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I. Avant	propos	et	remerciements 
 

En y incluant les études universitaires qui sont pour moi toujours sources 
d’inspirations, j’ai depuis maintenant 17 ans la chance de remplir mes journées et mon esprit 
de belles histoires qui oscillent entre la réalité et la fiction (Cela peut sembler provocateur 
d’intégrer la notion de fiction dans le domaine de la recherche, mais en sciences 
fondamentales, les hypothèses envisagées ne sont que rarement exactes). Evidemment, cette 
soif d’imaginer et de comprendre s’enracine dans mes souvenirs d’enfance. Si j’ai pu assouvir 
cette soif, c’est grâce à mes parents qui ont créé les conditions et indirectement ancrés cette 
volonté me permettant d’envisager cette carrière rêvée. 
  

Le parcours de chacun est le résultat de dizaines/centaines de rencontres et 
d’interactions qui ont influé sur nos choix. Evidemment, certaines rencontres sont plus 
importantes que d’autres et peuvent créer des virages à 90 degrés. Parmi de nombreux 
exemples : à 20 ans j’étais parti pour une carrière dans l’agroalimentaire, en usine… puis 
après 3 mois et à quelques heures de signer un contrat stable, une discussion entre amis me 
fait reprendre mes études avec quelques jours de retard. Ou encore ce cours du professeur 
André Rode à Paris VI qui sera un déclic et se terminera par un stage à l’IBP avec Caroline 
Hartmann et Fabienne Corre-Menguy. La suite est dans le CV. 
 

Evidemment, je tiens à remercier Julio Saez-Vasquez, mon mentor de thèse, qui m’a 
fait grandir dans ce milieu de la recherche, et qui a aussi été là pour me tenir la porte d’entrée 
du CNRS. J’ai également une pensée particulière pour Craig Pikaard et Edouard Bertrand qui 
m’ont accordé leur confiance et m’ont prodigué leurs conseils précieux pendant mes post-
docs. 
 

En ce qui concerne ce manuscrit, il me faut remercier Sylvie Lahmy qui a largement 
contribué au fait qu’il ne soit pas rempli de fautes d’orthographes. Merci aussi à Jacinthe 
Azévedo-Favory pour sa relecture. 
 

Merci aux rapporteurs et examinateurs d’avoir accepté de prendre de leur temps pour 
juger ce rapport et mon parcours. 
 

Puisqu’il serait trop long d’expliquer le pourquoi de chacun des remerciements, voici 
juste une liste qui peut paraître anonyme mais qui pour moi ne l’est pas. 
  

Merci à Nico, Mehdi, Ed, Richard, Thierry, Dom, Sylvie, Natacha, Mahmoud, 
Christophe G, David, Manuel, Michel, Anne R, Todd, Andrzej, Jeremy, Tom, Chinnu, Ross, 
Olga, Pedro, Yannick, Wei, Céline, Eugénia, Marie-Cécile, Bérengère, Jonathan, Adrien, 
Houda, Marie, Nath D, Charlotte, Ariadna, Marie-Christine, Anne dB, Pascale, Sophie B, 
Christophe B, Christophe R, Jean-Phillipe, Jean-Marc, Olivier, Claire, Myriam F, Odile, Jean-
rené, Elizabeth, Julie, Sophie L, Cécile, Jean-Jacques, Viviane, Michèle, Christel, Eric, Nath 
P, Valérie, Jérémy, Véro, Laetitia, Aline, Frédy, Célia, Jiri, Véronika, Scott, Sylvette, Attila, 
Javier, Myriam BC, Mathieu, Antoine et ceux que je ne cite pas… MERCI pour votre aide 
technique, théorique, pratique ou scientifique… Merci pour votre patience, votre écoute et 
votre confiance, et merci pour votre bonne humeur. 
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A mes trois anges Anne, Lise et Elia… 
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III. Introduction		
	

A. Structure et fonctions du nucléole 
 

1. Le nucléole et la biogenèse des ribosomes 
 

Le nucléole est le compartiment du noyau le plus proéminent. Dès le XVIIIième, les 
premières observations au microscope optique de cellules ont permis d’identifier les noyaux 
comme des « corps oviformes, ayant une tâche dans son milieu » (Fontana 1781). Cette tâche 
correspond au nucléole, observé donc pour la première fois il y a près d’un quart de 
millénaire… 

L’appellation « nucléole » (ou plutôt « nucleolus ») a quant à elle été introduite par 
Valentin en 1936. Evidemment, l’ensemble des travaux conduits à cette époque se 
contentaient de décrire ces corps, sans pour autant établir un lien avec une quelconque 
fonction. Un des premiers à observer un lien entre la taille des nucléoles et la « vitalité » des 
cellules n’est autre que Sigmund Freud, en 1881, alors qu’il termine ses études universitaires 
et s’apprête à développer une nouvelle discipline : la psychanalyse. 

Le lien entre le nucléole et la biogenèse des ribosomes a été établi par d’autres 
scientifiques de renom. En 1931, le cytogénéticien Heitz décrit la présence d’une constriction 
secondaire sur certains chromosomes, différente du centromère, que Barbara McClintock 
corrèle avec le nucléole chez le maïs (Heitz 1931; McClintock 1934). Ainsi, c’est Barbara 
McClintock qui désigna ces constrictions secondaires sous le terme « NOR » pour 
« Nucleolus Organizer Region », sans pour autant connaître le contenu de cette région 
génomique. Le lien direct entre les NORs, la biogenèse des ribosomes et le nucléole a été 
clairement établi dans les années 60-70 (BROWN and GURDON 1964; RITOSSA and 
SPIEGELMAN 1965; Warner and Soeiro 1967). Plusieurs milliers de publications ont décrit 
depuis, de manière assez précise, les différentes étapes de la biogenèse des ribosomes, qui 
commence par la transcription des gènes d’ARN ribosomiques (ANRr) par l’ARN 
polymerase I et finit par l’assemblage final des sous-unités ribosomiques 40S et 60S dans le 
cytoplasme. Entre les deux se déroule un nombre important d’évènements de clivages 
d’ARNr précurseurs, de modifications post-transcriptionnelles des ARNr, de modifications 
post-traductionnelles des protéines ribosomiques et d’assemblages. Les grandes étapes de ce 
processus sont décrites dans la Figure 1. Toutes ces étapes sont cruciales pour permettre de 
synthétiser des ribosomes fonctionnels et se déroulent dans un ordre précis mais pas 
nécessairement l’une après l’autre. Par exemple, des étapes d’assemblage, de clivage ou 
même de transcription peuvent avoir lieu simultanément (Granneman and Baserga 2005; 
Saez-Vasquez et al. 2004). 
 

2. L’ultrastructure du nucléole reflète les étapes de biogenèse des 
ribosomes 

 
Dès les premières études de la structure des nucléoles réalisées par microscopie 

électronique, l’existence de 3 compartiments majeurs a été mise à jour (Figure 2 (Derenzini et 
al. 1990; Risueno and Medina 1986)): 

 -     Le centre fibrillaire (FC) 
- Le composé fibrillaire dense (DFC) 
- Le composé Granulaire (GC) 



Figure 1: Etapes majeures de maturation et clivage des pré-ARNr 45S	
Après transcription du pré-ARNr 45S au sein du nucléole par l’ARN pol I, les ARNr méthylés et 
pseudouridylés via des snoRNP guidés par des snoARN de type C/D pour la méthylation et de 
type H/ACA pour la pseudouridylation. En parallèle des étapes de clivage endo et 
exonucléotidiques sont réalisées grâce à l’intervention de plusieurs facteurs. Pendant la 
réalisation de ces étapes, les protéines ribosomiques s’associent peu à peu.	



	 10	

Chez la levure, la distinction entre le FC et le DFC n’est pas toujours évidente et on 
parle parfois de composés fibrillaires pour désigner l’ensemble. Chez de nombreuses espèces, 
essentiellement végétales, la présence d’un quatrième composant de très faible densité nommé 
« cavité nucléolaire » (ou vacuole) peut également être observé (Figure 2A-B).  
 Ces trois compartiments sont organisés de manière concentrique non seulement au 
niveau structural, mais aussi au niveau fonctionnel (Figure 2D). Ainsi, l’ARN polymérase I 
transcrit les gènes d’ARNr entre la périphérie du FC et dans la zone interne du DFC (Falkan; 
Shaw and Jordan 1995; Thiry and Lafontaine 2005; Raska et al. 2006). Les évènements de 
maturation précoce ont pour leur part lieu dans le DFC et incluent de nombreuses 
modifications post-transcriptionnelles comme des évènements de clivages endo- et exo-
nucléotidiques, de repliements, d’assemblages ou de modifications chimiques comme la 
méthylation ou la pseudouridylation (revue dans (Watkins and Bohnsack 2012)). D’autres 
évènements de clivages et d’assemblages plus tardifs ont lieu dans le GC où les structures 
granuleuses pourraient être dûes à l’accumulation de sous-unités pré-ribosomiques 
(Mosgoeller). 

Le rôle de la cavité nucléolaire, souvent présente dans des cellules de racines 
possédant un large nucléole, reste assez mystérieux. Cette cavité nucléolaire est composée de 
nombreuses protéines également présentes dans le nucléoplasme, sans qu’un lien puisse pour 
autant être établi entre leur fonction et leur localisation intra-nucléolaire. Il est possible que 
certains facteurs y soient stockés avant d’être relargués dans le nucléoplasme si besoin. Cette 
hypothèse est renforcée par le fait qu’une connexion entre le cytoplasme et la cavité 
nucléolaire a déjà pu être observée par microscopie électronique (Deltour and de Barsy 1985). 
Bien que le nucléoplasme et la cavité nucléolaire présentent une densité similaire, l’ADN 
génomique reste exclu dans cette dernière, démontrant ainsi que cette structure n’est pas la 
conséquence d’une formation en anneau du nucléole.  
  

3. Dynamique de la structure et biogenèse du nucléole 
 

Il est important de noter que le nucléole n’est pas délimité par une membrane et qu’il 
baigne directement dans le nucléoplasme. Sa densité et sa composition différente du 
nucléoplasme le fait apparaître pourtant comme une structure à part entière et facilement 
identifiable même sans marquage préalable des cellules. En outre, cette forte densité permet 
son isolement du reste du noyau par sonication sans affecter son intégrité, comme si une 
séparation physique permettait de « protéger » son contenu. Cette densité  procure au nucléole 
des caractéristiques spécifiques vis à vis du nucléoplasme, leur permettant de se comporter 
comme deux phases non miscibles (Brangwynne et al. 2011).  
 

La structure du nucléole est très dynamique et reflète  son activité liée à la biogenèse 
des ribosomes. Par exemple, en cas de production faible ou importante de ribosomes, la part 
des structures FC, DFC et GC peut considérablement évoluer. Ainsi, les cellules 
lymphocytaires inactives possèdent un nucléole composé d’un grand FC entouré d’un DFC 
fin et d’un GC. Après activation des lymphocytes, la demande en ribosomes s’accroit 
rapidement et la structure du nucléole évolue en conséquence: le GC se réduit de manière 
importante (recrutement des pré-ribosomes contenus?), le FC se réduit et se divise alors que le 
DFC devient le composé dominant du nucléole avec le GC. En parallèle, la taille du nucléole 
augmente. Si la stimulation des lymphocytes s’arrête, le nucléole reprend une organisation de 
type peu active (Wachtler et al. 1980, 1990; Hozak et al. 1989). Cet exemple démontre que la 
structure du nucléole est dépendante de l’activité de biogenèse des ribosomes. D’ailleurs, lors 
de la division cellulaire, cette relation de dépendance est évidente puisque la transcription des 



Figure 2 : Structure du nucléole	
A-C. Photos prises au microscope électronique d’un nucléole de plante (oignon) non vacuolisé 
(A) ou vacuolisé (B), et d’un nucléole de cellule humaine (C). D. Schéma adapté de (De Carcer 
and Medina, 1999) représentant la structure et l’organisation fonctionnelle du nucléole chez la 
plupart des Eucaryotes. Structurellement, le centre fibrillaire (FC) est entouré du centre fibrillaire 
dense (DFC) qui est lui-même enveloppé par le centre granulaire (GC). Les 4 aires délimitées de 
1 À 4 représentent les 4 zones fonctionnelles de cette organisation concentrique.	

B	

A	

C	

D. Organisation con fonctionnelle concentrique du nucléole	



Figure 3 : Formation du nucléole	
Schéma adapté de (Falahati et al., 2016) montrant les étapes de formation des nucléoles (A).  La 
transcription des gènes d’ARNr précède la formation des nucléoles (B), d’abord en « pre-
nucleolar bodies » (PNBs – C), puis en nucléoles matures (D). Dans ce cas, des ARN non-codants 
permettent de stabiliser la structure dense du nucléole. L’arrivée de ces ARN non-codants lors de 
la biogenèse des nucléoles n’est pas connue. En cas d’absence de gènes de transcription ou de 
gènes d’ARNr (E), la formation des nucléoles par l’agrégation des facteurs nucléolaires est 
limitée, (F) pour ne former au final que des agrégats très concentrés en protéines nucléolaires (G). 
Nous ne savons pas si ces agrégats contiennent les ARN non-codants structurants.	

A	

A	

E	

B	 C	 D	

F	
G	
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gènes d’ARNr se met en pause lors de la mitose (revue dans (Hernandez-Verdun 2011)). Le 
nucléole devient quasiment indétectable en prométaphase. Dès la sortie de mitose, l’activité 
transcriptionnelle de l’ARN polymérase I reprend, créant la formation de corps pré-
nucléolaires où s’accumulent des facteurs impliqués dans la maturation des pré-ARNr (Ochs 
et al. 1983, 1985). Ces données montrent que les nucléoles se forment autour des gènes 
d’ARNr activement transcrits par l’ARN polymérase I. 

 
Plus récemment, une série de travaux élégants ont permis de mettre en lumière 

l’importance des séquences et de la transcription. Pour cela, l’équipe de Brian McStay a 
réalisé l’insertion de 2 Mb de séquences intergéniques (IGS) d’ARNr issus du xénope dans le 
génome humain, créant ainsi des pseudo-NORs. Même s’ils ne possèdent pas véritablement 
de gènes d’ARNr, ces pseudo-NORs sont capables in vivo de recruter au sein de structures 
ressemblant au FC, l’ARN pol I, Upstream Binding Factor (UBF) et plusieurs autres facteurs 
impliqués dans la maturation précoce des gènes d’ARNr (Mais et al. 2005; Prieto and McStay 
2007). Ces données suggèrent que la transcription n’est pas nécessaire pour recruter des 
facteurs impliqués lors de la formation du nucléole. Dans une autre expérience, en rendant ces 
pseudo-NORs actifs par l’addition, entre les régions IGS du xénope, de gènes d’ARNr issus 
de la souris, les pseudo-NORs se transforment en NORs activement transcrits, capables de 
former un nucléole synthétique (Grob et al. 2014). 

Même en absence de gènes d’ARNr, de nombreuses protéines impliquées dans la 
biogenèse des ribosomes s’organisent en agrégats au sein du noyau (Figure 3 ; (Falahati et al. 
2016)). Ces agrégats rappellent les « pré-nucleolar bodies » (PNBs) qui se forment dès la 
sortie de mitose (Hernandez-Verdun et al. 2002). Cependant, ces agrégats sont moins denses 
et plus nombreux que des nucléoles fonctionnels. Leur formation est également plus tardive, 
ce qui démontre que l’association des protéines impliquées dans la biogenèse des ribosomes 
reste grandement facilitée par la transcription des gènes d’ARNr (Falahati et al. 2016).  

D’autres travaux récents ont permis de prouver l’importance d’ARN non codants 
indépendants des gènes d’ARNr pour obtenir et maintenir des nucléoles très denses et d’assez 
grandes tailles (Figure 3). Au sein de cellules humaines, c’est l’ARN Alu qui semble jouer ce 
rôle structurant, via son interaction avec la Nucléoline (Caudron-Herger et al. 2015). Cet 
ARN non codant étant spécifique des primates, les auteurs de cette étude ont réussi à 
démontrer que l’ARN non codant B1 assumait ce rôle structurant chez la souris. Dans ces 
deux cas, les ARN non codants possèdent plusieurs structures tige-boucles organisées en deux 
bras pour l’ARN Alu, et un seul bras pour B1. L’origine de ces ARN, qui appartiennent à la 
famille des SINE, provient de l’évolution d’élements répandus chez les eucaryotes, l’ARN 
7SL et les ARNt. Ainsi, la question reste ouverte sur la possibilité que d’autres ARN non 
codants dérivant par exemple d’ARNt ou 7SL ARN jouent un rôle équivalent chez d’autres 
eucaryotes. 

 

4. Les autres fonctions du nucléole : 
 
 Nous  venons de voir que la formation du nucléole est la conséquence de la biogenèse 
des ribosomes et que sa structure et son organisation sont intimement liées à cette fonction. 
Cependant, de nombreux exemples ont montré l'importance du nucléole comme une structure 
subnucléaire multifonctionnelle, intervenant lors de la régulation de la croissance cellulaire ou 
lors de la réponse aux stress. Le nucléole intervient ainsi lors du viellissement cellulaire, de la 
biogenèse du spliceosome, la dégradation de certains ARN ou encore la réponse au stress.  
 
 à Le nucléole, les télomères et le vieillissement cellulaire: 
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 Le raccourcissement des télomères est un des marqueurs du vieillissement cellulaire 
(Austriaco and Guarente 1997; Johnson et al. 1998). La contribution du nucléole à ce 
phénomène a notamment été montré dans les cellules humaines. Ainsi le composant ARN de 
la télomérase et cette dernière, impliqués dans la biologie des télomères, circulent toutes deux 
dans le nucléole en début de phase S du cycle cellulaire avant d’entamer la réplication des 
télomères (Tomlinson et al. 2006; Lee et al. 2014). Chez Arabidopsis thaliana, les télomères 
sont eux aussi regroupés au niveau du nucléole (Fransz et al. 2002; Armstrong et al. 2001). 
Une analyse de la localisation des télomères dans d’autres espèces de plantes serait nécessaire 
pour savoir s’il s’agit là d’une spécificité des cellules de plantes ou non. Toutefois, il est 
important de noter que la télomérase est également nucléolaire chez A. thaliana, tout comme 
la protéine TRB1 (Telomere Repeat Binding 1) qui interagit directement avec la télomérase 
dont la localisation est essentiellement nucléolaire (Zachova et al. 2013; Schrumpfova et al. 
2014). Cette association nucléolaire n’est toutefois pas retrouvée chez de nombreux 
eucaryotes. 
  
 à Le nucléole et la biogenèse du spliceosome: 
 
 Le spliceosome est le complexe snRNP intervenant dans l’épissage des ARNm 
(Sanford and Caceres 2004). Il est notamment composé des snRNA U1, U2, U4, U5 et U6 qui 
doivent tous subir des modifications post-transcriptionnelles de 2’-O-méthylation et de 
pseudouridylation au sein du nucléole pour être fonctionnelles (Gu et al. 1996; Ganot et al. 
1999).  
 Par ailleurs, le complexe d’épissage nommé EJC (Exon Junction Complex) 
s’accumule dans le nucléole (Pendle et al. 2005). Il est probable que cette localisation 
permette l’assemblage correct de l’EJC ou bien qu’elle participe à sa régulation fonctionnelle.  
 
 à Le nucléole et la dégradation des ARN 
 

Chez les eucaryotes et les archées, l’exosome constitue l’activité endonucléase 
majeure en 3’ – 5’, et ce pour une variété d’ARN incluant les ARNr, les sn(o) ARN, les ARN 
non codants et des ARNm (Houseley and Tollervey 2009; Tomecki and Dziembowski 2010). 
La composition de l’exosome et de ses cibles varient selon la localisation subcellulaire qui 
peut être cytoplasmique, nucléaire ou nucléolaire (Schneider and Tollervey 2013). Par 
exemple, il existe 3 protéines de type Rrp6  chez A. thaliana, possédant une localisation soit 
cytoplasmique (Rrp6L3), soit nucléoplasmique (Rrp6L1) soit nucléolaire (Rrp6L2) (Lange et 
al. 2008). Un exosome spécifique du nucléole existe donc bien et intervient lors de la 
dégradation de pré-ARNr (Lange et al. 2008; Sikorski et al. 2015). Chez la levure, dans des 
souches Δrrp6 ou Δmtr4, des ARN polyadénylés s’accumulent dans le nucléole (Carneiro et 
al. 2007). La question est de savoir si seuls les ARNr ou des ARN impliqués dans la 
biogenèse des ribosomes sont dégradés dans le nucléole ou si celui-ci est le lieu de 
dégradation d’autres types d’ARN (Lange et al. 2014). Une partie de la réponse est donnée 
par le séquençage des ARN nucléolaires, qui a permis non seulement d’identifier des ARNm, 
mais aussi de montrer qu’une partie d’entre eux étaient aberrants (Kim et al. 2009). 

 
 à Le nucléole : senseur de stress (et d’éléments chimiques ?) 
  
 Plusieurs travaux ont pu montrer qu’en cas de stress, thermique par exemple, la 
structure des ribosomes, la structure et la composition des nucléoles étaient perturbées dans 
les cellules de mammifères. Une cascade de signalisation est alors déclenchée en réponse à ce 



A.  Membrane nucléaire interne	

B.  Proximité d’un pore nucléaire	

C.  Interactions intra et inter 
chromosomiques	

D.  Nucleolus 	

A. Organisation nucléaire	

B. Interconnexion des LADs et des NADs dans les cellules humaines	

Figure 4: Distribution de la chromatine au sein de la cellule	
A. Schéma tiré de (Van Steensel and Dekker, 2010) décrivant les différents types majeurs 
d’interactions ayant une influence sur la distribution de la chromatine au sein du noyau. B. Schéma 
tiré de Amendola and van Steensel, 2014) décrivant les interactions génome / lamine nucléaire (NL) 
lors de l’interphase. Les lignes hachurées représentent les contraintes physiques de la chromatine. 
Un microenvironnement distinct se forme autour des pores nucléaires (NPC).  Après une mitose, les 
LADs sont réorganisés et peuvent devenir actifs dans le nucléoplasme, soit rester inactifs. Ils 
peuvent s’associer soit de nouveau avec la NL, soit avec le nucléole. INM = membrane nucléaire 
interne; ONM = membrane nucléaire externe.	

Cellule mère	 Cellule fille	
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stimulus (Boulon et al. 2010). Deux types de mécanismes ont été observés : (i) la 
séquestration de protéines au sein du nucléole via leur association à des ARN non codants 
provenant de la région intergénique (IGS) des gènes d’ARNr et accumulés lors de stress 
cellulaires (Audas et al. 2012; Mahata et al. 2012); (ii) la libération de protéines normalement 
nucléolaires dans le nucléoplasme où elles engendrent une cascade de réponses aux stress 
(Mahata et al. 2012). Ainsi, l’accumulation de transcrits IGS par des signaux 
environnementaux fonctionne comme un interrupteur moléculaire qui régule la structure et la 
fonction du nucléole (Jacob et al. 2013). 
 D’autres types de stress induisent une réorganisation de la structure et de la 
composition du nucléole. Lors d’un traitement de fibroblastes par un rayonnement UV, on 
observe une altération des complexes protéiques fonctionnels tels que le processome et 
l’exosome (Moore et al. 2011; Boisvert et al. 2007).  

Toutefois, le lien entre le nucléole et certains éléments chimiques semble différent 
chez les cellules animales et végétales. Chez les mammifères, les noyaux de cellules saines 
contiennent des quantités à peine détectables de Fe. De façon inattendue, dans les cellules 
végétales, la concentration en Fe dans le nucléole est la plus élevée de tous les compartiments 
intracellulaires (Roschzttardtz et al. 2011). Le rôle de ce « pool » de Fe est encore inconnu, 
mais l’hypothèse actuellement privilégiée serait que le nucléole est capable de stocker et gérer 
la disponibilté du Fe et voire d’autres ions clés pour le développement des plantes afin de 
réguler le lien entre la biogenèse des ribosomes (qui fait partie des voie cellulaires les plus 
coûteuses en énergie) . 
 
 à Rôle du nucléole dans l’organisation globale de la chromatine 
 

En fonction des besoins cellulaires, la production en ribosomes est régulée de manière 
précise. Ainsi, le nombre de gènes activement transcrits s’associant au nucléole peut 
fortement varier, provoquant leur réorganisation au sein du noyau (Pontvianne et al. 2013). 
Chez la levure, la position relative vis-à-vis du nucléole de nombreux gènes influe sur leur 
niveau de transcription, notamment ceux codant pour les protéines ribosomiques par l’ARN 
pol II (Berger et al. 2008). Par ailleurs, le nucléole et le niveau de condensation des NOR ont 
un impact important dans l’architecture nucléaire, la formation de l’hétérochromatine et la 
transcription en général. Chez la drosophile et chez la levure, la taille des NOR influence 
l’ensemble de l’hétérochromatine nucléaire, ainsi que l’expression de nombreux gènes 
nucléaires (Paredes et al. 2011; Paredes and Maggert 2009; Ide et al. 2010).   

Mais l’influence du nucléole ne s’arrête pas aux gènes d’ARNr. Le nucléole a 
également pour particularité d’être dépourvu d’ARN Pol II. Or, il a récemment été montré que 
les 23 chromosomes humains possédaient tous une de leur région associée ou présente dans le 
nucléole appelés NADs pour Nucleolus-Associated Domains (van Koningsbruggen et al. 
2010; Nemeth et al. 2010). Si la raison de leur localisation nucléolaire reste mystérieuse, il est 
très probable que celle-ci affecte leur transcription (Nemeth and Langst 2011). Il est avéré que 
de larges portions du génome (les LADs pour Lamina-Associated Domains), généralement 
silencieuses, sont maintenues à la périphérie du noyau par un réseau de fibres composé 
notamment de lamine nucléaire (Guelen et al. 2008). Curieusement, il existe un certain 
chevauchement entre les LADs et les NADs, indiquant que l’hétérochromatine peut s’ancrer 
soit à la périphérie du noyau, soit à la périphérie du nucléole (figure 4 ; (Pombo and Dillon 
2015)).  

Plus récemment, l’analyse globale de l’organisation nucléaire en cas de stress 
thermique par la technique de Hi-C (analyse par séquençage haut débit des interactions intra 
et inter-chromosomes) a révélé l’apparition de corps Polycomb, composés de gènes réprimés, 
à l’intérieur du nucléole (Li et al. 2015). Toutes ces données indiquent un rôle du nucléole 
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non seulement dans l’organisation de la chromatine nucléaire, mais suggèrent aussi un rôle 
dans l’expression de gènes transcrits par l’ARN polymérase II. 
 
 à Le nucléole, passage obligé pour de nombreux virus 
 
 Beaucoup de protéines virales interagissent et/ou altèrent le nucléole. Elles peuvent 
provenir de virus à ARN, de rétrovirus et de virus à ADN (Hiscox 2007; Hiscox et al. 2010). 
Ces interactions avec le nucléole font entièrement partie de la stratégie infectieuse de ces 
virus. La localisation nucléolaire des protéines virales résulte dans la plupart des cas de leur 
interaction avec des gènes d’ARNr, des ARN nucléolaires (constitués principalement 
d’ARNr) ou des protéines nucléolaires (Wang et al. 2010; Scott et al. 2011; Carmo-Fonseca et 
al. 2000). Certains virus peuvent recruter des protéines nucléolaires pour aider à leur 
réplication. 

Chez les plantes aussi existent plusieurs exemples de virus dont le cycle de 
multiplication passe nécessairement par le nucléole (Taliansky et al. 2010). Un motif de type 
NoLS (Nucleolar Localisation Signal) qui permet d’envoyer une protéine au nucléole est 
présent dans certaines protéines virales. Cette observation suggère que certains virus ont 
évolué pour cibler précisément le nucléole. Par ailleurs, plusieurs protéines nucléolaires 
comme la Fibrillarine, impliquée dans une des étapes précoces de la maturation des gènes 
d’ARNr, participe directement au cycle de réplication des virus (Kim et al. 2007a, 2007b; 
Rajamaki and Valkonen 2009). Puisque le nucléole offre un espace où sont présents de 
nombreux facteurs impliqués dans des étapes très variées de maturation des ARN, les virus et 
viroïdes qui transitent dans le nucléole ont ainsi accès à une véritable boîte à outils pour 
maturer leurs propres ARN.  
  

B. Comment la position d’un gène dans le noyau influe sur son 
expression ? 

	
1. La composition du noyau dans les cellules de plantes 

 
L’environnement nucléaire des gènes joue un rôle primordial dans l’expression de 

ceux-ci. Le noyau est en effet composé non seulement de la chromatine, mais également de 
nombreux corps nucléaires. Outre le nucléole qui représente de loin le corps nucléaire le plus 
volumineux, il en existe d’autres qui ont tous la particularité de ne pas posséder de membrane 
les séparant physiquement du nucléoplasme. Parmi ces corps on retrouve essentiellement les 
corps de Cajal, les Dicing bodies, les speackles nucléaires et les photobodies. 

 
à Les corps de Cajal sont impliqués dans la maturation et le transport de 

snRNPs et de snoRNPs (Gall 2003; Sleeman et al. 2001). La mutation de la Coïline, 
composant spécifique des corps de Cajal, empêche la mise en place de ces corps 
nucléaires (Collier et al. 2006). Cependant, par l’étude de mutants, on a pu démontrer 
que l’absence de corps de Cajal, chez la plante A. thaliana n’effecte pas la viabilité et 
n’entraine aucun phénotype visible en conditions standards de croissance (Collier et al. 
2006).  

