERRA (Ng et al., 2009) mais 

est aussi observée, dans les mêmes conditions, l’augmentation de la longueur de TERRA. Ce 

qui suggère la possibilité d’un rétrocontrôle négatif de l’activité télomérase pour favoriser la 

transcription de TERRA (Azzalin et al., 2007). De plus, la possibilité que TERRA inhibe la 
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télomérase a été démonté in vitro mais ne semble pas se produire in vivo (Redon et al., 2010; 

Schoeftner and Blasco, 2008). Il a aussi été montré que lorsqu’il y a inhibition de TRF2 donc 

déprotection des télomères, les niveaux des transcrits augmentent fortement (Caslini et al., 

2009). Ceci suggère la possibilité que TERRA deviennent fortement augmentés lorsque les 

télomères se raccourcissent dramatiquement, en absence de TRF2. De plus, les cellules ALT 

qui expriment aussi TERRA, sont caractérisées par une hétérogénéité de la taille des 

télomères. La réintroduction de la télomérase dans ces cellules, génère l’élongation des 

télomères les plus courts qui corrèle avec une diminution de l’expression de TERRA 

(Episkopou et al., 2014). 

Par ailleurs, de récentes publications suggèrent que les TERRA n’affecteraient pas 

négativement la télomérase, in vivo. Farnung et al. observèrent que la télomérase allongeait 

les télomères qui expriment fortement TERRA due à l’absence des méthyltransférases 

DNMT1 et DNMT3b (Farnung et al., 2010). En accord avec ce résultat, les patients atteints 

du syndrome ICF, expriment la télomérase qui rallongent les télomères malgré les niveaux 

élevés des transcrits. Ainsi, une autre image est en train d’émerger où TERRA agirait 

positivement sur la régulation de la longueur des télomères in vivo. 

En ce qui concerne les transcrits télomériques chez Arabidopsis Thaliana et S. cerevisiae, il 

existe aussi les ARRET, des anti-sens à TERRA (Luke et al., 2008; Vrbsky et al., 2010). Des 

siRNA dérivés de TERRA/ARRET interférent avec la méthylation de l’ADN télomérique, ce 

qui suggère la possibilité que TERRA ait un rôle pour la formation de l’hétérochromatine 

télomérique (Vrbsky et al., 2010).  

 

5. Maintien par la structure chromatinienne 

Les télomères ont longtemps été classifiés comme domaines constitutifs hétérochromatiniens, 

dû à la présence de modifications épigénétiques répressives à la transcription, telles que ; 

Histone H3 triméthylé à la lysine 9 (H3K9me3), Histone H4 triméthylé à la lysine 20 

(H4K20me3), histone hypoacétylé et la présence de plusieurs isoformes de la protéine 

Hétérochromatine 1  (HP1) (García-Cao et al., 2004; Gonzalo et al., 2005, 2006). En outre, 

malgré l’absence d’îlots CpG susceptibles de subir la méthylation dans les répétitions 

télomériques de cellules somatiques humaines, les régions subtélomériques contiennent un 

grand nombre de cytosines hautement méthylées (Benetti et al., 2007a; Ottaviani et al., 2008; 
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Tilman et al., 2009). En plus, découvrir des transcrits contenant des répétitions télomériques, 

suggère une dynamique « ouverte-fermée » de la chromatine aux télomères. La perte de ces 

marques chromatiniennes coïncide avec l’élongation des télomères (García-Cao et al., 2004; 

Gonzalo et al., 2006). D’ailleurs, chez des souris où les télomères sont très courts car 

déficients pour la télomérase, les marques hétérochromatiniennes sont remplacées par celles 

de l’euchromatine (Benetti et al., 2007a). La méthylation agit aussi sur la taille des télomères, 

en effet, l’absence de méthyltransferases d’ADN (DNMT) et/ou des méthyltransferases 

d’histones, dans des cellules souches de souris, conduit à l’élongation des télomères avec 

augmentation d’échanges entre chromatides sœurs (Gonzalo et al., 2006).  

Ces résultats révèlent l’implication de l’hétérochromatine télomérique dans la régulation de la 

taille des télomères, indépendamment de l’activité télomérase mais avec la possibilité 

d’intervention de la recombinaison homologue (Benetti et al., 2007a, 2007b; García-Cao et 

al., 2004).  

 

VIII. Reconnaissance des dommages à l’ADN et réparation des 

télomères 

La cellule distingue le télomère fonctionnel d’un dommage à l’ADN. Mais lorsque le 

télomère devient trop court ou déprotégé, il active une réponse aux dommages à l’ADN ce qui 

conduit à un arrêt du cycle cellulaire, à la formation d’aberrations chromosomiques et 

éventuellement à une mort cellulaire (d’ Adda di Fagagna et al., 2003, 2004; Bailey et al., 

2004b; Bolzán and Bianchi, 2006; Hao et al., 2004; Karlseder et al., 2002, 2004; Slijepcevic, 

2006; Slijepcevic and Al-Wahiby, 2005; Takai et al., 2003; Tarsounas et al., 2004). La 

réponse aux dommages à l’ADN pourrait aussi être suivie d’un mécanisme de réparation. Les 

télomères présentent alors en plus des protéines télomériques, des protéines de réparation et 

de signalisation de cassures. 

1. Télomères et signalisation  

Il existe plusieurs éléments importants pour la signalisation des cassures aux télomères.  

a. La protéine  ATM y figure comme étant primordiale pour la signalisation des cassures 

double brin mais aussi pour le maintien des télomères. En effet, un signal apoptotique qui est 

p53-dépendant, est diffusé par ATM lorsqu’il y a déprotection des télomères par absence de 
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TRF2 (Karlseder et al., 1999; Smogorzewska and de Lange, 2002) et se traduit par le 

recrutement de facteurs de réparation aux télomères sous forme de TIFs (Takai et al., 2003). 

Cette réponse est inhérente au type cellulaire ; pour les fibroblastes, l’altération favorise la 

sénescence des cellules alors que pour les lymphocytes c’est l’apoptose qui prédomine 

(Karlseder et al., 1999). Cependant, au niveau des télomères intacts, la répression d’ATM 

serait régie par TRF2 qui inhibe son autophosphorylation et abolit donc sa fonction de 

contrôle du cycle cellulaire et de signalisation du dommage (Denchi and de Lange, 2007; 

Karlseder et al., 2004) (figure 15).  

b. La protéine ATR : Le second élément essentiel à la réparation est nommé ATR. L’activité 

de celle-ci répond principalement au blocage des fourches de réplication et aux lésions simple 

brin souvent induites par les UV. Peu d’études relatent le rôle d’ATR dans la maintenance des 

télomères. Toutefois, cette kinase accomplit bien un rôle de réponse aux dommages suite à 

l’absence d’ATM et l’érosion des télomères (Herbig et al., 2004). De plus, l’inhibition de 

cette protéine abolit à l’instar d’ATM à la formation de TIFs. Cependant, dans des conditions 

physiologiques, ATR est inhibé par POT1 car ce dernier agirait en compétition avec RPA 

pour se fixer au brin sortant 3’ empêchant ainsi la fonction d’ATR (Denchi and de Lange, 

2007) (figure 15). 
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Figure 15. Représentation schématique des voies de signalisation au dommage à l’ADN.                                                   

L’absence aux télomères de la protéine TRF2 et POT1 déclenche l’activation des voies ATM et ATR et le recrutement de 

protéines de signalisation de télomères dysfonctionnels (MDC1, 53BP1, gamma-H2AX) (Adapté de (Palm and de Lange, 
2008)). 

 

c. Le complexe MRN : Un autre élément est aussi recruté lors d’un dommage aux 

télomères ; le complexe MRN. Ce dernier interviendrait après le passage de la fourche de 

réplication en fin de phase S (Verdun and Karlseder, 2006). Le complexe MRN, constitué des 

protéines MRE11, RAD50 et NBS1, se met en place après le signal de phosphorylation de 

l’histone H2AX par ATM (Petrini and Stracker, 2003). Après quoi, MRE11 reconnait par son 

activité nucléase la cassure (Buis et al., 2008) et fait intervenir RAD50, qui comble le trou 

entre les deux brins d’ADN cassés permettant alors la réparation. 

2. Mécanismes de réparation des télomères  

Une fois que la signalisation des cassures est effective, la réparation des télomères se met en 

place. En règle générale, quatre principales voies de réparation de l’ADN existent : la 

réparation par excision du nucléotide (NER pour Nucléotide Excision Repair), la réparation 

par excision de base (BER pour Base Excision Repair), la réparation des mésappariements 

(MMR pour MisMatch Repair) et enfin la réparation des cassures double brin qui comprend la 

recombinaison homologue (RH pour Homologous Recombination) et la recombinaison non 

homologue (NHEJ pour Non Homologous End Joining).                                                       

Les deux derniers mécanismes sont ceux qui interviennent au niveau des télomères. En effet, 

l’activation des deux kinases ATM ou ATR (en fonction du dommage) conduit à la 

phosphorylation et à l’activation des régulateurs du cycle cellulaire p53, CHK1 et CHK2 qui 

facilitent l’arrêt en phase G1 et G2 permettant la réparation par le HR ou NHEJ (Khanna and 

Jackson, 2001). Actuellement, on ne sait pas très bien, quels sont les facteurs qui déterminent 

l’utilisation d’un mécanisme plutôt que l’autre, mais le stade du cycle cellulaire jouerait un 

rôle important dans cette décision. En effet, la RH est possible uniquement en phase S et G2 

car elle nécessite un deuxième brin matrice. De plus, les CDK (Cycline-dependent Kinases) 

régulateurs de la progression du cycle cellulaire sont capables de moduler les deux 

mécanismes (Esashi et al., 2005; Konishi and de Lange, 2008).  

a. Réparation des télomères par le NHEJ  

Le NHEJ est présent dans les cellules de mammifères et est opérationnel durant toutes les 

phases du cycle cellulaire (Kim et al., 2005a; Rothkamm et al., 2003). Il se manifesterait aux 
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télomères suite à l’absence de la télomérase ou d’un facteur shelterin. Le mécanisme suit le 

même déroulement que dans le reste de la cellule, c’est-à-dire : l’hétérodimère Ku70/80 fixe 

les extrémités double brin au niveau de la cassure, puis, recrute la DNA-PK (DNA-dependent 

protein kinase) qui interagit avec l’ADN fixé à Ku pour former les complexes DNA-PKcs. 

Cette association assure le maintien des extrémités dans une configuration permettant leur 

ligation par XRCC4/Ligase IV après avoir phosphorylé XRCC4 (Leber et al., 1998). Le 

recrutement de l’endonucléase XRCC4/XLF assure aux sites déprotégés la dégradation du 

brin sortant en 3’, une étape essentielle à la mise en place des fusions télomériques (Zhu et al., 

2003) (figure 16).  

Cependant, une hypothèse de l’existence d’un mécanisme NHEJ indépendant de Ku subsiste, 

ceci est dû à des observations de fusions télomériques en absence de Ku qui 

s’accompagneraient de raccourcissement de télomères (d’ Adda di Fagagna et al., 1999). 

 

Figure 16. Représentation schématique des deux voies de réparation NHEJ et HR. 
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b. Réparation des télomères par le RH  

Cette voie moins fréquente, est la plus souvent utilisée pour réparer des cassures en S/G2. Elle 

nécessite l’appariement d’un fragment d’ADN avec une séquence homologue servant de 

matrice à la séquence réparatrice. Les échanges entre chromatides-sœurs (T-SCE) au niveau 

télomérique sont surtout présents dans les cellules ALT (Bailey et al., 2004a; Bechter et al., 

2004). Ces échanges pourraient être des réactions accessoires de la recombinaison homologue 

pour allonger les télomères ou bien la conséquence d’une réponse au dommage à l’ADN. 

Dans la cellule, en règle générale c’est le complexe MRN qui agit comme effecteur de la 

recombinaison en réalisant la résection des extrémités des cassures double brin qui sont 

ensuite maturées afin de générer les simples brins nécessaire à la recombinaison (figure 16). 

Ensuite, les protéines RAD52 et RPA se fixent sur les extrémités pour faciliter le recrutement 

de la protéine RAD51 en éliminant les structures secondaires de l’ADN (Baumann and West, 

1997; Golub et al., 1998; Kurumizaka et al., 1999). Une extrémité 3’ de la molécule lésée 

envahit la molécule duplex homologue et s’apparie au brin matrice. La protéine RAD51 peut 

alors se fixer sur les extrémités d’ADN simple brin ainsi générées. Par la suite le processus 

synaptique se met en place : premièrement, la recherche d’homologie entre l’ADN simple 

brin et le duplex, puis, l’appariement des brins et enfin, l’échange de brins qui initie la 

formation de l’hétéroduplex. 

Sous le contrôle de BRCA1 et BRCA2, RAD51 recherche la séquence correspondante sur le 

chromosome homologue pour ensuite envahir l’autre brin. Cette invasion de brins est facilitée 

par la protéine Rad54 (Golub et al., 1997; Mazina and Mazin, 2004). En effet, cette protéine 

forme des enroulements négatifs au niveau du duplex qui facilite l’accès et l’invasion de 

brins. Pour aboutir à un échange de brins complets, l’hétéroduplex formé est étendu. 

L’extension de l’hétéroduplex peut se faire de deux façons, soit la protéine RAD51 continue 

l’échange de brins avec une polarité 5’ vers 3’ par rapport au brin déplacé : l’échange de brins 

est donc unidirectionnel, soit l’extension de l’hétéroduplex est assurée par la migration de la 

jonction de Holiday formée par l’initiation d’échanges de brins (figure 16). 

 

Un télomère fonctionnel requiert la machinerie de reconnaissance des dommages à l’ADN 

pour une réplication efficace des répétitions télomériques, la mise en forme de l’extrémité 

après la réplication et la formation de la coiffe protectrice. Un télomère dysfonctionnel 

requiert cette même machinerie pour être détecté comme tel et pour le préparer à être réparé. 