D’autres travaux ont identifié dans le corps de Cajal de nombreux facteurs de 
la voie de répression transcriptionnelle guidée par les petits ARN (RdDM), ainsi que 
des membres d’autres voies de répression (Pontes et al. 2013; Li et al. 2006; Pontes et 
al. 2006). Au sein de la cellule, les corps de Cajal peuvent être liés au nucléole ou 
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« libres ». De manière intéressante, seuls les corps de Cajal liés au nucléole 
accumulent ces facteurs du RdDM (Pontes and Pikaard 2008). Par ailleurs, il a été 
montré que certains corps de Cajal peuvent fusionner avec le nucléole (Boudonck et 
al. 1999). Cependant, dans les mutants coïline, l’association des facteurs du RdDM 
avec un corps très proche du nucléole n’est que peu altérée (Pontes et al. 2013). Ces 
données suggèrent l’existence d’un type spécifique de corps de Cajal, peut-être liés à 
la biogenèse ou au stockage de facteurs impliqués dans les voies de répression 
transcriptionnelle, et qui est systématiquement lié au nucléole. Par ailleurs, les Dicing 
bodies sont composés de facteurs impliqués dans la biogenèse des microRNA (Fang 
and Spector 2007). Ce sont des corps associés au nucléole. La nomenclature n’a pas 
encore tranché entre dicing bodies ou Cajal bodies, mais il apparaît que ces corps 
possèdent plusieurs constituants qui étaient préalablement décrits comme spécifiques 
des corps de Cajal.  

 
à Les speackles nucléaires sont composés de nombreux facteurs d'épissage et 

se localisent dans le nucléoplasme, souvent près des sites de transcription de l’ARN 
Pol II (Fang et al. 2004; Spector and Lamond 2011).  

 
à Les photobodies sont des corps que l’on peut observer lors de la 

photomorphogenèse. A l’obscurité, les phytochromes rouges et rouges lointains sont 
cytoplasmiques, mais deviennent nucléaires après 1-2min d’exposition à la lumière et 
forment des photobodies où sont également présents PhyA (de manière transitoire) et 
PhyB (le phytochrome majeur) (Yamaguchi et al. 1999; Sakamoto and Nagatani 
1996). La spectre de la lumière agit alors directement sur le nombre et la taille des 
photobodies (Chen et al. 2003, 2010; Van Buskirk et al. 2012). Ces corps se 
composent également de facteurs de transcription impliqués dans la photoactivation, 
mais aussi de leurs régulateurs comme la E3 ligase Constitutively Photomorphogenic 
1 (COP1) (Liu et al. 2014). 

 
D’autres corps nucléaires ont été identifiés dans les noyaux des cellules animales et 

sont bien décrits dans la revue (Mao et al. 2011). C’est par exemple le cas des domaines 
Polycombs qui regroupent des gènes réprimés par les Polycomb-Repressive Complexes 
(PRC). Ceux-ci peuvent former des corps nucléaires de taille importante dans le cas de la 
répression des gènes Hox ou lors de l’inactivation du chromosome X (Heard and Bickmore 
2007; Pollex and Heard 2012; Bantignies et al. 2011).  

C’est également le cas des usines de transcription pol II qui sont des agrégats où sont 
préférentiellement accumulés les complexes ARN pol II au sein du nucléoplasme. Les 
modèles actuels de la transcription montrent le plus souvent une ARN pol II se déplaçant le 
long d’une matrice ADN. Une alternative possible à ce modèle serait que les ARN 
polymérases soient attachées à des structures plus importantes et que ce soit l’ADN matrice 
qui se déplace pour permettre sa transcription (Cook 1999; Papantonis and Cook 2013). 
Cependant, même si plusieurs travaux convergent dans ce sens, les avancées récentes en 
microscopie superrésolutive semblent indiquer d’une part que dans 70% des cas, les ARN pol 
II sont « libres» dans le nucléoplasme (Zhao et al. 2014) et d’autre part que même si en effet 
plusieurs ARN pol II peuvent s’agréger, leur association reste très transitoire (autour de 5 sec 
en moyenne), et donc trop courte pour permettre la transcription de la plupart des gènes (Cisse 
et al. 2013).  

Une connaissance de la position et de la fonction de l’ensemble de ces corps nucléaires 
reste essentielle, la position d’un gène vis-à-vis de ces corps pourrait en effet influer sur la 
régulation de son expression. 
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2. L’organisation de la chromatine en 2D et son rôle dans la régulation 
transcriptionnelle 

 
De la transcription d’un gène dépend toute une succession d’étapes comme autant de 

possibilités de régulation. Parmi les différents niveaux de régulation qui affectent la 
transcription des gènes, l'organisation locale de la chromatine est l’un des plus importants. 
Cette chromatine se compose de l’ADN génomique nucléaire enroulé de manière cyclique à 
des octamères d’histones (2 H2A, 2 H2B, 2 H3 et 2 H4) nommés nucléosomes (Luger and 
Richmond 1998). L’impact des modifications post-traductionnelles de la région N-terminale 
des histones sur le niveau de condensation de la chromatine et la régulation transcriptionnelle 
est aujourd’hui largement reconnu chez tous les eucaryotes (Kouzarides 2007). Chez les 
plantes et les mammifères, la méthylation des cytosines est également très importante dans la 
régulation du niveau de condensation de la chromatine et la régulation transcriptionnelle. 
Enfin, la cartographie génomique systématique de l’ensemble de ces modifications, les 
variants d’histones et du positionnement de certains facteurs de transcription a permis 
d’établir plusieurs types de chromatines dans les cellules animales et végétales (Filion et al. 
2010; Kharchenko et al. 2011; Roudier et al. 2011; Sequeira-Mendes et al. 2014). 

Chez Arabidopsis thaliana, cette cartographie a permis de mettre en évidence entre 4 
et 9 états de la chromatine (Sequeira-Mendes et al. 2014; Roudier et al. 2011). Cette 
organisation est très dynamique et peut évoluer selon le type cellulaire étudié ou selon 
l’environnement de la plante (chaleur, lumière, …) (Bourbousse et al. 2015; Sullivan et al. 
2014). Toutes ces modifications agissent  sur l’accessibilité des régions régulatrices des gènes 
et ainsi leur capacité à être transcrites par l’ARN polymérase. Ces modifications sont réalisées 
par un grand nombre de facteurs (ARN et/ou protéines) qui peuvent agir sur la méthylation de 
l’ADN, ainsi que modifier chimiquement de nombreux résidus d’histones. Ces voies sont 
particulièrement développées chez les plantes où deux autres ARN polymérases (ARN pol IV 
et V) ont spécifiquement évolué de l’ARN pol II pour réaliser une partie de ces modifications 
(Pikaard and Mittelsten Scheid 2014).  

Cette cartographie systématique de la chromatine permet d’avoir une vision précise de 
l’environnement direct, en semi-2D, des gènes. Cette vision n’est cependant pas suffisante 
pour connaître le contexte réel des gènes et de leur environnement au sein de la cellule, dans 
un contexte in vivo et en 3D. 

3. L’architecture nucléaire et l’organisation 3D du génome 
 

Pour passer de l’organisation semi-2D correspondant à la chromatine décrite de 
manière linéaire, à celle tridimensionnelle du génome dans le noyau, il faut prendre en compte 
la position d’une région du génome vis à vis de tous les composants présents dans le noyau 
(Figure 4A). 

 
(i) Proximité avec un corps nucléaire : 

Nous avons vu précédemment que certaines régions chromosomiques (les 
NADs) s’associent au nucléole et que ces régions sont essentiellement 
composées d’hétérochromatine ou de gènes peu (ou pas) transcrits (Nemeth 
and Langst 2011). Du fait de l’absence de l’ARN pol II au sein du nucléole, il 
est fort possible que cette association de certains gènes avec le nucléole puisse 
avoir des conséquences directes sur leur régulation transcriptionnelle. Nous 
aurons tout au long de ce manuscrit l’opportunité de discuter de cette 
hypothèse. Dans le paragraphe précédent, nous avons détaillé le rôle de 
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certains corps nucléaires possédant des fonctions dans la biogenèse de RNP ou 
dans l’épissage par exemple. Un gène activement transcrit va nécessairement 
passer par des étapes de transcription et d’épissage. Le voisinage relatif avec 
un speackle nucléaire ou une ARN pol II pourra avoir un impact sur les étapes 
de son expression. 
 

(ii) Proximité avec un pore nucléaire : 
Chez la levure et dans les cellules de mammifères, certains gènes très transcrits 
co-localisent avec un pore nucléaire. Cette association est supposée améliorer 
l’efficacité de production des ARN en diminuant le temps nécessaire à leur 
exportation dans le cytoplasme (Casolari et al. 2004; Dieppois and Stutz 2010; 
Taddei et al. 2006). Si la composition des pores nucléaires commence à être 
bien caractérisée chez les plantes, une telle corrélation n’a pu être mise en 
évidence pour le moment (Parry 2014; Tamura et al. 2010). 
 

(iii) Association avec la périphérie nucléaire : 
Dans les cellules de mammifères sont organisées à la périphérie du 

noyau un réseau de fibres de lamines. Une partie non négligeable du génome 
est associée à ce réseau. Ces régions génomiques sont nommées LADs pour 
Lamina-Associated Domains et sont essentiellement composées de chromatine 
répressive à la transcription (Guelen et al. 2008; Filion et al. 2010). A l’échelle 
de la population de cellules, les LADs représentent environ 35% du génome, 
mais à l’échelle cellulaire, seulement un tiers des LADs est effectivement 
positionné à la périphérie du noyau (Kind et al. 2015). Le positionnement 
nucléaire des LADs est très dynamique et ceux-ci sont remaniés de manière 
stochastique lors de la mitose (Figure 4B). Des approches de biologie cellulaire 
ont permis de montrer qu'une partie importante des LADs qui se délocalisent 
peuvent devenir des NADs, indiquant que la périphérie nucléaire et le nucléole 
jouent un rôle similaire dans l’organisation nucléaire de l’hétérochromatine 
(Kind et al. 2013; Bickmore and van Steensel 2013).  

Cependant, dans les cellules végétales, les gènes codant des protéines 
homologues à la lamine nucléaire n’ont pas pu être identifiés. Des protéines 
végétales LINC (Little Nuclei, appelée aussi CRWN) partagent néanmoins 
certaines caractéristiques avec les lamines, y compris des domaines coiled-coil 
(Dittmer et al. 2007). La composition du complexe LINC a récemment été 
réalisée chez les plantes (Graumann and Evans 2010, 2011; Tatout et al. 2014). 
Si le lien entre ce complexe et la chromatine n’est pas établi les données 
obtenues dans les cellules animales le suggèrent fortement. 
 

(iv) Interactions inter et intra chromosomiques : 
 La technique de « Chromosome Conformation Capture » (3C) consiste 

à identifier les régions génomiques très proches au sein d’un noyau par une 
approche de type digestion/ligation (Dekker et al. 2002). Associée au 
séquençage haut-débit, elle permet de connaître l’ensemble des interactions 
intra et inter-chromosomiques au sein d’une cellule, et se nomme Hi-C (Belton 
et al. 2012). Ces interactions peuvent-être directes (ADN / ADN) ou indirectes 
(ADN / protéines / ADN; ADN / ARN / ADN ; etc…). Cette approche a ainsi 
permis de révéler l’existence de domaines topologiquement associés (TADs), 
correspondant à des regroupements de régions génomiques ayant des 
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signatures communes de la chromatine et plus ou moins isolées des autres 
(Sexton et al. 2012). 

Chez les plantes, les techniques de 3C et de Hi-C ont également permis 
de révéler l’existence de ces regroupements en domaines fonctionnels (Wang 
et al. 2015). Ces approches de HiC ont été réalisées sur un pool de cellules 
végétales provenant de plantules d’A. thaliana de 15 jours, mais n’ont pas 
permis de définir aussi précisément une organisation en TADs. Cependant, une 
différence majeure existe entre ces approches puisque des cellules en culture 
ont été utilisées dans les études menées chez les modèles animaux 
(mammifères et drosophile), tandis qu’il s’agissait d’une population hétérogène 
de cellules dans le cas des plantes. On sait que l’organisation nucléaire du 
génome au sein du noyau peut être très variable selon le type cellulaire, l’étude 
en Hi-C d’un type cellulaire (ou d’une cellule unique) serait donc plus adaptée. 

 
Une des différences majeures qui existe chez Arabidopsis thaliana est l’absence de 

réels territoires chromosomiques (Pecinka et al. 2004), tandis que ces territoires sont assez 
bien définis et stables dans les cellules humaines (Speicher and Carter 2005). Les 
chromosomes possédant des gènes d’ARNr sont toutefois l’exception, car les chromosomes 2 
et 4 sont plus souvent associés l’un à l’autre que la moyenne (Pecinka et al. 2004).   
 

4. Influence du positionnement d’un gène sur son expression chez A. 
thaliana 

 
L'organisation nucléaire, à savoir la répartition de la chromatine et sa condensation 

dans le noyau, est modifiée lors de différentes phases du développement telles que la 
germination (Mathieu et al. 2003), la transition florale (Tessadori et al. 2007) et la maturation 
des graines (van Zanten et al. 2011, 2012). Les variations d’intensité lumineuse ont également 
un impact direct sur le niveau de compaction de la chromatine à l'échelle nucléaire (Tessadori 
et al. 2009; van Zanten et al. 2012). Ces changements de l’organisation nucléaire ont surtout 
été étudiés à l'échelle du noyau, dans des préparations de noyaux colorés au DAPI (4',6'-
diamidino-2-phénylindole). Plus récemment, deux études ont démontré que cette 
réorganisation nucléaire affecte le positionnement de certains gènes clés lorsqu’ils évoluent  
d'un état actif (ON) à inactif (OFF) ou inversement. Dans le premier exemple, le gène de la 
chlorophylle a/b inductible par la lumière (CAB) se déplace de l'intérieur du noyau à la 
périphérie nucléaire lors de son activation transcriptionnelle induite par la lumière (Feng et al. 
2014a). Dans le second exemple, la répression transcriptionnelle induite par le froid du locus 
FLOWERING LOCUS C (FLC) conduit au regroupement des deux loci FLC (Rosa et al. 
2013). Ces deux exemples montrent clairement l'impact des signaux externes sur l'expression 
et le positionnement de certains gènes. Dans les deux cas, les réponses concernent deux voies 
qui permettent à la plante de répondre aux changements de son environnement. Ils ne 
représentent certainement que le sommet de l'iceberg, car il est sûr que plusieurs dizaines 
voire centaines de gènes sont exprimés différentiellement en cas de stress biotiques ou 
abiotiques.  

 

5. Stochasticité de la réponse cellulaire aux conditions environnementales 
changeantes : 

 
Au sein d’un même tissu sont présents plusieurs types cellulaires possédant chacun 

des caractéristiques qui lui sont propres. Ainsi, en cas de stress, deux types de réponses se 
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C 

Maintenance	 Changement	 Maintenance	

Expression de FLC à 
l’échelle de la 

population	
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l’échelle de la cellule	

FLC ON	
FLC OFF	

Figure 5: Répression graduelle de FLC lors de la vernalistion	
Schéma tiré de (Berry and Dean, 2015). L’expression de FLC est graduellement réprimée lors de la 
vernalisation à l’échelle du tissu ou de la plante. Cependant, à l’échelle cellulaire, cette répression 
correspond à une diminution graduelle de la proportion des cellules où le gène FLC est exprimé. 	
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chevauchent : une réponse commune à tous les types cellulaires et une réponse spécifique à 
chaque type cellulaire. Dans ce contexte, l’étude globale des modifications de la chromatine, 
du transcriptome, du translatome ou du protéome au sein d’une plante ou d’un tissu 
permettent d’identifier la réponse commune à une majorité de cellules, mais ne permet pas 
d’appréhender les variations spécifiques des certains types cellulaires. Une caractérisation 
précise de chaque type cellulaire permet cependant une bien meilleure compréhension des 
mécanismes de défense et d’adaptation des plantes (Mustroph et al. 2009; Dinneny et al. 
2008). 

 
Un des plus important challenge pour les études à venir est la prise en compte à 

l’échelle de la cellule de la réponse aux conditions environnementales changeantes, tout en 
restant dans le contexte d’un organisme entier et vivant. En d’autres termes, comment chaque 
cellule modifie son propre transcriptome en réponse à des changements dans l’environnement 
et comment ces modifications sont repercutées dans toute la plante. Il existe bien sûr une 
communication intercellulaire importante, réalisée par des gradients de plusieurs 
phytohormones comme l’auxine ou la cytokinine. Leur action est primordiale pour le 
développement spatio-temporel des différents organes végétaux (ten Hove et al. 2015). 
Cependant, en cas de stress thermique, chaque cellule semble répondre de manière 
individuelle en modifiant son transcriptome et ainsi l’adapter à la température (de Nadal et al. 
2011; Lopez-Maury et al. 2008). C’est ce qu’on observe lors de la vernalisation et de la 
répression spécifique du gène FLC. En effet, la mémoire du passage au froid est directement 
enregistrée au niveau du gène par des modifications épigénétiques (Berry and Dean 2015). A 
l’échelle de la plante (population de cellules) la réponse est de type ON/OFF, comme un 
interrupteur. Cependant,  toutes les cellules ne sont pas nécessairement synchrones. Ainsi, en 
début de vernalisation, peu de cellules sont OFF et la plupart sont ON. Plus la période de froid 
est longue, plus le nombre de cellules passant d’un état ON à OFF va augmenter jusqu’à 
obtenir le nombre critique de cellules qui agira sur la plante et la fera basculer d’un état ON à 
un état OFF. Ainsi, le niveau quantitatif de répression transcriptionnelle de FLC lors des 
températures chaudes est généré par une quantité définie de cellules passant à un état FLC 
silencieux stable (Figure 5 ; (Berry et al. 2015; Angel et al. 2011)). Bien que l’étude de 
l’expression de FLC ait mis à jour des mécanismes très complexes et peut-être même 
spécifique en terme de régulation, elle aboutit à un concept assez simple de régulation. Ainsi, 
le passage d’un état ON à OFF à l’échelle de la plante ne se révèle pas être entièrement 
synchrone, ce qui démontre une certaine stochasticité lors de cette transition. De nombreux 
autres gènes dont l’expression dépend des conditions environnementales peuvent être régulés 
de cette manière et seules des approches permettant d’analyser l’expression à l’échelle de la 
cellule pourront permettre de comprendre cette variabilité entre les cellules. Cela commence à 
être possible grâce à des approches de séquençage de cellules uniques ou par des approches 
de biologie cellulaire (Efroni et al. 2015; Brennecke et al. 2013). 
  



Figure 6 : AtNUC-L1 régule le nombre de gènes activement transcrits d’ARNr 45S 	
A-C. Images tirées de Pontvianne et al., 2010. A. Visualisation de noyaux montrant la localisation 
d’AtNUC-L1 (vert), H3K4me3 (rose), et  de l’ADN (DAPI, en bleu), avec les NORs visualisés par 
FISH (blanc/gris) dans un noyau de feuilles de plantes sauvages (Col-0) et mutantes (Atnuc-L1). B. 
PCR sur des ADNc (panel du haut) ou de l’ADN (panel du bas) montrant l’expression des 3 
variants majeurs codant des gènes d’ARNr 45S chez les plantes sauvages (Col-0) ou mutantes 
AtnucL1. C. La méthylation des cytosines dans le contexte CG de la région promotrice des gènes 
d’ARNr 45S a été déterminé par séquençage au bisulfite. Dans les deux lignées mutantes Atnuc-L1 
se retrouvent deux fois moins de méthylation en CG que chez le sauvage et dans la descendance F1 
d’un croisement entre Atnuc-L1 et col-0.	
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IV. Activités	de	recherche	de	2003	A	2012:	
 

 
Pendant mes travaux de thèse et lors de mon premier stage post-doctoral chez Craig 

Pikaard, ma thématique de recherche a été orientée vers la compréhension des mécanismes 
impliqués dans l’organisation, la transcription et la maturation des ARNr 45S chez les plantes, 
ces mécanismes étant très conservés chez les eucaryotes. 
 
 

A. Travaux de thèse d’Octobre 2003 à Février 2007 
 

« Caractérisation moléculaire et fonctionnelle d’AtNUC-L1 et d’AtNUC-L2, deux protéines 
de type nucléoline chez Arabidopsis thaliana ». 

Sous la direction du Dr Saez-Vasquez 
 

Mon travail de thèse était notamment centré sur l’étude du rôle de deux protéines de 
type nucléoline chez la plante modèle Arabidopsis thaliana. La nucléoline est une protéine 
nucléolaire multifonctionnelle intervenant dans la transcription et la maturation des ARNr 
45S. Mes travaux ont permis pour la première fois d’isoler un organisme pluricellulaire 
mutant pour un gène codant une protéine de type nucléoline, AtNUC-L1. L’analyse de 
l’absence d’AtNUC-L1 a permis de révéler le rôle de cette protéine lors du développement de 
la plante. En effet, les mutants Atnuc-L1 présentent un retard de croissance significatif dû à un 
nombre réduit de cellules. Au niveau cellulaire, la structure du nucléole est altérée dans ces 
mutants, ainsi que dans le niveau de condensation de la chromatine au niveau des NORs 
(Pontvianne et al. 2007). Toutefois, un second gène codant une protéine de type nucléoline 
AtNUC-L2, normalement non exprimé, est réactivé dans les mutants Atnuc-L1 et permet de 
compenser partiellement l’absence d’AtNUC-L1 (Pontvianne et al. 2007). J’ai continué à 
caractériser la fonction d’AtNUC-L1 lors de mon stage postdoctoral en montrant l’existence 
de plusieurs variants de gènes d’ARNr 45S différentiellement transcrits. J’ai montré 
qu’AtNUC-L1 est uniquement présent sur les gènes activement transcrits d’ARNr 45S et que 
son absence provoque une augmentation du nombre de gènes actifs dans le nucléole (figure 
6A-B). Enfin, cette réactivation est suivie d’une diminution de 50% de la méthylation des 
cytosines dans un contexte symétrique CG, démontrant une action directe et indirecte 
d’AtNUC-L1 sur le niveau de méthylation des gènes d’ARNr 45S (Figure 6C ; (Pontvianne et 
al. 2010a)). 
 

Un second projet a consisté en l’identification d’une soixantaine de composants 
protéiques du complexe RNP contenant le petit ARN nucléolaire (snoARN) U3 chez les 
Brassicaceae (Samaha et al. 2010). Ce complexe avait été préalablement identifié au sein du 
laboratoire Génome et Développement des Plantes (LGDP) de Perpignan et joue un rôle 
déterminant dans la maturation en 5’ des pré-ARNr 45S (Saez-Vasquez et al. 2004).  

Pendant ma thèse, j’ai également participé à la caractérisation de 2 facteurs de 
maturation permettant le clivage des pré-ARNr 45S en ARNr 18S, 5,8S et 25S matures. L’un 
de ces facteurs est AtRTL2, une protéine de type RNAse III, capable de cliver in vitro et in 
vivo en 3’ les pré-ARNr 45S (Comella et al. 2008). 

 
Pendant cette période, j’ai encadré ou co-encadré avec Julio Saez-Vasquez deux 

étudiants de Licence 3 pendant 2 mois (Chémy N’gong, université de Perpignan et Nicolas 
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Schlinger, université de Bordeaux II), ainsi qu’une étudiante en Master 1 pendant 3 mois 
(Haijin XU, master 1 Université de Perpignan). 
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Figure 7 : Différentes HKMTs sont impliquées dans la répression des gènes d’ARNr 45S chez 
l’hybride A. suecica et le non-hybride A. thaliana	
A-C Images tirées de Pontvianne et al., 2012; 2013. A. Diagramme représentant le niveau 
d’expression des gènes d’ARNr 45S. Au sein de l’hybride A. suecica, les gènes d’ARNr 45S 
dérivant de la contribution ancestrale du génome d’A. thaliana sont réprimés, tandis que ceux 
dérivant d’A. arenosa sont exprimés. B. Le niveau d’accumulation des pré-ARNr 45S dérivant d’A. 
thaliana a été testé par la technique de protection à la nucléase S1 à l’aide d’une sonde spécifique 
pour les gènes d’ARNr 45S provenant d’A. thaliana. Chez A. suecica, aucun signal n’est détecté à 
cause de la dominance nucléolaire. Les lignées d’A. suecica exprimant un microARN artificiel 
ciblant le gène SUVR4 expriment les gènes d’ARNr 45S provenant d’A. thaliana. Les lignées RNAi 
DMR2 servent de contrôle positif ici. C. L’expression du variant 1 d’ARNr 45S qui représente près 
de 50% de l’ensemble des gènes d’ARNr 45S, a été analysée par RT-PCR chez A. thaliana. Non 
transcrit dans le sauvage et la plupart des mutants testés, le variant 1 est exprimé dans le double 
mutant suvh5/6, le triple mutant suvh4/5/6 et le mutant met1-1. D. Modèle décrivant les voies de 
répression transcriptionnelle des gènes d’ARNr d’A. thaliana ou dérivant d’A. thaliana chez 
l’hybride A. suecica. Dans les deux cas, cette répression est établie lors des premiers jours de vie 
des plantules (jag = jour après germination).	
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B. Travaux du stage Postdoctoral réalisé au laboratoire de Craig S. 
Pikaard de Septembre 2009 à Juin 2011 

 
De septembre 2007 à juin 2011, j’ai rejoint le laboratoire de Craig Pikaard à 

Washington University (Saint-Louis, MO), puis à Indiana University (Bloomington, IN) en 
qualité de chercheur post-doctorant. J’ai réalisé une recherche toujours centrée sur l’étude de 
la transcription des ARNr 45S chez les plantes, en concentrant mes efforts sur la 
compréhension des mécanismes épigénétiques impliqués dans la régulation transcriptionnelle 
de ces gènes. 

J’ai ainsi étudié l’implication du niveau de condensation et des modifications de la 
chromatine sur la transcription des gènes d’ARNr 45S dans deux contextes différents : chez 
l’hybride Arabidopsis suecica (hybride des espèces A. thaliana et d’A. arenosa), et chez le 
« non-hybride » A. thaliana. Chez l’hybride A. suecica, un phénomène épigénétique connu 
sous le nom de dominance nucléolaire provoque la répression transcriptionnelle des gènes 
codant les ARNr 45S dérivant du génome d’A. thaliana. En conséquence, le pool d’ARNr 
matures produits chez A. suecica provient en grande majorité de la transcription des gènes 
d’ARNr 45S du génome d’A. arenosa ( Figure 7A ; (Preuss and Pikaard 2007)). 
 

Un de mes projets a été de réaliser un crible génétique afin d’identifier les protéines 
impliquées dans la mise en place de modifications post-traductionnelles d’histones, 
notamment la méthylation de lysines en position 9 de l’histone H3 (H3K9). Cette 
modification est associée à un état non-permissif de la chromatine chez les eucaryotes. Près 
d’une quinzaine de gènes ayant une activité putative de méthyltransférase d’histones 
(HKMTs) en position H3K9 existent chez Arabidopsis (Pontvianne et al. 2010b). Mes travaux 
ont permis d’identifier la protéine SUVR4 comme l’HKMT impliquée dans la dominance 
nucléolaire. Ainsi, la répression du gène SUVR4 provoquée par un microARN artificiel 
provoque la réactivation transcriptionnelle des gènes d’ARNr dérivant du génome d’A. 
thaliana chez l’hybride A. suecica (Figure 7B). En revanche, l’absence de SUVR4 ne modifie 
pas le nombre de gènes d’ARNr activement transcrits chez le « non-hybride » A. thaliana. En 
effet, d’autres HKMTs en position H3K9 (SUVH5 and SUVH6)  sont responsables de la 
régulation du nombre de gènes d’ARNr 45S activement transcrits (Figure 7C). En parallèle, 
j’ai démontré que l’ADN méthylase MET1, impliquée dans la méthylation CG, jouait 
également un rôle important dans cette répression transcriptionnelle des gènes d’ARNr chez 
A. thaliana. Or, au sein de l’hybride A. suecica, c’est l’ADN méthylase DMR2, responsable 
de la méthylation dans un contexte CHH et guidée par les petits ARN, qui est impliquée dans 
la dominance nucléolaire (Preuss et al. 2008). En résumé, mon travail a permis d’identifier de 
nouveaux facteurs impliqués dans la répression transcriptionnelle des gènes d’ARNr 45S chez 
les plantes hybrides et non-hybrides et a permis de mettre à jour des voies de répressions 
transcriptionnelles faisant intervenir des facteurs différents (Figure 7D) (Pontvianne et al. 
2012). De façon importante, une expression allélique différentielle induisant une dominance 
nucléaire est également observée pour plusieurs centaines de gènes chez l’hybride et joue un 
rôle dans la vigueur hybride (Chen 2010). Ainsi, il est probable que SUVR4 et cette voie de 
répression soit également impliquée dans la mise en place de cette expression allélique 
différentielle.  

Lors de cette étude, j’ai également mis en évidence le rôle clef de deux autres 
HKMTs: ATXR5 et ATXR6, responsables de la majorité de la mono-méthylation des Lysine 
27 des histones 3 (H3K27me1) (Jacob et al. 2009). ATXR5 et 6 sont en effet importantes dans 
l’organisation spatiale nucléaire des NORs et dans les mécanismes de sélection des gènes 
d’ARNr 45S devant être transcrits. L’analyse de ces mutants a ainsi permis de révéler que le 



Figure 8 : La localisation subnucléaire et le niveau d’expression des gènes d’ARNr 45S 
dépend du nombre de gènes total d’ARNr et de leur niveau de méthylation. 
A-D Images tirées de Pontvianne et al., 2013. A. Détermination de la quantité relative des gènes 
d’ARNr 45S dans différentes générations du mutant fas1-4 par rapport aux plantes sauvages par 
PCR quantitative : perte du nombre de gènes d’ARNr 45S au cours des générations dans le mutant 
fas1-4. B. Détection de l’expression des variants d’ARNr 45S par RT-PCR : le long variant est 
exprimé dans le mutants fas1-4. C. Localisation des gènes d’ARNr 45S par DNA-FISH : 
localisation uniquement dans le nucléole chez les mutants fas1-4, surtout à la génération 9 (G9). D. 
Analyse de la méthylation des CG par séquençage au bisulfite : perte de la méthylation au cours des 
générations dans le mutants fas1-4.	
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que le choix du type d’ARNr devant être transcrit était déterminé par la quantité disponible du 
variant (Pontvianne et al. 2012). Cette publication est disponible en annexe de ce document. 

 
Ensuite, afin d’établir plus précisément le lien entre (1) état transcriptionnel, (2) 

localisation sub-cellulaire et (3) méthylation de l’ADN, j’ai développé une technique de 
purification des nucléoles via cytométrie de flux trieur (FANoS). Cette approche a permis 
d’établir une cartographie des variants d’ARNr associés au nucléole, ainsi que le méthylome 
des gènes d’ARNr 45S présents ou non dans le nucléole (Pontvianne et al. 2013). Lors de 
cette étude, j’ai également analysé comment était modifiée cette organisation dans un mutant 
présentant moins de gènes d’ARNr 45S dans le génome nucléaire (les mutants fas1 et fas2 ; 
Figure 8) (Mozgova et al. 2010). Ce travail a permis de démontrer que l’organisation des 
gènes d’ARNr 45S au sein de la cellule était très dynamique et était corrélé directement aux 
besoins cellulaires (Pontvianne et al. 2013). Cette publication est disponible en annexe de ce 
document. 
 

Mon second projet majeur a été de comprendre le rôle de la transcription intergénique 
(production d’ARN non-codants) dans la régulation de la transcription de gènes adjacents. 
Les petits ARN interférents de 24 nucléotides (24nt-siARN) sont capables de recruter 
différents facteurs impliqués dans la méthylation de l’ADN sur une région chromosomique 
particulière et de modifier son état pour devenir non permissif. Ce processus est connu sous le 
nom de voie du RNA-directed-DNA-Methylation (RdDM) et implique notamment  les ARN 
polymérases IV et V, spécifiques des plantes (Matzke et al. 2009). Dans le cas des gènes 
d’ARNr 45S, les 24nt-siARN dérivent du clivage de précurseurs plus longs provenant des 
régions intergéniques. Brièvement, lorsque ces transcrits sont présents, nous observons 
l’accumulation de 24nt-siARN qui entraîne la méthylation de certaines cytosines au niveau 
des gènes adjacents. Le Dr Keith Earley et moi-même avons tous deux contribué de manière 
égale à ce travail publié dans la revue Genes and Development (Earley et al. 2010). 

Cependant, une analyse plus précise du profil d’accumulation des petits ARN 
provenant de la région intergénique des gènes ARNr 45S chez le mutant de l’histone 
déacétylase 6 (hda6) nous ont permis de révéler l’existence de deux populations distinctes de 
petits ARN. Une population de 21nt-siARN générée à partir de transcrits intergéniques 
provenant d’une région composée d’éléments répétés et une population 24nt-siARN, générée 
à partir de la région promotrice non répétée des gènes d’ARNr 45S (figure 9A). Ces deux 
populations de petits ARN existent dans les plantes sauvages mais à des proportions plus 
faibles. Aussi, afin de faciliter l’étude de leurs voies de biogenèse, le Dr Todd Blevins et moi-
même avons collaboré pour disséquer génétiquement ce processus dans le mutant hda6, où 
ces petits ARN sont accumulés de façon importante. Pour cela, plus de 30 nouvelles 
combinaisons de mutants doubles, triples et quadruples ont été générées par croisement. Leurs 
analyses nous ont permis d’identifier deux voies indépendantes responsables de leur 
biogenèse. La voie classique de méthylation de novo (RdDM) génère les petits 24nt-siARN et 
une autre voie impliquant la RNA-Dependant RNA Polymérase 6 et l’enzyme Dicer-Like 4 
génère les 21nt-siARN (Figure 9A ; Pontvianne et al., en préparation). Par ailleurs, l’analyse 
du niveau de méthylation dans ces différents mutants a permis de confirmer que la grande 
majorité de la méthylation de novo observée le long des gènes d’ARNr 45S est dépendante 
des 24nt-siARN et non des 21nt-siARN. Ainsi, de façon intéressante, des ARN polymérases 
différentes sont impliquées dans la synthèse des siARN dérivant des gènes d’ARNr 45S et 
leur recrutement différentiel semble directement lié à la nature répétée ou non des séquences 
cibles (figure 9A).  

Enfin, Todd Blevins et moi-même avons également analysé par séquençage haut débit 
(RNA-seq ; Solexa) l’ensemble de petits ARN et le transcriptome des mutants hda6, et des 
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Figure 9 : Deux voies de répressions sont impliquées le long des gènes d’ARNr 45S. Pour 
d’autres loci, HDA6 est important pour le recrutement de la voie RdDM	
A. Diagramme représentant l’ensemble des facteurs impliqués dans les deux voies de biogenèse des 
21 et 24nt-siARN le long des gènes d’ARNr 45S. Hormis l’ARN pol II, le rôle de l’ensemble de ces 
facteurs a été validé par des approches génétiques. B. Pour plusieurs centaines de loci,  l’activité de 
HDA6 est importante pour le recrutement de la voie RdDM et donc l’accumulation de petits ARN 
capable d’induire la méthylation, et donc la répression transcriptionnelle de ces loci.	
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doubles mutants hda6 nrpd1 et hda6 nrpe1, sachant que NRPD1 et NRPE1 codent les grandes 
sous-unités catalytiques spécifiques de l’ARN pol IV ou V respectivement. Cette approche a 
permis de révéler que plusieurs loci, réprimés par la voie RdDM et impliquant les ARN pol 
IV et V, ne pouvaient garder cet état silencieux à la génération suivante en l’absence d’HDA6 
(Figure 9B). Le rôle d’HDA6 pour ces gènes est donc situé en amont de la voie du RdDM 
(Blevins et al. 2014). 
 

Durant cette période, j’ai co-encadré un étudiant en master 1 (Brandon Lee) et deux 
étudiants en master 2 (Chinmayi Chandrasekhara et Junzhou Wang). Ces encadrements 
permettront à Brandon et Junzhou d’être co-auteur d’un article actuellement en préparation. 
J’ai également co-encadré avec Craig Pikaard l’étudiante Chinmayi Chandrasekhara lors de sa 
premiere année de thèse. Cet encadrement a notamment permis à Chinnmayi d’être co-auteur 
de 3 de mes articles listés ci-dessous. Ella depuis publiée son travail de thèse en tant que 
premier auteur dans Genes and Development. 
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9. Tessadori F, van Zanten M, Pavlova P, Clifton R, Pontvianne F, Snoek LB, Millenaar 
FF, Schulkes RK, van Driel R, Voesenek LA, Spillane C, Pikaard CS, Fransz P, Peeters 
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C. Travaux du stage Postdoctoral réalisé au laboratoire d’Edouard 
Bertrand d’octobre 2011 à septembre 2012  
 
Ce choix professionnel a été guidé par mon envie d’approfondir mes connaissances 

sur les techniques de pointe en imagerie cellulaire, afin de pouvoir les importer au système 
« plante » lorsque cela est pertinent et possible. En effet, l’équipe du Dr Edouard Bertrand 
excelle dans ce domaine et possède notamment toute l’expertise nécessaire à la visualisation 
d’une molécule unique d’ARN au sein d’une cellule (en cellules fixées ou en imagerie en 
temps réel).  

J’ai réalisé lors de ce stage une recherche toujours axée sur les mécanismes 
fondamentaux de la croissance cellulaire, mais en utilisant des lignées cellulaires humaines 
comme système d’étude. Mon projet a eu pour but de mieux comprendre le rôle du complexe 
CBCAP, qui se compose des protéines ARS2, de PHAX et du complexe nucléaire de liaison 
de la coiffe (CBC). Le CBCAP est un régulateur essentiel de la croissance cellulaire qui agit 
sur le niveau d’accumulation de plus d’un millier d’ARN codants et non-codants impliqués 
dans la croissance cellulaire (ARNm d’histones, ARNm de protéines ribosomiques, snARN, 
sno/scaARN), mais dont le rôle précis reste indéterminé. J’ai étudié à quelles étapes de la vie 
des ARN le complexe CBCAP est impliqué, par des approches de biologie cellulaire, 
moléculaire et biochimique. Ainsi, j’ai analysé le rôle du CBCAP lors de la formation des 
ARN en 3’ (Hallais et al. 2013).  
  
 
Bilan Bibliographique : 

1. Hallais M, Pontvianne F, Andersen PR, Clerici M, Lener D, Benbahouche Nel H, Gostan 
T, Vandermoere F, Robert MC, Cusack S, Verheggen C, Jensen TH, Bertrand E. (2013) 
CBC-ARS2 stimulates 3'-end maturation of multiple RNA families and favors cap-
proximal processing. Nature Struct Mol Biol. Dec;20(12):1358-66. 
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V. Les	fonctions	nucléolaires	dans	des	conditions	
environnementales	changeantes	
 
 A mon entrée au CNRS en octobre 2012, j’ai rejoint l’équipe de Julio Saez-Vasquez 
dont le projet majeur est de comprendre la fonction du nucléole chez les plantes et plus 
particulièrement la biogenèse des ribosomes dans des conditions environnementales 
changeantes. J’ai ainsi participé au développement des projets déjà en cours au sein de 
l’équipe et ma contribution est décrite dans cette section. En utilisant la plante modèle 
Arabidopsis thaliana, mon travail a permis de caractériser la composition du nucléole en 
ADN génomique, en ARN, mais aussi en protéines. Ces résultats soulèvent l’existence 
potentielle de nouvelles voies de régulations dans lesquelles le nucléole jouerait un rôle 
prépondérant. Ces voies de régulations ont pour point commun d’utiliser les caractéristiques 
très spécifiques du nucléole comme le fait que l’ARN pol II y soit exclue. L’utilisation du 
nucléole comme zone de rétention sera largement discutée dans ce manuscrit à la lumière des 
résultats obtenus. 
 

A. Du Fe dans le nucléole des cellules végétales 
 

L’équipe de Cathy Curie et Stéphane Mari (BPMP, Montpellier) a récemment 
développé une procédure histochimique appelée Perls / DAB qui permet de colorer le Fe 
directement dans les cellules végétales (Roschzttardtz et al. 2009). De manière intéressante, 
en plus des sites de localisation connus où s’accumulent le Fe tels que les plastes, cette 
approche a permis de détecter des concentrations très élevées de Fe dans le nucléole de 
nombreux types de cellules (Roschzttardtz et al. 2011). On a pu mettre en évidence que 
l'accumulation de Fe dans le noyau de cellules humaines est plutôt liée à un 
dysfonctionnement cellulaire comme dans certaines maladies neurodégénératives type 
Alzheimer. Le Fe induit dans ce cas une hyperméthylation des gènes d’ARNr, inhibe leur 
transcription et provoque l’oxydation des ARNr (Schroder 2005; Quintana et al. 2006). Le fait 
que le Fe s’accumule dans le nucléole de cellules végétales saines suggère qu’il pourrait avoir 
un autre rôle structurel ou catalytique. Cela soulève aussi de nombreuses questions comme : 
quelle est la proportion de Fe libre ? Comment est-il transporté dans le nucléole ? Quels sont 
ses partenaires ? 

L’ANR SubCellif, portée par Stéphane Mari et dont l’équipe de Julio Saez-Vasquez 
est un des 3 partenaires, a notamment pour but de répondre à quelques-unes de ces questions. 
Ainsi, dès mon arrivée, j’ai activement participé aux recherches pour permettre de 
comprendre le lien entre le Fe et l’activité majeure du nucléole : la biogenèse des ribosomes. 
J’ai encadré ou co-encadré avec Julio Saez-Vasquez deux stagiaires de master 1 sur ce projet. 

 

1. Impact du pool de Fe sur la biogenèse des ribosomes 
 

Cette partie a eu pour but d’étudier l’effet sur le métabolisme des ARNr lorsque 
l’homéostasie et le transport du Fe étaient également affectés (Grillet et al. 2014). Dans ce 
but, plusieurs mutants ont été analysés (Figure 10): 

-des mutants affectés dans le transport intercellulaire du Fe (Nicotianamine Synthase 
ou NAS, nécessaire à la production de la Nicotianamine (NA) laquelle participe à la 
distribution du Fe dans l’organisme) (Schuler and Bauer 2011) ; 
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nas124	 nuc1	

A. Détection des variants d’ARNr 45S par RT-
PCR	

D. Détection des gènes d’ARNr 45S par FISH	
E. Distribution des gènes d’ARNr 45S	

B. Détection des variants d’ARNr 45S	

F-J. Coloration au Perl/DAB du Fe à partir de feuilles	
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H	

I	

J	

Col-0	

Figure 10: Fer et nucléole	
A-C. Détection des variants 
d’ARNr 45S dans différents	

RT-PCR	

PCR	

mutants affectés dans l’homéostasie du fer à partir d’ADNc (A,B) ou d’ADNg (C). D. Détection 
des gènes d’ARNr par FISH à l’aide d’une sonde s’hybridant au niveau du TIS dans les mutants 
affectés dans l’homéostasie du fer. E. Histogramme représentant le nombre de NOR associés au 
nucléole dans les différents génotypes. F-J. Coloration du Fer au Perl/DAB à partir de feuilles de 
plantules de 15 jours Col-0 (F), nas124 (G-H) et nuc1 (I-J).	

C.	
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-des mutants affectés dans certains transporteurs membranaires (Yellow Stripe-Like / 
YSL) (Curie et al. 2009) ; 

-des mutants affectés dans le stockage du Fe (Ferritines / FER) (Briat et al. 2010). 
 

 
De manière intéressante, nous avons pu démontrer que dans des mutants nas, la 

composition du pool de gènes d’ARNr exprimés était différente de celle du sauvage ou 
d’autres mutants analysés (Figure 10A-B). Des différents variants d’ARNr 45S présents chez 
A. thaliana Col-0, le variant de type 1 représente la moitié du pool total. Ils composent 
l’ensemble des gènes d’ARNr présents dans le  NOR2 et sont inactifs dans les cellules de 
feuilles (Pontvianne et al. 2010b; Chandrasekhara et al. 2016). Cependant, ces variants 
d’ARNr de type 1 sont exprimés dans le triple mutant nas124. Quatre gènes codent pour des 
NAS chez A. thaliana. Puisque le développement et la croissance du quadruple mutant 
nas1234 est fortement altérée, nous avons analysé de façon systématique les différentes 
combinaisons de triples mutants des quatre gènes (Schuler and Bauer 2011). Seul le triple 
mutant nas234 ne présente pas ce phénotype moléculaire, ce qui suggère une implication plus 
spécifique du gène NAS1. Une analyse génomique des variants d’ARNr a également été 
réalisée par PCR sur ces triples mutants afin de s’assurer que la variabilité de leur expression 
n’était pas liée à un changement de leurs proportions respectives dans le génome (Figure 
10C). 
 Chez le sauvage, le NOR2 étant inactif, il n’est pas associé au nucléole. Ainsi, 
l’expression du variant 1 dans les triples mutants nas suggère une réorganisation des NORs au 
sein du noyau. Des analyses par Fluorescent In Situ Hybridization (FISH) ont également 
permis d’observer que la répartition subcellulaire des gènes d’ARNr était perturbée (Figure 
10D-E). Le nombre de NORs associés au nucléole est plus important dans les triples mutants 
exprimant le variant 1. 
 
 Les gènes NAS sont impliqués dans la production de NA qui permet la redistribution 
du Fe dans l’organisme. De manière intéressante, des analyses de la distribution du Fe dans le 
triple mutant nas124  par la technique de PERL/DAB révèlent une diminution importante du 
Fe dans les nucléoles (Figure 10F-H ; données réalisées par Lili Wei, BPMP, Montpellier). 
Parallèlement, des agrégats de Fe sont visibles au niveau du système vasculaire, ce qui 
suggère une mauvaise redistribution du Fe dans les cellules. Ces données montrent qu’une 
altération de la distribution du Fe dans le nucléole pourrait affecter la régulation de 
l’expression des gènes d’ARNr. 
 

2. Impact de la biogenèse des ribosomes et/ou de la structure du nucléole 
sur le pool de Fe nucléolaire. 

 
 Le nucléole étant le siège de la biogenèse des ribosomes, nous avons analysé les 
conséquences d’une altération de l’organisation du nucléole ou de la biogenèse des ribosomes 
sur le pool de Fe nucléolaire. 
 Durant ma thèse, j’ai caractérisé le mutant nuc1, muté dans le gène de la nucleoline 1 
impliquée dans la régulation transcriptionnelle et la maturation des gènes d’ARNr. Dans ce 
mutant, la structure du nucléole est affectée et tous les variants d’ARNr sont associés et 
exprimés au sein du nucléole (Pontvianne et al. 2010a, 2007). Afin de suivre l’effet de cette 
mutation sur le pool de Fe nucléolaire, des colorations du Fe au PERL/DAB ont été réalisées 
et comparées dans des cellules issues de feuilles de plantes sauvages ou de plantes mutantes 
nuc1 (Figure 10I-J; données réalisées par Lili Wei, BPMP, Montpellier). Le pool de Fe 



	 28	

nucléolaire est fortement affecté dans le mutant nuc1 et difficilement détectable. En revanche, 
des signaux plus forts sont visibles au niveau des chloroplastes et sont probablement dus à 
une accumulation de Fe associé à la Ferritine (Figure 10J).  Ces données démontrent une 
redistribution du pool de Fe cellulaire dans le mutant nuc1, avec vraisemblablement une 
diminution du pool de Fe dans le nucléole, redistribué au niveau des chloroplastes. 
 
 L’accumulation de la Ferritine permet à la plante de s’adapter dans un milieu où le Fe 
est en excès. La Ferritine est alors capable de stocker le Fe qui s’accumule dans la plante, 
dans les chloroplastes, afin de « neutraliser » le Fe en excès. Dans ce cas, une augmentation 
importante de l’expression des gènes codant les ferritines, ainsi que le taux de protéines 
Ferritine sont observés. Dans le mutant nuc1, des agrégats semblables à ceux observés en cas 
d’excès de Fe ont été détectés malgré l’absence d’excès de Fe dans les milieux de croissance. 
Le post-doctorant Adrien Barbarossa a analysé l’accumulation de la Ferritine dans le mutant 
nuc1 et a pu observer que les taux de Ferritines  sont plus importants dans le mutant nuc1 que 
dans le sauvage. De ce fait, lorsque l’on fait pousser le mutant nuc1 sur un milieu en excès de 
Fe, les plantes nuc1 sont beaucoup plus sensibles que les plantes sauvages. 
 
 L’ensemble de ces données suggère que la déstructuration du nucléole modifie le pool 
de Fe nucléolaire et conduit à la formation d’agrégats de Ferritine au niveau des chloroplastes, 
comme lors d’excès Fe. Cela entraine une forte altération de la capacité d’adaptation des 
mutants nuc1 à un milieu riche en Fe. 
 

3. Travaux en cours et perspectives 
 

 Les données mettent en évidence l’existence d’un lien entre la biogenèse des 
ribosomes, la structure du nucléole et la présence de ce pool de Fe dans le nucléole. Nous 
sommes toutefois très loin de savoir s’il s’agit d’un lien direct ou non et nous sommes encore 
plus loin de comprendre le rôle de ce pool de Fe nucléolaire. Aussi, plusieurs approches sont 
actuellement poursuivies pour tenter d’apporter quelques éléments de réponse. Deux de ces 
approches sont présentées ici : 
 
 - Le lien entre la présence/absence du Fe et la structure du nucléole va être analysé. La 
structure du nucléole est rendue visible via la protéine nucléolaire Fibrillarine 2 fusionnée à la 
GFP qui marque le composé fibrillaire dense (DFC) du nucléole et permet ainsi de suivre la 
structure et l’organisation du nucléole par imagerie confocale (voir paragraphe III.D et Figure 
15A). Ce marqueur a été introgressé dans le mutant nas124 et va ainsi permettre de 
déterminer si la structure globale du nucléole est affectée dans ce génotype. Cette structure 
sera également analysée en cas de carence ou en cas d’excès de Fe chez des plantes sauvages 
et mutantes nas124. 
 
 - La fonction du pool de Fe nucléolaire sera étudiée. Ce pool de Fe interagit avec des 
protéines ou des facteurs spécifiques au sein du nucléole, et nous allons tenter de déterminer 
les conséquences de la supression de ces interactions. Pour cela, une Ferritine chimérique a 
été créée afin qu’elle acquière une localisation nucléolaire, en la fusionnant au marqueur 
Fibrillarine 2 et à la YFP (NoFER). La forte affinité de la Ferritine pour le Fe devrait 
annihiler les interactions du Fe avec les autres partenaires nucléolaires. Les conséquences de 
cette neutralisation seront ensuite analysées. L’expression de la protéine chimérique  NoFER 
sera contrôlée par le système d’induction utilisant la dexaméthasone (Schena et al. 1991; 



Figure 11: Description du protéome nucléolaire	
A. Schéma décrivant le protocole ayant permis d’obtenir le protéome nucléolaire. B. Diagramme de 
Venn comparant les relations entre les données du duplicat du protéome nucléolaire avec les 
données du protéome nucléolaire décrit dans (Pendle et al., 2005) et avec les données du protéome 
chloroplastique décrit dans (Ferro et al., 2010). C. Liste des 4 voies de régulation cellulaire 
enrichies significativement dans le protéome nucléolaire. La p-value a été obtenue par le test de 
correction Holm-Bonferroni.	

A.  Stratégie d’identification des protéines 
nucléolaires	 B. Comparaison des bases de données nucléolaires 

et chloroplastiques  	

C. Voie de régulation cellulaire enrichies dans le protéome nucléolaire  	
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Aoyama and Chua 1997). La cassette permettant l’expression de NoFER a été synthétisée et 
les plantes transformées sont en cours de sélection. 
 

B. Mise à jour du protéome nucléolaire 
 
 Depuis plusieurs décennies, les nucléoles sont isolés du reste du noyau à l’aide de 
plusieurs étapes successives de centrifugations sur gradient de sucrose (Hacot et al. 2010). 
Une première image du protéome nucléolaire de protoplastes d’Arabidopsis thaliana a ainsi 
été obtenue, identifiant pas moins de 200 protéines (Pendle et al. 2005). Cependant,  nous 
savons aujourd’hui que le nucléole contient beaucoup plus de protéines. Notre équipe a réalisé 
une mise à jour du protéome nucléolaire, mais cette fois-ci en utilisant la technique de 
FANoS. Cette fois, le protéome a été obtenu directement à partir d’un organisme entier, plus 
précisément à partir de feuilles de 3 semaines. Ce travail a été réalisé dans le cadre du master 
2 de Charlotte Montacié (encadrée par Julio Saez-Vasquez et Nathalie Durut). 
 
 Au cours de deux expériences indépendantes, nous avons identifié 559 protéines 
communes aux deux expériences, soit près de 80% de la totalité (Figure 11A). Parmi les 200 
protéines les plus enrichies, 80% d’entre elles correspondent à des protéines déjà connues 
comme ayant une fonction nucléolaire, dont 120 des 214  protéines précedemment identifiées 
(56%) dans le protéome nucléolaire de protoplastes (Figure 11B) (Pendle et al. 2005).  

 
Il avait été observé lors de la purification des nucléoles réalisée par (Pendle et al. 

2005), une quantité non négligeable des protéines correspondant à des protéines 
chloroplastiques. Dans notre cas, la contamination est probablement due à la présence de 
chloroplastes co-isolés avec les nucléoles lors de la procédure. En éliminant les protéines 
décrites comme chloroplastiques (Ferro et al. 2010), le nombre de 559 protéines est réduit à 
359 (Figure 11B). Il est à noter qu’en appliquant un filtre identique aux données de 
protéomique du nucléole publiées en 2005, on limite à 183 le nombre initial de 221 protéines 
nucléolaires (Pendle et al. 2005). Parmi ces 359 protéines, 4 catégories de protéines sont 
significativement surreprésentées (Figure 11C) : celles impliquées dans la biogenèse des 
ribosomes, les protéines ribosomiques, des protéines impliquées dans l’épissage et le 
protéasome.  Du fait de la fonction du nucléole, les protéines liées à la fonction de biogenèse 
des ribosomes étaient attendues. Par ailleurs, lors de la première analyse du protéome 
nucléolaire, un enrichissement des protéines liées à l’épissage et au métabolisme des ARNm 
avait également été mis en évidence (Kim et al. 2009; Pendle et al. 2005). Cependant, ces 
nouvelles données font émerger un lien entre le nucléole et le protéasome. En accord avec 
Julio Saez-Vasquez, responsable de l’équipe, la liste des protéines nucléolaires identifiées ne 
seront pas présentées dans ce rapport pour des raisons de confidentialité. 
 

C. Lien entre le nucléole et le protéasome 
 

Le protéasome est un complexe protéase ATP-dépendant responsable de la 
dégradation de nombreuses protéines chez les plantes et les animaux, pariculièrenent lorsque 
ceux-ci sont ubiquitinilées (Smalle and Vierstra 2004). Le protéasome est composé de 
plusieurs protéines possédant une activité ATP-dépendante (les RPT) ou non (les RPN). Si le 
rôle du protéasome ou des protéines du protéasome au sein du nucléole n’est pas connu, 
quelques travaux soulèvent tout de même un lien entre ce complexe protéique et le nucléole. 
Chez la levure, une inhibition de l’activité du protéasome affecte la maturation des pré-ARNr 
et l’accumulation des pré-ribosomes 90S (Stavreva et al. 2006). En outre, l’équipe de Julio 



Figure 12: Immunolocalisation des sous-unités RPN 8 et 10 du protéasome	
Dans des cellules de racines de plantules de 15 jours, un anticorps anti-RPN10 ou anti-RPN8 a été 
utilisé pour analyser la localisation subcellulaire de ces deux protéines (en rouge) à partir de plantes 
sauvage Col-0 ou mutante nuc1. la chromatine est colorée au DAPI (en bleu) et la position du 
nucléole est rendue visible par la protéine de fusion FIB2:YFP (en vert).	

DAPI	 DAPI	 RPN8	
RPN8	
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Saez-Vasquez a identifié RPN1a, une des sous-unités régulatrices, ainsi que d’autres protéines 
du protéasome, co-purifié au sein du complexe snoRNP U3 (Samaha et al. 2010). Ce dernier 
complexe est impliqué dans la maturation co-transcriptionnelle des pré-ARNr. Il est capable 
de se lier à l’ADNr, au pré-ARNr et de le cliver en 5’ (Saez-Vasquez et al. 2004). 
 Afin de démontrer réellement un lien fonctionnel entre la biogenèse des ribosomes et 
le protéasome, plusieurs analyses ont été réalisées. Nathalie Durut, encadrée au cours de sa 
thèse par Julio Saez-Vasquez, a réalisé une partie des expériences présentées ici (Figure 14A). 
 
 Localisation subcellulaire des RPN 
 Une fusion de RPN1a à la GFP avait déjà permis de révéler la localisation nucléaire de 
cette sous-unité du protéasome (Samaha et al. 2010). Pour compléter nos connaissances sur 
d’autres parties de la sous-unité régulatrice du protéasome, des approches d’immuno-
localisation ont été utilisées sur des noyaux isolés pour visualiser les protéines RPN8 et 
RPN10. RPN8 et 10 sont toutes deux nucléoplasmiques et présentent un signal au centre du 
nucléole dans une cellule racinaire sur deux (Figure 12). Cette expérience a été réalisée dans 
des plantes exprimant le marqueur nucléolaire FIB2:YFP afin de confirmer la localisation 
intranucléolaire de RPN8 et 10. Cette localisation correspond à la cavité (ou vacuole) 
nucléolaire décrite dans le paragraphe II.A.2. 
 Pour le mutant nuc1, dans lequel la structure du nucléole est affectée, les nucléoles ne 
possèdent pas cette cavité. On observe alors que RPN8 et RPN10 sont toujours présentes dans 
le nucléole, mais cette fois au sein de foci irréguliers et dont le nombre varie (Figure 12). 
 
 Interaction de NUC1 avec le protéasome 
 Afin de confirmer un lien physique entre le protéasome et la biogenèse des ribosomes, 
une expérience de co-immuno-précipitation (co-IP) de NUC1, protéine nucléolaire majeure, a 
été réalisée à partir de 75 gr de plantes mutantes nuc1 complémentées par la protéine NUC1 
étiquetée avec un FLAG et exprimée sous le contrôle de son propre promoteur. Les 
interactants ont ensuite été identifiés par spectrométrie de masse (MS/MS). Cette approche a 
été réalisée avec deux conditions de lavages : une faible {150mM NaCl} et une forte 
{300mM NaCl}. Parmi les protéines identifiées 260 d’entre elles sont représentées par au 
moins deux peptides dans les deux expériences. 40% d’entre elles, présentes également dans 
le chloroplaste, ont été écartées pour le reste de l’analyse (Figure 13A). Sur les 150 protéines 
restantes, 46 sont directement liées à la biogenèse des ribosomes et 26 appartiennent au 
protéasome (Figure 13B). Il est intéressant de noter que 34 des protéines présentes dans le 
« pool » de protéines nucléolaires identifiées précédemment font partie de ces interactants 
(Figure 13A). De plus, ces 34 protéines communes sont constituées pour la plupart de facteurs 
impliqués soit dans la biogenèse des ribosomes et soit dans le protéasome (Figure 13C). Cette 
approche démontre clairement un lien direct entre le protéasome et la biogenèse des 
ribosomes. Cependant, seule l’interaction entre RPN8 et NUC1 a pu être validée par co-IP et 
western blot (Figure 13D). 
 