Les protéines de la machinerie de la RH assurent donc un double rôle aux télomères. Le 
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complexe MRN intervient dans le maintien des télomères à travers la voie de recombinaison 

homologue, il est de plus, requis pour la mise en forme des télomères après la réplication mais 

aussi dans la détection et signalement des cassures double brin. La protéine TRF2 inhiberait 

l’activité MRN en empêchant sa fixation (Dimitrova and de Lange, 2009). Les deux autres 

protéines RAD51 et BRCA2 agissent avec le complexe MRN afin de permettre aussi la 

maintenance des télomères par l’intermédiaire de la voie de la recombinaison homologue.  En 

effet, les travaux chez la souris ont montré que l’absence de l’une de ces deux protéines induit 

le raccourcissement des télomères avec augmentation des signaux télomériques de type MTS 

(Multiple Telomere Signals), qui sont une marque de fragilité associée à la réplication (Badie 

et al., 2010). 

Par contre, la protéine KU déjà mentionnée pour avoir un rôle dans le NHEJ, serait aussi 

responsable de l’inhibition d’évènements de réparation inappropriées aux télomères (Fisher 

and Zakian, 2005; Fisher et al., 2004). La protéine semble être un inhibiteur de la RH aux 

télomères avec l’aide de TRF2 car l’inhibition conjointe de ces protéines augmenterait le 

nombre d’évènements de T-SCE (Celli et al., 2006). 

Une autre possibilité d’intervention d’évènement de la RH est la perte d’expression de TRF2. 

En effet, l’expression d’une protéine mutante de TRF2 dans les cellules induit une perte 

rapide des télomères et la formation de cercles chromosomiques télomériques (Wang et al., 

2004). Ce raccourcissement serait dépendant des protéines XRCC3 et NBS1 impliquées dans 

la RH. Ceci suggère l’importance de TRF2, en plus du reste des shelterin dans la protection 

des télomères contre la recombinaison homologue inappropriée.                       

 

 

 

 

 

 

 

 



49 

 

CHAPITRE 2 : LA PROTEINE INT6 
 

I. Découverte  

 

La découverte du gène int6 remonte aux années 1995, lors de recherches sur l’intégration du 

virus MMTV. Le MMTV (Mouse Mammary Tumor Virus) est un rétrovirus oncogène de la 

souris, induisant la transformation et l’expansion clonale des cellules infectées. L’observation 

des souris infectées a révélé 6 loci d’intégration du virus, nommés int pour site d’intégration: 

int1/wnt1, wnt3, wnt10B, int2/fgf3, fgf4 et int6 (Tekmal and Keshava, 1997). Le virus 

s’intègre dans certains introns du gène int6, générant la synthèse d’ARNm tronqués. Il a été 

montré que les protéines Int6 codées par ces ARNm tronqués sont oncogènes chez la souris 

(Marchetti et al., 1995). 

 

II. Int6/INT6  

 

Le gène int6 humain, dont le produit est aussi connu sous les noms ; EIF3E,  EIF3S6, EIF3-

P48, eIF3-p46, LOC3646 ou moyshoy, PCI.3, est localisé sur le chromosome 8 avec une taille 

de 254kb. Il est conservé au cours de l’évolution, de la levure (chez S. pombe) à l’humain, 

suggérant son importance pour la cellule. 

Le gène code pour une protéine ubiquitaire de 48kDa. Elle possède une localisation aussi bien 

cytoplasmique que nucléaire car elle est pourvue à la fois d’une séquence d’export nucléaire 

NES (« Nuclear Export Sequence ») et d’un signal de localisation nucléaire NLS (« Nuclear 

Localisation Signal »), ce qui est caractéristique des protéines navettes (Guo and Sen, 2000) 

(figure 17). De plus, INT6 contient un domaine particulier, nommé PCI pour Proteasome-

COP9 signalosome (CSN)-Initiation of translation (Hofmann and Bucher, 1998; Lee et al., 

2011), retrouvé dans plusieurs sous unités du protéasome, du signalosome COP9 (constitutive 

photomorphogenesis 9) et du facteur d’initiation de la traduction eIF3. Le domaine PCI existe 

donc dans des sous-unités de complexes intervenant dans : la dégradation de protéines, la 

régulation des E3 ubiquitine ligase de type SCF et la traduction d’ARNm, respectivement.  Si, 

INT6 a été caractérisée comme une sous-unité de eIF3, elle a aussi été montrée qu’elle 

interagissait avec le protéasome 26S et le COP9 signalosome (Hoareau Alves et al., 2002; 

Karniol et al., 1998; Yahalom et al., 2001; Yen and Chang, 2003). Par exemple, INT6 lie la 

protéine Rpt4 qui est l’une des six AAAs qui forment la base de la particule 19S et déploient 
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les protéines pour être dégradé par le protéasome. La perte de ce domaine (PCI) pourrait 

perturber les fonctions d’INT6 car l’intégration du MMTV tronque la protéine INT6 qui perd 

ainsi son domaine. Ceci révèle un rôle probable d’INT6 en tant que protéine régulatrice qui 

coordonne l’activité des trois complexe ; protéasome, CSN et eIF3. 

Chez les mammifères, INT6 est largement exprimée ; un transcrit de 1,6kb est retrouvé dans 

le cerveau, poumon, cœur, foie, rate, pancréas, muscle squelettique, ganglions lymphatiques, 

glandes mammaires et thymus (Desbois et al., 1996). Cependant, l’analyse par Northern blot 

révèle des niveaux d’expression variables. Le plus haut niveau a été retrouvé au pancréas, 

muscles et tissus lymphatiques. 

 

 

Figure 17. Représentation de la protéine INT6 et ses domaines fonctionnels. 

 

III. Fonctions d’INT6 

1. INT6 et tumorigenèse    

 

En ce qui concerne son rôle dans le développement de tumeurs, le sujet reste ouvert (Buttitta 

et al., 2005; Chen et al., 2007; Marchetti et al., 2001; Rasmussen et al., 2001) car il est 

impossible de générer des modèles animaux avec une absence d’expression de la protéine 

(Knock-down). Les essais faits sur la souris et la drosophile se sont révélés létaux pour leurs 

survies (Rencus-Lazar et al., 2008).  

Néanmoins, des pistes de son implication dans le développement tumoral existent. INT6 serait 

un suppresseur de tumeur : la surexpression d’une forme d’INT6 tronquée de sa moitié C-

terminale induit la transformation de lignées cellulaires murines et humaines (Mayeur and 

Hershey, 2002; Rasmussen et al., 2001), la synthèse d’INT6 tronquée par l’insertion du 

MMTV, au niveau des glandes mammaires, induit l’hyperplasie et la formation tumorale 

(Mack et al., 2007). Il y a aussi l’évidence qu’INT6 est impliquée dans la transition des 

cellules épithéliales à mésenchymateuses (EMT), un évènement important au cours de 

l’embryogénèse mais aussi dans la tumorigenèse. En effet, ce changement peut induire des 

métastases, permettant aux cellules d’acquérir des propriétés migratoires. Il a été montré que 
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l’expression d’INT6 dans les cellules épithéliales du sein affecte l’expression de Snail et 

Zeb2, deux régulateurs de l’EMT et de l’apparition de métastases (Gillis and lewis, 2013). De 

plus, une diminution du niveau de l’ARNm int6 est observée dans 27% des carcinomes 

pulmonaires ; cet événement constituant un indice de mauvais pronostic (Buttitta et al., 2005). 

INT6 peut aussi cibler la dégradation du facteur d’hypoxie : Hypoxia  Induced Factor 2 alpha 

(HIF-2α), supprimant alors l’induction de facteurs angiogéniques (Chen et al., 2007, 2010). 

Selon Okamoto, un traitement avec des siRNA INT6 pourrait être une thérapie pour 

promouvoir l’angiogénèse et le recouvrement des artères (Okamoto et al, 2011 ; Miyashita et 

al, 2012).  

Par contre, des études ont rapporté qu’INT6 pouvait être oncogène :  le traitement de cellules 

cérébrales par siRNA INT6 induit l’apoptose des tumeurs gliales et l’inhibition du cycle 

cellulaire entrainant une diminution de la prolifération des glioblastomes (Sesen et al., 2014) 

et la surexpression d’INT6 agirait sur la traduction d’ARNm impliqués dans la croissance 

tumorale ; ARNs impliqués dans l’invasion et l’inhibition d’apoptose tel que l’activateur 

plasminogène type urokinase (PLAU) et le régulateur apoptotic BCL-XL (Grzmil et al., 

2010). Si l’implication d’INT6 dans les cancers reste mal connue, plusieurs observations 

indiquent que l’altération qualitative ou quantitative de cette protéine a des effets 

tumorigènes.  

2. INT6, facteur d’initiation de traduction 

 

En 1997, INT6 a été identifiée comme sous unité « e » du facteur eucaryote d’initiation de 

traduction eIF3 (Asano et al., 1997). Chez les mammifères, eIF3 est considéré comme étant le 

plus grand facteur d’initiation avec une taille avoisinante les 800 kDa. Il est constitué de 13 

protéines chez l’homme, qui sont consécutivement appelées eIF3a-m (Browning et al., 2001; 

Zhou et al., 2008). eIF3 dirige les interactions entre l’ARNm, la sous-unité ribosomale 40S et 

l’initiateur Met-tRNA, pour permettre l’initiation de la traduction. Il fonctionne comme 

plateforme pour les interactions avec d’autres régulateurs eIFs (Hinnebusch, 2006). Chez les 

levures à bourgeonnement, eIF3 comprend un cœur de 5 sous-unités, requis pour la traduction 

générale (Asano et al., 1998; Phan et al., 1998). Chez ce type de levures ne comprend pas la 

protéine eIF3e/INT6, mais a plutôt une autre protéine étroitement ressemblante nommée 

Pci8p (Shalev et al., 2001). Par contre chez la levure s.pombe, eIF3 comprend un homologue 

d’INT6 appelé Yin6. 
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Des travaux effectués chez cette levure avec des mutants de Yin6 afin de caractériser sa 

fonction, montrent une faible diminution du taux des protéines synthétisées et des polysomes 

(Akiyoshi et al., 2001; Bandyopadhyay et al., 2000; Zhou et al., 2005). De plus, chez cet 

organisme, des travaux ont rapporté la présence de deux complexes eIF3 distincts : l’un d’eux 

défini par la sous-unité Csn7Bp/eIF3m qui parait être responsable de la traduction d’une 

majorité d’ARNm, alors que le deuxième complexe comprenant INT6 semble être associé à la 

régulation d’un nombre restreint d’ARNm (Zhou et al., 2005). En ce qui concerne les 

mammifères, INT6 forme probablement une organisation similaire avec les sous-unités a, b, c, 

f et h mais en contraste avec les autres, elle est non essentielle pour la traduction générale. 

Cependant, il a été découvert qu’INT6 était requis pour la dégradation des ARNm avec un 

codon stop prématuré car son extinction inhibe le NMD (Morris et al., 2007). Alors que 

l’inhibition de eIF3l, un facteur eIF3 associé à INT6, n’a aucun effet sur le NMD (Morris-

Desbois et al., 2001). Il a aussi été rapporté qu’INT6 agissait positivement sur des ARNm 

impliqués dans la coagulation, l’endocytose et le rôle de navette et négativement sur des gènes 

contrôlant la division cellulaire et l’adhésion (Grzmil et al., 2010). 

3. INT6 ; un facteur du NMD  

 

En 2007, une étude élaborée dans notre laboratoire a découvert la présence d’une association 

entre INT6, UPF2, UPF1 et CBP80. Ces trois dernières étant des agents importants du 

Nonsense Mediated mRNA Decay (NMD). Ces travaux ont montré qu’INT6 participait à ce 

mécanisme (Morris et al., 2007).  

Le NMD est un mécanisme de contrôle de qualité des ARNm. Il détecte les ARNm présentant 

des codons stop prématurés (PTC) afin d’empêcher l’expression de protéines qui sont 

potentiellement dangereuses pouvant fonctionner d'une manière dominante négative  

(reviewed in Chang et al., 2007; Ishigaki et al., 2001; Mühlemann, 2008) (figure 18). Il a 

d’ailleurs été démontré que l’abolition du facteur NMD UPF1 dans les cellules embryonnaires 

de la souris était létale (Medghalchi et al., 2001). En plus de ce rôle de contrôle de la qualité 

d’ARNm, le NMD participe aussi à la régulation de l’expression de gènes normaux en 

modulant l’expression de plusieurs transcrits physiologiques (Rehwinkel et al., 2005). Ces 

gènes ne contiennent pas de codon stop prématuré mais des séquences déclenchant le NMD, 

par exemple : un intron à l’extrémité 3’UTR, une séquence 3’UTR longue, les ARNm codants 

pour des sélénoprotéines… (Kebaara and Atkin, 2009; Mendell et al., 2004; Sun and Maquat, 

2002). 
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Figure 18. Schéma typique du mécanisme NMD qui cible un ARNm 

 

Les facteurs du NMD sont conservés au cours de l’évolution mais leur action diffère selon les 

espèces. Chez les mammifères, le groupe cœur des facteurs du NMD est constitué des 

protéines UP-frameshift : UPF1, UPF2 et UPF3 (figure 19). Il y a aussi les facteurs essentiels 

à la phosphorylation et déphosphorylation d’UPF1, nommés SMG (Suppressor with 

Morphological effects on Genitalia) : SMG1, SMG5, SMG6, SMG7, SMG8 et SMG9 (Isken 

and Maquat, 2007; Mühlemann and Lykke-Andersen, 2010; Rebbapragada and Lykke-

Andersen, 2009). Un autre complexe clé participant au NMD est le complexe EJC (Exon-

Junction Complex) constitué de l’ARN hélicase eIF4A3, l’hétérodimère Y14-MAGOH qui 

inhibe l’activité ATPase d’eIF4A3 (Ballut et al., 2005; Nielsen et al., 2009), la protéine 

Barentsz (BTZ) (Noble and Song, 2007) qui renforce l’activité hélicase, ainsi que d’autres 

facteurs secondaires (Saulière et al., 2010; Singh et al., 2012; Viegas et al., 2007). La 

distinction par la cellule entre un codon stop normal et un PTC dépend de leurs distances par 

rapport à la queue poly (A) et de la compétition entre UPF1 et PABP (Protéine de liaison à la 

queue poly(A)) à se lier à l’EJC à proximité du ribosome de terminaison (Behm-Ansmant et 

al., 2007). 