 Analyse des mutants rpn1a et rpt2 
 Pour établir l’existence d’un lien fonctionnel entre le protéasome et la biogenèse des 
ribosomes, les mutants nrp1a et rpt2 ont été analysés. Plusieurs tests permettent de déterminer 
si la biogenèse des ribosomes est affectée au sein d’un mutant : la classe des gènes d’ARNr 
transcrits, la distribution des gènes d’ARNr au sein du noyau, la structure du nucléole ou le 
taux de transcription et de maturation en 5’ETS. Nous avons réalisé toutes ces analyses chez 
le  mutant rpn1a et seulement certaines d’entre elles chez le mutant rpt2 (Figure 14). Ainsi, 
des transcrits de pré-ARNr issus des variants 1, non transcrits dans les cellules de feuilles des 
plantes sauvages Col-0, s’accumulent dans le mutant rpn1a (Figure 14A, données obtenues 



A. Comparaison des données des protéines nucléolaires 
et chloroplastiques avec les interactants de NUC1	

C. Voies de régulation cellulaire enrichies parmi les 34 
protéines nucléolaires, non chloroplastiques, interagissant 
avec NUC1	

Figure 13: Interaction de NUC1 avec des sous-unités du protéasome	
A. Diagramme de Venn comparant les relations entre les données du duplicat du protéome 
nucléolaire avec les données du protéome nucléolaire et du protéome chloroplastique décrit dans 
(Ferro et al., 2010) avec les protéines interagissant avec NUC1 . B-C. Liste des voies de régulation 
cellulaire enrichies significativement parmi les protéines interagissant avec NUC1 (B) ou parmi les 
34 protéines nucléolaires, non chloroplastiques, interagissant avec NUC1 (C). La p-value a été 
obtenue par le test de correction Holm-Bonferroni. D. Co-immunoprécipitation de NUC1 taguée 
par un FLAG avec la protéine du protéasome RPN8.	

B. Voies de régulation cellulaire enrichies 
parmi les 160 protéines non chloroplastiques 
interagissant avec NUC1	
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par Nathalie Durut). Cette expression s’accompagne d’une association plus fréquente du 
NOR2 avec le nucléole, où ces variants 1 sont situés (Figure 14B-C ; (Chandrasekhara et al. 
2016)). En revanche, la distribution de la FIB2:YFP au sein du nucléole et qui reflète sa 
structure, n’est pas modifié chez les mutants rpn1a et rpt2. Ces analyses suggèrent cependant 
un rôle potentiel de RPN1A et du protéasome dans l’organisation et la régulation 
transcriptionnelle des gènes d’ARNr.  
 
 Pour résumer, les membres du protéasome sont bien présents dans le nucléole et 
interagissent directement ou indirectement avec des protéines nucléolaires impliquées dans la 
transcription et la maturation des gènes d’ARNr. De plus, certaines de ces étapes sont 
affectées dans le mutant rpn1a, même si un traitement des plantes sauvages par un inhibiteur 
du protéasome n’a pas d’influence dans la transcription et la maturation des gènes d’ARNr. 
On peut donc avancer qu’un lien physique et fonctionnel existe entre le protéasome et la 
biogenèse des ribosomes.  
 

D. Nucléole et stress thermique 
 
 Chez les mammifères, le nucléole joue un rôle important dans la réponse aux stress 
cellulaires pouvant être induits soit par une irradiation aux UV-B, soit une hypoxie ou enfin 
un stress thermique (Jacob et al. 2013; Audas et al. 2012). En cas de stress, des ARN non-
codants provenant de la région IGS des gènes d’ARNr (ncARNr) s’accumulent au sein du 
nucléole (Audas et al. 2012). Ces ncARNr, qui contiennent un motif spécifique, sont alors 
capables d’interagir avec des protéines comme par exemple SUG1, une protéine régulatrice 
du protéasome ou l’ADN méthyltransférase DNMT1 (Audas et al. 2012). Du fait de la 
localisation nucléolaire de ces ncARNr, ces protéines cibles sont alors séquestrées au sein du 
nucléole et ne peuvent plus assurer leur rôle nucléoplasmique. 
 
 Des travaux sont actuellement menés au sein de l’équipe de Julio Saez-Vasquez pour 
démontrer si ce type de régulation peut exister chez les plantes. Nathalie Durut, doctorante, et 
Claire Picart, assistant ingénieure, ont contribué à la genèse des résultats présentés dans cette 
section.  
 
 La structure du nucléole est affectée en cas de stress 
 La Fibrillarine 2 fusionnée à la YFP (FIB2:YFP), permet de rendre visible la structure 
du nucléole en marquant le DFC par microscopie électronique (Figure 15A). FIB2 :YFP a été 
utilisée pour déterminer si certaines conditions de stress pouvaient modifier sa distribution 
nucléolaire. Ainsi, après huit heures de traitement à 37°C, la distribution de FIB2:YFP dans 
les cellules de feuilles de plantes de 3 semaines devient uniforme au sein du nucléole (Figure 
15B-C, données obtenues avec l’aide de Claire Picart). Si les plantes sont replacées à 22°C, 
24 heures sont nécessaires pour que la FIB2:YFP soit préférentiellement présente au niveau 
du DFC. Ce résultat démontre qu’un stress thermique affecte la localisation nucléolaire de la 
FIB2, mais suggère également une réorganisation de l’ensemble du nucléole, et aussi que la 
biogenèse des ribosomes pourrait être affectée.  
 
 Biogenèse des ARNr et des ribosomes en cas de stress thermique  
 La technique d’extension d’amorces permet d’évaluer de manière quantitative le taux 
de transcription et de maturation des gènes d’ARNr et donc l’efficacité de la biogenèse des 
ribosomes. Ces analyses révèlent une augmentation des pré-ARNr qui peut soit être due à une 
augmentation de leur transcription, soit à un défaut d’efficacité de leur maturation, ou encore  
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Figure 14: Analyse de l’organisation et l’expression des gènes d’ARNr dans des mutants du 
protéasome	
A. Détection des variants d’ARNr 45S à partir d’ADNc de plantes sauvages (Col-0) ou mutantes 
(nrp1a-5). B. Détection des gènes d’ARNr par FISH à l’aide d’une sonde s’hybridant au niveau du 
TIS dans des mutants du protéasome. C. Histogrammes représentant le nombre de NOR par noyaux 
(haut) ou le nombre de NORs associés au nucléole (bas) dans les différents génotypes. 	
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Figure 15: Le stress thermique affecte la structure nucléolaire et la biogenèse des ribosomes	
A. Détection de la FIB2:YFP (vert) dans un nucléole de plante sauvage Col-0. Le schéma associé 
correspond à l’interprétation de la localisation de FIB2 au sein du nucléole, à savoir au niveau du 
DFC. B. Détection de la FIB2:YFP (vert) dans des plantes sauvages stressées (24H 37°C) ou non 
(24H 22°C) 24h à 37°C, ou stressées 24h à 37°C puis replacée 3 jours à 22°C (37°C + 3 jours 
22°C). L’ADN nucléaire est détecté au DAPI (Bleu). La barre d’échelle représente 5 µm. C. 
Histogrammes représentant le nombre de noyaux contenant un nucléole où la FIB2:YFP est 
distribuée uniquement dans le DFC (bleu), de manière homogène dans le nucléole (vert) ou ayant 
une distribution intermédiaire (rouge).. 	

C. Relocalisation de la FIB2:YFP en cas de stress thermique	
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les deux (Figure 16A, données générées par Nathalie Durut). Des analyses complémentaires 
réalisées par RT-PCR ont également montré une accumulation des ncARNr au niveau de la 
région promotrice des gènes d’ARNr (Figure 16B). Cette accumulation avait déjà été 
observée dans les mutants nuc1 et hda6, où elle s’accompagne d’une augmentation des petits 
ARN et d’une modification du taux de méthylation (Earley et al. 2010; Pontvianne et al. 
2010a). Nous ne savons pas encore si le nombre de petits ARN provenant des gènes d’ARNr 
varie en cas de stress, mais nous observons une augmentation importante de la méthylation en 
cas de stress thermique, et ce dans les 3 contextes de méthylation CG, CHG et CHH (Figure 
16C). Ces données suggèrent une méthylation de novo des gènes d’ARNr qui peut être 
réalisée soit par la voie du RdDM et la méthyltransférase DRM2, soit par l’ADN 
méthyltransférase CMT2.  
 
 Vers une voie de séquestration nucléolaire de protéines en cas de stress? 
 Nous venons de voir que, comme dans les cellules animales, un stress peut provoquer 
une accumulation de ncrRNA chez A. thaliana. Cette observation suggère l’existence d’une 
voie de régulation par séquestration nucléolaire en cas de stress chez les plantes. Cette 
hypothèse est testée d’une part (i) en caractérisant les ncARNr (séquençage haut débit) et (ii) 
d’autre part en analysant le protéome du nucléole en cas de stress. Le premier point devrait 
permettre d’identifier des séquences préférentielles d’ARN, probablement structurées, qui 
pourraient être responsables des interactions ARN/protéines spécifiquement en cas de stress. 
Par le second point, on devrait déterminer les protéines associées au nucléole uniquement en 
cas de stress, et ce grâce à une approche de protéomique quantitative. Ce dernier point fait 
partie du projet de thèse de Charlotte Montacié (1ière année de thèse), et est réalisé en 
collaboration avec le laboratoire de spectrométrie de masse bioorganique de l’IPHC de 
Strasbourg. 
 

E. Les petits ARN nucléolaires 
 
 Ces dernières décennies, le rôle des petits ARN a révolutionné le monde de la biologie 
non seulement en modifiant ou faisant apparaître de nouvelles de voies de régulation 
transcriptionnelle, post-transcriptionnelle et traductionnelle, mais également en bouleversant 
nos habitudes techniques en génétique et biologie moléculaire. Toutefois, l’organisation, et le 
positionnement de ces voies dans le contexte spatio-temporel de la cellule, et plus 
particulièrement du noyau, restent peu connus. Le nucléole est le lieu où de nombreux 
complexes snRNP transitent pour y subir différentes étapes de maturation. C’est notamment 
le cas de certains snARN du complexe d’épissage  ou de l’ARN du complexe télomérase (voir 
paragraphe II.A.4). Afin de mieux comprendre le rôle du nucléole dans la biogenèse de petits 
ARN, l’ensemble des petits ARN nucléaires et nucléolaires ont été identifiés par séquençage 
haut débit. 
  
 Identification des petits ARN nucléolaires  
 Les ARN nucléaires ou nucléolaires dont la taille varie de 18 et 80 nt ont été purifiés à 
partir de noyaux isolés par FANS (1 million) ou à partir de nucléoles isolés par FANoS (2 
millions) (Figure 17A). Ces expériences ont été réalisées au laboratoire du Prof. Craig Pikaard 
lors d’un séjour d’une semaine à Indiana University (Bloomington, IN, USA) en juin 2014 et 
en collaboration avec Todd Blevins (aujourd’hui à l’institut de Biologie Moléculaire des 
Plantes de Strasbourg). 



Figure 16: Le stress thermique affecte la transcription des gènes d’ARNr	
A. Analyse du taux de transcription et de maturation au site P des pré-ARNr 45S par extension d’amorce 
à partir d’ARN totaux de plantes traitées ou non 24H à 37°C. Deux amorces ont été utilisées: le Site P 
pour détecter le pré-ARNr clivés au niveau du site de maturation P (A0) de la région 5’ETS et le TIS 
pour détecter les pré-ARNr45S au niveau du site d’initiation de la transcription. L’amorce snoARN U3 
sert de contrôle de charge des ARN. Les  doubles flèches bleues dénotent la présence de signaux 
additionnelles obtenus par l’amorce Site P. La quantification des signaux est présentée dans 
l’histogramme. B Détection des variants d’ARNr 45S ou de transcrits intergéniques à partir d’ADNc de 
plantes sauvages (Col-0) placées ou non a 37°C, puis remises 3 jours à 22°C.	ACT2	et	EF1α servent de 
contrôle de charge. C. La méthylation des cytosines de la région promotrice des gènes d’ARNr 45S a été 
déterminée par séquençage au bisulfite dans des plantes sauvages stressées (Col-0 37) ou non (Col-0 22) 
24h à 37°C, ou stressées 24h à 37°C puis replacées 3 jours à 22°C (col 37 22). Le nombre de séquences 
analysées est précisé entre parenthèse pour chaque condition analysée.	

B. Détection des variants ou transcrits IGS 
d’ARNr 45S par RT-PCR	

C. Analyse de la méthylation de la région 
flanquant le TIS des gènes d’ARNr 45S 	
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 La taille des petits ARN permet de les attribuer à différentes voies de régulation dans 
lesquelles ils jouent un rôle crucial. L’analyse des séquences obtenues a donc été réalisée en 
séparant les populations des petits ARN en 3 catégories : 

- les 21nt, correspondant essentiellement aux microARN 
- les 23-24nt, représentant les siARN impliqués dans la voie du RdDM 
- les petits ARN dont la taille est supérieure à 25nt. 

 Plusieurs types d’ARN sont regroupés dans la catégorie des petits ARN allant de 25 à 
80nt comme les ARN issus de la maturation d’ARN non-codants comme les ARNt, les 
snoARN, les ARNr 5s et 45S, mais aussi d’ARNm en cours de dégradation. Afin de détecter 
les petits ARN enrichis dans le nucléole, les ARN nucléolaires ont été comparés aux petits 
ARN nucléaires. Seuls ceux dont le taux était deux fois supérieur dans le nucléole par rapport 
au noyau ont été considérés pour le reste de l’analyse. 
 
 Les tRNA fragments (tRFs): classe la plus enrichie des petits ARN 
 Parmi les ARN les plus enrichis se retrouvent les ARNt et les snoARN (figure 17B). 
Si la présence des snoARN était prévisible, la présence des ARNt était inattendue car le rôle 
du nucléole dans la transcription et/ou la maturation des ARNt chez les plantes n’est pas du 
tout connu. En revanche, chez la levure, il a été montré que le nucléole était le lieu de 
transcription et d’étapes de maturation précoce des ARNt (Phizicky and Hopper 2010). On 
sait aussi grâce au FISH et à l’identification des NADs que les gènes d’ARNt sont associés au 
nucléole dans les cellules humaines (Thompson et al. 2003; Nemeth et al. 2010; van 
Koningsbruggen et al. 2010). Nous avons observé que les gènes d’ARNt sont 
particulièrement enrichis dans les régions associées au nucléole chez A. thaliana appelées 
NADs pour Nucleolus-Associated chromatin Domains (voir section V). L’ensemble de ces 
données suggère donc un rôle important du nucléole dans l’organisation, la transcription et/ou 
la maturation des gènes d’ARNt chez les plantes. La localisation subnucléaire de l’ARN 
polymérase III n’est pas connue chez les plantes mais cette approche pourrait permettre de 
confirmer la connexion avec le nucléole. 
 
 Cas de l’ARNt Gly  et son possible rôle dans la structure du nucléole ?  
 Les fragments d’ARNt (tRFs pour tRNA-derived RNA fragments) dérivent d’ARNt et 
forment une classe abondante de petits ARN (Loss-Morais et al. 2013). Parmi les tRFs 
enrichis dans le nucléole,  beaucoup dérivent de l’ARNt gly, le plus abondant (Figure 18A). 
Celui-ci représente à lui seul près de 20% nucléaire de l’ensemble des ARN nucléolaire 
enrichies dans le nucléole compris entre 25 et 80nt et atteint 50% de cette classe d’ARN au 
sein du nucléole (Figure 18A). Cette surabondance suggère un rôle particulier de ces tRFs. 
Fin 2015, une étude a démontré l’implication d’un ARN non-codant (l’élément ALU ou B1) 
dans l’organisation structurelle du nucléole chez les mammifères (voir paragraphe II.A.3) 
(Caudron-Herger et al. 2015). L’ARN non-codant est structuré par plusieurs tiges-boucles et 
interagit avec la protéine Nucléoline. Des travaux antérieurs ont démontré que la Nucléoline 
interagissait de manière spécifique avec une structure tige-boucle possédant l’hexanucléotide 
UCCCGA dans la boucle (Figure 18D-F) (Allain et al. 2000b, 2000a; Bouvet et al. 2001). Les 
éléments ALU  ou B1 ne sont pas présents dans le génome des plantes, mais tous deux sont 
issus de SINE qui eux-mêmes dériveraient de précurseurs d’ARNt dégénérés. De manière 
intéressante, la tige-boucle portant l’anticodon Gly est celui qui permet d’obtenir la tige-
boucle la plus proche de l’hexanucléotide UCCCGA (Figure 18 B-C). L’ARNt Gly possédant 
l’anticodon CCC permet ainsi d’obtenir l’hexanucléotide ACCCAA au niveau de la boucle. 
Le second ARNt le plus abondant est celui codant pour l’ARNt Arg qui, avec l’anticodon 
CCG, forme l’hexanucléotide ACCGAA. Est-il possible que ces ARNt interagissent avec 
l’homologue de la nucléoline NUC1 chez A. thaliana pour permettre de structurer le 
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Figure 18: Caractérisation des tRFs nucléolaires	
A. Proportions des lectures de séquençage haut débit provenant de tRFs gly parmi les tous les ARN 
compris entre 25 et 80nt enrichis dans le nucléole (haut) ou parmi l’ensemble des tRFs enrichis dans 
le nucléole (bas). B-C. Prédiction des structures 2D obtenues par mfold de l’ARNt gly mature (B) 
ou de son tRF le plus abondant dans el nucléole (C). D. Structure 3D des deux domaines RBD de la 
nucléoline humaine avec le substrat présenté en (F), publié dans (Allain et al., 2000). E-F. Deux 
structures tige-boucle ayant une forte affinité pour la Nucléoline humaine, décrite dans (Bouvet et 
al., 2001). 	
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nucléole ? Une collaboration avec l’équipe de Laurence Drouard (IBMP, Strasbourg), 
spécialiste des ARNt chez les plantes, est actuellement en cours pour répondre à cette 
question. Le fait que l’absence de NUC1 chez A. thaliana provoque, comme au sein des 
cellules humaines, une déstructuration du nucléole est un nouvel argument en faveur de cette 
hypothèse. 
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VI. Régulation	transcriptionnelle	par	séquestration	nucléolaire	:	
une	nouvelle	voie	de	régulation	des	gènes	?	
 

A. Le nucléole ne contient pas uniquement les gènes d’ARNr 
 
Dans les cellules humaines, l'identification des Nucleolus-Associated chromatin 

Domains (NADs) a révélé la présence de certaines classes de gènes (les NAD-gènes), en plus 
de séquences répétées. Les gènes codant les protéines à doigt de zinc, les récepteurs olfactifs 
et les défensines sont en effet significativement enrichis dans les NAD-gènes (4 fois, 5 fois et 
16 fois, respectivement) (van Koningsbruggen et al. 2010; Nemeth et al. 2010). Les NAD-
gènes sont pour la plupart faiblement exprimés dans le type de cellules utilisées dans ces 
études.  

Chez les plantes, certaines observations laissent entrevoir un rôle du nucléole dans 
l’organisation nucléaire. Tout d'abord, certains centromères des chromosomes qui ne 
contiennent pas de NORs peuvent s’associer avec le nucléole. Ensuite, une couche composée 
d’hétérochromatine est généralement visible autour du nucléole. Connue sous le nom de 
« nucleolar shell », cette couche ne correspond pas uniquement aux gènes d’ARNr. Mais si 
ces observations semblent indiquer la présence de chromatine à la périphérie du nucléole, les 
colorations des noyaux au DAPI  permettent de déterminer la position du nucléole justement 
parce qu’il apparaît comme un trou noir… donc dépourvu d’ADN. L’intensité de fluorescence 
émise par le DAPI étant quantifiable, cela permet d’établir que le nucléole contient aussi de 
l’ADN à une concentration avoisinant 20-25% de celle du nucléoplasme. Il est probable que 
cet ADN nucléolaire, comme dans les cellules humaines, contienne d’autres gènes que les 
gènes d’ARNr activement transcrits. Pour vérifier cette hypothèse, nous avons étudié le 
contenu en ADN de nucléoles purifiés.  
 
 Manuscrit : Identification of nucleolus-associated chromatin domains in A. thaliana 
reveals the role of the nucleolus in 3D genome organisation and telomere protection 
 

Les  travaux ayant permis de déterminer la composition des NADs dans un contexte 
sauvage, ou muté pour le gène codant la Nucléoline 1 sont actuellement en révision dans le 
journal Cell Reports.  
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Abstract 
 
The nucleolus is the site of ribosomal RNA (rRNA) gene transcription, rRNA processing and 
ribosome biogenesis. However, the nucleolus contains much more than rRNA genes. Using a 
technique designed to isolate nucleoli by Fluorescence Assisted Cell Sorting (FACS), we 
have identified Nucleolus-Associated Chromatin Domains (NADs) from Arabidopsis thaliana 
leaves. We show that the short arm of chromosome 4, containing actively transcribed rRNA 
genes, entirely associates with the nucleolus, together with genomic regions flanking the 
telomeres. NADs are essentially composed of genomic regions with silent chromatin 
signatures. In addition to rRNA genes, NADs also contain 11% of A. thaliana transposable 
elements (TEs) and 3% of A. thaliana genes. Analyses in a nucleolin 1 (nuc1) null mutant 
reveal how NAD composition is dependent on rRNA gene expression and nucleolar structure. 
Telomere clustering in the nucleolus is altered in the nuc1 mutant, where telomeres are also 
shortened, which suggests a role for the nucleolus in telomere maintenance and/or protection. 
Finally, our analyses reveal that a large fraction of non-rRNA, genic NADs are not expressed. 
Because RNA polymerase II (Pol II) is excluded from the nucleolus, our data suggest that the 
nucleolus may silence these latter genes by sequestering them away from Pol II. 
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Introduction 
 

A major mechanism of transcriptional regulation is the modification of gene 
accessibility to transcription factors and RNA polymerases. Gene accessibility depends on 
local chromatin structure but also on its subnuclear localization (i.e. a gene’s nuclear context). 
In recent years, a priority of the research community was to study local chromatin structure 
and its impact on gene expression. Global genome-wide approaches were routinely used to 
identify the precise chromatin context for each gene (Filion et al., 2010; Kharchenko et al., 
2011; Roudier et al., 2011; Roy et al., 2010; Wang et al., 2008). These approaches led to the 
identification of several chromatin states that correlate with the expression level of genes 
therein (Bickmore and van Steensel, 2013; Sequeira-Mendes and Gutierrez, 2015). However, 
nuclear context is also very important to fully understand transcriptional regulation. The 
composition of the nucleus is not homogeneous and contains several types of subnuclear 
domain with specific functions (i.e., Cajal bodies, nuclear speckles, the nucleolus and others). 
Therefore, the position of a gene with respect to a nuclear pore, nuclear lamina and the 
nucleolus, as well as inter or intra chromosome interactions, affects its transcriptional 
regulation (Bickmore and van Steensel, 2013). 

In mammalian cells, large portions of the genome associate with the network of 
nuclear lamina at the periphery of the nucleus and are identified as Lamina-Associated 
Domains (LADs). LADs are essentially composed of regions with silent chromatin signatures 
and can represent up to 35% of the nuclear genome (Guelen et al., 2008). Some chromosome 
regions also interact with the nucleolus, the largest nuclear body. The nucleolus is a direct 
consequence of ribosome biogenesis, but it is also a multifunctional body implicated in other 
mechanisms including stress sensing, cell cycle progression, viral replication and RNP 
biogenesis (Boisvert et al., 2007; Boulon et al., 2010; Pederson, 2011). Nucleolus-Associated 
Chromatin Domains (NADs) represent several megabases of the human genome from all 23 
chromosomes, which also display silent chromatin signatures (van Koningsbruggen et al., 
2010; Nemeth et al., 2010). Interestingly, a first comparison of NADs and LADs revealed a 
substantial overlap. Further	cell biology approaches revealed that a significant portion of the 
LADs that do not relocate to the nuclear periphery after mitosis instead associate with the 
nucleolus (Kind et al., 2013, 2015). An important particularity of the nucleolus is that it 
creates a large domain within the nucleus from which RNA polymerase II (RNA pol II) is 
excluded. This is true in all eukaryotes, including plants (Figure 1A), but has not so far been 
explored by the research community (Schubert and Weisshart, 2015). It is tempting to 
speculate that some genes could be physically sequestered in the nucleolus, making them 
inaccessible to RNA pol II and therefore silenced. It is clear that both the nuclear periphery 
and the nucleolus are important platforms for genome organization. 

In plant cells neither LADs nor NADs have been identified so far. Genes that encode 
proteins homologous to components of nuclear lamina could not be identified. However, 
LINC (LIttle NuClei, also called CRWN) proteins share some characteristics with the lamina, 
including coiled-coil domains (Dittmer et al., 2007). The composition of the LINC complex 
was recently characterized in plants (Graumann and Evans, 2010, 2011; Tatout et al., 2014). 
However, the link between this complex and chromatin remains to be demonstrated.  

The role of the nucleolus in rRNA gene transcription and organization has been 
studied extensively (Benoit et al., 2013; Grummt and Langst, 2013; McStay and Grummt, 
2008; Tucker et al., 2010). In each cell, active and inactive rRNA genes coexist and their ratio 
varies depending on the needs of the cell. Most inactive copies of rRNA genes are excluded 
from the nucleolus and are thus inaccessible to RNA pol I (Pontvianne et al., 2013). Because 
rRNA genes are arranged in large tandem arrays called Nucleolus Organizer Regions (NORs), 
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a change in NOR transcriptional activity modifies its subnuclear localisation and should 
therefore at least partially affect the global chromosome organization within the nucleus. 
 
 Using a technique designed to isolate nucleoli from plant tissue, we have identified 
genomic NADs from A. thaliana leaves. We show here that NADs are mainly composed of 
transposable elements (TEs), but the NADs also contain genes that are mainly weakly 
expressed or unexpressed in leaves. Finally, our analyses of NADs in the nucleolin 1 (nuc1) 
mutant reveal an unexpected role of the nucleolus in telomere biology, and suggest a potential 
new way to regulate gene transcription by nucleolar sequestration. 
 
RESULTS 
 

1. Identification of NADs in A. thaliana 
 

DNA staining by DAPI allows the visualization of nuclear DNA and its distribution 
within the nucleus. In three-week-old A. thaliana leaves, centromeres can easily be identified 
because of their high degree of chromatin compaction. On the other hand, euchromatin is less 
compact and the staining signal is therefore less bright. DAPI staining of nuclei also allows 
one to identify the nucleolus, which appears as a black cavity. However, measurements of 
DAPI signal intensity indicate that DNA is indeed present in the nucleolus, but at a 
concentration around three times lower than in the nucleoplasm (excluding centromeres) 
(Figure 1A). To characterize this nucleolar DNA, we took advantage of a protocol that we 
recently developed for the purification of nucleoli by Fluorescence-Activated Cell Sorting 
(FACS). In this protocol a nucleolar protein, Fibrillarin, is fused to yellow fluorescent protein 
(FIB2:YFP) and stably expressed in wild-type Col-0 plants to specifically mark nucleoli 
(Pontvianne et al., 2013). Nucleoli isolated by Fluorescence-Activated Nucleolar Sorting 
(FANoS) were then stained by DAPI to improve detection of the nucleolar DNA (Figure 1B). 
As in the nucleoplasm, nucleolar DNA is not homogeneously distributed in the nucleolus and 
thus stronger DAPI-stained signals are visible. Because the nucleolus forms around actively 
transcribed rRNA genes, we expected to find rRNA genes in the nucleolar DNA. We 
therefore performed DNA-Fluorescent In Situ Hyridization (FISH) using a probe flanking the 
transcription initiation site of rRNA genes to visualize rRNA genes (Figure 1B). All nucleoli 
contain a large quantity of rRNA genes, as expected, but rDNA-FISH signals do not 
completely overlap with DAPI-stained nucleolar DNA. We conclude that nucleolar DNA 
does not consist solely of rRNA genes. 
 To determine the sequence of nucleolar DNA, two sets of 106 nucleoli and two sets of 
5.105 nuclei from three week-old plants leaves were isolated by FANoS. The nuclear or 
nucleolar DNA was then purified, sequenced and reads were mapped to the Arabidopsis 
TAIR10 reference genome. To identify genomic regions present in the nucleolus, we 
compared read densities between the nuclear and the nucleolar DNA for each of the two 
replicates. The nuclear fraction served as an input control to evaluate the relative enrichment 
of genomic regions in the nucleolar DNA. Genomic regions with a nucleolar versus nuclear 
(No/N) fold enrichment ratio greater than 2 in both replicates were identified as nucleolus-
associated chromatin domains (NADs) (Figure 1C). Excluding rRNA genes, NADs represent 
4,2% of the genome (~5.7 Mb). Around 30% of NADs correspond to genes, 35% correspond 
to TEs and the rest correspond to intergenic regions (Figure 1D).  

The No/N fold enrichment ratio was plotted along each of the five chromosomes in 
100-kilobase windows to detect whether specific genomic regions associate with the 
nucleolus more than others (Figure 1E). In A. thaliana, 45S rRNA genes are arranged in 
tandem repeat arrays in NORs located on the left arms of chromosomes 2 and 4 (Figure 1E, 
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NOR2 and NOR4). In A. thaliana leaves only NOR4 associates with the nucleolus and is 
actively transcribed, whereas NOR2 is inactive and is excluded from the nucleolus 
(Chandrasekhara et al., 2016; Fransz et al., 2002; Pontvianne et al., 2013). This genomic 
configuration and selective expression of 45S rRNA genes is reflected in the enrichment of 
NADs along the left arm of chromosome 4 and their near absence from the left arm of 
chromosome 2 (Figure 1E). In fact, it is the entire left arm of chromosome 4 (or Chr4S for 
“Chr 4 short arm”), including its pericentromeric and centromeric regions, that associates with 
the nucleolus (Figure 1E). In contrast, the left arm of chromosome 2 behaves like 
chromosomes 1, 3 and 5, which do not harbor NORs. Subtelomeric regions from all the 5 
chromosomes are also enriched in the nucleolus. This latter observation confirms previous 
work demonstrating that telomeres cluster in the nucleolus (Armstrong et al., 2001).  

 
2. NADs are enriched in inactive chromatin marks and TEs 

 
We took advantage of published epigenomic data to characterize the type of chromatin 

that associates with NADs. Among the nine chromatin states defined based on their histone 
marks and histone variant content (Sequeira-Mendes et al., 2014), we found that four of them 
were statistically enriched in NADs (Figure 2A). This includes chromatin states 8 and 9, 
which show an enrichment for CG methylation, and for silent chromatin marks histone H3 
lysine 9 dimethylation and histone H3 lysine 27 monomethylation (H3K9me2 and 
H3K27me1) (Sequeira-Mendes et al., 2014). Chromatin states 8 and 9 are typically associated 
with TEs and intergenic regions. In addition, chromatin states 4 and 5, which are 
characterized by high levels of H3 lysine 27 trimethylation (H3K27me3), are also enriched in 
NADs. While almost no genes (other than TEs) are present in chromatin states 8 and 9, some 
are present in chromatin states 4 and 5. We therefore analysed the relative expression of 
polyA+ RNA from genes in these different chromatin states to establish a possible correlation 
between NADs and gene expression (Durut et al., 2014). All four of the chromatin states that 
are enriched in NADs (4, 5, 8 and 9) correspond to genomic regions depleted in actively 
transcribed genes (Figure 2B) (Sequeira-Mendes et al., 2014). 

Because NADs are enriched in TEs, we examined the relative contribution of each TE 
superfamily to NADs. 3640 TEs were identified with a No/N fold enrichment ratio greater 
than 2 (NAD-TEs; Supplemental Table 1). In general, no TE superfamily is particularly 
enriched (Figure 2C). DNA/Mariner, DNA/Pogo, DNA/Tc1 and pseudo-LINE elements are 
slightly overrepresented, while LTR/Copia or SINE superfamilies are underrepresented. The 
biased presence of particular TE superfamilies in NADs is probably a consequence of their 
relative abundance in peri-centromeric or knob regions (Figure 2D). 

 
3. Description of the genes present in NADs. 

  
 Although a large portion of NAD loci correspond to TEs, there are also many genes. 
Using the Araport11 annotation database, and excluding 317 Araport11-referenced TEs and 4 
rRNA genes, a total of 907 genes were identified as NAD-genes, which represent around 3% 
of all genes (Supplemental Table 2). The relative position of NAD-genes along all five 
chromosomes follows the general distribution of NADs, being enriched in subtelomeric 
regions and in the short arm of chromosome 4 (Figure 3A). NAD-gene distribution among 
Eukaryotic orthologous groups of proteins (KOG) was analysed. Almost all types of KOGs 
are represented in NAD-genes, with only a slight enrichment of the category “cell mobility”. 
However, only 21 genes belong to this particular category and the 4,7% proportion observed 
here is only due to the association of 1 gene and is therefore not significant. Genes implicated 
in “translation, ribosomal structure and biogenesis”, and which are thus linked to nucleolar 
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function, are not enriched in NAD-genes either. However, two other categories of genes are 
particularly enriched: pseudogenes and tRNA genes (Figure 3B). Among the 915 
pseudogenes referenced in the A. thaliana genome, 72 (7,9%) are present in NAD-genes. 
Moreover, 16,5% of tRNA genes belong to NADs. Interestingly, almost all tRNA isoacceptor 
types are present in NADs, with the exception of tRNA-His which is the smallest tRNA gene 
family in A. thaliana (Figure 3D). Because RNA pol II is excluded from the nucleolus, we 
expect low or unexpressed genes to preferentially compose NAD-genes. Global nuclear gene 
and NAD-gene expression analyses did indeed reveal a bias in expression that supports our 
hypothesis (Figure 3C). 
 

4. Impact of NOR positioning and nucleolus structure on NAD composition 
 

In wild-type A. thaliana leaves, only NOR4 interacts with the nucleolus while NOR2, 
composed of inactive rRNA genes, is excluded from the nucleolar periphery. In null mutants 
for the NUCLEOLIN 1 gene (nuc1), NOR2 and NOR4 both associate with the nucleolus and 
the NOR2 rRNA genes that are normally silenced in wild-type leaves are derepressed (Earley 
et al., 2010; Pontvianne et al., 2010). VAR1 designates a class of rRNA genes that represent 
50% of the entire set of rRNA genes. Because VAR1 rRNA genes are present on the inactive 
NOR2 they are excluded from the nucleolus, which explains the lack of VAR1 gene 
expression in wild-type Col-0 (Chandrasekhara et al., 2016; Pontvianne et al., 2010). 
However, we previously demonstrated that VAR1 rRNA genes are expressed in nuc1 mutants 
(Pontvianne et al., 2010). Here, we show using PCR analyses of FACS-isolated nuclear or 
nucleolar DNA that this large pool of rRNA genes indeed associate with the nucleolus in the 
nuc1 mutant (Figure 4A). To test the impact of NOR2 association with the nucleolus on NAD 
composition, we isolated and sequenced the DNA from FACS-isolated nuclei or nucleoli of 
nuc1. In wild-type Col-0 we demonstrated that chromosome 4 harbours the largest proportion 
of NADs (52%) due to the association of Chr4S with the nucleolus, followed by chromosome 
2 (30%) (Figure 4B). However, in the nuc1 mutant the distribution of NADs was disrupted 
across all five chromosomes (Figure 4B). Chromosome 2 is now the most represented in 
NADs (36%), followed by chromosome 4 (21%). Interestingly, between wild-type Col-0 and 
nuc1, the global proportion of chromosomes 1, 3 and 5 in NADs doubles from around 18% in 
Col-0 (each representing ~6%) to 42% in nuc1 mutant (each representing ~14%). The global 
distribution of nuc1 nucleolar versus nuclear DNA reveals that both short arms of 
chromosomes 2 and 4  (Chr2S and Chr4S) now associate with the nucleolus (Figure 4C). This 
observation correlates with the transcriptionally active state of both NOR2 and NOR4 in nuc1 
(Figure 4A).  

 The pericentromeric and centromeric regions of chromosomes 1, 3 and 5 become 
enriched in the nuc1 mutant (Figure 4D). Although the nuc1 mutant was analysed in several 
studies, no such bias in centromere positioning have been reported so far. Their association 
with the nucleolus is not linked to rRNA gene expression or organization because they do not 
possess 45S rRNA genes. However, Modullo, the nucleolin homolog in Drosophila 
melanogaster, is required for centromere sequestration to the periphery of the nucleolus 
(Padeken et al., 2013). Because centromeres are easily detected by DAPI staining, we 
assessed their relative positions with respect to the nucleolus in wild-type Col-0 and in nuc1-2 
mutant nuclei from three-week-old leaves (Figure 4E-F). A bias can be seen in this 
distribution in the nuc1 mutant, where more centromeres are associated with the nucleolus 
(Figure 4E). In 7% of cases a strong DAPI-stained signal (usually corresponding to a 
centromere) can be detected inside Col-0 nucleoli; by contrast, more than 80% of nuc1 
nucleoli harbour these centromere signatures (Figure 4F). The altered centromere positioning 
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in nuc1 mutant nuclei suggests, as in D. melanogaster, a role for NUC1 in heterochromatin 
distribution in the nucleus. 

 
5. NAD-gene depletion in the nuc1 mutant 
822 NAD-TEs (Supplemental Table 3) and 117 NAD-genes (Supplemental Table 4) can 

be identified in nuc1 with a No/N fold enrichment ratio greater than 2. Their distribution 
along the five chromosomes (Figure 5A) is quite different from that seen in wild-type Col-0 
(see Figure 3A). While 65% of Col-0 NAD-genes were distributed on chromosome 4, only 
20% of nuc1 NAD-genes are present on this chromosome. By contrast, only 13% of Col-0 
NAD-genes were found on chromosome 2, but this proportion increased to 46% in the nuc1 
mutant. Nonetheless, the NAD-gene pool between wild-type Col-0 and nuc1 overlaps 
significantly, since 80% of nuc1 NAD-genes are also NAD-genes in Col-0 (Figure 5B). To 
further characterize NAD-genes that strongly associate with the nucleolus, we identified 
NAD-genes in either wild-type Col-0 or nuc1 that have a No/N fold enrichment ratio greater 
than 3 (Figure 5C). In both cases about 100 NAD-genes were identified, and 51 were shared 
in both genotypes. Among these common loci are tRNA genes (8) and pseudogenes (21), 
demonstrating their strong, reproducible association with the nucleolus, even in the nuc1 
mutant context where nucleolar structure is disrupted. 
 Because RNA pol II is excluded from the nucleolus, we hypothesized that the physical 
association of NAD-genes with the nucleolus may help regulate their transcription. We thus 
took advantage of the fact that several hundred NAD-genes detected in Col-0 do not associate 
with the nucleolus in the nuc1 mutant to examine the impact of these changes on NAD-gene 
expression. RNA deep sequencing analyses of Col-0 versus the nuc1 mutant from three-week-
old leaves were performed in triplicate, allowing us to identify 100 up-regulated genes in the 
nuc1 mutant (Figure 5C).  Among these 100 up-regulated genes, 4 were identified as NAD-
genes in Col-0 but not in the nuc1 mutant. Three of these 4 genes, which are all on 
chromosome 4, are shown in Figure 5D-F; they encode for a P-loop nucleoside triphosphate 
hydrolase (AT4G05380), a WRKY transcription factor (AT4G01720) and a pseudogene 
(AT4G08093), respectively. Note that only genes considered up-regulated in nuc1 by cuffdiff 
were taken into consideration here. However, more transcripts can be detected along the some 
area of the Chr4S whose nucleolar association in nuc1 mutant is much weaker than in wild-
type (Supplemental Figure 1). These observations reinforce a possible link between gene 
silencing and nucleolus association. 
 

6. Nucleolar clustering of telomeres is disrupted in the nuc1 mutant 
 
In the global distribution of NADs along all five chromosomes (Figure 1C), a convex 

pattern is observed, meaning that sub-telomeric regions are largely enriched in the nucleolus. 
This observation corroborates previous reports showing the physical association of telomeres 
with the nucleolus in nuclei from A. thaliana leaves (Armstrong et al., 2001; Fransz et al., 
2002). Interestingly, the sub-telomeric nucleolar association is not as strong in the nuc1 
mutant compared to wild-type Col-0, especially for chromosomes 1, 3 and 5 (Figure 4C). This 
observation is confirmed by the analysis of the relative enrichment in the nucleolus of 
genomic regions in the nuc1 mutant compared to wild-type Col-0 (Figure 6A). The latter 
distribution pattern is concave, demonstrating the enrichment of the centromeric and 
pericentromeric regions, but also the depletion of sub-telomeric regions in the nuc1 mutant.  

These deep sequencing data strongly suggest that nucleolar clustering of telomeres is 
disrupted in the nuc1 mutant. To test this hypothesis cytologically, we analysed the telomere 
distribution in wild-type Col-0 and in nuc1 leaves by Fluorescent In Situ Hybridization 
(FISH) using telomere-specific probes (Figure 6 B-D). As expected, most of the FISH signals 
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are distributed within the nucleolus in wild-type Col-0 nuclei (Figure 6B). However, this 
distribution is perturbed in the nuc1 mutant: although some FISH signals remain associated 
with the nucleolus, nearly half of them fail to cluster in the nucleolus (Figure 6C). 
Quantification of FISH signals reveals that 85% associate with the nucleolus in wild-type 
Col-0 versus 53% in the nuc1 mutant (Figure 6D). Importantly, telomeres that do not 
associate with the nucleolus in nuc1 are not clustered in any other nucleoplasmic 
subcompartment.  

 
7. Mutations in NUC1 cause telomere shortening on all chromosome arms  
 
The biological function of telomere nucleolar clustering remains unknown, but this 

clustering could have an impact on their maintenance. The analysis of terminal restriction 
fragments (TRF) allows one to determine global telomere size. We used this technique to 
determine telomere size in wild-type Col-0 and in nuc1 mutants. In addition, telomere size 
was also analysed in a mutant for the NUC2 gene, which encodes for another nucleolin-like 
protein whose function differs from NUC1 (Durut et al., 2014). In addition, telomere size was 
analysed in mutants for genes encoding FASCIATA1 (fas1-4) and FASCIATA2 (fas2-4), 
which mediate replication-dependant histone deposition and whose respective disruption was 
shown to strongly reduce telomere size (Mozgova et al., 2010). Compared to wild-type Col-0, 
a significant TRF length reduction was observed in both nuc1 mutant alleles; this reduction is 
comparable to that observed in fas1 and fas2 mutants (Figure 7A). However, no difference is 
observed between wild-type Col-0, the nuc2 mutant or the complemented nuc2 mutant, 
demonstrating the specific effect of the nuc1 mutations.  

We demonstrated previously the importance of NUC1 on rRNA gene regulation, which 
occurs in NOR2 and 4 (Pontvianne et al., 2007, 2010). In A. thaliana, the terminal rRNA 
genes from NOR2 and 4 are directly capped by telomere repeats (Copenhaver and Pikaard, 
1996). To determine if telomeres of NOR-bearing-chromosomes are differentially affected, 
we used a PCR-based method called PETRA (primer extension telomere repeat amplification) 
(Heacock et al., 2004) on multiple chromosome arms (Figure 7B-E). In agreement with the  
data from TRF, telomeres on all studied chromosome arms display a ~30% loss of length in 
the nuc1 mutants compared to wild-type Col-0, which is equivalent to the loss observed in 
fas1 and fas2 mutants. Together, these observations demonstrate that telomeres from all 
chromosome arms are shortened in nuc1 and this process is thus not dependent on the 
presence of rRNA genes near the affected telomere. 

 
DISCUSSION 
 
The impact of NOR-nucleolus associations on nuclear architecture 
 
In mammalian cells the nuclear distribution of DNA is governed by individual 

chromosome territories (Gibcus and Dekker, 2013).  Although chromosome territories can be 
seen in A. thaliana cells, their distribution in the nucleus is stochastic, with the exception of 
NOR-bearing-chromosomes 2 and 4 that associate more randomly (Pecinka et al., 2004). 
Only NOR4, composed of rRNA gene variants VAR2 and VAR3, associates with the nucleolus 
(Pontvianne et al., 2013). We demonstrate here that not only NOR4, but also the entire Chr4S, 
as well as its centromeric and pericentromeric regions associate with the nucleolus. 
Consequently, this entire region is typically confined to a specific nuclear compartment. 
Interestingly, data obtained by chromosome conformation capture indicates that this region 
acts as an interaction insulator (Feng et al., 2014; Grob et al., 2013). Our results suggest that 
nucleolus association provokes this insulation.  
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Coincident with NOR2 rRNA gene expression in certain mutant backgrounds, the NOR2 
genomic region also associates with the nucleolus. This is true in mutants for genes encoding 
factors implicated in rRNA genes dosage control, such as mutants for histone modifiers 
(Earley et al., 2010; Pontvianne et al., 2012). Here, we analysed the impact on NOR2 
nucleolar association of the nucleolin 1 mutant nuc1 (Pontvianne et al., 2007, 2010). As 
observed for NOR4 in wild-type Col-0, NOR2 rRNA gene expression provokes its nucleolar 
association, but also the nucleolar association of Chr2S, including its centromeric and 
pericentromeric region. Our data demonstrate that NOR-nucleolus associations affect global 
chromosome organisation within the nucleus. 

Although Chr4S and/or Chr2S associate with the nucleolus under certain conditions, not 
all genes present in these genomic regions are necessarily associated with the nucleolus. 
Loops emanating from Chr4S and oriented within the interior of the nucleus probably exist, 
allowing actively expressed genes to access a nearby nuclear environment compatible with 
active gene expression, as previously described (Feng et al., 2014; Fransz et al., 2002). 

 
Telomere maintenance and/or protection require their physical association with the 
nucleolus 

In A. thaliana, telomeres tend to associate with the nucleolus (Armstrong et al., 2001; 
Fransz et al., 2002). Consequently, we expect subtelomeric regions to be near the nucleolus, 
as shown by DNA-FISH previously (Schubert et al., 2012). Our data demonstrate that at least 
100 kb of each region flanking the telomeres strongly associates with the nucleolus. This 
association may have an impact on genes present in these regions. 39% of highly enriched 
NAD-genes in Col-0 (No/N > 3) are distributed in these subtelomeric regions, while they 
represent less than 1% of the genome. The biological function of telomere nucleolar 
clustering remains unknown, but some studies have indicated a link between telomere biology 
and the nucleolus (Dvorackova et al., 2015). In human cells, the telomerase reverse 
transcriptase (TERT), which catalyzes reverse transcription of the telomerase RNA template 
into telomeric repeats, is activated in the nucleolus during S phase (Jady et al., 2006; Lee et 
al., 2014; Tomlinson et al., 2006). In A. thaliana a preferential nucleolar accumulation of 
telomere repeat binding (TRB) MYB-like proteins was shown. In addition, the telomerase 
RNA-binding protein dyskerin, AtNAP57/CBF5, and AtTERT accumulate in the plant 
nucleolus (Kannan et al., 2008; Lermontova et al., 2007).  

We found that the telomere-nucleolus association is strongly disrupted in nuc1 mutants 
and that telomeres are shortened. Previous work demonstrated the important role of nucleolin 
in rRNA organization and biogenesis (reviewed in (Durut and Saez-Vasquez, 2015)). 
However, all telomeres are affected in nuc1, so the proximity of rRNA genes on NOR-
bearing chromosome cannot explain telomere shortening. Subnucleolar structures show 
profound changes in nuc1 mutants, such as the loss of fibrillar centers (FC), reductions in the 
dense fibrillar component (DFC), as well as an alteration of the granular component (GC) 
(Pontvianne et al., 2007). FC, DFC and GC are subnucleolar structures that are conserved in 
most Eukaryotes and that reflect various steps of ribosome biogenesis (Stepinski, 2014; Thiry 
and Lafontaine, 2005). The nucleolar disorganization observed in nuc1 mutants reflects the 
impact of these mutations on rRNA gene regulation. But nuc1 mutants also affect non-
ribosomal nucleolar functions, including a potential role for NUC1 in telomere biology. 
Whether telomere shortening is a cause or a consequence of telomere mislocalisation is an 
open question. However, telomere clustering is not specific to A. thaliana. In budding yeast, 
telomeres cluster in foci at the nuclear periphery in cycling cells (Meister and Taddei, 2013).  
In quiescent cells, a lack of carbon source is followed by telomeres clustering into a unique 
focus, in the centre of the nucleus (Guidi et al., 2015). Although we do not have direct 
evidence to show it, these data argue in favour of a model where telomere shortening is a 
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consequence of telomere mislocalisation. However, our work combined with previous studies 
strongly suggests a role for the nucleolus in the biology of telomeres. 
 
Potential new mechanism of gene regulation by nucleolar sequestration 
 

Our data have allowed the comprehensive identification of genetic loci that associate 
with the nucleolus (NADs), including many genes (NAD-genes). The majority of NADs 
correspond to repeat elements such as TEs that are transcriptionally silenced by repressive 
histone modifications and DNA methylation (Ito and Kakutani, 2014). Whether the  
association of these loci with the nucleolus participates in transcriptional repression is an open 
question. However, because only a fraction of TEs associate with the nucleolus, being in a 
NAD is certainly not a prerequisite for silencing. Our data also demonstrate the presence of 
genes other than in TEs in NADs. Interestingly, the most enriched non-rRNA gene loci are 
pseudogenes. Because they potentially encode for truncated or non-functional proteins, 
keeping them silent is perhaps the best way to prevent a potential deleterious effect of their 
expression. Importantly, pseudogenes remain highly enriched in the nucleolus of nuc1 mutant 
cells, although its structure is greatly disrupted (Figure 5).  

Genes encoding pre-tRNAs are also significantly enriched in the nucleolus. Although 
this association was never described in plant cells, previous reports showed a nucleolar 
association of tRNA genes in yeast and human cells (Nemeth et al., 2010; Thompson et al., 
2003). Interestingly, the presence of a nearby tRNA gene was shown to antagonize Pol II 
RNA transcription in yeast, due to its clustering near or in the nucleolus (Wang et al., 2005).  
This phenomenon is known as tRNA gene-mediated silencing and involves the proteins 
MOD5 and Condensin (Haeusler et al., 2008; Pratt-Hyatt et al., 2013). However, we show 
here that several hundred functional genes associate with NADs and only a small portion have 
a tRNA gene nearby. Other mechanisms to explain tRNA gene nucleolar association may 
exist. Whether their association with the nucleolus is biologically relevant remains unknown, 
but because no RNA pol II is present in the nucleolus, NAD-genes may be sequestered there 
to prevent their expression. This hypothesis is reinforced by the observation that NAD-genes 
are typically silent or expressed at low levels, but also by the fact that some genes that were 
NAD-genes in Col-0, but not in nuc1, became significantly up-regulated in nuc1 (Figure 5). 
These observations reinforce a possible link between gene silencing and nucleolus 
association. 

Regulation by nucleolar sequestration is known to control certain protein functions, 
especially during stress conditions. In mammalian cells rDNA intergenic transcripts 
accumulate in the nucleolus after heat shock and provoke the nucleolar sequestration of 
nuclear proteins like the DNA methyltransferase DNMT1, the proteasome factor SUG1, or 
POLD1, a key factor of DNA replication (Audas et al., 2012a, 2012b). A similar mechanism 
may exist to regulate transcription by a phenomenon that could be named transcriptional 
regulation by nucleolar sequestration. 
 
MATERIEL AND METHODS 
 
Plant materials and growth conditions 
Seeds corresponding to nuc1-1 and nuc1-2 plants lines (SALK_053590 and SALK_002764 
respectively) were previously reported in (Pontvianne et al., 2007, 2010) and are available 
through the Nottingham Arabidopsis Stock Centre (NASC). Seeds of nuc2-2 mutant (SALK 
GABI_178D01) and nuc2:NUC2 complemented line were described in (Durut et al., 2014). 
Third generation of the knockout mutant fas1-4 (SAIL_662_D10) and fas2-4 
(SALK_033228) are used in figure 7 and were described in (Exner et al., 2006). For FANoS, 
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wild-type Col-0 expressing the FIB2:YFP fusion protein was described in (Pontvianne et al., 
2013). The nuc1-2 plants were crossed with Col-0 FIB2:YFP to introgress the nucleolar 
marker in the nuc1-2 mutant background. All plant material used here were grown in control 
growth chambers, on soil at 21°C with a day light period of 16h per day.  
 
Nuclear and Nucleolar DNA preparation and sequencing 
1 gram of leaves from 3-week-old FIB2:YFP plants are fixed for 20 min in 4% formaldehyde 
in Tris buffer (10 mM Tris-HCl at pH 7.5, 10 mM EDTA, 100 mM NaCl) and are then  
washed twice for 10 min in ice-cold Tris buffer. Washed leaves are minced with a razor blade 
in 1 mL of 45 mM MgCl2, 20 mM MOPS (pH 7.0), 30 mM sodium citrate, and 0.1% Triton 
X-100. The homogenate is filtered through 30µm mesh (PARTEC CellTrics) and subjected to 
FACS to sort nuclei or sonicated using a Bioruptor (three 5-min pulses, medium power; 
Diagenode) to liberate nucleoli that were then sorted by FANoS. Sorting of nuclei or nucleoli 
was triggered by the FIB2:YFP signal using a BD FACS Aria II. Sorted nuclei or nucleoli 
were treated with RNase A and proteinase K prior to purification and concentration using the 
kit ChIP DNA Clean & Concentrator (Zymo Research). DNA libraries were generated via the 
kit Nextera XT DNA sample preparation (Illumina®) according to manufacturer’s instruction, 
and were then subjected to high throughput paired-end 2X125nt sequencing on a Hiseq 2500 
apparatus (Illumina ®). Around 40 million clusters were recovered from the sequencing.  
 
Cytogenetic Analyses 
DNA-FISH and or DAPI-stained nuclei analyses were performed using nuclei from leaves of 
3 or 4-week-old plants as described previously in (Pontvianne et al., 2012). Telomere-specific 
probe was generated by PCR on total genomic DNA from Col-0 wild-type with the primer 
5Telo (TTTAGGGTTTAGGGTTTAGGGTTTAGGGTTTAGGG) and 3Telo 
(CCCTAAACCCTAAACCCTAAACCCTAAACCCTAAA) prior to its labeling with 
digoxigenin-11-UTP (Roche). 
 
Evaluation of telomere lengths using TRF and PETRA analysis 
Nucleon Phytopure Genomic DNA Extraction Kits (Illustra) were used for DNA extraction 
according to manufacturer´s protocol from 3 week-old rosette leaves. Five hundred ng of 
genomic DNA were analysed either by terminal restriction fragment analysis (TRF) or by 
method of primer extension telomere repeat amplification (PETRA). TRF analysis was 
performed according to (Ruckova et al., 2008) and samples were digested by MseI (NEB). 
For PETRA method (Vespa et al., 2007) chromosome specific primers for 3L, 4R, 5L and 5R 
described in (Heacock et al., 2004) were used. Samples from both types of analysis were then 
separated by 0,8% agarose gel electrophoresis followed by Southern hybridization with 
[32P]-labelled telomeric probe TR4C (CCCTAAA)4.  
 
Bioinformatic and statistical analyses 
For each library, 30-50 .106 reads were obtained with 85-90% of the bases displaying a Q-
score ≥ 30, with a mean Q-score of 38 as assessed with Fastqc. After, filtering out of reads 
corresponding to chloroplastic, mitochondrial and rRNA genes was performed with Bowtie 2 
(Langmead and Salzberg, 2012). Remaining reads were mapped against the TAIR 10_genome 
with bowtie2 in sensitive local mode and no mismatch. TEs were analysed according to the 
annotation published in (Flutre et al., 2011). Quantification by 10kb windows was made with 
bedtools software (http://bedtools.readthedocs.org/en/latest/). Regions with foldchange No/N 
superior to 2 are tagged differentially covered (DC).  

Total RNA were extracted from three pools of three week-old Arabidopsis plant leaf 
tissues of wilt-type Col-0 or nuc1-2 mutant using TRIzol reagent (MRC, Inc.). Sequencing 
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was performed by the MGX facility (Montpellier) using a Hiseq 2000 to generate 1X 51bp 
long reads. Illumina reads from non-stranded, polyA+ RNA deep sequencing libraries were 
aligned to the A. thaliana TAIR10 annotated genome reference using Tophat2, Cufflinks, 
Cuffmerge and Cuffdiff (Langmead and Salzberg, 2012). 

The Z test calcul for 2 Population Proportions was used to whether or not the data 
differ between wild-type Col-0 and nuc1 mutant in figures 2A, 4E-F and 6D. 
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FIGURE LEGENDS 
 
Figure 1: Identification of nucleolus-associated chromatin domains (NADs) in A. 
thaliana 
A. One z-stack of a DAPI-stained (blue) nucleus from an A. thaliana leaf expressing the 
Fib2:YFP (green) marker. The white line segment indicates positions traversing the nucleus 
where DAPI signal intensity was plotted as a function of distance along the segment (profile 
below). Scale bar is 5 µm. B. Confocal images of two FACS-isolated nucleoli where DNA is 
stained by DAPI (blue), the Fib2:YFP marker delimits the nucleolus (green) and rRNA genes 
are detected by DNA-FISH (rDNA, red). Scale bar is 2 µm. C. Cartoon depicting the strategy 
used to isolate and sequence total nuclear (N) and specifically nucleolar (No) DNA in order to 
identify NADs by deep sequencing. D. Bar plot displaying the proportion of different types of 
sequence in NADs (below) relative to the entire genome (above). E. Chromosome plots 
displaying the relative enrichment of a given genomic segment in the nucleolus of wild-type 
Col-0. The y-axis displays the fold change ratio No/N. Each dot represents a 100kb window. 
Nucleolus-enriched genomic regions above the threshold (red-dotted line) are coloured in red. 
 
Figure 2: Epigenetic characteristics of NADs 
A. Histogram representing the relative enrichment of each chromatin state in NADs compared 
to the entire reference genome. B. Box plot representing the relative expression of genes 
present in each category of chromatin state. C. Histogram displaying the relative proportions 
of each TE superfamily in NADs. The red-dotted line represents the 1X expected enrichment. 
D. Distribution of all TEs (blue) and NAD-TEs (violet) along all 5 chromosomes. 
 
Figure 3: Description of NAD-genes 
A. Distribution of all genes and NAD-genes along all 5 chromosomes. B. Histogram 
displaying the relative enrichment of NAD-genes in each cluster of orthologous groups 
(COGs), among pseudogenes and tRNA-genes. The dotted line represents the 1X expected 
enrichment. C. Dot-plot revealing the relative expression of all genes or NAD-genes in 3 
week-old leaves. D. Histogram displaying the relative enrichment of each class of tRNA 
genes in NADs. 
 
Figure 4: Identification of NADs in nuc1 mutant 
A.	PCR detection of rRNA gene variant types in DNA of purified nuclei (N) or nucleoli (No) 
of wild-type (Col-0) or nuc1 plants. B. Radar-type diagram displaying the global distribution 
of NADs in the WT Col-0 (black) and in the nuc1 mutant (grey) along all five chromosomes. 
C. Chromosome plots displaying the relative enrichment of genomic sequence as 100kb 
windows in the nucleolus on each 5 chromosomes in nuc1 mutant. D. DAPI-stained nuclei 
from WT Col-0 (left panel) or from nuc1 plants (right panel). Scale bar is 5µm. E. Box-plot 
showing the relative proportion of nucleolus-associated centromeres in WT Col-0 or in nuc1 
mutant. F. Box-plot displaying the relative number of heterochromatic signals inside the 
nucleolus in WT Col-0 or in nuc1 mutant. 
 
Figure 5: Comparison of NAD-genes in wild-type versus nuc1 mutant 
A. Distribution of all genes, NAD-TEs (red) and NAD-genes (blue) in nuc1 mutant along all 
5 chromosomes. B. Venn diagram showing the relation between NAD-genes from wild-type 
Col-0 and the nuc1 mutant, as well as the genes up-regulated in nuc1 mutant. C. Venn 
diagram displaying common features between NAD-genes highly associating with the 
nucleolus in wild-type versus nuc1 mutant. D-F. Genome browser screenshot showing three 
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examples of NAD-genes in Col-0 whom nucleolus association is lost in nuc1 and is 
accompanied by a significant increase of their expression. 
 