Le processus NMD va d’abord cibler un ARNm non seulement avec un PTC mais qui doit 

aussi être relié à une protéine Cap-binding (CBP) sur laquelle vient se fixer UPF1 (Ishigaki et 

al., 2001; Lejeune et al., 2002). Le mécanisme démarre par le ralliement d’UPF3 au complexe 

EJC au niveau du noyau. Durant le tour pionnier de la traduction, il y a formation dans le 

cytoplasme, d’un complexe sur l’ARNm nommé SURF, composé des facteurs SMG1-eRF1-

eRF3-UPF1 (Kashima et al., 2006). eRF1 et eRF3 (Eukaryotic Release Factors) sont 

importants pour l’intervention du ribosome de terminaison dont le NMD est dépendant. Le 

complexe SURF est donc recruté par le ribosome qui est arrêté au niveau du PTC. Ensuite, 

UPF2 relie le complexe SURF (via UPF1) à l’EJC (via UPF3) (Yamashita et al., 2009). Par la 

suite, UPF1 est phosphorylé par SMG1 provoquant la dissociation des deux facteurs eRF1 et 

eRF3 et le recrutement de SMG6 et SMG5-SMG7 (Okada-Katsuhata et al., 2012). SMG5 

entraîne la déphosphorylation d’UPF1 et SMG6 agit comme endonucléase. Ces cycles de 
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phosphorylation et déphosphorylation d’UPF1 régis par les autres facteurs NMD (Hosoda et 

al., 2005; Hwang et al., 2010; Kadlec et al., 2006; Ohnishi et al., 2003), sont nécessaires pour 

faciliter le regroupement des facteurs de dégradation et la répression de la traduction (Cho et 

al., 2009). En effet, comme résultat, le complexe contenant l’EJC, UPF2, UPF3, UPF1 

phosphorylé et SMG1 inhibe la traduction de l’ARNm sensible au NMD et le dégrade par des 

enzymes déadenylases et de décoiffage puis par des enzymes exonucléases 5’-3’ et 3’-5’ 

(Eberle et al., 2009; Mühlemann and Lykke-Andersen, 2010) (figure 19).    

Ce modèle canonique du NMD est simplifié, d’autres voies impliquant des interactions 

protéiques différentes interviendraient (Bühler et al., 2006). Il y aurait par exemple une autre 

voie gérée par UPF1 qui consiste par sa forme phosphorylée à réprimer la traduction en 

interagissant avec eIF3, composant du complexe 43S de pré-initiation, prévenant ainsi 

l’adhésion de la sous-unité ribosomale 60S nécessaire à la traduction (Isken et al., 2008).   
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Figure 19. Le réarrangement protéique durant le mécanisme ‘standard’ du NMD. Immédiatement après l’export 

nucléaire, L’ARNm lié au CBC (CBP20/80) est sujet à un tour pionnier de traduction. Quand un codon stop réside à 50 nt en 

amont de la jonction exon-exon où se lie l’EJC et que le CBC escorte UPF1-SMG1 au complexe eRF3 (constitué de 

l’hétérodimère eRF1-eRF3) à proximité du ribosome de terminaison, le complexe SURF est alors formé (première image, en 

haut). CBC escorte aussi UPF1-SMG1 à l’EJC grâce à UPF2 via UPF3 pour former le complexe DECID (deuxième image). 

Dans cette configuration, SMG1 phosphoryle UPF1 (troisième image). UPF1 phosphorylé a alors plusieurs 

fonctions (quatrième image, en bas) : répression de la traduction, recrutement de SMG6, SMG5-SMG7 qui clivent l’ARN et 

entrainent sa dégradation. (D’après (Popp and Maquat, 2014)).        

                                                                                                                                                             

Ce modèle s’est enrichi avec la découverte de l’implication d’INT6 dans le NMD. Comme 

mentionnée plus haut, INT6 a été révélé dans notre laboratoire pour interagir avec UPF2 

associé à UPF1 (Morris et al., 2007). Son absence inhiberait le NMD, il serait donc important 

pour ce dernier. Ceci est en accord avec la capacité d’INT6 de lier CBP80, plus fort qu’avec 

EIF4e, et ceci le présente comme étant non nécessaire pour la traduction générale mais plutôt 

pour un processus de lecture pré-traductionnelle. Aussi, la composition dynamique du 

complexe eIF3 assoit l’hypothèse d’une fonction dans la traduction pionnière. Une étude faite 

en 1999, montre qu’une mutation au niveau de PRT1 qui est  l’homologue de eIF3b chez la 

levure, induit la stabilisation de l’ARNm Ty 10 (SPT10) codant pour le régulateur 

transcriptionnel HH2F, d’une manière similaire à la déplétion d’UPF1 (Welch and Jacobson, 

1999). Morris & al, ont montré qu’INT6 interagissait avec CBP80 et UPF2 ainsi qu’avec 

eIF4G-1 même quand l’ARN est dégradé. Ces protéines incluent toutes un domaine MIF4G 

(Middle domain of eIF4G). INT6 serait recrutée à l’ARNm chargée d’UPF2 afin de 

promouvoir un cycle pionnier de traduction. INT6 interviendrait alors dans le contrôle-qualité 

des ARNm en plus de la régulation des niveaux de traduction spécifiques à certains ARNs. 

 

En plus d’être un facteur NMD interagissant avec UPF2 et UPF1, INT6 a aussi été découvert 

par criblage double hybride dans notre laboratoire pour interagir avec la protéine Tax du virus 

HTLV-1 (Human T-cell Leukemia Virus type 1) (Desbois et al., 1996). Une banque de cDNA 

de lymphocytes B humains immortalisés transformés par le virus Epstein-Barr a été criblée en 

utilisant Tax comme appât et a permis l’isolation d’INT6. Tax est une protéine qui joue un 

rôle important dans l’induction de la transcription du provirus et dans la stimulation de la 

prolifération de la cellule hôte. Les expériences d’immunoprécipitation ont permis de 

confirmer la forte interaction qui existe entre les deux protéines et a caractérisé la localisation 

du complexe au niveau du cytoplasme (Desbois et al., 1996; Watkins and Norbury, 2004). 

Mais en absence de Tax, INT6 est présent aussi dans le compartiment nucléaire, où il 

colocalise partiellement avec les corps nucléaires PML. Ces corps qu’on retrouve dans 

différents types cellulaires sont des sites d’activation de la transcription, suspectés (en plus 
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d’autres fonctions) de participer à la suppression de la tumorigenèse. De manière intéressante, 

il a été montré une perte d’INT6 au niveau de ces corps PML dans des cellules surexprimant 

Tax. Ainsi Tax serait responsable de la redistribution d’INT6 du compartiment nucléaire vers 

le cytoplasme (Desbois et al., 1996). En plus de ces découvertes, une récente étude publiée au 

sein de notre laboratoire a révélé que par l’interaction de Tax à INT6 et aussi UPF1, ce facteur 

viral inhibait le NMD (Mocquet et al., 2012). Il a aussi été observé que l’expression de Tax 

altérait la morphologie des P-bodies qui sont des corps cytoplasmiques où les facteurs de 

dégradation d’ARN sont concentrés. Tax augmente la présence d’UPF1 sous forme 

phosphorylée dans ces structures alors qu’elle diminue celle d’INT6. En effet, Tax séquestre 

INT6 l’empêchant de se lier à UPF1, inhibant alors le NMD. Tax est donc capable de 

stabiliser des ARN viraux spécifiques en agissant au niveau post-transcriptionnel (Mocquet et 

al., 2012). 

4. INT6 et son rôle dans la traduction des ARNm histones  

 

Un caractère spécifique des ARNm codant les protéines est la queue poly(A) à l’extrémité 3’ 

qui lie différentes protéines comme la protéine de liaison au poly(A) (PABP). Cette protéine 

joue un rôle important dans la traduction en créant des interactions avec des facteurs 

d’initiation tel que eIF4G et circularise des molécules d’ARN (Amrani et al., 2008; Martineau 

et al., 2008). Cependant, il existe une famille d’ARNs cellulaires qui n’ont pas de queue 

poly(A), ceux qui expriment les cinq classes d’histones (H1, H2, H2B, H3 et H4). A la place 

de cette queue, ces ARNs comportent en amont de leur extrémité 3’, une tige-boucle de 16 

nucléotides qui interagit avec la protéine SLBP (Townley-Tilson et al., 2006; Zhao et al., 

2004). En plus du rôle joué par SLBP dans la formation de l’extrémité 3’, SLBP intervient 

aussi dans l’export des ARNm histones (Ghule et al., 2008; Sullivan et al., 2009), ainsi que 

dans leur traduction en interagissant avec les facteurs d’initiation de la traduction eIF4G et 

eIF3 (Gorgoni et al., 2005; Ling et al., 2002). Plus récemment, un criblage double hybride 

avec SLBP comme appât a permis d’identifier une protéine nommée MIF4GD (ou SLIP1 

pour SLBP interacting protein 1). 

Similairement, un criblage avec INT6 comme appât a aussi permis d’identifier MIF4GD. De 

plus, il a été observé qu’INT6 était requise pour l’efficacité de la traduction des ARNm 

histones en phase S (Neusiedler et al., 2012). En effet, l’inhibition d’INT6 par ARN 

interférant révèle un effet similaire à celui observé en cas de suppression de MIF4GD ou de 

SLBP (Cakmakci et al., 2008). Neusiedler et al. suggèrent qu’INT6 interviendrait dans la 
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traduction spécifique des ARN histones par interaction avec SLBP-MIF4GD, d’une manière 

similaire à l’interaction de PABP-PAIP1 avec les facteurs d’initiation (Neusiedler et al, 2012; 

Martineau et al., 2008) (figure 20), permettant ainsi la circularisation (looping) de l’ARN 

accompagné du contact avec eIF4G et eIF3 (Amrani et al., 2008; Martineau et al., 2008) 

nécessaire à la traduction. 

  

UPF1 intervient aussi dans la régulation des histones, plus précisément dans la dégradation 

des ARNm histones en phase G2 qui implique une interaction physique avec la protéine 

SLBP (Kim et al., 2005b; Müller et al., 2007). Les protéines SLBP et CBC nécessaires à la 

traduction de ces ARNm histones, ont été montrées comme interagissant ensemble (Narita et 

al., 2007) (figure 20). Toutes deux ont la capacité de recruter CTIF (Facteur d’initiation de 

traduction dépendante de CBC/eIF4G-like protéine), qui pourrait induire la circularisation des 

RNPm histones nécessaire à la traduction. Lorsqu’un stress réplicatif est généré, on observe 

un remodelage de cette structure, entrainant la dégradation de l’ARNm histone. ATR ou les 

DNA-PK sont activés, et vont hyperphosphoryler UPF1. Ce dernier se fixe sur SLBP, 

entrainant la perte d’interaction entre SLBP et CTIF, ce qui a pour conséquence le 

détachement du complexe CTIF-eIF3 de l’ARNm. L’ARNm histone est ensuite dégradé par 

l’intervention des enzymes TUTases ou bien des protéines PNRC2/SMG5 (Cho et al., 2009; 

Kaygun and Marzluff, 2005) (figure 20). 
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Figure 20. Modèles d’action d’UPF1 et d’INT6 sur les ARNm histones. a. Modèle proposé de l’action d’UPF1 sur le 

remodelage des RNPm histones afin de permettre la dégradation des ARNm histones (d’après(Choe et al., 2014)). b. Modèle 

proposé de l’action d’INT6 sur la traduction des ARNm histones (d’après (Neusiedler et al., 2012).  

 

5. INT6 et la réplication d’ADN  

 

Le même criblage double hybride effectué au sein de notre laboratoire a permis d’identifier 

MCM7 comme partenaire d’INT6. MCM7 est une sous-unité du complexe MCM (MCM2-7), 

importante pour la réplication d’ADN. Le trimère formé des sous unités MCM 4, 6 et 7 est 

doté in vitro d’une activité hélicase, mais l’hétérogène hexamère MCM entier est nécessaire 

chez la levure aussi bien pour l’initiation que pour l’élongation de la réplication (Labib et al., 

2000; Prokhorova and Blow, 2000; You et al., 2002). 

L’initiation de la réplication débute par la formation du complexe de pré-réplication constitué 

de l’association du complexe MCM à la chromatine lors de la phase G1 du cycle cellulaire. 

Cette association est effectuée via les protéines ORC, CDC6 et CDT1, qui agissent de concert 
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pour ouvrir l’anneau formé des six protéines MCM et permettre son chargement au niveau des 

origines de réplication. Les origines de réplication avec l’aide du complexe MCM sont 

programmées pour initier la réplication une fois seulement par cycle cellulaire (Cook et al., 

2004; Gillespie et al., 2001; Yanagi et al., 2002; Tsuyama et al., 2005) et il permettra alors 

d’éviter la sur-réplication ou la non réplication de certaines régions d’ADN. Ensuite, MCM 2 

est phosphorylée ce qui permet le recrutement d’autres protéines nécessaires à l’initiation de 

la réplication. La séparation de la double hélice commence alors et les simples brins sont 

immédiatement recouverts par RPA (Pollok et al., 2003) permettant la progression de la 

fourche. Le complexe MCM et les ADN polymérases s’éloignent progressivement de 

l’origine de réplication (Kanemaki et al., 2003) pour permettre la continuité de la réplication. 