Figure 6: Telomere nucleolar clustering is affected in nuc1 mutant 
A. Chromosome-plot displaying the relative enrichment of genomic sequence as 100kb 
windows in the nucleolus on each 5 chromosomes of nuc1 mutant versus WT Col-0. B-C. 
DNA-FISH analyses using a telomere specific probe (red signal) on DAPI-stained nuclei 
(Blue) from WT Col-0 (B) or from nuc1 plants (C). D. Box-plot showing the proportion of 
nucleolus-associated telomeres in WT Col-0 and in nuc1 mutant. 
 
Figure 7: NUC1 disruption induces telomeres shortening 
A. TRF analyses of telomere length in 2 WT Col-0 replicates, 2 nuc1 mutant alleles, nuc2-2 
or complemented nuc2 mutant, as well as in fas1-4 and fas2-4 mutant. B-E. PETRA analyses 
of telomere length in 2 nuc1 mutant alleles, 2 replicates of WT Col-0, as well as in fas1-4 and 
fas2-4 mutants. Chromosome specific probes were used to detect the telomere of the left arm 
of chromosome 3 (B), the right arm of chromosome 4 (C), as well as the left (D) or right (E) 
arm of chromosome 5. 
 
Supplemental figure 1: NAD-genes and TEs reactivation in nuc1 mutant. 
A-B. Genome browser screenshot showing examples of NAD-genes in Col-0 whom nucleolus 
association is lost in nuc1 and is accompanied by a significant increase of their expression. 
Specific regions are zoom in to allow a better visual analyses of the data. RNA deep 
sequencing in triplicates (dark blue) and NAD position (light blue) correspond to Col-0 data, 
while RNA deep sequencing in triplicates (red) and NAD position (orange) correspond to 
nuc1 data. 
 
Supplemental table 1: NAD-TEs in Col-0 
List of NAD-TEs identified in the Wild-type Col-0 with their fold-change No/N ratio and the 
associated p value. 
 
Supplemental table 2 : NAD-genes in Col-0 
List of NAD-genes identified in the Wild-type Col-0 with their fold-change No/N ratio and 
the associated p value. 
 
Supplemental table 3 : NAD-TEs in nuc1 
List of NAD-TEs identified in the mutant nuc1 with their fold-change No/N ratio and the 
associated p value. 
 
Supplemental table 4 : NAD-genes in nuc1 
List of NAD-genes identified in the mutant nuc1 with their fold-change No/N ratio and the 
associated p value. 
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B. Perspectives du projet NADs :  
 

Depuis le 1ier janvier 2016, le projet lié à la compréhension du rôle dans l’architecture 
nucléaire et l’expression des gènes est financé par une « ANR jeune chercheur » (NucleoReg, 
ANR-15-CE12-0013-01). Dans cette section, je développerai les moyens utilisés durant les 
prochaines années pour approfondir nos connaissances dans ce domaine.   
 

Je propose ici d'étudier le rôle du nucléole dans la régulation transcriptionnelle de 
gènes transcrits par l’ARN pol II par un mécanisme de séquestration nucléolaire. Cette 
régulation sera particulièrement analysée lors du développement de la plante, ou en réponse à 
des variations de conditions environnementales.  

Pour comprendre les mécanismes impliqués dans cette nouvelle voie de régulation, je 
développerai deux approches complémentaires : 
 

1. La cartographie des domaines associés au nucléole (NADs) à l'échelle d'une 
population de cellules / tissus / organisme dans des conditions standards ou particulières de 
croissance  

2. Le développement de méthodes de visualisation en temps réel de gènes « simple 
copie » 
 
 Arabidopsis thaliana est un très bon modèle pour étudier la fonction nucléolaire chez 
les eucaryotes. A la différence des cellules de mammifères ou de levures, le nucléole est 
organisé comme un corps rond, généralement situé au centre du noyau. Ceci est 
particulièrement important car un nucléole isolé correspond donc à l'ensemble du contenu 
nucléolaire d'une cellule.  
 

1. Régulation de la transcription par la séquestration nucléolaire: un 
mécanisme général pour réguler la transcription de certains gènes? 

 
Dans un premier temps, il s’agit d’identifier les NADs dans différents organismes, 

dans différents tissus et lors du développement. 
 

a) Dynamique des NADs lors du développement  
 
 La taille et l'activité du nucléole varient selon le type cellulaire. Par exemple, dans les 
cellules des feuilles, le volume représente entre 4 et 5% du volume nucléaire, tandis que dans 
certaines cellules de racines, ce volume peut atteindre jusqu’à 25% du volume nucléaire. Un 
aspect important de ce projet est d'évaluer l’impact de la régulation transcriptionnelle par 
séquestration nucléolaire lors du développement de la plante. L’identification des NAD-gènes 
à partir de cellules de feuilles a révélé que pour certains d’entre eux, on observe une 
expression tissu-spécifique ou une induction lors de stress. Pour étudier la relation entre 
l'expression du gène et son association avec le nucléole, les NADs seront identifiés dans les 
différents tissus et à différents stades de développement. En parallèle, le niveau d’expression 
des NAD-gènes identifiés sera quantifié par des analyses transcriptomiques globales 
(séquençage haut débit) ou  ciblées (RT-PCR quantitative). 
 
 Nous allons donc utiliser les feuilles pour analyser la dynamique des NADs lors 
d’étapes clefs du cycle de la vie de la plante. Les NAD-gènes seront par exemple identifiés : 
(i) lors de la transition florale,   
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(ii) lors de la sénescence des feuilles, 
(iii) dans différents types cellulaires. 
   

(i) Lors de la transition florale, l’organisation et la compaction de la 
chromatine est altérée dans les cellules (Figure 19A ; (Tessadori et al. 
2007)). Nous allons donc prélever les feuilles avant et après floraison pour 
identifier les NADs et analyser l’impact de la réorganisation nucléaire sur 
la dynamique des NADs. 

(ii) Des analyses transcriptomiques ont révélé l’induction ou la répression de 
voies métaboliques spécifiques lors de la sénescence des feuilles (Breeze et 
al. 2011). Nous analyserons les NADs de feuilles avant et pendant la 
sénescence afin d’établir une possible corrélation entre cette réorganisation 
transcriptionnelle et l’identité des NAD-gènes 

(iii) L’identification des NADs au sein de population de cellules homogènes est 
cruciale pour comprendre l'impact réel de la régulation transcriptionnelle 
par séquestration nucléolaire. Après obtention de plantes transgéniques 
exprimant le marqueur nucléolaire FIB2 :YFP sous le contrôle de 
promoteurs tissus-spécifiques (Michniewicz et al. 2015), nous pourrons 
identifier les NADs dans différents types cellulaires (Figure 19B).   

 

b) Dynamique des NADs dans différents contextes génomiques 
 
Un aspect important de ce projet est de déterminer l’identité des NADs dans différents 

écotypes d’A. thaliana, mais aussi dans différentes espèces du genre Arabidopsis. Ce travail 
permettra d’une part d’analyser (i) l’impact de la régulation transcriptionnelle par 
séquestration nucléolaire au sein des plantes hybrides, mais également (ii) la stabilité du 
contenu de l’ADN nucléolaire d’un point de vue évolutif. 

 
(i) l’hétérosis ou vigueur hybride, est un phénomène observé dans les plantes hybrides 

avec des implications importantes pour la productivité agricole. Ainsi, les plantes hybrides 
exprimant une hétérosis forte présentent des capacités très nettement supérieures de résistance 
à la sécheresse, au froid, et à d’autres contraintes externes en général (Figure 20 ; (Birchler et 
al. 2010)). Au niveau moléculaire, on sait que l’hétérosis est due en grande partie à 
l'expression non-additive d'allèles provenant des deux parents (Chen 2010). Toutefois, les 
mécanismes  impliqués dans cette expression allélique différentielle restent mal connus. Une 
des hypothèses actuelles est que l’expression allélique différentielle résulte du choc de deux 
épigénomes différents, possédant des populations de petits ARN dissemblables (Chen 2013). 
Toutefois, d'autres mécanismes sont probablement impliqués puisque seule une fraction des 
allèles exprimés différemment dans l'hybride F1 est associée à des populations variables de 
petits ARN. De manière intéressante, l'analyse des NAD-gènes dans les cellules humaines 
avait permis de révéler qu’un seul des allèles pouvait s’associer avec le nucléole (van 
Koningsbruggen et al. 2010). Au sein de l’allotétraploïde Arabidopsis suecica, des centaines 
de gènes présentent une expression allélique différentielle (Wang et al. 2006) et une 
association avec le nucléole pourrait expliquer en partie cette expression différentielle. 

 
Pour tester cette hypothèse, je propose d'identifier les NADs dans des plantes 

d'Arabidopsis soumises à un croisement intraspécifique (A. thaliana C24 / Landsberg erecta 
Ler) ou interspécifique (Arabidopsis suecica, allotétraploïde de A. thaliana et A. arenosa). 
Ces hybrides expriment tous deux un phénotype d'hétérosis fort et constituent donc de bons 
modèles d’études. Le marqueur FIB2:YFP sera introduit dans les parents et l'hybride pour 



B. Promoteurs spécifiques de types cellulaires	A. Transition florale	

Figure 19: Identification des NADs lors de la transition florale ou de manière tissus-spécifiques	
A. Lors de la transition florale, caractérisée par l’apparition d’une inflorescence (haut), 
l’organisation de l’hétérochromatine varie au sein du noyau, comme le montre les noyaux marqués 
au DAPI avant (gauche) et après (droite) la transition. (images provenant de Tessadori et al., 2007). 
B. Expression de la YFP de manière tissus-spécifiques en utilisant les promoteurs décrits dans 
(Michniewicz et al., 2015). 	



Figure 20: Hybrides d’A. thaliana et allotétraploïde A. suecica	
Figure adaptée de (Chen et al., 2010) A. Plantes F1 issues du croisement entre les écotypes d’A. 
thaliana Col-0 et C24. B. Allotétraploïde stable (génération F8) maintenu par auto-fécondation.	

A. Hybride intra-spécifique d’A. thaliana	

B. Hybride inter-spécifique Arabidopsis suecica	
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permettre d’isoler l'ADN nucléaire et nucléolaire et réaliser le séquençage. L'origine parentale 
des NADs sera déterminée grâce aux polymorphismes nucléotidiques (SNPs)  existants entre 
les deux génomes parentaux.  

 
De plus, des analyses transcriptomiques seront réalisées pour corréler l'accumulation 

des transcrits avec l'association nucléolaire de chaque allèle. Les données seront ensuite 
validées par RT-PCR quantitatives. 

 

c) Caractérisation fonctionnelle des NADs 
 
 Lien entre chromatine répressive et association nucléolaire 
Les NADs identifiés dans les tissus foliaires sont enrichis en régions génomiques 

comportant des modifications de type répressif de la chromatine. Ces marques répressives 
incluent la méthylation de l'ADN dans les contextes CG, CHG et CHH (sachant que H peut 
être soit A, T ou C), ainsi que des modifications des histones (H3K9 et H3K27 méthylées). 
Dans les cellules humaines, les régions génomiques associées aux NADs et aux LADs 
affichent également des marques de chromatine inactive. Lorsque l’activité de l’H3K9 
méthyltransférase G9a est affectée par des ARN interférents, le positionnement des LADs à la 
périphérie nucléaire est modifié (Kind et al. 2013). Il est probable qu’en affectant les voies de 
régulation impliquées dans la déposition des marques épigénétiques répressives au niveau des 
NADs, on affecte aussi l’association des NADs avec le nucléole.  

Pour vérifier si il existe une relation entre association nucléolaire et état chromatinien, 
nous identifierons les NADs dans des mutants nuls pour des gènes codant des facteurs 
responsables des modifications répressives de la chromatine (Figure 21). Pour cela, le 
marqueur FIB2:YFP sera introduit dans les génotypes à analyser par croisement. Les NADs 
seront ensuite identifiés, et l’impact sur l’expression des NAD-gènes sera testé par 
séquençage et par RT-qPCR. De plus, ce lien entre état de la chromatine et association 
nucléolaire sera aussi testé en analysant les modification des cytosines par séquençage 
bisulfite ciblé, et en analysant les modifications des histones par immuno-précipitation de la 
chromatine (ChIP). Nous utiliserons également l’ensemble des données rendues disponibles 
par et pour la communauté scientifique (Stroud et al. 2013; Roudier et al. 2011; Sequeira-
Mendes et al. 2014). 

 
 Lien entre identité des NADs et fonctions nucléolaires 
Le nucléole est la conséquence de la biogenèse des ribosomes, qui commence par la 

transcription des gènes d’ARNr par l'ARN pol I. Ainsi, la taille et la structure du nucléole 
sont directement liées au taux de production des ribosomes, qui dépend lui-même des besoins 
de la cellule. En affectant ce processus biologique de base, c’est toute l'organisation 
nucléolaire que l’on affecte, provoquant ainsi des changements drastiques sur l’ensemble des 
voies de régulations nucléolaires. L’identification des NADs dans des conditions où la 
structure nucléolaire et la biogenèse des ribosomes sont perturbées devrait permettre 
d’apporter de nouvelles informations sur ces voies de régulations. 

Pour tester cette hypothèse, les NADs seront identifiés dans une série de mutants nuls 
pour des gènes codant des facteurs impliqués dans la transcription et/ou la maturation  des 
gènes d’ARNr, ou dans l’assemblage des protéines ribosomiques (Figure 21). Comme 
précédemment, le marqueur FIB2:YFP sera introduit dans les génotypes à analyser par 
croisement, pour identifier les NADs. L’impact sur l’expression des NAD-gènes sera testé par 
RT-qPCR ou séquençage haut débit.   

 



Figure 21: Liste	des	mutants	d’inser.ons	qui	seront	analysés	pour	analyser	le	lien	entre	les	NADs	
et	l’organisa.on	nucléaire,	les	modifica.ons	de	la	chroma.ne	et	la	biogenèse	des	ribosomes.	

 	  	 Impact du facteur	  	

Nom mutant	 Gène muté	 Fonction	 Sur les fonctions nucléolaires	 Sur les régions centromériques et péri-
centromériques	 Références	

crown1, 
crown2	 CROWN 1 et 2	 Organisation de la 

périphérie nucléaire	 Inconnu	 Impliqué dans l’organisation des 
centromères 	

(Dittmer et al., 2007; Wang et al., 
2013)	

morc1, morc6	 MORC 1 et 6	 Organisation de la 
chromatine	 Inconnu	 Impliqué dans la condensation des régions 

péricentromériques	
(Moissiard et al., 2012; 2014)	

	

ddm1	 DDM1	 Remodelage de la 
chromatine	

Impliquée dans la condensation des 
gènes d’ARNr	

Impliquée dans la condensation de la 
chromatine et la répression des TEs	

(Kanno et al., 2004; Jeddeloh et al.,  
1998; Zemach et al., 2013)	

atxr5/6*	 ATXR5 and ATXR6	 H3K27 mono-
méthyltransférases	

Impliquées dans l’expression des 
gènes d’ARNr	

Impliquées dans la répression des TEs et la 
réplication de l’hétérochromatine	

(Jacob et al., 2009, 2014; Pontvianne 
et al., 2013)	

suvh4	 SUVH4	 H3K9 di-
méthyltransférases	 aucun	 Impliquée dans la répression des TEs	 (Jackson et al., 2002; Sroud et al., 

2013)	

rts1-1*	 HDA6	 histone déacétylase	 Impliquée dans l’expression et la 
condensation des gènes d’ARNr	 Impliquée dans la répression des TEs	 (Probst et al., 2004; Earley et al., 

2010; Blevins et al., 2014)	

met1-1*	 MET1	 CG ADN 
méthyltransférase	

implicated in rRNA genes dosage 
control and condensation	

Impliquée dans la répression des Tes et la 
condensation des régions 

péricentromériques	

(Vongs et al. 1993; Pontvianne et al., 
2013)	

cmt2	 CMT2	 CHG 
méthyltransférase	 inconnu	

Impliquée dans la répression des Tes et la 
condensation des régions 

péricentromériques	

(Zemach et al., 2013; Stroud et al., 
2014)	

dcc	 DRM1,  DRM2 and 
CMT3	

CHG et CHH 
méthyltransférases	 mineur	 Impliquées dans la répression des TEs	 (Stroud et al., 2014)	

nrpe1-11*	 NRPE1	 SSU catalytique de 
l’ARN pol V	 mineur	 Impliquées dans la répression des TEs	 (Douet et al., 2009; unpublished data)	

 fas2-4*	 FASCIATA 2	 Chaperonnes 
d’histones	

Impliquée dans la régulation du 
nombre et de l’expression des gènes 

d’ARNr	
aucun	 (Mozgova et al., 2010; Pontvianne et 

al.,  2013)	

rps5	 RPS5	 Protéine 
ribosomique	

Impliquée dans la biogenèse des 
ribosomes	 aucun	

(Weijers D et al., 2001)	

rps18	 RPS18	 Protéine 
ribosomique	

Impliquée dans la biogenèse des 
ribosomes	 aucun	

(Van Lijsebettens  et al., 1994)	

Modifica(ons	
des	histones	

DNA	
methylases	

RdDM	
Chaperonne	
d’histones	

Biogenèse	des	
ribosomes	

Organisa(on	
nucléaire	
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2. Détection des NADs au niveau cellulaire à l'aide de nouvelles méthodes 
de visualisation de gènes simple copie  

 
Il n’existe pas vraiment de méthode permettant de détecter la localisation de gènes 

simple copie en temps réel. A partir de tissus fixés, la technique padlock-FISH a récemment 
été utilisée pour visualiser le gène CAB inductible à la lumière, ainsi que le gène codant 
l’Ubiquitine 11 (Feng et al. 2014a). Le padlock-FISH amplifie le signal grâce à des 
oligonucléotides circularisables spécifiques à la séquence à détecter. Je propose d'utiliser cette 
approche pour détecter des NADs à l'échelle cellulaire, tout en développant de nouvelles  
techniques d'imagerie de cellules vivantes pour suivre les NADs. Valider l’association 
nucléolaire des NAD-gènes par des approches d’imagerie est en effet un point majeur de ce 
projet. 

a) Développement d'une nouvelle méthode de visualisation de 
gènes simple copie in planta 

 
Nous allons tester deux approches qui ne devraient pas affecter localement 

l’organisation de la chromatine et la transcription : 
 
(A) ANCHOR: une cassette unique qui permet de visualiser le site d'intégration de 

l’ADN-T. 
(B) dCAS9 / CRISPR: une cassette qui permet de visualiser un site d'intérêt par 

l'intermédiaire de l'hybridation d'un ARN guide (ARNg). 
 
Pour ces deux approches, un promoteur inductible permet l'expression de la protéine 

d’intérêt fusionnée avec la eGFP de manière à obtenir un signal optimal. Nous proposons 
d'utiliser la Dexaméthasone (DEX) comme inducteur, car ce système fonctionne chez les 
plantes mono- et dicotylédones (Borghi 2010; Moore et al. 2006). 

 
(A) Le système ANCHOR a été développé par l’utilisation de complexes 

nucléoprotéiques de type kinétochore impliqués lors de la ségrégation des 
chromosomes bactériens (Badrinarayanan et al. 2015). Un fragment d'ADN 
unique de 1 kb (parS), exempt de séquences répétées, permet la liaison de 
la protéine ParB. Dans ce cas, l’oligomérisation des protéines ParB crée 
des foyers fluorescents sans effet sur le contexte chromatinien voisin, ni 
sur l'activité transcriptionnelle. Cette technologie a été utilisée avec succès 
pour visualiser un locus unique dans des cellules de levure et des cellules 
humaines (Saad et al. 2014). Un brevet détenu par le CNRS et dont le prof. 
Kerstin Bystricky (LBME, Université de Toulouse, France) est co-
inventeur régule son utilisation chez les eucaryotes (Numéro de la 
demande: 20140045262). Sur les conseils du prof. Kerstin Bystricky, nous 
développons une cassette qui permettrait d’utiliser le système ANCHOR 
chez les plantes (Figure 22A). Nous avons déjà réalisé cette cassette et des 
plantes transgéniques sont en cours d’obtention. Afin de visualiser le locus 
ciblé in planta, une accumulation optimale de la protéine de fusion 
ParB:GFP est nécessaire. Pour cela, différentes concentrations de DEX 
seront testées. L’ensemble du système (promoteurs, parB :GFP et parS) 
constitue le même transgène.  

 
(B) Le système CRISPR/Cas9 permet la liaison de la protéine (Cas9) à un 

locus d'intérêt dans le génome par l'hybridation d'un ARN guide (ARNg) 



Figure 22: Représentation schématique des cassettes ANCHOR et CRISPR/Cas9 .	
	
A-B. Les bordures LB et RB rendent cette cassette compatible avec le système de clonage Gateway 
(Invitrogen). De plus, de nombreux sites uniques de restrictions (site RE)  permettent de modifier le 
contenu des cassettes. Un marqueur de sélection est également présent dans ces cassettes pour 
sélectionner les plantes transformées. A. La protéine de fusion ParB:GFP est exprimée sous le 
contrôle du promoteur inductible à la Dexaméthasone. Après un espaceur d’environ 1 kb se trouve 
la séquence cible ParS. B. L’ARN guide est exprimé sous le contrôle du promoteur U6. La dCas9 
fusionnée à la GFP est elle exprimée sous le contrôle du promoteur Ubiquitine.	

A. Cassette ANCHOR	

B. Cassette CRISPR/dCas9	
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spécifique de ce locus. Cette technique a été utilisée avec succès dans les 
plantes pour modifier des séquences géniques (Feng et al. 2014b; Jiang et 
al. 2013). Dans les cellules humaines, un système utilisant un mutant 
catalytique de Cas9 pour son activité endonucléase (dCaS9 pour « dead » 
Cas9) fusionné à la eGFP a permis de visualiser certains gènes ou éléments 
répétés avec succès (Chen et al. 2013). L’ARN guide permet d’hybrider la 
dCaS9 au niveau du site à détecter et en l’absence de l’activité 
endonucléase, l’interaction dCaS9:eGFP/gène cible est stable. Afin 
d’utiliser ce système d’imagerie en temps réel, la cassette qui permettra 
d’exprimer la dCaS9:eGFP via le système inductible DEX, ainsi qu’un ou 
plusieurs ARNg est actuellement en cours de réalisation (Figure 22B). 
Pour pouvoir détecter le signal, la présence d’au moins 10 cibles adjacentes 
est nécessaire. Les séquences télomériques sont donc une cible de choix 
pour tester ce système in planta. Les groupements de gènes d’ARNt sont 
une seconde possibilité pour notre projet car ils font partie des gènes les 
plus enrichis parmi les NAD-gènes (voir article3.2). 

 
Les lignées transformées seront analysées par microscopie confocale. En cas 

d’obtention de données pertinentes, l’analyse de ces plantes sera également réalisée  en 
utilisant des microscopes plus résolutifs sur des plateformes régionales comme à 
l’observatoire de Banyuls-sur-Mer, à Toulouse ou Montpellier.  

 
En parallèle, ces approches seront validées par des techniques indépendantes. Ainsi, la 

co-localisation des télomères et des complexes CRISPR/dCaS9 pourra être réalisée par FISH 
et immunolocalisation de la eGFP, ou par ChIP entre dCas9/ARNg/télomères. Dans le cas du 
système ANCHOR, la technique de ChIP sera utilisée pour valider in vivo l’interaction entre 
parB:GFP et la séquence ParS. 

b) Visualisation des NADs au niveau cellulaire 
 

Parmi les NADs identifiés dans les feuilles, certains sont présents dans des régions 
génomiques très peu associées au nucléole. Dans ce cas, leur association avec le nucléole 
pourrait être la conséquence d’un processus spécifique, au moins partiellement séquence-
dépendant. Donc, l’intégration d'un NAD à un endroit différent dans le génome devrait 
conduire à sa réassociation avec le nucléole. Pour tester cette hypothèse, nous procéderons à 
la localisation subnucléaire de trois à cinq NADs indépendants en utilisant quatre approches 
différentes. Le système ANCHOR et le système de CRIPSR/dCas9 correspondent aux 
principales méthodes, mais deux autres méthodes pourraient être utilisées si les deux 
premières approches se révèlent infructueuses. 

 
Méthode 1: détection de NADs néo-intégrés (néo-NADs) avec ANCHOR 
Trois à cinq NADs, contenant des gènes présents au milieu de grandes régions 

génomiques ayant des caractéristiques euchromatiques, seront sélectionnés. Seuls les NADs 
possédant des NAD-gènes fortement associés au nucléole (voir Figure 5C de l’article section 
IV.A) et exprimés en cas de stress seront choisis ici. Une fois clonés, une séquence ParS du 
système ANCHOR sera fusionnée à chacun des néo-NADs, avant de les réintégrer dans des 
plantes sauvages. 

En parallèle, une cassette ANCHOR ne contenant pas la séquence ParS sera préparée. 
Cette nouvelle cassette sera intégrée dans les plantes sauvages et les transformants seront 
sélectionnés. Ensuite, les plantes portant chaque transgène seront croisées afin d'avoir les 
deux transgènes co-ségrégeant dans la même plante (Figure 23A). Après induction DEX, les 



Figure 23: Méthodes utilisées pour détecter la position des NADs à l’échelle de la cellule	
Plusieurs méthodes seront testées pour augmenter nos chances de détecter les NADs dans le noyau: 
la méthode ANCHOR (A), CRISPR/Cas9 (B), padlock-FISH (C) et FISH optimisée (D).	
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néo-NADs seront visualisés à partir de noyaux fixés ou in planta pour valider leur localisation 
subnucléaire par microscopie confocale. 

 
Méthode 2: détection de NAD natifs avec CRISPR/dCas9 
Certains NADs contiennent naturellement quelques séquences répétées de 15-20 nt qui 

peuvent être utilisées pour concevoir un ARN guide (ARNg), ce qui permettra de les cibler 
spécifiquement de manière multiple. La cassette développée pour le système CRISPR/dCas9 
est conçue de sorte que la séquence ARNg peut être facilement remplacée par une autre. 
Après modification de l’ARNg, la cassette CRISPR/dCas9 sera introduite dans des plantes 
sauvages, puis utilisée pour visualiser le positionnement subnucléaire du NAD ciblé par 
microscopie confocale (Figure 23B). 

 
Méthode 3: détection de NAD natifs par padlock-FISH 
La méthode de padlock-FISH permet de détecter in situ des gènes simple copie à partir 

de tissus fixés. Cette méthode est donc une alternative intéressante qui a par ailleurs déjà été 
utilisée avec succès chez A. thaliana. Des sondes spécialement conçues pour s’hybrider avec 
les NADs d’intérêt sélectionnés pour la méthode 1 seront synthétisées. L'hybridation sera 
réalisée selon le protocole publié dans (Feng et al. 2014a) (figure 23C). 

 
Méthode 4: détection de loci uniques par FISH 
Une autre option consiste à utiliser la technique de FISH avec quelques modifications 

pour augmenter son efficacité à détecter des gènes simple copie. Typiquement, les sondes 
FISH sont composées d'un seul fragment d'ADN marqué à la digoxigénine-dUTP-11 (DIG). 
Le signal est ensuite amplifié par un « sandwich » à base d'anticorps, comme décrit dans 
(Pontvianne et al. 2012). Je propose ici de synthétiser jusqu'à 30 sondes différentes de 35-
40nt, marquées avec un fluorophore, qui s’hybrideront le long de la séquence génomique 
ciblée tous les 100-200nt (Figure 23D). Si le signal est trop faible pour être détecté, il peut 
facilement être amplifié au moyen d'un « sandwich » constitué d'anticorps contre le 
fluorophore. 

 
 Enfin, une dernière option consiste à utiliser des BACs comme sondes pour détecter 
les NADs par FISH. Cette technique a couramment été utilisée chez les plantes, y compris A. 
thaliana et ne devrait pas poser de problèmes techniques (Fransz et al. 2002). Cependant, en 
utilisant des BAC, les loci génomiques ciblés présentent des séquences allant de 50 à 150 kb, 
donc seuls les plus grands NADs (entre 25 et 80 kb) peuvent être analysés par cette approche. 

 
Une fois identifiées, les lignées les plus intéressantes seront analysées par microscopie 

hyper-résolutive auprès de la plateforme MRI de Montpellier. 
 

3. Dynamique des NADs en cas de stress  
 
 Les NAD-gènes identifiés à partir de feuilles sont peu ou pas transcrits. Néanmoins, 
certains d’entre eux sont exprimés en cas de stress. Lorsque ces NAD-gènes sont exprimés, ils 
devraient perdre leur association avec le nucléole, ainsi que les marques répressives associées 
sur la chromatine. L'ARN pol II étant exclue du nucléole, pour devenir activement transcrits, 
les NAD-gènes doivent devenir accessibles à celle-ci. Nous testerons ces hypothèses en 
analysant la dynamique de NAD-gènes lorsqu’ils sont activement transcrits en cas de stress. 

a) Identification des NADs en cas de stress abiotique 
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Les NADs seront identifiés dans des plantes soumises à des stress qui affectent la 
croissance et le développement: (i) le stress thermique et (ii) la disponibilité en Fe. 

 
(i) stress thermique: 

 Dans les cellules de mammifères, le nucléole joue un rôle important dans la réponse 
aux stress ((Boulon et al. 2010) et paragraphe II.A.4). Mais si l’existence de tels mécanismes 
reste à démontrer dans les cellules végétales, plusieurs indications présentées dans la section 
II.D (Figures 15-16) semblent néanmoins indiquer qu’ils sont conservés chez les plantes. Par 
exemple,  la distribution de la FIB2:YFP au niveau du DFC est affectée en cas de  stress par 
la chaleur et cette désorganisation s’accompagne d’une accumulation de ncrRNA au niveau 
des gènes d’ARNr 45S. La structure du nucléole étant étroitement liée à sa fonction et à son 
activité, il est fort probable que le stress thermique affecte la biogenèse des ribosomes.  
 Pour déterminer si cette désorganisation affecte la dynamique des NADs, on les 
recherchera dans des feuilles de plantes de 3 semaines ayant subi ou non un choc thermique 
de 24h à 37°C.  
  

(ii) Excès de Fe 
 La concentration en Fe dans le nucléole est la plus forte mesurée dans les 
compartiments intracellulaires des cellules végétales (Paragraphe III.A, (Roschzttardtz et al. 
2011). Bien que le rôle de ce pool de Fe reste inconnu, il semble qu’un lien existe avec la 
biogenèse des ribosomes (Figure 10). Par ailleurs, un excès de Fe induit une relocalisation de 
la FIB2:YFP du DFC vers l’ensemble du nucléole, comme en cas de stress thermique. 
Comprendre les conséquences de cet excès sur l’organisation du noyau est donc essentiel pour 
mieux appréhender son impact sur les fonctions nucléaires, et plus particulièrement sur la 
dynamique des NADs. Ceux-ci  seront donc identifiés à partir de feuilles de plantes traitées 
par excès de Fe (500 mM de citrate de Fe) ou en conditions standard (50 mM de citrate de 
Fe). 
 
 Dans ces deux cas, l’identification des NADs sera accompagnée d’une analyse 
systématique de l’expression des NAD-gènes associés dans les conditions contrôles ou de 
stress. 

 

b) Visualisation de la réactivation des NAD-gènes en cas de stress 
 

Après leur réactivation, les NAD-gènes devraient perdre leur association avec le nucléole afin 
d'accéder à une zone nucléaire où leur transcription est possible. Cependant, ces changements 
de positions nucléaires et d'expression sont vraisemblablement accompagnés d'un changement 
de la chromatine associée. Quels mécanismes précèdent la cascade d’évènements nécessaires 
à la réactivation d’un gène ? La perte de l'association nucléolaire ? La perte des marques 
répressives associées au locus réactivé ? Quelques-uns des scénarios envisageables sont 
illustrés dans la Figure 24. 
 

Pour analyser les différentes étapes nécessaires à l'activation transcriptionnelle des 
NAD-gènes, je propose d'utiliser les méthodes ANCHOR ou CRISPR/dCas9 développés dans 
la partie 2.2. Des NAD-gènes inductibles par la chaleur seront utilisés pour cette étude. Leur 
position par rapport au nucléole sera mesurée avant et après le stress thermique. Le 
laboratoire possède un microscope confocal équipé d'une chambre thermostatée qui nous 
permettra de contrôler la température de la plante en cours d'analyse. 

 



Figure 24: Scénarios possibles lors de l’activation transcriptionnelle de NAD-gènes  	
A. Des modifications de la chromatine faisant passer le NAD-gène d'un état réprimé à permissif est 
nécessaire avant le mouvement du B. Le mouvement du NAD-gène est nécessaire avant un 
changement d’état de la chromatine. C. Le mouvement du NAD-gène et le changement de l'Etat de 
la chromatine sont tous deux nécessaires.	
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Le temps de latence requis pour la réactivation  transcriptionnelle du NAD-gène étudié 
sera d’abord analysé par RT-PCR quantitative. Les modifications de la chromatine pendant 
cette réactivation seront analysées par ChIP et séquençage bisulfite. Ensuite, les plantes 
possédant un transgène composé d’un NAD (induit par le stress) couplé à la séquence ParS 
seront utilisées pour suivre in vivo le positionnement des néo-NADs durant leur activation 
transcriptionnelle (Méthode 1: ANCHOR partie 2.2). Le changement de position associé à 
l’activation d’un NAD-gène sera également analysé dans des mutants de facteurs nécessaires 
pour effacer les marques de chromatine silencieuse, comme des ADN ou des histones 
déméthylases.  
 
Conclusions : 
 

Ce projet devrait permettre de caractériser une nouvelle voie de régulation de 
l'expression des gènes en utilisant de nouvelles techniques (Figure 25). La cartographie des 
NADs au cours du développement, dans différents tissus ou dans différents contextes 
génomiques permettra ainsi d’appréhender l’importance de cette voie de régulation au cours 
de la vie de la plante. Par ailleurs, l’identification des NADs dans des mutants ayant une 
régulation épigénétique ou un nucléole perturbé révélera les mécanismes impliqués dans cette 
régulation.  
 La mise en place de méthodes de détection de gènes simple copie à l’échelle de la 
cellule est un aspect important de ce projet. Ces méthodes nous permettront de compléter les 
données obtenues par séquençage haut débit. En outre, ces méthodes ouvriront de nouvelles 
perspectives sur l’étude du rôle de la position d’un gène et de la régulation de son expression. 
Jusqu’à quel point cette position est importante? Quelle est la dynamique du positionnement 
des gènes ? Ces données, ainsi que les méthodes développées à travers ce projet devraient 
ainsi être utiles à l’ensemble de la communauté scientifique qui tente de répondre à ces 
questions. 
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Figure 25: Rôle du nucléole dans l’organisation du génome et l’expression de certains gènes 
chez A. thaliana  	
1.  Le nucléole est composé de trois compartiments majeurs (le centre fibrillaire FC, le composé 
fibrillaire dense DFC et le composé granulaire GC). 2. Une partie des gènes d’ARNr 45S provenant 
du NOR4 sont associés au nucléole et  activement transcrits,  à l’inverse de ceux présents sur le 
NOR2.  L’ensemble  du  bras  court  du  chromosome  4  et  les  régions  télomériques  (TEL)  sont 
également associés au nucléole. Le nucléole offre un large volume d’où l’ARN pol II est exclue, 
mais où certains gènes sont potentiellement séquestrés (NAD). 3. Certains gènes, potentiellement 
contenus  dans  le  nucléole  via  l’intervention de facteurs  de  séquestration nucléolaire,  pourraient 
perdre cette association lors de leur réactivation transcriptionnelle. 	
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VII. Conclusions générales: 
 

Le fait que le nucléole soit facilement décelable en absence même de toute coloration, 
a fait de ce corps nucléaire, aussi appelé « noyau du noyau », le sujet favori de nombreux 
chercheurs depuis des décennies. Si la plupart des premiers travaux étaient très descriptifs, de 
nombreuses études ont depuis permis de percer les mécanismes moléculaires dont le nucléole 
est le siège. Ainsi, beaucoup d’hypothèses ont émergé grâce à des études réalisées sur le 
nucléole, et s’avèrent également pertinentes dans d’autres contextes. Par exemple, les études 
réalisées sur la transcription des ARN ribosomiques par l’ARN polymérase I ont permis 
d’établir d’importants concepts sur la transcription.  
     Les travaux et les perspectives présentés tout au long de ce manuscrit s’inscrivent dans 
cette tradition d’étudier de nouvelles hypothèses en utilisant le nucléole comme modèle 
d’étude. Par exemple, la régulation de la fonction de protéines par séquestration nucléolaire 
est un concept qui, du fait des évidences obtenues à partir de cellules animales, s’impose peu 
à peu comme une nouvelle voie de régulation. Toutefois, cette régulation par séquestration 
n’est probablement pas spécifique au nucléole. Il existe en effet de nombreux sites plus ou 
moins discrets au sein d’une cellule pour « se cacher ».  

 
Dans les années à venir, mon travail aura pour but de démontrer l’existence ou non 

d’une voie de régulation transcriptionnelle par séquestration nucléolaire en utilisant la 
stratégie présentée dans la section V. A (Figure 25). Cependant, à plus long terme, une des 
aspects qui pourra être abordé, sera de déterminer si cette séquestration est le fruit d’un 
processus actif ou passif. En d’autres termes, existent-ils des facteurs interagissant 
directement ou non avec les NADs et qui permettent de les associer et/ou les maintenir 
associés au nucléole? 

La cartographie systématique des NADs dans différents types cellulaires, lors de 
phases spécifiques du développement ou en cas de stress, permettra d’appréhender l’impact 
potentiel de cette voie de régulation sur l’expression des gènes. Agit-elle sur la régulation de 
nombreux gènes ou seulement sur certains d’entre eux. Dans tous les cas, cette approche 
devrait apporter de nouveaux éléments sur le rôle de l’organisation nucléaire et sur la 
régulation de l’expression des gènes, en d’autres termes: « Est-ce que vraiment la position 
d’un gène au sein du noyau influe sur son expression?  
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Histone methyltransferases regulating
rRNA gene dose and dosage control
in Arabidopsis

Frédéric Pontvianne,1,2,7 Todd Blevins,1,2 Chinmayi Chandrasekhara,1,2 Wei Feng,1 Hume Stroud,3

Steven E. Jacobsen,3,4,5 Scott D. Michaels,1 and Craig S. Pikaard1,2,6,8

1Department of Biology, 2Department of Molecular and Cellular Biochemistry, Indiana University, Bloomington, Indiana 47405,
USA; 3Department of Molecular, Cell, and Developmental Biology, 4Howard Hughes Medical Institute, 5Molecular Biology
Institute, University of California at Los Angeles, Los Angeles, California 90095, USA; 6Howard Hughes Medical Institute,
Indiana University, Bloomington, Indiana 47405, USA

Eukaryotes have hundreds of nearly identical 45S ribosomal RNA (rRNA) genes, each encoding the 18S, 5.8S, and
25S catalytic rRNAs. Because cellular demands for ribosomes and protein synthesis vary during development, the
number of active rRNA genes is subject to dosage control. In genetic hybrids, one manifestation of dosage control
is nucleolar dominance, an epigenetic phenomenon in which the rRNA genes of one progenitor are repressed. For
instance, in Arabidopsis suecica, the allotetraploid hybrid of Arabidopsis thaliana and Arabidopsis arenosa, the
A. thaliana-derived rRNA genes are selectively silenced. An analogous phenomenon occurs in nonhybrid A.
thaliana, in which specific classes of rRNA gene variants are inactivated. An RNA-mediated knockdown screen
identified SUVR4 {SUPPRESSOR OF VARIEGATION 3-9 [SU(VAR)3-9]-RELATED 4} as a histone H3 Lys 9 (H3K9)
methyltransferase required for nucleolar dominance in A. suecica. H3K9 methyltransferases are also required for
variant-specific silencing in A. thaliana, but SUVH5 [SU(VAR)3-9 HOMOLOG 5] and SUVH6, rather than SUVR4,
are the key activities in this genomic context. Mutations disrupting the H3K27 methyltransferases ATXR5 or
ATXR6 affect which rRNA gene variants are expressed or silenced, and in atxr5 atxr6 double mutants, dominance
relationships among variants are reversed relative to wild type. Interestingly, these changes in gene expression are
accompanied by changes in the relative abundance of the rRNA gene variants at the DNA level, including
overreplication of the normally silenced class and decreased abundance of the normally dominant class.
Collectively, our results indicate that histone methylation can affect both the doses of different variants and their
differential silencing through the choice mechanisms that achieve dosage control.

[Keywords: DNA methylation; chromatin modification; epigenetic; gene expression; histone methylation; nucleolar
dominance; transcription]
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In eukaryotes, 45S ribosomal RNA (rRNA) genes are
tandemly repeated at chromosomal loci known as nucle-
olus organizer regions (NORs) (Long and Dawid 1980;
Haaf et al. 1991; Raska et al. 2006; Saez-Vasquez and
Echeverria 2007). Each rRNA gene has the potential to be
transcribed by RNA polymerase I (Pol I) to produce a 45S
pre-rRNA transcript that is then processed into the 18S,
5.8S, and 25S rRNAs present at the catalytic core of ri-
bosomes, the cellular machines that carry out protein

synthesis (Granneman and Baserga 2005; Moss et al. 2007;
Kressler et al. 2010). Of the hundreds (sometimes thou-
sands) of rRNA genes present in eukaryotic genomes, only
a subset is transcribed by Pol I in most cells, with changes
in DNA methylation and post-translational histone mod-
ifications affecting rRNA gene ‘‘on’’ or ‘‘off’’ states in both
mammals and plants (Grummt and Pikaard 2003; Lawrence
and Pikaard 2004; Grummt 2007; McStay and Grummt
2008; McKeown and Shaw 2009)

Nucleolar dominance is a phenomenon that occurs in
interspecific hybrids and describes the epigenetic silenc-
ing of the rRNA genes contributed by one of the pro-
genitors (McStay 2006; Tucker et al. 2010). First described
in plants, nucleolar dominance also occurs in hybrids
of insects, invertebrates, amphibians, and mammals
(Pikaard 2000). In Arabidopsis suecica, the allotetraploid
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hybrid of Arabidopsis thaliana and Arabidopsis arenosa,
the A. thaliana-derived rRNA genes are selectively si-
lenced during early vegetative development such that
only A. arenosa-derived rRNA genes are expressed in
leaves of mature plants (Fig. 1A; Chen et al. 1998; Pontes
et al. 2007). Initial studies with chemical inhibitors
showed that rRNA gene silencing in nucleolar dominance
involves concerted changes in DNA methylation and
histone modification (Chen and Pikaard 1997; Lawrence
et al. 2004). Subsequent RNAi-mediated knockdown
screens have identified histone deacetylase 6 (HDA6),
methylcytosine-binding domain protein 6 (MBD6), MBD10,
the de novo DNA methyltransferase DRM2, and proteins of
the siRNA-directed DNA methylation pathway as activi-
ties required for nucleolar dominance in A. suecica (Earley
et al. 2006a; Preuss et al. 2008).

A nucleolar dominance-like phenomenon also occurs
in nonhybrid A. thaliana, in which distinct rRNA gene
variants are selectively inactivated during early vegeta-
tive development, following a time course similar to the
silencing of A. thaliana-derived rRNA genes in A. suecica
(Earley et al. 2010; Abou-Ellail et al. 2011). Variant-specific
rRNA gene silencing in A. thaliana involves HDA6 (Earley
et al. 2010), as in A. suecica, as well as nucleolin (AtNUC-
L1), a protein implicated in multiple aspects of rRNA
gene expression and rRNA processing (Ginisty et al. 1999;
Mongelard and Bouvet 2007; Pontvianne et al. 2007,
2010a). The involvement of HDA6 in rRNA gene silencing
in both A. suecica and A. thaliana suggests that rRNA

gene silencing mechanisms in hybrids and nonhybrids
might be fundamentally similar.

Histone lysine methyltransferases (HKMTs) play impor-
tant roles in eukaryotic gene regulation and chromatin
organization. Depending on the lysine that is modified,
HKMT activities can repress or activate transcription
(Lachner and Jenuwein 2002; Bell et al. 2011). For exam-
ple, dimethylation of histone H3 on Lys 9 (H3K9me2) is
a mark typical of inactive heterochromatin. Accordingly,
silent A. thaliana-derived rRNA genes in hybrid A.
suecica are associated with nucleosomes enriched for
H3K9me2. Conversely, the dominant A. arenosa-derived
rRNA genes in A. suecica are preferentially associated
with H3 that is trimethylated on Lys 4 (H3K4me3), a
hallmark of active genes (Lawrence et al. 2004; Earley
et al. 2006a). In hda6 mutants of A. thaliana, in which
selective silencing of rRNA gene variants fails to occur
during development, reduced association of rRNA genes
with H3K9me2 and increased H3K4me3 association is
observed (Earley et al. 2010). Therefore, H3K9me2 en-
richment correlates with gene silencing in both hybrid
and nonhybrid Arabidopsis, but the identities of the
H3K9 methyltransferases involved are unknown.

The catalytic activity of lysine methyltransferases re-
sides in their SET domains, named for the founding
members of the family: the Drosophila proteins Suppressor
of Variegation 3-9 [Su(var)3-9], Enhancer of Zeste, and
Trithorax (Rea et al. 2000). In Arabidopsis, 49 genes encode
proteins with a SET domain, 30 of which are homologous to
enzymes known to methylate the N-terminal tails of
histones (Pontvianne et al. 2010b). Among these are
a class of 14 enzymes {class V; SUVH1–9 [SU(VAR)3-9
HOMOLOG 1–9] and SUVR1–5 [SU(VAR)3-9-RELATED
1–5]} whose known or predicted substrates are H3K9 (Fig.
1B; Baumbusch et al. 2001; Pontvianne et al. 2010b).
SUVH proteins are distinguishable from SUVR proteins
by the presence of a RING finger-associated (SRA) domain
in addition to a SET domain. The SRA domain binds
methylated DNA, thereby linking DNA methylation to
H3K9 methylation in order to reinforce the silent epige-
netic state (Fig. 1B; Johnson et al. 2007; Law and Jacobsen
2010; Rajakumara et al. 2011). Mutations in the SRA
domain can disrupt gene silencing, indicating that the
domain is essential for SUVH function (Johnson et al.
2007, 2008; Rajakumara et al. 2011).

SUVH4/KRYPTONITE (KYP) is thought to be the major
H3K9 methyltransferase enzyme in Arabidopsis (Jackson
et al. 2002; Johnson et al. 2002; Malagnac et al. 2002;
Jasencakova et al. 2003). However, SUVH5 and SUVH6 act
redundantly with SUVH4 to silence transcription at some
loci (Ebbs et al. 2005; Ebbs and Bender 2006). SUVR4
catalyzes di- and trimethylation of H3K9 in vitro and is
implicated in transposon silencing (Thorstensen et al.
2006; Veiseth et al. 2011). SUVR5 plays a role in flowering
time regulation (Krichevsky et al. 2007).

Histone H3 can be monomethylated on Lys 27
(H3K27me1) by ATXR5 and ATXR6 in Arabidopsis, and
this modification plays an important role in gene silenc-
ing and genome stability (Jacob et al. 2009). In atxr5 atxr6
(atxr5/6) double mutants, repetitive elements that are

Figure 1. Nucleolar dominance and HKMTs in Arabidopsis. (A)
Cartoon depicting the selective epigenetic silencing of A. thaliana-
derived rRNA genes in A. suecica, the allotetraploid hybrid of A.
thaliana and A. arenosa. (B) Putative HKMTs in Arabidopsis, and
amiRNA constructs designed to target the corresponding HKMT
mRNAs (check marks). Brackets indicate instances where a single
amiRNA targeted multiple mRNAs. Domain organizations of the
HKMT proteins are depicted in the diagrams to the right.
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normally silenced are derepressed without affecting H3K9
methylation or DNA methylation, demonstrating that
H3K27me1 is a critical modification for silencing these
elements. Moreover, mutations disrupting ATXR5 and
ATXR6 activity cause the overreplication of heterochro-
matic regions enriched for silenced repetitive elements,
implicating the H3K27me1 chromatin mark in the negative
control of origin of replication activity (Jacob et al. 2010).

In this study, we sought to identify specific histone
methyltransferases that regulate the number of actively
transcribed rRNA genes in the allopolyploid hybrid A.
suecica and in diploid, nonhybrid A. thaliana. We dem-
onstrate that rRNA gene silencing is mediated by distinct
H3K9 methyltransferases in these two genomic contexts.
Moreover, we show that the H3K27me1 methyltrans-
ferases ATXR5 and AXTR6 influence variant-specific rRNA
gene expression patterns in diploid A. thaliana, both by
affecting the relative copy number (dose) of variants and
by separable effects on the dosage control system.

Results

SUVR4 is required for nucleolar dominance
in A. suecica

We conducted a systematic screen of Arabidopsis H3K9
methyltransferases involved in nucleolar dominance in
A. suecica by expressing transgenes encoding artificial
microRNAs (amiRNAs) (Schwab et al. 2006) that target
the mRNAs of class V (SUVH and SUVR) enzymes. Some
amiRNAs were designed to knock down mRNAs of as
many as three closely related genes, and others targeted
individual mRNAs (Fig. 1B).

In A. suecica, pre-rRNA transcripts from the A. arenosa-
and A. thaliana-derived rRNA genes can be discriminated
from one another using an RT-CAPS (reverse transcrip-
tion-cleaved amplified polymorphic sequence) assay
(Lewis and Pikaard 2001). This PCR-based assay exploits
a single-nucleotide polymorphism that generates an ad-
ditional Hha I restriction endonuclease site within the
internal transcribed spacer 1 (ITS1) region of A. arenosa
rRNA genes, relative to A. thaliana rRNA genes, such
that Hha I digestion allows A. thaliana and A. arenosa
genes or their transcripts to be discriminated from one
another (Fig. 2A).

RT-CAPS assays were performed using RNA isolated
from six or more independent transgenic individuals for
each of the 22 different amiRNAs that were expressed in
transgenic A. suecica plants. Nucleolar dominance was
unaffected by the majority of amiRNA constructs. How-
ever, an amiRNA that concurrently targeted mRNAs of
SUVR1, SUVR2, and SUVR4, the most closely related
genes within the SUVR subfamily, disrupted silencing of
A. thaliana rRNA genes in multiple transformants (Sup-
plemental Fig. S1A,B), similar to a previously character-
ized RNAi line (Preuss et al. 2008) that knocks down the
de novo DNA methyltransferase DRM2.

We next engineered and expressed amiRNAs targeting
SUVR1, SUVR2, or SUVR4 individually and tested eight
primary transformants (T1 plants) for each construct

by both RT-CAPS and quantitative PCR to see whether
silencing of A. thaliana-derived rRNA genes was dis-
rupted. Significant expression of A. thaliana-derived pre-
rRNA was detected in plants expressing the amiRNA
targeting SUVR4 compared with nontransformed A.
suecica (Fig. 2B; Supplemental Fig. S3). In these lines,
SUVR4 mRNA levels are reduced relative to the non-
transformed plants (Fig. 2C), but nontargeted mRNAs,
including SUVR1, SUVR2, SUVH4, SUVH5, and SUVH6
mRNAs, are unaffected, demonstrating the specificity of
the SUVR4 amiRNA (Supplemental Fig. S1C). Likewise,
amiRNAs targeting SUVH4, SUVH5, and/or SUVH6
mRNAs knocked down their targets several-fold (Supple-
mental Fig. S2A,B). However, no disruption of nucleolar
dominance occurred in SUVH4, SUVH5, or SUVH6 knock-
down lines (Supplemental Fig. S2C–E).

The disruption of nucleolar dominance observed in
SUVR4 amiRNA T1 plants (Fig. 2B) persisted in the T2
generation, as shown using RT-CAPS and S1 nuclease
protection using a probe specific for A. thaliana rRNA
gene transcripts that are accurately initiated at the gene
promoter (Fig. 2C,D). Approximately half of the plants
expressing the amiRNA that targets only SUVR1 showed
some loss of nucleolar dominance (Supplemental Fig. S1B),
suggesting that SUVR1 may also participate in rRNA gene
silencing. However, the lower frequency of an effect com-
pared with SUVR4 knockdown lines suggests that SUVR1
may be less critical than SUVR4 for nucleolar dominance.

To determine whether SUVR4 knockdown affects H3K9
methylation at rRNA genes, chromatin immunoprecipita-
tion (ChIP) was performed using antibodies specific for
dimethylated H3K9 (H3K9me2). A significant decrease in
H3K9me2 associated with both A. thaliana- and A. arenosa-
derived rRNA genes was detected in SUVR4 amiRNA
plants (line A) compared with wild-type A. suecica
plants (Fig. 2E). This change in H3K9me2 levels at both
progenitors’ rRNA genes is consistent with prior studies
that indicated that dosage control of the dominant set of
rRNA genes (A. arenosa) involves the same chromatin
modifications responsible for the nearly complete silenc-
ing of the underdominant set of genes (Lawrence et al.
2004). For instance, the failure to silence underdominant
rRNA genes upon treatment of plants with 5-aza-deoxy-
cytosine, a cytosine methylation inhibitor, or trichostatin
A, a HDA inhibitor, is accompanied by the up-regulation of
the dominant rRNA genes (Lawrence et al. 2004).

SUVH5 and SUVH6, but not SUVR4, regulate rRNA
gene expression in A. thaliana

We next asked whether H3K9 methyltransferases involved
in uniparental rRNA gene silencing in allotetraploid
hybrids mediate the silencing of specific rRNA gene
variants in nonhybrid diploids. Previous work showed
that a class of ‘‘long’’ rRNA gene variants, representing
;50% of the total rRNA gene pool in A. thaliana ecotype
Col-0, is transcriptionally inactivated in mature leaves
(Earley et al. 2010; Pontvianne et al. 2010a; Abou-Ellail
et al. 2011). The presence or absence of an 81-base-pair (bp)
insertion at the 39 end of the pre-rRNA transcripts distin-
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guishes long variants from short variants such that ex-
pression of both variant types can be monitored by RT–
PCR using primers that flank the insertion/deletion site
(Fig. 3A). In leaves of mature wild-type plants (Col-0), only
short variants are abundantly expressed. However, in hda6
mutants, repression of long variant transcription is dis-

rupted such that long and short variants are both expressed
(Fig. 3A; Earley et al. 2010). Only short variant transcripts
are detected in suvr1- or suvr2-null mutants or suvr1 suvr2
(suvr1/2) double mutants. Likewise, knocking down
SUVR4 using amiRNAs or RNAi-inducing dsRNAs did
not disrupt long variant repression (Fig. 3A, left panel), in

Figure 2. SUVR4 is implicated in nucleolar dominance. (A). Diagram outlining the CAPS assay that distinguishes the A. arenosa- or A.
thaliana-derived rRNA genes or their transcripts in A. suecica. (B) RT-CAPS analysis of rRNA gene variant expression in SUVR4
knockdown lines (T1 generation), nontransgenic A. suecica (negative control), or a DRM2 RNAi knockdown line (positive control).
Control reactions in which reverse transcriptase was omitted (!RT) are also shown. (C) Persistence of disrupted nucleolar dominance in
T2 siblings of a SUVR4 knockdown line. Also shown are SUV4 mRNA levels in the knockdown lines relative to A. suecica and DRM2-
RNAi controls. RT–PCR of actin (ACT2) served as a control, showing that equivalent amounts of RNA were assayed. (D) S1 nuclease
protection assay following hybridization of total RNA with an end-labeled A. thaliana-specific ssDNA probe. Following S1 nuclease
digestion, products were subjected to denaturing polyacrylamide gel electrophoresis and autoradiography. (E) ChIP analysis of
H3K9me2 levels in the region downstream from the transcription start site in wild-type A. suecica and SUVR4 amiRNA plants.
Quantitative PCR used TaqMan probes. ACTIN2 served as a H3K9me2-depleted control.
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contrast to the disruption of nucleolar dominance that
occurs upon SUVR4 knockdown in A. suecica hybrids.

We next examined mutants ablating members of the
SUVH subfamily of histone methyltransferases. No change
in rRNA long variant expression was detected in suvh4
single mutants, relative to wild-type plants, but long var-
iant silencing is disrupted in suvh5 suvh6 double mutants
(suvh5/6) or suvh4 suvh5 suvh6 triple mutants (suvh4/5/
6) (Fig. 3A, right panel). Interestingly, short variant expres-
sion is elevated in suvh4/5/6 triple mutants, relative to the
suvh5/6 double mutants or wild-type Col-0. These data
suggest that SUVH5 and/or SUVH6 are important in the
choice mechanism(s) responsible for selective silencing
of long rRNA gene variants, with SUVH4 playing a role in
regulating the total amount of gene expression from spe-
cific subsets of rRNA genes.

ChIP was employed to examine H3K9me2 at rRNA
genes in wild-type Col-0, suvh5/6, and suvh4/5/6 mutant
plants (Fig. 3B). These ChIP data report on the chromatin
states of both the long and short variants combined. Sur-
prisingly, H3K9me2 was only found to be reduced within
transcribed (59 ETS [external transcribed sequence], 25S,
and 39 ETS) and intergenic spacer (IGS) regions in suvh4/
5/6 triple mutants, whereas no change from wild type was

observed in the suvh5/6 double mutant (Fig. 3B). These
data indicate that SUVH4 mediates H3K9 dimethylation
of rRNA genes, consistent with a role in modulating their
expression levels, despite not being essential in the choice
mechanisms that discriminate among gene variants.

Loss of CG methylation at rRNA genes
in suvh5/6 mutants

We reported previously that long variant expression
correlates with reduced CG and CHG methylation flank-
ing the rRNA gene transcription initiation site (Earley
et al. 2010; Pontvianne et al. 2010a). Using bisulfite
treatment followed by DNA sequencing (Frommer et al.
1992), we analyzed the cytosine methylation status of
rRNA gene promoter regions (positions !316 to +243
relative to the transcription start site, defined as +1) in
wild-type plants and suvh mutants (Fig. 4A). Importantly,
the sequences of all rRNA genes are identical in this
region, such that variants cannot be discriminated within
their promoter regions. Promoter region CG methylation
is reduced ;20% in suvh4 mutants and ;50% in suvh5/6
double mutants or suvh4/5/6 triple mutants relative to
wild-type Col-0 (Fig. 4B). Changes in CG methylation are
mainly restricted to a 150-bp region beginning 50 bp
downstream from +1 within the transcribed region (Fig.
4C). No significant change in overall CHH methylation
was detected in suvh5/6 compared with Col-0, but CHG
methylation was reduced in the double mutant, mostly
within the transcribed region where CG methylation
is also reduced (Fig. 4B,C). More dramatic reductions in
CHG and CHH methylation were observed in suvh4 and
suvh4/5/6 mutants (Fig. 4B,C) and are therefore attribut-
able to suvh4. Because silencing of long rRNA gene
variants is disrupted in suvh5/6 but not suvh4 mutants,
we conclude that SUVH5 and SUVH6 are important for
CG and CHG methylation in the transcribed region
downstream from +1 and that decreased cytosine methyl-
ation in this region correlates with long variant expression.

A role for H3K27 monomethyltransferases ATXR5
and ATXR6 in rRNA gene regulation

To determine whether histone H3K27me1 plays a role in
rRNA gene variant silencing, we analyzed long and short
variant transcript accumulation by RT–PCR in atxr5 or
atxr6 single mutants and atxr5/6 double mutants, com-
paring them with wild type (Col-0) and hda6 mutants
(Fig. 5A). Unlike hda6 mutants, in which long and short
rRNA gene variants are both highly expressed, atxr6 single
mutants resemble wild-type plants in that the short
variants remain dominant (Fig. 5A, top panels, RT–PCR
analysis of subregion A). However, in atxr5 single mu-
tants, long variant transcripts become more abundant
than short variant transcripts. Remarkably, in atxr5/6
mutants, only long variants are expressed at high levels.
In these double mutants, the once-dominant short variants
are expressed in only trace amounts.