Enfin, les facteurs MCM se dissocient de l’ADN et ne peuvent se réassocier à l’ADN 

qu’après la prochaine division cellulaire.  

Des résultats de co-immunopécipitation des protéines endogènes ont confirmé l’existence 

d’une interaction entre INT6 et le domaine C-terminal de MCM7 (Buchsbaum et al., 2007) et 

ceci malgré qu’INT6 interagisse avec le 26S protéasome (Hoareau Alves et al., 2002) et que 

MCM7 pourrait être ciblé par ce dernier. Au contraire, la surexpression d’INT6 stabilise 

MCM7, en accord avec son rôle de contrôle de stabilité de différentes protéines. Ainsi, le 

traitement siRNA dirigé contre INT6 induit la diminution des niveaux de MCM7. Ces 

observations révèlent donc, qu’en phase S, INT6 se lie à la forme polyubiquitinylée de 

MCM7 la protégeant d’être dégradé par le protéasome (Buchsbaum et al., 2007). Cette 

fonction d’INT6 est semblable à celle de la protéine Rad23, chez la levure. Cette dernière, 

avec ses domaine ubiquitine-like (UbL) et domaine d’association à l’ubiquitine (UBA), peut 

se lier au protéasome et protéger les protéines ubiquitinylées de la dégradation (Hwang et al., 

2005; Raasi and Pickart, 2003). Un autre exemple similaire, est celui de la protéine 

d’adénovirus  E1a, qui interagit avec les sous unités du protéasome 19S : Rpn1, Rpt2 et Rpt6. 

Elle protège p53 de la dégradation en empêchant sa forme polyubiquitinylée d’être ciblé par 

le protéasome (Zhang et al., 2004).  Et comme INT6 interagit avec Rpt4  (Hoareau Alves et 

al., 2002)  Rpn5 (Yen et al., 2003), elle pourrait aussi restreindre la dégradation de MCM7 au 

cours de la réplication d’ADN en inhibant l’activité protéase.  

INT6 a un impact direct sur la réplication d’ADN : Le traitement par siRNA INT6 conduit à 

l’inhibition de la réplication, évaluée par incorporation de thymidine tritié, à l’augmentation 

de RPA et claspin associées à la chromatine et à la diminution de MCM7. Ceci suggère une 

dérégulation de l’activité hélicase du complexe MCM entrainant un stress réplicatif 

(Buchsbaum et al., 2007). 
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De récentes études ont révélé l’interaction physique d’un autre facteur NMD : UPF1 avec 

l’ADN polymérase δ, nécessaire à la réplication et à sa progression durant la phase S, de 

manière NMD indépendante (Azzalin and Lingner, 2006a, 2006b). L’inhibition d’UPF1 par 

shRNA (Short Hairpin RNA) dans des cellules de carcinome du col de l’utérus (HeLa), 

entraine l’arrêt du cycle cellulaire au début de la phase S, avec le blocage de la fourche de 

réplication (Azzalin and Lingner, 2006b). Ce blocage déclenche une réponse aux dommages à 

l’ADN qui est ATR dépendante. Ces résultats indiquent donc l’implication d’UPF1 dans la 

réponse aux dommages à l’ADN durant la phase S. D’ailleurs, l’inhibition d’UPF1 génère 

l’accumulation de foci nucléaires contenant le marqueur des  dommages à l’ADN, l’histone 

H2AX phosphorylée (γ-H2AX) (Azzalin and Lingner, 2006b). Il a été montré une 

accumulation de la forme phosphorylée d’UPF1 associée à la chromatine dans des cellules 

irradiées par rayons gamma (Azzalin and Lingner, 2006b). Cette accumulation d’UPF1 

phosphorylée est inhibée dans des cellules déficientes pour ATR. Ces données suggèrent que 

l’induction de dommage à l’ADN par rayons gamma active ATR, qui a son tour induit la 

phosphorylation d’UPF1 (figure 21). Ce rôle d’UPF1 dans la réplication d’ADN serait 

indépendant du mécanisme NMD car aucune de ces observations ne sont retrouvées avec 

UPF2. 

  

 

Figure 21. Implication des protéines INT6 et UPF1 dans la réplication d’ADN. a. UPF1 s’associe à l’ADN polymérase δ 

essentielle à la  réplication et la réparation, un processus où ATR intervient afin de phosphoryler UPF1 (d’après(Azzalin and 

Lingner, 2006a)). b. INT6 est essentielle à la progression de la fourche de réplication, elle agit pour protéger la protéine 

MCM7 ubiquitinylée de la dégradation. 
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6. INT6 et les dommages à l’ADN  

 

Des travaux menés dans notre laboratoire avaient déjà montré qu’une perte d’INT6 

provoquait des altérations de la mitose en induisant des défauts de ségrégation des 

chromosomes, aboutissant à l’apparition de cellules plurinucléées (Morris and Jalinot, 2005). 

Ces dommages sont d’ailleurs visibles dans des cellules appauvries en INT6 par le niveau 

élevé de la forme phosphorylée de l’histone H2AX. 

INT6 intervient dans la réponse aux dommages à l’ADN, elle est requise pour la survie des 

cellules après une irradiation aux rayons γ. Son inhibition est responsable de la diminution de 

la phosphorylation des kinases CHK1 et CHK2 après un dommage à l’ADN. Elle réduit aussi 

les évènements d’ubiquitynilation générant la rétention des protéines de réparation telle que 

BRCA1. De plus, INT6 interagit avec ATM qui sont tous deux recrutées au niveau de la 

lésion d’ADN (Morris et al., 2012). INT6 aurait donc un rôle protecteur par son action 

conjointe avec ATM et BRCA1.  
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Les données de la littérature présentées dans cette introduction mettent clairement en évidence 

les similarités de fonctions des protéines INT6 et UPF1. Effectivement, elles sont toutes les 

deux des facteurs du NMD, elles sont impliquées dans la réplication de l’ADN, et finalement 

elles ont été montrées comme participantes à la régulation de l’expression des ARNm 

histones. 

 

Par ailleurs, UPF1 est aussi connue pour être impliquée dans des processus nucléaires 

nécessaires à la stabilité du génome, notamment aux télomères. Cette protéine, ainsi que des 

facteurs SMG sont retrouvées associées in vivo, aux télomères (Azzalin et al., 2007). De plus, 

des mutations d’UPF1, UPF2 et UPF3 provoquent le raccourcissement de la taille des 

télomères chez Saccharomyces cerevisiae (Azzalin et al., 2007; Schoeftner and Blasco, 2008). 

L’étude de cellules involuées pour UPF1, SMG6 ou SMG1 a montré une augmentation des 

niveaux de l’ARN telomérique TERRA, sans affecter la stabilité de l’ARN télomèrique. De 

sévères aberrations télomèriques, incluant la perte d’un télomère entier sont aussi observés 

dans les cellules déficientes pour ces facteurs (Azzalin et al., 2007). Par ailleurs, il a été 

montré qu’UPF1 interagissait avec TPP1 et la télomèrase, deux protéines majeures pour la 

stabilité des télomères. L’implication d’UPF1 dans la réplication des télomères a été validée 

par des expériences de CO-FISH, suggérant fortement que le brin direct d’ADN est 

sévèrement atteint en absence d’UPF1 (Chawla et al., 2011). Ces données suggèrent un 

modèle dans lequel UPF1, SMG1 et SMG-6, délocaliseraient l’ARN télomérique TERRA, 

permettant la progression de la fourche de réplication (Azzalin et al., 2007) (figure 22a). 

 

 

Figure 22. Fonctions d’UPF1 et INT6 sur la biologie des télomères. a. UPF1 agirait sur la réplication des télomères et 

inhibe l’hybridation de TERRA sur le brin C afin de permettre la progression de la fourche. B. L’hypothèse d’un potentiel 

fonctionnement d’INT6 sur les télomères, encore non démontré. 
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Dans ce contexte, connaissant l’étroite similarité de fonction entre les protéines INT6 et 

UPF1, il nous a paru opportun d’adresser le rôle d’INT6 dans la biologie des télomères 

(figure 22b). 

 

Mes travaux de thèse ont abordé la question du rôle d’INT6 sur la biologie des télomères par 

une approche systématique d’involution d’INT6 dans des lignées cellulaires. Dans un premier 

temps, mon travail a consisté à analyser l’impact d’INT6 sur les niveaux d’expression de 

l’ARN télomèrique TERRA, ainsi que sur l’apparition des dommages aux télomères. Dans un 

deuxième temps, j’ai essayé d’expliquer les effets observés via un rôle d’INT6 sur la 

réplication des télomères ainsi que sur la régulation de la chromatine télomèrique. 
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Abstract 

The INT6/EIF3E protein encoded by the mammalian integration site 6 (int-6) gene, has been 

implicated in mouse and human breast carcinogenesis. Although, INT6 is a subunit of the 

eIF3 translation initiation factor, it is not essential for bulk translation but for specific mRNAs 

expression as histone mRNA translation. It has also been implicated in DNA replication by 

stabilizing the DNA replication licensing factor MCM7, in DNA Damage Response (DDR) 

and in the Nonsense mRNA Decay (NMD) pathway. Relative to the latter activity, I 

investigated whether INT6 can specifically meddle in telomere homeostasis by acting on 

TERRA transcripts. Deletion of INT6 by RNA interference approach revealed an increase in 

the telomeric RNA TERRA levels which is depending on the chromosome and cellular type. 

Although INT6 is a NMD factor, it doesn’t change TERRA steady-state. DNA-FISH 

experiments showed an increase in Telomere Induced Foci (TIFs) in INT6 depleted cells. 

These aberrations correspond to Telomere Free Ends (TFE) and Multi-Telomeric signals 

(MTS) which implicate INT6 in DDR. By means of Microccocal Nuclease (MNase) mapping 

assay, we found a rapid accumulation of telomeric mono-nucleosomes in INT6-depleted cells, 

suggesting a role in telomeric chromatin structure. These findings evidenced that INT6 is a 

novel key player in telomere stability. 

Keywords: INT6/EIF3E/ Telomere/ TERRA/ TIF/ Chromatin 
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INTRODUCTION 

Int-6 gene was first identified as one of the insertion sites of the mouse mammary tumor virus 

(MMTV) (Marchetti et al., 1995). This provirus integrates into the mouse genome leading to a 

high incidence of mammary tumours (reviewed by Li et al., 2000b; Nusse, 1991). The protein 

INT6, also named EIF3E, of 48-kDa corresponds to a subunit of the eukaryotic translation 

initiation factor 3 (eIF3) (Asano et al., 1997). In contrast to other eIF3 subunits, INT6 is not 

essential for global translation but plays a role of scaffold by its proteasome-COP9 

signalosome-initiation of translation (PCI) domain. Indeed, the PCI domain of INT6 is shared 

by 5 other subunits of eIF3. This domain is also present in 6 subunits of the proteasome 19S 

regulatory particle and the COP9 signalosome (CSN). Interestingly INT6 has been reported to 

interact with these complexes suggesting the implication of INT6 in the regulation of protein 

stability (Hoareau Alves et al., 2002). It was recently confirmed that INT6 is implicated in the 

stabilisation of HIF-2α, an Hypoxia Inducible Factor (Sesen et al., 2014) even if other 

controversial studies demonstrate the contrary (Chen et al., 2007, 2010), which throws blur 

about INT6 function in tumorgenesis. Another example of protein stabilized by INT6 is 

MCM7; a subunit of the DNA replication licensing factor MCM. It was shown in our 

laboratory that INT6 interacts with the polyubiquitinylated form of MCM7 to permit its 

stabilization (Buchsbaum et al., 2007; Grzmil et al., 2010), implicating INT6 in the replication 

process. Additionally, INT6 intervenes in the translation of specific mRNAs as these 

encoding histones (Neusiedler et al., 2012). INT6 is also required for genome stability: it is 

involved in DDR by its recruitment at DSBs and interacts with ATM (Morris et al., 2012). 

Additionally, it was established that INT6 is a member of the nonsense-mediated mRNA 

decay pathway (NMD) (Morris et al., 2007; Mocquet et al, 2012). The NMD is a mechanism 

which prevents translation of mutated mRNA encoding truncated proteins that could exert 

deleterious effects. This activity is correlated with the ability of INT6 to interact with specific 

NMD factors like UPF1 and UPF2 (Morris et al., 2007). Importantly, it was also shown that 

some NMD effectors play roles in telomere stability.  

The telomeres consist of nucleoprotein structures capping the physical ends of linear 

eukaryotic chromosomes. They are essential to assure genome stability by allowing cells to 

distinguish between intrachromosomal DNA double-stranded breaks and natural chromosome 

ends, thereby preventing inappropriate DNA repair events (Palm and de Lange, 2008; Xin et 

al., 2008). The core protein component is referred to as shelterin, and in humans it comprises 

six polypeptides TRF1, TRF2, POT1, TPP1, TIN2 and Rap1. The complex is involved in 
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telomere length regulation and telomere protection (Palm and de Lange, 2008; Xin et al., 

2008). In spite of the heterochromatine state exhibited by telomeres with epigenetic marks as 

H3K9me3, H4K20me 3, HP1 (Benetti et al., 2007a; Blasco, 2007), they are transcribed into a 

long non-coding RNAs named TERRA which preferentially localize at telomeres (Azzalin et 

al., 2007; Schoeftner and Blasco, 2008). It has also been established that this TERRA 

positioning is regulated post-transcriptionally by NMD factors. Indeed, UPF1 (SMG2), 

SMG1 and ESTA1 (SMG6) depletion causes TERRA increases at telomeres (Azzalin and 

Lingner, 2006; Snow et al., 2003). In addition, these factors were revealed to bind telomeres 

in vivo and their depletion induces telomeric aberrations (Azzalin et al., 2007). 

Regarding INT6 which share a common pathway and other similarities with UPF1 (NMD, 

replication, DNA repair), we discovered a potential role of INT6 in telomere maintenance. 

Deletion of this protein increases TERRA RNA levels without affecting their stability. This 

increase is chromosome and cellular type specific. Moreover, INT6 is required to prevent 

telomeric defects and to protect telomeric chromatin conformation. Finally our results have 

provided insight into the function and the importance of INT6 in telomere stability.   

RESULTS 

TERRA accumulates in total RNA fractions upon INT6 depletion: 

Our laboratory had previously described INT6 as a NMD factor, implicated in transcripts 

quality control (Morris et al., 2007). As well, several NMD proteins including UPF1 have 

been shown to be associated to telomeres and their depletion modifies TERRA nuclear 

localization (Azzalin et al., 2007). Therefore, to determine if INT6 also regulates TERRA 

expression, we performed a nuclease S1 mapping to quantify TERRA amounts in U20S and 

HT1080 cells. This method allows to quantify specific RNAs in a mixture of total cellular 

RNA by using a single-stranded DNA probe, here, composed of three repetitions of the 

sequence TTAGGG, followed by a flap (of unrelated sequence) marked on 5’ with a 

fluorescent dye (Figure 1A, lane 1). A dose response analysis of TERRA RNA produced by in 

vitro transcription shows a signal at 18 nucleotides (Figure 1A, lane 2, 3, 4); as expected, it 

attests the technique sensitivity since it even detects 0.1pmol of this in vitro transcribed RNA. 

Then, S1 mapping with the telomeric probe carried on total cellular RNA from U2OS cells, 

generates a signal of 18 nucleotides (Figure 1, lane 6, 7, 8 and 9) which corresponds to the 

one observed with TERRA transcribed in vitro (Figure 1A, lane 10). The quantification of 

TERRA RNA amounts in U2OS total cellular RNA shows a substantial increase of ~4-fold 
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with two different siRNA targeting INT6 (I6.1 and I6.3) as compared with siRNA control 

(Figure 1B, Supplementary Figure S2A). The efficiency of INT6 depletion by the two INT6 

siRNA is indicated by western blot (Supplementary Figure S1). In HT1080 cells, three 

different concentrations of total cellular RNA transfected with siI6.3 and siControl shows also 

an increase in TERRA RNA levels (Figure 2C). Unlike U2OS, The quantification of TERRA 

levels in HT1080 revealed an increase of only ~1.5-fold in INT6-deficient cells 

(Supplementary Figure S2B). These S1 mapping results demonstrated that INT6 silencing 

impacts on total TERRA RNA levels.  

INT6-depletion increases specific TERRA steady-state levels without modifying their 

stability: 

Consistent with S1 mapping analysis, we sought evidence of TERRA levels change upon 

INT6-depletion by quantitative real-time PCR (qRT-PCR) measurements from different 

chromosome arms (Chromosomes 10, 15, Xp and Xq). In U2OS cells treated by siRNA I6.3, 

the quantitative RT-PCR analysis of TERRA expression from individual subtelomeres of the 

chromosomes 15 and Xq, revealed an increase of TERRA expression (p<0.05) but any change 

was not observed for chromosome 10 (Figure 2A). Then, we also performed analogous 

experiments in HT1080 treated cells and, contrary to U2OS cells, a significant increase of 

TERRA levels was observed in the chromosome 10 (p<0.05) (Figure 2B). An increase was 

also observed in chromosome Xp and Xq but the variations were too high between 

experiments. These results are in agreement with S1 mapping data, indicating an increase of 

TERRA RNA levels upon INT6 depletion while the qRT-PCR experiments specifically state 

that this increase is chromosome specific and cellular type phenomenon. 

Therefore, to determine whether INT6 acts on TERRA expression because of its NMD 

function, we analysed TERRA RNA half-life of the chromosome 10. For that, we blocked 

RNA transcription with 100 ug/ml of 5,6-dichloro-1-β-D-ribofuranosylbenzimidazole (DRB) 

and measured by qRT-PCR, at different times, TERRA levels in INT6 depleted conditions. 

GAPDH was included in the analysis for normalization. Quantification did not revealed any 

effect of TERRA stability even in U2OS and HT1080 cells (Figure 2C and 2D). So, the 

increase of TERRA levels shown above could not be explained by a NMD function of INT6. 

INT6 depletion results in telomere DNA damage and chromosomal aberrations: 

It was previously shown that NMD factors inhibition increases TERRA levels and they are 

also involved in genome stability and telomere maintenance. Indeed, UPF1, SMG1 and 



73 

 

SMG6 factors depleted cells increase telomere aberrations as TFEs (Telomere free end) and 

FT (Fragile telomeres, also named MTS) (Chawla et al., 2011). It was also shown that TRF2 

knock-down increases telomere damage and TERRA levels (Caslini et al., 2009). It clearly 

appears that TERRA levels increase after telomere dysfunction. To assess whether loss of 

INT6 is associated to telomere dysfunction, U20S cells depleted for INT6 by siRNA 

transfection (Supplementary Figure S1) were examined by indirect immunofluorescence using 

antibodies against 53BP1 and the protein shelterin TRF1 (Figure 3A). 53BP1 foci are markers 

for DNA DSBs and have been used as an indicator of dysfunctional telomeres (TIF). We 

considered a cell TIF-positive if it contains four or more 53BP1 foci that colocalize with 

TRF1. Quantification of these TIFs showed that 30% of TRF1 foci co-localized with 53BP1 

foci in cells depleted for INT6, as opposed to 7% in control siRNA transfected cells (Figure 

3B). These observations disclose that in the absence of INT6, telomeres are recognized as 

sites of DNA damage. Then, to confirm that these results are not only due to an increase of 

53BP1 foci in INT6 siRNA conditions, a scoring of 53BP1 foci in 600 nuclei was done. It 

showed a mean of 5,4 (SD = 2,1) and 5,6 (SD = 2) 53BP1 foci per nucleus under control and 

INT6 depleted conditions, respectively (Figure 3C). Thus, there was no significant variation 

in 53BP1 foci due to INT6 silencing and TIFs foci are really representative of INT6 

compromised cells.  

To address a role for INT6 in telomere protection, we further asked what is the impact of it 

loss on the formation of chromosomal aberrations. Consistently, we performed a fluorescence 

in situ hybridization (FISH) staining using telomeric PNA probe, on metaphase spreads 

(Figure 3D). The presence of telomere free ends (TFE) and multi-telomeric signals (MTS) 

which are known to result from replication fork stalling and breakage at fragile sites (Durkin 

and Glover, 2007; Sfeir et al., 2009), were scored. In INT6-depleted U20S cells, TFE and 

MTS frequencies are significantly increased, 2,3 and 1,7 fold, respectively, compared to 

control siRNA transfected cells (Figure 3E). These findings indicate the implication of INT6 

in telomere protection.  

In addition, these aberrations could not be explained by a decreasing in telomere length, 

because experiment conditions didn’t allow us to have this information. Indeed, the 

measurement by Southern blot was realised in U2OS and Super-HT1080 cells and only in two 

PD (Population Doubling), because of the toxicity of the INT6 siRNA treatment 

(Supplementary Figure S3). Indeed, it was shown that silencing of INT6 impairs mitosis 
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progression (Morris and Jalinot, 2005) explaining why a long treatment of cells with INT6 

siRNA to visualise telomere length is impossible.  

INT6 depletion results in de-condensed chromatin and in decreased H3K9me3 and 

H4K20me3 at telomeres: 

Considering the role of INT6 in histone expression, we further analyzed whether these 

telomere aberrations might be related to a change in chromatin status. For that, we investigate 

histone density at telomeres by digesting nuclei from U2OS control and INT6-depleted cells 

with microccocal nuclease (MNase). Cell nuclei were treated by this enzyme which 

preferentially cuts between nucleosomes for increasing times. Then, DNA was analysed by 

Southern blot, with a probe corresponding to telomeric repetitions (right panel) and to Alu 

sequences as control (left panel) (Figure 4A). The quantification of radioactivity signal 

corresponding to every mono-nucleosome in single lanes was measured. Then, the ratio of 

Telo probe signal towards Alu probe signal was calculated. The quantification analysis 

indicates a rapid mono-nucleosomes accumulation in siRNA transfected cells as compared 

with the control (Figure 4B). Then, we examined the changes in telomere-associated 

chromatin. Our data suggests that nucleosome organization at human telomeres is affected by 

the absence of INT6, indicating a less compact chromatin. To further explore the role of INT6 

in telomere heterochromatin formation, we used the ChIP assay to determine whether INT6 

depletion changes any known histone modification specific of heterochromatin. We assayed 

TRF2 as ChIP control, histone H3 (H3), histone H4 (H4), H3 trimethyl K9 (H3 K9me3), and 

H4 trimethyl K20 (H4 K20me3) in U2OS cells depleted for INT6 (Figure 4C). ChIP results 

revealed a reduced density of about 5 times for H3K9me3 and 1.5 times for H4K20me3 at 

telomeres, in INT6 deficient cells. However, any such differences were not detected for 

histones H3 and H4 (Figure 4D). The reduction of modified histones is in agreement with the 

telomeric chromatin decondensation uncovered by the MNase assay. These data indicated a 

clear change in chromatin status at telomeres when INT6 was silenced. 

 

DISCUSSION 

Our analyses support a previously unrecognized role of INT6 in telomere end protection. In 

this report, we demonstrated that INT6 depletion is associated with an increase in total 

TERRA expression. Moreover, this regulation is chromosome and cellular type specific 

(Figure 1 and 2). Then, we showed that this result couldn’t be explained by a NMD effect of 

INT6 on TERRA mRNA stability. Similarly, Azzalin et al demonstrated that UPF1, SMG1 
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and SMG6 NMD factors depletion increase TERRA levels without affecting its stability 

(Azzalin et al., 2007). Moreover, they demonstrated that this TERRA accumulation is 

associated with telomeric chromatin. In addition, it was discovered that UPF1 interacts with 

polymerase polδ and telomerase (Azzalin and Lingner, 2006b). All these results suggested 

that UPF1, SMG1 and SMG6 factors participate in displacing TERRA to permit replication 

fork progression. Like UPF1, our data suggest the possibility of INT6 to displace TERRA 

helping replication fork progression. However, TERRA localization in INT6 depleted cells 

remains to be addressed. 

We had next showed that INT6 plays a role in telomere stability. Indeed, INT6 depletion 

induces an increase in the colocalization of 53BP1 with the telomere shelterin TRF1 

indicative of TIFs (Figure 3). Interestingly, similar effects were demonstrated in UPF1 

depleted cells (Azzalin et al., 2007). Consistently, our DNA-FISH analysis performed in 

INT6-depleted cells revealed an increase in telomere aberrations, including multi-telomeric 

signals (MTS) which reflects replication defects. Similar results were observed in UPF1-

depleted cells (Azzalin et al., 2007) and the authors specified that these defects stem 

predominantly from incomplete leading-strand telomere replication (Chawla et al., 2011). In 

this line, INT6 is also implicated in general replication by stabilizing MCM7: a subunit of the 

MCM complex which permits to replication origins to initiate replication only once per cell 

cycle. Indeed, INT6 contributes to the replication process by protecting the 

polyubiquitinylated form of MCM7 from degradation during S phase (Buchsbaum et al., 

2007). This knowledge and our findings in this report clearly suggest the implication of INT6 

in telomere replication. 

TERRA upregulation observed in INT6-depleted cells could be a consequence of telomere 

deprotection. Effectively, it was reported that the increase in TERRA at damaged telomeres is 

p53-dependent (Caslini et al., 2009). Nevertheless, another study shown that p53 does not 

account for TERRA upregulation following telomere deprotection. Moreover, they added that 

depletion of ATM, known to silence transcription near DSBs, does not change TERRA levels 

at both functional and deprotected telomeres (Porro et al., 2014). Our previous data 

demonstrated the capacity of INT6 to stabilize ATM at DSBs and of facilitating its signalling 

upon DNA damage (Morris et al., 2012). This information supports the idea that DDR 

pathways are not responsible of TERRA accumulation. Otherwise, TERRA level regulation 

might be responsible for telomeric damage. This hypothesis is sustained by the discovery that 

TERRA depletion causes telomere damage (Deng et al., 2009). In addition, several studies 
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demonstrated the correlation between TERRA accumulation and telomeric DNA damage 

(Azzalin et al., 2007; Deng et al., 2012a; Porro et al., 2014) under telomere deprotected 

conditions. However, because of technical issues, it is impossible to connect TERRA 

overexpressing with DNA damage induction.  

In this report, we demonstrated that INT6 depletion alters telomeric chromatin. Chromatin 

state and transcription level are related to histones post-translational modification. Moreover, 

DNA and histone synthesis are coupled, and ongoing replication is required to maintain 

chromatin conformation. Thus, chromatin reorganization at dysfunctional telomeres could be 

responsible for TERRA overexpression in INT6-depleted cells. Moreover, INT6 could be 

implicated in the establishment of telomere heterochromatin in relation with telomere 

replication progression. By the way, INT6 could protect telomeric chromatin from DSBs 

and/or TERRA accumulation. This result resembles TRF2 function, which depletion increases 

telomeric damage (Caslini et al., 2009), accumulates TERRA amounts (Porro et al., 2014) and 

unpacked chromatin (Baker et al., 2011). In this line, we observed that INT6 depletion leads 

to a reduction of H3K9me3 and H4K20me3 histone trimethylation marks, characteristic 

modifications of silenced chromatin (Benetti et al., 2007b; García-Cao et al., 2004). It is in 

agreement with the findings that H3K9me3 is enriched at the TTAGGG repeats and more 

telomere-distant regions in U2OS cells (Deng et al., 2012b) and that SIRT6 (silent 

information regulator) increases H3K9me3 for maintaining transcriptional repression at 

telomeres (Arnoult et al., 2012; Tennen et al., 2011).  

Together, these findings highlight a novel role for INT6 in telomere biology. In future studies 

it will be interesting to decipher the exact mechanisms underlying the function of this factor at 

telomeres, thereby, précising the role of INT6 in genome stability and oncogenesis repression.  
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Figure Legends 

Figure 1: INT6 deficiency increases TERRA RNA levels. 

(A) Analyses of TERRA RNA hybridization with (TTAGGG) probe containing a flap and 

marked with fluorescence in 5’. Probe molecules or RNA molecules that do not 

hybridize are removed by S1 nuclease digestion. The hybrid molecules are separated 

on a denaturing polyacrylamide gel followed by fluorescence analysis. The amount of 

the signal at 18 bp is a measure of the steady-state level of TERRA. Lane 5 and 1 

correspond to the single strand probe with or without digestion by S1 nuclease, 

respectively. Lanes 2, 3 and 4 correspond to a range of TERRA RNA amounts 

produced in vitro (0,1-0,05-0,01 pmol). Lanes 6, 7, 8 and 9 correspond to total U2OS 

RNA hybridized cells with the telomeric probe. 

(B) Analyses of total TERRA amounts from U2OS cells treated with siControl, siI6.1 or 

siI6.3 (Lane 1, 2 and 3). siRNA transfections were verified by western blot 

(Supplementary Figure S1). The protected fragments correspond to TERRA RNA and 

the signal intensity of the hybridization was quantified (Supplementary Figure S3A). 

An increasing of TERRA levels is observed in INT6-depleted cells. 

(C) Analyses of three different amounts of total RNA in HT1080 treated with siControl or 

siI6.3. The signals of the lane 1, 2, 3, 4, 5 and 6, corresponding to TERRA RNA 

hybridized with the probe were quantified (Supplementary Figure S3B). An increase 

in the signal is observed, for the three different concentrations. 

Figure 2: INT6 deficiency increases chromosome-specific TERRA RNA 

levels and does not affect its stability. 

(A) qRT-PCR analysis of TERRA expressed from individual 10q, 15q and Xp 

chromosomes in U2OS cells treated with siControl and siI6.3. Bars and error bars are 

averages and s.d from three experiments are shown, asterisk indicates a p-value<0,05 

based on a student’s t-test. 

(B)  qRT-PCR analysis of 10, 15, Xp and Xq subtelomere-specific TERRA transcripts in 

HT1080 cells treated with siI6.3. Averages and s.d from three experiments are 

represented as in A. 
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(C) The half-life of TERRA mRNA of the chromosome 10q was measured in U2OS cells 

treated with siI6.3. The amounts of TERRA mRNA were measured by qRT-PCR at 

each time point after the addition of DRB and normalized to GAPDH mRNA levels. 

Each point corresponds to the mean of data from two independent measurements, and 

error bars indicate standard deviations. Each experiment was done with two replicates.  

P value = 0, 88 (Insignificant).  

(D) Same as in the panel C. The half-life of TERRA mRNA of the chromosome 10q was 

measured in HT1080 cells treated with siI6.3. Each point corresponds to the mean of 

data from three independent measurements, and error bars indicate standard 

deviations. Student’s t-test showed insignificant result.  

Figure 3: Induction of DNA damage signals and telomere aberrations in 

INT6 compromised cells. 

(A)  Representative images of confocal sections of 53BP1 foci (red) and TRF1 (green) in 

nuclei of U2OS cells transfected with siRNA control or siRNA targeting INT6. The 

merge and DAPI counterstained images are shown in the right panels and in enlarged 

panels. White arrowheads indicate collocation between 53BP1 and TRF1. Scale bar 10 

µM. 

(B) Quantification of the induction of TIFs by siRNA shown in (A). Cells with four or 

more 53BP1 foci colocalising with TRF2 were scored as TIF positive. Bars and error 

bars are averages and s.d from three independent TIF assays (>100 cells were scored 

for each transfection). An induction of TIF-positive cells is observed in siI6 

transfected cells (Student’s t-test, P < 0.0003). 

(C) Quantification of 53BP1 foci shown in siRNA control and siI6.3. Bars and error bars 

are averages and s.d from three independent TIF assays (600 nuclei were scored). 

Student t-test doesn’t reveal any statistical change. 

(D) Examples of telomeric DNA-FISH performed on chromosomes from U2OS cells 

transfected with siI6.3 or siControl. Telomeric sequences are in green and DAPI-

stained chromosomes in red. Yellow and white arrows point to telomere-free ends 

(TFEs) and to multi-telomeric signals (MTS), respectively. Enlarged chromosomes in 

the right are from siI6.3 transfected cells. 

(E) Quantifications of TFE and MTS in metaphase spread of U2OS cells transfected with 

the indicated siRNA. Frequencies are expressed as numbers of TFE and MTS per 
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chromosome. Bars and error bars are averages and s.d from two independent 

experiments and n>800 indicate the cumulative number of scored chromosomes. 

Statistical significance was assessed with Student’s t-test (P < 0,0001).   

Figure 4: INT6 deficiency alters chromatin status. 

(A) Digestion of chromatin from U2OS cells treated with siControl or SiI6.3 with 

micrococcal nuclease for increasing times. MNase digests were separated on 1.2% 

agarose gel and detected by hybridization with a telomeric probe (right panel) or an 

Alu probe (left panel). Lanes 19, 18 are negative and positive control for Telo probe 

hybridization, respectively. Lane 14 to 17 correspond to nuclei of siControl treated 

cells digested for 0,5-1,5-2,5 and 4,5 min. Lanes 10 to 13 represent nuclei of siI6.3 

treated cells digested for the same times. In the left panel, analysis of digested DNA 

was done with Alu probe. The lane 1 is a positive control of Alu probe hybridization.  

(B) Ratio of the mono-nucleosome signal to the overall hybridization signal of the 

telomeric probe with respect to the Alu probe. Bars and error bars are averages and 

s.d, respectively, of two independent experiments. Asterisks indicate p<0,01 and 

p<0,05 for the two first bars. The two last bars do not show any statistical change.  

(C) DNA ChIP assay was performed in U2OS cells transfected with siControl or siINT6. 

Telomere repeat DNA was detected by dot blotting and hybridization with telomeric 

probe. Antibodies specific for TRF2, H3, H4, H3K9me3, H4K20me3, or control IgG 

were used for ChIP assays. 

(D) Quantification of DNA ChIP assay represented by (A). ChIP DNA signals were 

normalized to input DNA signal and occupancies of H3K9me3 and H4K20me3 are 

relative to that of H3 and H4 at telomeres in INT6-deficient cells.  

 

Supplementary data 

Figure S1: Western-blot analysis of extracts of U2OS and HT1080 cells transfected with 

siRNA control, siI6.1 or siI6.3 and assayed with anti‐INT6 or anti‐actin at 3 days 

post‐transfection. For each western-blot, correspondence with the article figures is indicated. 

 

Figure S2: (A) Quantification of signal intensity of the S1 assay shown in Figure 1B for 

U2OS treated with siControl, siI6.1 and siI6.3. (B) Quantification of signal intensity shown in 
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Figure 1C, in HT1080 cells treated with siControl, siI6.1 and siI6.3, for three different total 

RNA amounts conditions. 

 

Figure S3: Telomere length is not changed in INT6-compromised cells. 

(A) Telomere restriction fragment analysis (TRF) of superHT1080 and U2OS cells 

expressing siControl or siI6.3, with positive control (PBS TTAGGG). Genomic DNA 

was purified; equal amounts were digested by RsaI and HinfI restriction enzymes, and 

then separated on the same gel before to be transferred on a membrane. (T2AG3)n 
32

P 

labelled probe was used. Numbers on the left show the size corresponding to ladder (in 

kb). 

(B) Quantification of the DNA bands on the Southern-blot shown in (A), for U2OS cells. 

Bars and error bars are averages and s.d from five independent experiments, student’s 

t-test revealed non-significant results.  
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Figure 1 
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Figure 2 
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Figure 3 
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Figure 4 
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Materials and methods 

 

Cell culture and transfection 

Human osteosarcoma U2OS cells, HT1080 and superHT1080 fibrosarcoma cells were 

cultured in high-glucose DMEM supplemented with 10% Fetal Calf Serum (Invitrogen) and 

penicillin-streptomycin at 37°. FCS was reduced to 5% and antibiotics were omitted for 

siRNA transfection which was performed using INTERFERin (Polyplus transfections) as 

described by the manufacturer. Cells were then collected 72 h after transfection. One portion 

of cells was used as a source of RNA, whereas the other was used as a source of protein. 

siRNA I6.1 and I6.3 have been described previously (Morris and Jalinot, 2005; Morris et al., 

2007). 

 

Antibodies                     

Primary antibodies were: Rabbit monoclonal to INT6 C-20, mouse monoclonal to TRF1 

(ABCAM-ab 10579), rabbit polyclonal to 53BP1 (Novus Biologicals – NB 100-305). 

Secondary antibodies were: donkey polyclonal anti mouse ALEXA 488 (A21202), donkey 

polyclonal anti rabbit ALEXA 555 (A31572), from Cell Signalling Technology. 

 

Immunofluorescence and confocal microscopy     

Cells grown on coverslips were fixed by MeOH at 20°C, or by 4% paraformaldehyde at RT, 

10 to 15min. After air dry, cells were incubated for 1h in blocking solution (0.8x PBS, 50 mM 

NaCl, 0.5% Triton X-100, 3% milk) followed by 1h of incubation at 37°C with the first 

antibody. Primary antibodies were prepared in blocking solution as following dilutions: 

monoclonal anti‐53BP1 (1:300), and mouse polyclonal TRF1 (1:300). Cells were further 

washed three times with 0.8xPBS, 50mM NaCl, 0.1% Triton X-100. The secondary antibody 

conjugated with Alexa Fluor 488 or Alexa Fluor 555 (Invitrogen), prepared on blocking 

solution, was then incubated for 1 h in the dark, and the cells were further washed three times 

with 0.8xPBS, 50 mM NaCl, 0.1% Triton X-100 and once with PBS 1X. Finally, cells were 

mounted in Vectashield DAPI (1.5 μg/mL; Vector Laboratories). Slides were observed with 

Confocal Spectral Leica SP5.  
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Metaphase preparation 

Approximately 24h after cells were seeded, colcemid (60 ng/ml final concentration; 

KaryoMAX, INVITROGEN) was added to the medium for 30 min. Cells were harvested and 

resuspended in 30 ml of 75 mM KCl for 15 min. at 37°C. 100ml fixative (methanol:acetic 

acid, 3:1) was added and supernatant was removed after centrifugation. Cells were 

resuspended in fixative by vortexing and left overnight at 4°C. Then cells were centrifuged 

and an aliquot was spread on cleaned slides. After drying overnight at room temperature, 

slides were stored at 20°C until use. 

 

Fluorescence In Situ Hybridization (FISH) on metaphase chromosomes 

The cells spread on slides were permeabilised in Triton X-100 buffer (20 mM Tris-HCl pH 

8.0, 50 mM NaCl, 3 mM MgCl2, 0.5% Triton X-100 and 300 mM sucrose) at room 

temperature (RT) for 5 min, followed by 15 min fixation in 3% paraformaldehyde and 2% 

sucrose, then again permeabilized in Triton X-100 buffer at RT for 10 min. Cells were 

blocked in 2% BSA in PBS overnight at 4°C. Then followed IF steps mentionned above. 

After final washes, slides were fixed for 2 min at RT in 4% paraformaldehyde, followed by 

dehydration through an ethanol series (50%, 75% and 100%, 5 min. each). Fluorochrome-

coupled PNA probe (AATCCC) was then applied to the slides (0.3 ng PNA probe/ml, 

dissolved in 70% formamide, 10 mM Tris pH 7.2, 1% Blocking Reagent (ROCHE 

BIOCHEMICALS) first denaturing at 80°C for 3 min, then hybridization for 2h at RT. 

Washes were the following: 2x15 min at RT in 70% formamide, 10 mM Tris pH 7.2, 3x5 min 

in 50 mM Tris pH 7.5, 150 mM NaCl, 0.05% Tween-20. Finally, slides were counterstained 

with DAPI, mounted in VECTASHIELD (VECTOR LABORATORIES). IF images were 

acquired using the AxioImager. Colocalization was evaluated either by visual inspection of 

signal overlap on merged images and by using the Colocalization Highlighter plug-in of 

ImageJ software (National Institutes of Health). 

 

Nuclease S1 assay using fluorescence oligonucleotide probe 

Total RNAs were extracted using the Nucleic Acid and Protein Purification Kit (Macherey-

Nagel), then, hybridized with telomere probe (TTACCC)3 in hybridization buffer (1M NaCl, 

10 mM EDTA, 380 mM HEPES pH 7.0) and 25% Triton X-100 at 55°C, over-night. The next 

day, digestion by 20 units of S1 nuclease (Invitrogen) is applied in 0.33M NaCl, 66 mM 

NaOAc pH 4.6, 2.2 mM ZnSO4, 0.01% Triton X-100, for 60 min at 37°C. The reaction is 

then stopped by 2.5 M NaOAc, 40 mM EDTA, 3 μg tRNA. RNA samples were precipitated 
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by ethanol, dried in speedvac, resuspended in formamide Blue dye, then, separated in a 14% 

acrylamide-urea gel (1:19) (~4h at 14mA). Fluorescent images were acquired using the 

Odyssey LI-COR scanner. 

 

Real-time quantitative RT-PCR 

Total RNAs were extracted using Trizol reagent (Invitrogen) according to the manufacturer’s 

instructions. Then, reverse transcribed with telomere-specific primers [(CCCTAA)5] (5’-

CCCTAACCCTAACCCTAACCCTAACCCTAA-3’) at 55°C using SuperScript III reverse 

transcriptase (Invitrogen). For Syber Green reactions, four different TERRA transcripts 

generated from four distinct chromosome ends (10q, 15q, XpYp, and XqYq), were analyzed 

using specific oligonucleotides listed below. TERRA levels were normalized against 

glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) mRNA signals. Real-time PCR 

analysis was performed using Power SYBR green PCR master mix (Applied Biosystems). 

The LightCycler apparatus (Roche) is used according to the cycling conditions: denaturation 

for 10 min at 95°C, followed by 45 cycles of 95°C for 10 s, 60°C for 60 s and 72°C for 10 s. 

To check that the primers used for amplification are giving a specific PCR product, melting 

curve analysis was always performed. 

Similarly, for the analysis of the chromosome 10 TERRA half-life, total RNA was extracted 

by Trizol reagent (Invitrogen). One-step qRT-PCR (QuantiTect SYBR green qRT-PCR kit) 

was further performed by using appropriate primers with normalization with respect to 

glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (GAPDH) mRNA. 

Primers used: 

Primer Chr 10q Forward 5’-GAATCCTGCGCACCGAGAT-3’ 

Primer Chr 10q Reverse 5’-CTGCACTTGAACCCTGCAATAC-3’ 

Primer Chr 15q Forward 5’-CAGCGAGATTCTCCCAAGCTAAG-3’ 

Primer Chr 15q Reverse 5’-AACCCTAACCACATGAGCAACG-3’ 

Primer Chr Xp/Yp Forward 5’-GCAAAGAGTGAAAGAACGAAGCTT-3’ 

Primer Chr Xp/Yp Reverse 5’-CCCTCTGAAAGTGGACCAATCA-3’ 

Primer Chr Xq/Yq Forward 5’-GGAAAGCAAAAGCCCCTCTGAATG-3’ 

Primer Chr Xq/Yq Reverse 5’-ACCCTCACCCTCACCCTAAGC-3’ 

 

MNase pattern assay                          

Telomeric nucleosome patterns were analysed by micrococcal nuclease (MNase) digestion. 

Briefly, cells from a 10 cm diameter petri dish, treated with siControl or siI6.3, were washed 

three times in PBS and resuspended in 100 µl of NIB buffer (15 mM Tris pH 7.5, 25 mM 

KCl, 10 mM NaCl, 1 mM MgCl2, 1 mM CaCl2, 250 mM sucrose, 0.5 mM DTT). Cells were 
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lysed by 3 cycles of freeze thaw in liquid nitrogen. 10 µl of cell extract were mixed with 90 µl 

of NIB supplemented with micrococcal nuclease (NEB) to give a final concentration of 5 

u/µl. Digestions were carried out at 37°C for the indicated increasing amounts of time and 

reaction was stopped by addition of 25 mM EGTA. DNA was prepared by phenol/chloroform 

extraction and 10-15 % of the preparation runs through a 1.2 % agarose gel in TBE 0.5 x 

buffer. Then, transferred to nylon membrane (Hybond N, Amersham International, 

Buckinghamshire, UK) and hybridized with 
32

P‐labelled (TTACCC)4 probe or 
32

P‐labelled 

Alu probe. Filters were scanned by Fuji FLA5100 phosphoimager (Fujifilm) and images 

analyzed with imagequant software. 

 

ChIP assays 

Cells growing at 80% confluence were crosslinked by the addition of formaldehyde to a final 

concentration of 1% for 10 min at room temperature and gentle agitation. The reaction was 

stopped by adding glycine pH 7-7,5 (0.25 M final concentration) and incubated 5 min at room 

temperature, with gentle agitation. Cells were washed with cold PBS 1X and store at -80°C 

until usage. Cells pellet were resuspended in Lysis Working Buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 

150 mM KCl, 5 mM EDTA, 1% NP40, 0.1% SDS, 0.5% Sodium Deoxycholate and 1X 

Protease Inhibitor Roche). Then, the chromatin was sonicated (0.5/0.5 time, High) for 40 min. 

RIPA Buffer Working solution (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM KCl and 1% NP40) was 

added. Protein G/A Dynabeads (Novex, 10004D/10002D) were incubated with the chromatin 

for 1 hr at 4°C to pre-clear. The pre-cleared chromatin was incubated overnight at 4°C with 

the primary antibodies (rabbit polyclonal anti-histone H4, UPSTATE 07-108; mouse 

monoclonal anti-histone H3, Active Motif 39763; rabbit polyclonal anti-H3K9me3, Active 

Motif 39765; rabbit polyclonal anti-H4K20me3, Active Motif 39180; Rabbit polyclonal 

antibody to TRF2, Abcam 13579 and murine serum IgG, Sigma 18765). Immune complexes 

were collected on Protein G/A dynabeads for 2h at 4°C. Following washes with RIPA Wash 

Buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 150 mM KCl, 1% NP40, 0.25% Sodium Deoxycholate), the 

immune complex was resuspended in (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 5 mM EDTA, 10 mM DTT, 

1% SDS). Crosslinking was reversed by incubation at 65°C, overnight. The resulting DNA 

was purified by treatment with RNase A, proteinase K, phenol-chloroform extraction, and 

ethanol precipitation and was resuspended in water. Then, DNA was spotted into a 

nitrocellulose membrane (Hybond N+, Amersham Biosciences) which was crosslinked at 0.12 

Joules for slot blot hybridization  at 55°C by using TTAGGG probe sequence labelled with 



92 

 

γ‐[32
P]ATP. Membrane was washed once with SSC 2X at 55°C, developed with a Fuji 

FLA5100 and quantified with ImageQuant 8.1 software.  

Southern blot 

Genomic DNAs are extracted with the DNeasy Blood and Tissue Kit (Qiagen). 8 μg of 

genomic DNA were digested with relevant restriction enzymes (HinfI/RsaI) and separated by 

gel electrophoresis on 1% agarose gel/0.5X TBE at 6v/cm, over-night. After verification of 

the quality of the separation by UV, the gel was denatured, depurinated and neutralized inside 

the following solutions: 0.25 M HCl, 0.5 M NaOH/1M NaCl, and 1 M NH4 acetate. Then by 

capillarity (20× SSC), the DNA was blotted into a nitrocellulose membrane (Hybond N+, 

Amersham Biosciences) and crosslinked by UV (254 nm and 0.12 Joule). The membranes 

was neutralized  with 250 mM pH 7.2 phosphate buffer at 50 °C, prehybridized  one hour at 

50 °C (6× SSC, 0.5× SDS, 1% milk) and hybridized O.N. at 50 °C (6× SSC, 0,1× SDS, 1% 

milk) with radioactive telomeric probes, (T2AG3)n, labelled by random priming with γ-

dATP
32

. The membrane was exposed to a phosphorimager screen, scanned by Fuji FLA5100, 

and telomere length was analyzed using Multigauge software (Fuji). The probe (T2AG3)n used 

was a fragment of 700 nucleotides from PBS plasmid (restriction sites: BamH1/EcoR1). 
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INT6 est importante pour la stabilité du génome, et spécialement 

aux télomères  

Une étude réalisée dans notre laboratoire avait révélé la présence d’INT6 au niveau des 

chromosomes, dans la zone médiane du fuseau mitotique (Morris and Jalinot, 2005). Dans 

cette étude, ils démontrent que l’involution d’INT6 cause des défauts significatifs de la mitose 

tels que des aberrations du fuseau ainsi qu’une mauvaise ségrégation des chromosomes. Cet 

effet corrèle avec une inhibition de l’activité cyclin B-Cdk1 en l’absence d’INT6, dû à une 

inhibition prolongée de la phosphorylation de Cdk1. D’autres études réalisées sur 

l’homologue d’INT6 chez les levures s.pombe, Yin6, avait aussi révélé l’importance de ce 

dernier dans la ségrégation des chromosomes. En effet, les cellules nulles pour Yin6 montrent 

une ségrégation incorrecte des chromosomes, due à la dégradation de securin/Cut2 via le 

protéasome (Yen et al., 2003). Une seconde étude de la même équipe suggère qu’Yin6 

jouerait un rôle, entre autres, dans le contrôle de la ségrégation des chromosomes via son 

interaction avec Cdc48 et Moe1 (Otero et al., 2010; Yen and Chang, 2000). 

INT6 est indispensable au maintien du génome, elle interviendrait au cours de la réplication. 

L’inhibition d’INT6 ralentit la réplication. Une étude élaborée au sein de notre équipe avait 

révélée l’implication d’INT6 dans la protection du facteur d’initiation de réplication MCM7 

(Buchsbaum et al., 2007). MCM7 est une hélicase réplicative du complexe MCM2-7 (Mini-

Chromosome Maintenance complexe MCM2-7) nécessaire au déroulement de la double 

hélice afin de permettre la progression de la fourche de réplication. INT6 stabiliserait la forme 

polyubiquitinylée de MCM7 durant la phase S. Une autre étude réalisée au sein de notre 

laboratoire avait mis en évidence l’intervention d’INT6 dans la réponse aux dommages à 

l’ADN. En effet, elle interagit avec ATM qui sont tous deux recrutées au niveau de la lésion 

d’ADN (Morris et al., 2012).  

1. INT6 et intégrité des télomères 

Les résultats décrits dans ce rapport viennent confirmer l’implication d’INT6 dans la stabilité 

du génome et lui spécifie un nouveau périmètre d’intervention au niveau des télomères. En 

effet, l’absence de cette protéine induit des dommages au niveau de ces extrémités 

chromosomiques essentielles à la viabilité des cellules. Les types d’aberrations générées dans 

ces conditions sont des pertes des extrémités de télomères ainsi que des duplications de 

signaux télomériques. La perte d’extrémités chromosomiques peut être dramatique pour la 
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cellule car cela favorise des fusions responsables de réactivation de protéines. La protéine 

hybride BCR-ABL issue d’un remaniement chromosomique est un exemple de protéine qui 

active des enzymes contrôlant le cycle cellulaire et qui par conséquence accélère la division et 

la prolifération cellulaire responsables de tumorigénèse (Reviewed in (Bailey and Murnane, 

2006)). Alors que la duplication des signaux est signe de stress réplicatif (McNees et al., 

2010; Sfeir et al., 2009). L’ensemble de ces données suggère un rôle d’INT6 dans la 

réplication spécifique aux télomères. 

De manière intéressante, les facteurs du NMD UPF1, SMG1 et SMG6 ont eux aussi été 

montré comme étant impliqués dans la régulation de la réplication spécifique aux télomères. 

En effet, la diminution de ces protéines induit des dommages aux télomères (Azzalin et al., 

2007). De plus, UPF1 est trouvé associé à la chromatine préférentiellement en phase S 

(Azzalin and Lingner, 2006b). Sa déplétion par shRNA dans les cellules HeLa génère un arrêt 

du cycle cellulaire en phase S, des cassures de chromosomes et chromatides ainsi que 

l’accumulation du marqueur de dommage à l’ADN γ-H2AX au niveau des télomères (Azzalin 

and Lingner, 2006b). Une autre étude précise qu’UPF1 est localisée au niveau des télomères 

pendant la phase S, de manière ATR dépendante. ATR est une kinase essentielle pour la 

stabilisation de la fourche de réplication dans les régions difficiles à répliquer telles que les 

télomères (Brown and Baltimore, 2003; McNees et al., 2010). Il a ensuite été précisé que 

l’absence d’UPF1 générait principalement une réplication incomplète du brin direct des 

télomères (Chawla et al., 2011). Dans notre contexte, des résultats préliminaires ont révélé un 

défaut d‘incorporation du BrdU aux télomères en absence d’INT6, appuyant de plus, un rôle 

probable d’INT6 dans la réplication spécifique des télomères. 

2. Localisation d’INT6 aux télomères 

Les cellules ALT, dont les U2OS, exhibent des corps nucléaires PML (Promyelocytic 

Leukaemia), aussi nommés APBs (ALT-associated PML-NBs). Ce sont des structures 

nucléaires, liées à la chromatine, contenant plus de 100 protéines, qui régulent différents 

processus tel que la réparation d’ADN, la maintenance de la stabilité génomique et la réponse 

antivirale. Bien que les rôles physiologiques des PML soient toujours à l’étude, il semblerait 

qu’ils jouent un rôle suppresseur de tumeur (Salomoni and Pandolfi, 2002; Trotman et al., 

2006). Dans les cellules ALT, les APB contiennent des protéines de recombinaison et 

réparation d’ADN tel que BLM (Bloom syndrome protein), RAD50, RAD51 et RPA, qui 

colocalisent avec l’ADN télomérique et les protéines shelterin TRF1 et TRF2. Les APB 
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participeraient au maintien de la longueur des télomères et la recombinaison dans les ALT 

(Chung et al., 2012; Jiang et al., 2005; Potts and Yu, 2007). La protéine INT6 est connue pour 

colocaliser avec les PML. En effet, une étude réalisée dans notre laboratoire a révélé la 

présence d’INT6 au PML. INT6 serait délocalisée de ce compartiment par l’oncoprotéine Tax 

du HTLV-1 (Human T-cell Leukemia Virus Type 1) (Desbois et al., 1996). Au niveau des 

cellules ALT, INT6 pourrait donc se localiser au niveau des PML, comme il a été montré pour 

un autre facteur du complexe eIF3 : eIF3K (Salsman et al., 2013). En se localisant au niveau 

des PML, INT6 pourrait ainsi se trouver aux télomères. Il est donc nécessaire d’étudier la 

localisation d’INT6, pour savoir si elle colocalise aux télomères, ce qui nous aiderait à 

comprendre les mécanismes d’action d’INT6 sur la stabilité des télomères. Des résultats 

préliminaires de co-immunoprécipitation d’INT6 et de TRF2 n’ont pas réussi pour l’instant à 

montrer d’interaction entre ces deux protéines (données non fournies). 

INT6 et la régulation de l’ARN aux télomères 

Bien qu’INT6 soit une sous-unité du complexe d’initiation de traduction eIF3, elle n’est pour 

autant pas indispensable pour la traduction générale (Bandyopadhyay et al., 2000; Zhou et al., 

2005). Par contre, il a clairement été montré que l’inhibition d’INT6 stabilisait des ARNm 

contenants des PTCs (Morris et al., 2007). Par ailleurs, INT6 a été découvert pour interagir 

avec le facteur NMD, UPF2 (Morris et al., 2007). De plus, il a été mis en évidence qu’INT6 

agissait en complexe avec le facteur NMD : UPF1 et eIF3 (Mocquet et al., 2012; Flury et al, 

2014). Une étude a révélé que lorsqu’un ARN contient un PTC, UPF1 est phosphorylée puis 

interagit avec eIF3 afin d’inhiber la traduction, entrainant la dégradation de l’ARNm (Isken et 

al., 2008; Lejeune et al., 2003). Par ailleurs, il a été montré qu’INT6 est retrouvée au niveau 

des P-bodies, riches en facteurs du NMD tel que UPF1 (Mocquet et al., 2012). En s’appuyant 

sur les données de la littérature démontrant l’implication des facteurs du NMD UPF1, SMG1 

et SMG6 dans la biologie des télomères, nous avons alors émis l’hypothèse qu’INT6 pouvait 

être elle aussi impliquée dans l’homéostasie télomèrique via une action sur l’ARN. De façon 

intéressante, l’étude d’Azzalin et al. a permis de révéler que les télomères était 

transcriptionnellement actifs. Ils ont mis en évidence une augmentation des niveaux 

d’expression de l’ARN télomèrique TERRA en absence des protéines UPF1, SMG1 et 

SMG6, localisés par RNA-FISH aux télomères (Azzalin et al., 2007). Dans notre contexte, 

nous avons aussi mis en évidence une augmentation d’expression de TERRA en absence 

d’INT6. L’involution d’INT6 n’ayant pas révélé de variation sur la stabilité de l’ARN 
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TERRA, l’augmentation de ce dernier semble donc être indépendante d’un effet du NMD. Ce 

résultat corrèle avec la découverte de l’implication d’UPF1, SMG1 et SMG6 dans la biologie 

des télomères de manière indépendante de leur rôle dans le NMD. En effet, l’augmentation 

d’expression de TERRA observée en absence de ces facteurs n’est pas due à une modification 

de la stabilité de cet ARN (Azzaline t al, 2007). De plus, à l’inverse d’UPF1, la déplétion 

d’UPF2, un autre facteur NMD, ne perturbe aucunement la progression du cycle cellulaire, et 

n’induit pas de dommage aux télomères (Azzalin and Lingner, 2006b). Nos observations 

suggèrent qu’INT6 interviendrait aussi autrement qu’à travers la déstabilisation de TERRA 

afin de maintenir l’homéostasie des télomères.  

De plus, notre étude a précisé que l’accumulation de TERRA différait d’un chromosome à un 

autre, et d’un type cellulaire à un autre. Ceci est en conformité avec la bibliographie de la 

régulation de l’expression de TERRA. Celle-ci est dépendante de promoteurs spécifiques à 

chaque extrémité chromosomique, de la structure des régions subtélomériques ainsi que la 

nature des cellules étudiées. En effet, l’expression de TERRA varie en fonction du mécanisme 

de maintien des cellules : soit en fonction de la télomèrase, soit par le mécanisme ALT 

(Feuerhahn et al., 2010; Porro et al., 2014).  

On pourrait se demander si l’augmentation des niveaux de TERRA observée en absence 

d’INT6 pouvait être une conséquence des dommages aux télomères. En effet, une étude de 

2009 montre l’augmentation de l’expression de TERRA lors de l’involution de la sheltrein 

TRF2. Ils observent la perte de l’augmentation de TERRA en l’absence de TRF2 et le 

knockdown simultané de  p53, suggérant que l’augmentation de TERRA était la conséquence 

de l’activation de la voie de réparation de l’ADN (Caslini et al., 2009). Cependant, en 2014, 

une autre étude parvient à un résultat contradictoire. Dans le contexte d’inhibition de TRF2, 

ils observent l’augmentation de l’expression de TERRA même en absence de p53 ou bien 

d’ATM, suggérant que la voie de réparation des dommages à l’ADN ne joue pas de rôle dans 

la régulation de l’expression de TERRA (Porro et al., 2014). ATM est une kinase majeure 

dans la réponse aux dommages à l’ADN, et est connue pour induire l’inhibition de la 

transcription au niveau des sites de dommage. Dans notre contexte, il a été montré dans notre 

laboratoire qu’INT6 est nécessaire pour la stabilisation d’ATM au niveau des sites de cassures 

double brin (Morris et al., 2012). On peut donc penser qu’en absence d’INT6, ATM est moins 

bien recrutée au niveau des sites de dommages aux télomères. Ces données laissent à penser 

que la voie de réparation des dommages à l’ADN aux télomères n’est pas responsable de 

l’augmentation de l’expression de TERRA, comme l’ont démontré Porro et al. Il reste 
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cependant possible que le défaut de réparation soit responsable de ces niveaux de TERRA en 

agissant à travers d’autres protéines. En effet Azzalin et al, avaient démontré que l’absence 

d’UPF1 réprime ATR qui est responsable de l’accumulation de TERRA (Azzalin et al., 2007). 

A l’inverse, on peut se demander si la modification des niveaux d’expression de TERRA 

pourrait avoir un rôle sur l’induction des dommages aux télomères. Il a été montré que 

l’inhibition de l’expression de TERRA par siRNA induit l’apparition des marqueurs de 

dommage aux télomères (Deng et al., 2009). De plus, plusieurs études ont montré une 

corrélation entre l’augmentation des niveaux de TERRA et l’accumulation de dommages aux 

télomères (Azzalin et al, 2007 ; Porro et al., 2014). Cependant nous ne pouvons pas savoir si 

l’augmentation de TERRA est la cause de l’apparition de dommage aux télomères. Dans notre 

contexte, nous ne pouvons pas non plus répondre à cette question. Pour adresser l’effet direct 

de l’augmentation de l’expression de TERRA sur l’induction de dommage à l’ADN, il 

faudrait pouvoir surexprimer TERRA. Il serait intéressant d’utiliser le mécanisme des tiTel 

qui permet d’induire l’expression d’un télomère défini afin de surexprimer l’ARN TERRA 

spécifique à un chromosome et déterminer son impact sur la cellule.  

INT6 et la longueur des télomères 

On peut penser que la longueur des télomères pourrait être un des mécanismes de régulation 

de l’expression de TERRA. Une étude récente a mis en évidence un mécanisme de 

rétrocontrôle de la longueur des télomères sur l’expression de TERRA. En effet, ce travail 

montre une corrélation positive entre la longueur des télomères et l’enrichissement 

d’H3K9me3 et HP1 au niveau des télomères, entrainant la répression de l’expression de 

TERRA (Arnoult et al., 2012). Dans notre cas, il serait très intéressant de connaître l’effet de 

l’involution d’INT6 sur la longueur des télomères. Les résultats que j’ai obtenus par 

Southern-blot ne nous permettent pas de conclure. En effet, ces résultats laissent à penser 

qu’il n’y aurait pas de modification de la longueur des télomères lors de l’involution d’INT6. 

Cependant, le traitement des cellules par siRNA INT6 ne nous permet pas de laisser les 

cellules en culture pendant de nombreux passages, ce qui est habituellement fait lorsque l’on 

veut voir un effet sur la taille des télomères. Pour l’instant, nous ne pouvons ni affirmer ou 

infirmer l’implication d’INT6 sur la régulation de la taille des télomères. 
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Rôle possible d’INT6 au niveau de la réplication des télomères  

Les résultats décrits ci-dessus ainsi que les études publiées à ce sujet, nous laissent à penser, 

qu’INT6 pourrait jouer un rôle dans la réplication des télomères. Il a précédemment été révélé 

que l’absence d’UPF1, SMG1 et SMG6 générait des défauts réplicatifs sous forme de MTS au 

niveau des télomères ainsi que l’augmentation des niveaux de TERRA (Azzalin et al., 2007). 

De plus, UPF1 est connue pour interagir physiquement avec la polymérase processive du brin 

indirect d’ADN : polδ et la télomérase (Azzalin and Lingner, 2006b; Carastro et al., 2002), 

suggérant un rôle d’UPF1 dans la réplication des télomères. Ces données suggèrent qu’UPF1, 

SMG1 et SMG6 interviendraient en phase S au niveau des télomères, déplaceraient l’ARN 

TERRA, permettant ainsi la progression de la fourche de réplication. Pour ce qui nous 

concerne, INT6 a déjà été impliquée dans la réplication générale, via son rôle sur la 

stabilisation du facteur réplicatif MCM7. Ces données ainsi que mes résultats qui décrivent 

des défauts de nature réplicative et une dérégulation des niveaux de TERRA, supposent 

qu’INT6, comme UPF1, pourrait jouer un rôle dans la délocalisation de TERRA ainsi que la 

réplication spécifique des télomères. Il serait donc important de regarder la localisation de 

TERRA lors de l’involution d’INT6. Il serait aussi intéressant de savoir si INT6 est localisée 

au niveau des télomères lors de la phase de réplication de l’ADN, et si son involution retarde 

la réplication de l’ADN télomèrique.  

De plus, il semblait intéressant de regarder la structure chromatinienne car il est maintenant 

bien établi que l’état de compaction de la chromatine joue un rôle sur le contrôle de la 

réplication, de la transcription ainsi que la réparation des dommages à l’ADN (Zane et al, 

2014). 

 

1. INT6 et structure chromatinienne aux télomères 

La composition de la chromatine en histones est l’un des paramètres importants pour la 

progression de la fourche de réplication. En effet, l’expression des histones dites 

conventionnelles est couplée à la réplication d’ADN. Via le contrôle de l’accès à l’ADN, la 

chromatine permet la régulation du processus réplicatif (Budhavarapu et al, 2013). Une étude 

réalisée dans notre laboratoire a mis en évidence la nécessité de la protéine INT6 pour la 

traduction des ARNm histones, via son interaction avec les facteurs MIF4GD (SLIP1) et 

SLBP. L’involution de l’une de ces trois protéines est responsable d’une diminution de 

l’expression des histones H3/H2B/H2A et H4 (Neusiedler et al., 2012). Pour cette raison, il 
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semble intéressant de voir la composition en histones aux télomères en absence d’INT6. Le 

résultat obtenu en ChIP ne nous a pas permis de voir de différence de quantité des histones H3 

et H4 en absence d’INT6 mais ceci pourrait être lié à une quantité limitante d’anticorps. 

Cependant, les expériences de digestion microccocale avec la nucléase en absence d’INT6 ont 

révélé une structure ouverte de la chromatine indicatrice d’un défaut de synthèse des histones 

(Kerzendorfer et al, 2012) aux télomères. Une faible densité des histones aux télomères 

pourrait être confirmée par l’immuno-précipitation de TRF2 à partir d’ADN crosslinké suivi 

d’un western blot afin de déterminer la composition en histones. Cette expérience permettra 

de révéler l’impact d’INT6 sur la composition en histones au niveau des télomères. 

 

2. INT6 et les modifications épigénétiques aux télomères 

Les modifications épigénétiques sont aussi impliquées dans les processus majeurs pour la 

cellule, ainsi que lors du vieillissement ou la transformation tumorale. Pour cette raison, nous 

avons posé la question du rôle d’INT6 sur la régulation épigénétique aux télomères. Mes 

résultats montrent une diminution d’H3K9me3 et d’H4K20me3, lors de l’involution d’INT6, 

montrant son implication dans l’établissement de l’hétérochromatine aux télomères. De 

manière intéressante, l’absence de TRF2 est aussi associée à une décondensation de la 

chromatine aux télomères (Caslini et al., 2009). Ces résultats suggèrent qu’en absence d’INT6 

ou de TRF2, on observe une décondensation de la chromatine, qui serait alors plus sensible 

aux cassures de l’ADN, ce qui pourrait expliquer l’augmentation de dommages aux télomères 

dans ces deux conditions. Nos expériences de digestion microccocales et ChIP ont été 

réalisées sur la lignée U2OS. Ces cellules sont issues d’ostéosarcome, dont l’une des 

principales caractéristiques est le maintien de la longueur des télomères par le phénomène 

ALT. Il a été montré que les cellules ALT exhibent une chromatine décondensée au niveau 

des télomères, qui est associée à une augmentation des niveaux d’expression de TERRA en 

comparaison à des lignées télomèrase positives (Episkopou et al., 2014). Il a notamment été 

montré que cette lignée présente une diminution d’H3K9me3 et HP1, des marqueurs de 

chromatine condensée (Arnoult et al., 2012). Ces résultats laissent à penser qu’INT6 pourrait 

jouer le rôle de régulateur de l’hétérochromatine dans les cellules ALT, régulant ainsi la 

progression de la fourche de réplication ainsi que l’expression de TERRA. 
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Conclusions finales 

Nos découvertes ouvrent de nouvelles perspectives sur les différentes fonctions d’INT6. Cette 

étude a permis d’identifier INT6 comme acteur important dans la biologie des télomères. Les 

études futures permettront d’établir plus précisément les champs d’activités d’INT6 aux 

télomères et voir si elles sont indépendantes ou reliées, directe ou indirecte. 

 

Figure 23. Différentes possibilités d’action d’INT6 aux télomères. 

En présence d’INT6, la chromatine aux télomères est compacte et exhibent des marques de méthylation. INT6 

interagit avec MCM7 et délocalise TERRA afin de permettre la progression de la fourche de réplication (Figure 

du haut). 

En absence d’INT6, MCM7 est déstabilisée et la chromatine est ouverte permettant la transcription de TERRA 

qui inhibent la réplication aux télomères (Figure du bas). 
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