Short variants can be further subdivided into two sub-
classes, short-a and short-b, based on small insertions/
deletions (indels) that occur downstream from the dupli-

Figure 3. SUVH5 and SUVH6 contribute to long variant
silencing in A. thaliana. (A) RT–PCR detection of long and
short rRNA gene variant transcripts in wild type or suvr or hda6
mutants (left panel) or suvh mutants (right panel). (B) H3K9me2
association with rRNA genes, measured by ChIP. The diagram
depicts a 45S rRNA gene repeat and shows the regions that were
queried by PCR following ChIP: 25S rRNA, 39 ETS, 59 ETS, or
IGS. Actin (ACT2) and AtSN1 retroelements served as controls
for active, H3K9me2-depleted or silent, H3K9me2-enriched loci,
respectively.
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cated repeat that distinguishes long from short variants
(see the diagram in Fig. 5A). PCR primers that amplify this
larger region reveal additional complexity in the patterns
of rRNA gene variant expression. In wild-type plants and
atxr6 single mutants, short-a transcripts are more abun-
dant than short-b transcripts (Fig. 5A, RT–PCR analysis of
subregion B). In atxr5 mutants, long variants are now

expressed, but the short-a and short-b transcripts are still
detected in the same proportion as in wild-type plants. In
hda6 mutants, short-b transcripts become more abun-
dant than short-a transcripts. The most dramatic change
in rRNA gene variant expression occurs in atxr5/6 double
mutants in which short-a transcripts are undetectable
and short-b variants are detected only in trace amounts

Figure 4. SUVH function affects rRNA gene cytosine methylation. (A) Diagram of the rRNA gene intergenic region highlighting the
promoter region analyzed by bisulfite sequencing. (B) Histograms documenting the mean cytosine methylation levels at CG, CHG, or
CHG motifs in wild type (Col-0) and suvh4, suvh5/6, and suvh4/5/6 mutants based on sequencing of at least 30 independent clones
following bisulfite treatment of genomic DNA. The number of CG, CHG, or CHH motifs per clone is indicated (n). (C) Positions of
methylcytosines in the promoter region, displayed according to sequence context: CG (red), CHG (blue), and CHH (green). The height of
each bar denotes the frequency at which that cytosine is methylated.
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(Fig. 5A). Although the atxr6 mutation alone has little
effect on rRNA gene variant expression patterns, its
synergistic effect when combined with the atxr5 muta-
tion suggests that ATXR5 and ATXR6 are partially redun-
dant in their effects on the rRNA gene variant choice
mechanism(s).

We used ChIP to determine whether histones bearing
the H3K27me1 mark were depleted at rRNA genes in
atxr5/6 mutants (Fig. 5B; Supplemental Fig. S4). Indeed,
consistent with ATXR5 and ATXR6 being the key enzymes
for H3K27 monomethylation in Arabidopsis, H3K27me1
levels are very low throughout all regions of the rRNA
genes in atxr5/6 double mutants (Jacob et al. 2009).

We also performed ChIP using an antibody against
the NRPA2 subunit of RNA Pol I to determine whether

production of long, short-a, or short-b transcripts is
consistent with transcription by Pol I within the poly-
morphic region that distinguishes these rRNA gene var-
iant types (Fig. 5C). Comparison of wild type and atxr5/6
double mutants shows that Pol I associates with the
different variants within the polymorphic region in pro-
portion to their relative expression levels (Fig. 5, cf. A and
C, subregion B PCR results).

Remarkably, the absence of short-a transcripts in atxr5/6
double mutants correlates with a substantial decrease
in the abundance of the rRNA gene variants that encode
these transcripts. This change at the DNA level is apparent
upon PCR amplification of region B using genomic DNA
as the template (Fig. 5A [bottom panel], E). Moreover, PCR
analyses of genomic DNA indicate that the abundance of

Figure 5. The H3K27 monomethylases
ATXR5 and ATXR6 affect which rRNA gene
variants are expressed or silenced. (A) The
diagram depicts the polymorphic region in
which long and short (a and b) rRNA gene
variants differ due to indels. The panels
below show RT–PCR analyses of rRNA gene
variant expression in wild type (Col-0) or
hda6, atxr5, atxr6, or atxr5/6 mutants using
PCR primers spanning two different polymor-
phic intervals (subregions A or B). The ACT2
panel shows that equal amounts of RNA were
subjected to RT–PCR for each genotype. Re-
actions in which reverse transcriptase was
omitted (!RT) control for DNA contamina-
tion. The bottom panel shows PCR of geno-
mic DNA (gDNA) using the primers that
amplify subregion B. (B) H3K27me1 ChIP
using chromatin isolated from 2-wk-old
Col-0 or atxr5/6 plants. Following ChIP, the
indicated regions of the rRNA genes (or the
ACT2 control) were amplified and measured
using quantitative PCR. (C) ChIP using an
antibody recognizing the N-terminal domain
of the RNA Pol I second-largest subunit,
NRPA2. Following ChIP, polymorphic sub-
region B was amplified by PCR. (D) Relative
rRNA gene copy number in atxr5/6 double
mutants relative to wild type (Col-0). The
graph plots the log base 2 value for the ratio
of normalized read counts for genomic DNA
of 8C nuclei subjected to Illumina deep se-
quencing (Jacob et al. 2010). (E) Relative
rRNA gene variant abundance in FACS-
sorted nuclei of different ploidy (2C to 16C).
Wild type (Col-0) and atxr5/6 double mutants
are compared. DNA was isolated from an
equal number of nuclei for each ploidy level.
PCR amplification of genomic DNA was
conducted using primers specific for poly-
morphic subregion B. Reactions shown in

the top panel were conducted using twice as much genomic DNA as in the bottom panel. Twofold increases in PCR products with
each twofold increase in ploidy (and therefore DNA content) indicate that the amplification conditions are within the linear range. (F)
RT–PCR analyses of rRNA gene variant expression patterns in wild type (Col-0), atxr5/6 double mutants, suvh4/5/6 triple mutants, or
atxr5/6 suvh4/5/6 quintuple mutants. The PCR primers amplify subregion B. ACT2 and !RT controls are included. (G) Relative rRNA
gene variant abundance in atxr5/6 double mutants, suvh4/5/6 triple mutants, or atxr5/6 suvh4/5/6 quintuple mutants. Reactions
shown in the bottom panel used one-half the genomic DNA used in the top panel, revealing that results are semiquantitative.
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long variants, relative to short variants, is increased in
atxr5 and atxr5/6 mutants.

Jacob et al. (2010) showed that heterochromatic regions
are overreplicated in atxr5/6 mutants, providing a possi-
ble explanation for the changes in rRNA gene variant
abundance that we observed upon PCR analysis of geno-
mic DNA (see Fig. 5A, bottom panel). The overreplica-
tion of heterochromatin in atxr5/6 mutants is most
apparent in endopolyploid cells, which are common in
Arabidopsis leaves. We therefore asked whether rRNA
gene copy number, relative to other genomic sequences,
is affected in atxr5/6 mutants based on Illumina sequenc-
ing read counts (Jacob et al. 2010). Isolation of 8C nuclei
(octaploid) from wild type and atxr5/6 using fluorescence-
activated cell sorting (FACS) followed by genome-wide
deep sequencing revealed an approximately twofold in-
crease in overall rRNA gene abundance in atxr5/6 double
mutants relative to wild-type Col-0 plants (Fig. 5D).

PCR amplification of rRNA gene variants was con-
ducted using DNA isolated from equal numbers of FACS-
sorted 2C (diploid), 4C, 8C, or 16C nuclei at different input
dilutions (Fig. 5E). In general, the relative band intensities
for the different variants are similar at all ploidy levels for
both wild type and atxr5/6 double mutants such that the
increased abundance of long variants relative to short
variants, especially short-a variants, is apparent even in
2C nuclei of atxr5/6 mutants. Importantly, the twofold
increases in PCR products with each twofold increase in
ploidy (and therefore nuclear DNA content) indicates
that the PCR conditions are within the linear range and
therefore are semiquantitative. Collectively, the data of
Figure 5, A–E, suggest that in atxr5/6 mutants, rRNA
gene long variants increase in copy number at the
expense of short variants. The change in abundance of
the variants correlates with the apparent switch in the
dominance relationship such that long variants are now
expressed.

The changes in rRNA gene variant expression in
suvh4 suvh5 suvh6 triple mutants and atxr5 atxr6 double
mutants prompted an examination of a suvh4 suvh5
suvh6 atxr5 atxr6 quintuple mutant (Fig. 5F,G). Interest-
ingly, the effects of the mutations are additive such that
all rRNA gene variants are expressed (Fig. 5F) without
any apparent loss of the short-a variants at the DNA level
(Fig. 5G).

Subnuclear distribution of NORs is altered in atxr5/6

In A. thaliana leaf nuclei at interphase, the inactive
rRNA genes within the NORs are highly condensed and
yield punctate signals at the external periphery of the
nucleolus upon fluorescent in situ hybridization (FISH)
using rRNA gene probes (Fig. 6A, green signals). These
condensed portions of the NORs coincide with chromo-
centers that are composed of a variety of repetitive ele-
ments and that stain intensively with the fluorescent
DNA-binding dye DAPI (49, 6-diamidino-2-phenylindole)
(Fig. 6A). Repetitive arrays of 5S rRNA genes are included
among these repeats (Fig. 6A, red FISH signals). There are
two NORs in each haploid A. thaliana genome, one
located on chromosome 2 (NOR2) and the other located
on chromosome 4 (NOR4), each composed of ;375 tan-
demly repeated rRNA genes and each spanning ;4 Mb of
chromosomal DNA (Copenhaver and Pikaard 1996a,b).
NORs tend to coalesce during interphase such that it
is relatively rare to observe four NOR-FISH signals in
diploid nuclei. Instead, two or three NOR-FISH signals
are most commonly observed (Fig. 6B). Pol I transcription
of rRNA genes takes place in the nucleolus, which is
enriched in RNA but contains relatively little DNA, such
that the nucleolus appears as a dark hole in DAPI-stained
nuclei (Fig. 6A). Active rRNA genes within a NOR are
highly decondensed within the nucleolus such that their
FISH signals are below the limits of our detection but
emanate from NORs associated with the nucleolus
(Raska et al. 2006; McStay and Grummt 2008).

Because short rRNA gene variants are predominantly
expressed in wild type, long rRNA gene variants are ex-
pressed in atxr5/6 mutants, and both are expressed in
atxr5, we compared the NOR-FISH patterns in nuclei of
the three genotypes. The number of NOR-FISH signals is
the same in Col-0, atxr5, and atxr5/6 double mutants,
with two to three signals commonly observed in each
(Fig. 6B). However, the number of NOR-FISH signals that
associate with the nucleolus increases in atxr5 mutants
and further increases in atxr5/6 double mutants (Fig. 6C).
Whereas the vast majority of wild-type nuclei have two
nucleolus-associated NOR-FISH signals, and only ;5%
have three, the number of nucleolus-associated NOR-
FISH signals increases to 24% in atxr5 and 62% in atxr5/6
double mutants. These observations indicate that changes

Figure 6. rRNA subnuclear organization is
altered in atxr5/6. (A) FISH localization of 45S
loci (NORs; green signals) and 5S (red) rRNA
gene loci in leaf interphase nuclei, comparing
wild type (Col-0), atxr5 mutants, and atxr5/6
double mutants. Nuclei were counterstained
with DAPI (blue). Bar, 5 mm. (B,C) Histograms
representing the number of NOR-FISH signals
observed per nucleus (B) or the proportion of
nucleolus-associated NOR-FISH signals (C).
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in variant expression in the mutants correlate with changes
in rRNA gene localization within the nucleus, as was
previously demonstrated for hda6 mutants, too (Earley
et al. 2010).

Discussion

Studies in yeast, mammals, and plants suggest that rRNA
gene dosage control is achieved through a combination of
chromosome-level adjustments that dictate the number
of active (or silenced) genes, as well as gene-level fine-
scale adjustments that regulate promoter activity or RNA
polymerase elongation rates. It is clear that epigenetic
mechanisms, including histone modifications and cyto-
sine methylation, are associated with the repression of
excess rRNA genes at the chromosomal level (Grummt
and Pikaard 2003; Lawrence and Pikaard 2004; Grummt
2007; McStay and Grummt 2008; McKeown and Shaw
2009). However, the mechanisms by which specific rRNA
genes are chosen for activation or repression remain
unclear.

Our study provides new insights into both the
chromosome-scale and gene-scale mechanisms involved
in rRNA gene choice and dosage control, with a focus on
the roles of histone H3 methylation in these processes.
On the chromosomal scale, we found that the H3K27
monomethylases ATXR5 and ATXR6 influence which sets
of rRNA gene variants are expressed or silenced. Impor-
tantly, the discovery by Jacob et al. (2010) that heterochro-
matic regions that are normally enriched in repressive
H3K27me1 and H3K9me2 marks are overreplicated in
atxr5 and atxr6 mutants provides a plausible explanation
for our observations. The inactive fraction of rRNA genes
that is external to the nucleolus is assembled into hetero-
chromatin and condensed, along with other heterochro-

matic sequences, within the chromocenters that stain
intensively with DAPI (see Fig. 6). Our studies suggest
that the inactive rRNA gene pool is greatly enriched for
the long rRNA gene variants, which account for half of
the total number of rRNA genes, yet are expressed at very
low levels compared with short variants (a and b sub-
classes combined) during vegetative growth (see Fig. 5).
In contrast, the active gene pool is biased toward the
short-a variants, which are preferentially expressed despite
the fact that their abundance is similar to the abundance of
short-b variants. In atxr5 mutants, PCR amplification of
genomic DNA indicates that the dose of long variants
increases in the genome, and in the atxr5 atxr6 double
mutants, this increase is even more apparent and is
accompanied by a decrease in the normally dominant
short-a variants. One hypothesis to explain these observa-
tions is that the normally silenced class of rRNA genes
(the long variants) is overreplicated relative to the nor-
mally active class (the short-a variants) in atxr5 and atxr6
mutants as a consequence of the loss of the H3K27me1
chromatin mark. In contrast, the normally active set of
rRNA genes (short-a, in particular) might not overrepli-
cate. Based on previous studies (Copenhaver and Pikaard
1996a,b), we predict that the different variants are clus-
tered and not interspersed randomly at NORs. Therefore,
intra-NOR recombination events involving endoredupli-
cated long variants might then lead to stable increases in
their relative abundance while deleting short variants,
explaining the changes in the relative abundance of the
long, short-a, and short-b variants in atxr5 atxr6 double
mutants (see Fig. 5). The change in rRNA gene variant
abundance presumably tips the balance toward long
variant expression during dosage control (Fig. 7A,B). We
envision that the tipping process is a consequence of
cooperative effects among active genes experienced at

Figure 7. rRNA gene dose and dosage control. (A) The model depicts the roles of rRNA gene dose and unknown cooperative effects in the
disproportionate expression of specific gene variants. The number of long (L) and short (S) variants are similar in A. thaliana Col-0 and are
thus depicted as weights of equal mass in wild-type cells. Molecular or cellular factors that assist in the cooperative expression of groups
of rRNA genes are depicted as ring weights that can slide in either direction. Early in development, long and short variants are each
expressed. Short variants become progressively more dominant as development proceeds (Earley et al. 2010). (B) In atxr5 atxr6 double
mutants, long variants increase in copy number relative to short variants, altering the balance in favor of long variant expression. (C)
Summary of chromatin modifications and cytological changes associated with the ‘‘on’’ or ‘‘off’’ states of rRNA genes in Arabidopsis.
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a subchromosomal level, rather than intrinsic differences
in promoter strength or activator-binding affinities among
the different variants, as variants are essentially identical
in sequence except for the short indels that define the
variants at the 39 ends of their transcribed regions.

The scenario above suggests that ATXR5 and ATXR6
might only affect rRNA gene expression indirectly as a
consequence of suppressing heterochromatin overrepli-
cation and rRNA gene dose. However, our finding that
quintuple suvh4 suvh5 suvh6 atxr5 atxr6 mutants ex-
press all rRNA gene variants without any apparent changes
in variant abundance (dose) suggests that H3K27 mono-
methylation, like H3K9 dimethylation, also affects rRNA
gene silencing and dosage control, independent of any
effects on endoreduplication. The fact that the suvh4
suvh5 suvh6 triple mutant suppresses the loss of the
short-a variants and the relative increase in long variants
in atxr5 atxr6 mutants is also intriguing and worthy of
further study in order to understand the mechanisms
responsible.

Our finding that SUVR4 is required for silencing of A.
thaliana-derived rRNA genes subjected to nucleolar
dominance in A. suecica is consistent with a study show-
ing that SUVR4 localizes within the nucleolus, suggesting
a direct role in rRNA gene regulation (Thorstensen et al.
2006). Moreover, our previous study implicating RNA-
directed DNA methylation (RdDM) by the de novo DNA
methyltransferase DRM2 in nucleolar dominance (Preuss
et al. 2008), coupled with a recent study implicating SUVR4
in RdDM of transposable elements (Veiseth et al. 2011), is
consistent with these activities working in collaboration
to silence repetitive elements that include rRNA genes.

Interestingly, two different H3K9 methyltransferases,
SUVH5 and SUVH6, are required for rRNA gene dosage
control during vegetative development in nonhybrid A.
thaliana (Fig. 3). Studies of duplicated phosphoanthrani-
late isomerase (PAI) genes first revealed the cross-talk
between SUVH5- and SUVH6-mediated histone modifi-
cations and cytosine methylation (Ebbs and Bender 2006).
Our finding that cytosine methylation is decreased at
rRNA genes in suvh5/6 double mutants is generally con-
sistent with these studies. However, thus far, we have
been unable to detect changes in the H3K9 methylation
at rRNA genes in mature leaves of suvh5/6 double mutants
(see Fig. 3B). One possibility is that SUVH5 and SUVH6
may exert an effect on rRNA gene H3K9 methylation early
in vegetative development, at a time when the choice
mechanism for long variant-specific silencing is opera-
tional. Cross-talk with the cytosine methylation machin-
ery might then establish cytosine methylation patterns
that persist among clonally related cells as a result of
maintenance methylation, even if the initial histone
modifications involved in establishing these cytosine
methylation patterns no longer persist. Alternatively, it
is plausible that a function distinct from H3K9 methyl-
ation might be required for SUVH5 and SUVH6 to affect
rRNA gene silencing. For instance, SUVH2 and SUVH9 lack
catalytically functional SET domains, yet are required for
silencing at some loci. Interestingly, disruption of the
methylcytosine-binding SRA domains of SUVH2 and

SUVH9 releases silencing and correlates with loss of
DNA methylation at affected loci (Johnson et al. 2008).
Therefore, recruitment of other chromatin modifiers,
rather than histone methylation, could be an important
aspect of SUVH5 and SUVH6 function, too.

Our comparative studies of differential rRNA gene si-
lencing in allotetraploid A. suecica and nonhybrid A.
thaliana suggest that the epigenetic mechanisms involved
in the two genomic contexts are similar, but not identical.
Although both require HDA6 as well as involvement of
H3K9 methyltransferases, the specific H3K9 methylases
involved are different. Likewise, cytosine methylation is
implicated in rRNA gene silencing in both A. suecica and
A. thaliana, but CHH methylation upstream of the tran-
scription start site appears to correlate with silencing in A.
suecica, and CG methylation in the region just down-
stream from the transcription start site correlates with
silencing in A. thaliana. Whether these differences are
superficial or reflective of different mechanisms or path-
ways is not yet clear.

Materials and methods

Plant materials

Genotypes used in the study were A. thaliana ecotype Col-0 and
A. suecica laboratory strain LC1. Homozygous mutants in the A.
thaliana Col-0 genetic background were hda6-7 (also known as
rts1-1) (Aufsatz et al. 2002); suvh4 (kyp-6), suvh5/6, and suvh4/5/6
(Ebbs and Bender 2006); suvr1, suvr2, suvr1/2, RNAi SUVR4-A3,
and RNAi SUVR4-B3 (Veiseth et al. 2011); and atxr5, atxr6, and
atxr5/6 (Jacob et al. 2009).

Generation of amiRNA lines

amiRNAs were designed using the Web MicroRNA Designer
tool (WMD3, http://wmd3.weigelworld.org/cgi-bin/webapp.cgi)
as described in Ossowski et al. (2008). Resulting amiRNA con-
structs were cloned into the expression vector pEarleyGate100
(Earley et al. 2006b). Agrobacterium-mediated transformation of
A. suecica or A. thaliana was performed as previously described
(Lawrence and Pikaard 2003).

RNA assays

Total RNA was isolated from 2-wk-old rosettes of A. thaliana or
4-wk-old rosettes of A. suecica using the RNAeasy Plant minikit
(Qiagen). The RNA was treated with Turbo DNase (Ambion) for
45 min. Semiquantitative RT–PCR and quantitative RT–PCR
(qRT–PCR) were performed using random-primed cDNA gener-
ated from 1.5 mg of total RNA using SuperScript III reverse
transcriptase (Invitrogen). TaqMan probes for qRT-PCR were
used to specifically and simultaneously detect A. thaliana- or
A. arenosa-derived rRNA genes of A. suecica using an Applied
Biosystems model 7500 thermocycler. PCR primers are listed in
the Supplemental Material. S1 nuclease protection using an end-
labeled oligonucleotide probe matching the A. thaliana gene
promoter start site was performed as previously described
(Lawrence et al. 2004).

Cytosine methylation analyses

Genomic DNA was extracted using an Illustra DNA ‘‘phyto-
pure’’ extraction kit (GE Healthcare). After digestion with
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BamHI, 2 mg of DNA was bisulfite-treated using an Epitect
Bisulfite kit (Qiagen). The region of interest was amplified using
primers described in Pontvianne et al. (2010a); resulting PCR
products were cloned into pGEM-T-Easy (Promega) and se-
quenced using an ABI3730 machine. Sequenced clones were
analyzed using CyMATE (Hetzl et al. 2007) and graphed using
a custom Perl script and Microsoft Excel.

ChIP

ChIP was performed as described previously (Wierzbicki et al.
2008) using anti-H3K9me2 (Abcam), anti-Pol I, or anti-H3K27me1
antibodies as described (Jacob et al. 2009; Earley et al. 2010). DNA
was amplified using Platinum Taq Polymerase (Invitrogen), SYBR
Green I (Invitrogen), Internal Reference dye (Sigma), and an
Applied Biosystems model 7500 thermocycler. Results were ana-
lyzed using the comparative CT method (Livak and Schmittgen
2001) relative to input.

For the ChIP coupled with deep sequencing (ChIP-seq) analy-
ses shown in Supplemental Figure S4, genomic sequencing reads
were mapped to a previously described rDNA sequence (Cokus
et al. 2008) using Bowtie (Langmead et al. 2009) by allowing up to
two mismatches and retaining reads that mapped to multiple
locations.

Relative rRNA gene copy number quantitation

For the copy number analysis in Figure 5, Illumina sequencing
read counts at each rRNA gene position were normalized by the
total number of mapping reads in the Arabidopsis genome to
correct for differences in sequencing depths, as described in Jacob
et al. (2010).

DNA-FISH

DNA-FISH analyses were performed using nuclei from leaves of
4-wk-old plants, as previously described (Pontvianne et al. 2007).
Briefly, 1 g of leaves from 4-wk-old plants was fixed for 20 min in
4% formaldehyde in Tris buffer (10 mM Tris-HCL at pH 7.5,
10 mM EDTA, 100 mM NaCl), then chopped as finely as possible
with a razor blade in 0.5 mL of LB01 buffer (15 mM Tris-HCl at
pH 7.5, 2 mM NaEDTA, 0.5 mM spermine, 80 mM KCl, 20 mM
NaCl, 0.1% Triton X-100). The lysate was filtered through a
40-mm cell strainer (BD Falcon), and 12 mL of sorting buffer (100
mM Tris-HCl at pH 7.5, 50 mM KCl, 2 mM MgCl2, 0.05% Tween-
20, 5% sucrose) was added per 3 mL of cell/nuclei suspension; this
mixture was then spread on a round coverslip. After fixation in
2% formaldehyde in PBS (phosphate-buffered saline), slides were
incubated for 30 min at 60°C prior to RNase A digestion (60 min
at 37°C with 100 mg/mL RNase A). The sample on the coverslip
was then washed three times in 23 SSC and then dehydrated in
an ethanol series (70%, 90%, and 100% for 2 min each) prior to
hybridization in formamide buffer (50% formamide, 23 SSC, 50
mM sodium phosphate at pH 7.0, 10% dextran sulphate) with 5S
or 45S rRNA gene probes labeled with biotin-16-UTP (Roche) or
digoxigenin-11-UTP (Roche). After overnight hybridization,
slides were washed successively as follows: in 23 SSC for 5
min at 42°C, in 0.13 SSC for 5 min at 42°C, in 23 SSC for 3 min
at 42°C, and in 23 SSC/0.1% Tween-20 at room temperature.
Avidin conjugated with Texas Red (1:500; Vector Laboratories)
followed by goat anti-avidin conjugated with biotin (1:100;
Vector Laboratories) and avidin-Texas Red (1:500) were used for
the detection of the biotin-labeled probe; mouse anti-digoxigenin
(1:125; Roche) followed by rabbit anti-mouse fluorescein iso-
thiocyanate (FITC) (1:500; Sigma) and Alexa 488-conjugated goat
anti-rabbit (Molecular Probes) were used for the detection of the

digoxigenin-labeled probe. Nuclei were then counterstained
with DAPI. An Applied Precision DeltaVision personal DV micro-
scope and SoftWorx and Imaris imaging software were used to
analyze the data.
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Eukaryotes can have thousands of 45S ribosomal RNA
(rRNA) genes, many of which are silenced during devel-
opment. Using fluorescence-activated sorting techniques,
we show that active rRNA genes in Arabidopsis thaliana
are present within sorted nucleoli, whereas silenced rRNA
genes are excluded. DNA methyltransferase (met1), histone
deacetylase (hda6), or chromatin assembly (caf1) mutants
that disrupt silencing abrogate this nucleoplasmic–nucleolar
partitioning. Bisulfite sequencing data indicate that ac-
tive nucleolar rRNA genes are nearly completely demeth-
ylated at promoter CGs, whereas silenced genes are nearly
fully methylated. Collectively, the data reveal that rRNA
genes occupy distinct but changeable nuclear territories
according to their epigenetic state.

Supplemental material is available for this article.

Received May 9, 2013; revised version accepted June 14,
2013.

In eukaryotes, 45S ribosomal RNA (rRNA) genes are tan-
demly arrayed at nucleolus organizer regions (NORs) (see

Fig. 1A). Their transcripts, generated by RNA polymerase
I (Pol I) in the nucleolus, are processed into the 18S, 5.8S,
and 25-28S (depending on species) catalytic RNAs of
ribosomes (Moss et al. 2007; Kressler et al. 2010; Hannan
et al. 2013). The number of active 45S rRNA genes
changes with the physiological needs of the cell (McStay
and Grummt 2008; Tucker et al. 2010). For instance,
Arabidopsis thaliana has ;1500 rRNA genes per diploid
genome (Copenhaver et al. 1995; Copenhaver and Pikaard
1996), with subtypes distinguishable by insertions/
deletions at their 39 ends (Fig. 1A). All subtypes are
expressed immediately following germination, but by
;10 d of seedling growth, the variant 1 subtype (Fig.
1A), accounting for ;50% of all rRNA genes, is silenced
via epigenetic mechanisms that include changes in
DNA methylation and histone modification (Earley
et al. 2006, 2010; Pontvianne et al. 2010, 2012). Chro-
matin modifications mediate rRNA gene dosage control
in yeast, mouse, and human cells as well (Sandmeier
et al. 2002; McStay and Grummt 2008; Grummt and
Langst 2013).

To examine the subnuclear distribution of active and
silenced rRNA genes, we adapted fluorescence-activated
sorting technology to isolate whole A. thaliana nuclei or
nucleoli liberated from sonicated nuclei. Exploiting se-
quence variation among differentially expressed rRNA
gene subtypes and mutations that disrupt rRNA gene
chromatin modifications or copy number, we show that
rRNA genes occupy alternative subnuclear compart-
ments depending on their activity state.

Results and Discussion

Partitioning of active versus inactive rRNA genes
between the nucleolus and nucleoplasm

A. thaliana has NORs on chromosomes 2 and 4, each
consisting of ;375 rRNA genes and spanning ;4 Mb
(Copenhaver et al. 1995; Copenhaver and Pikaard 1996).
Pol I, which transcribes 45S rRNA genes, localizes to the
nucleolus of interphase cells (Fig. 1B, green signal). The
nucleolus is rich in RNA and proteins but has little DNA,
thus appearing as a black hole in nuclei stained with the
DNA-binding dye DAPI (Fig. 1B, gray signal). 45S pre-
rRNA transcripts are detected throughout the nucleolus
by RNA-FISH (fluorescent in situ hybridization) (Fig. 1C,
bottom row). However, the most prominent 45S rRNA
gene DNA-FISH signals are external to the nucleolus
(Fig. 1B [red signals], C [top row, green signals]; note that
NOR associations can result in fewer than four signals).
rRNA genes inside the nucleolus are decondensed and
more difficult to detect by DNA-FISH, depending on the
extent of their dispersal (e.g., cf. the two nuclei in Fig. 1B).

HISTONE DEACETYLASE 6 (HDA6) is required for
uniparental rRNA gene silencing in hybrid Arabidopsis
suecica and for developmentally regulated silencing of
variant 1 rRNA genes in nonhybrid A. thaliana (Earley
et al. 2006, 2010). HDA6 localizes throughout nuclei,
including the nucleolus (Fig. 1C). In hda6 mutants,
NORs decondense (Probst et al. 2004; Earley et al.
2006), and rRNA gene FISH signals inside the nucleolus
increase (Fig. 1D). In leaves of wild-type plants (ecotype
Col-0), variant 2 and 3 rRNA gene subtypes are expressed,
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and variant 1 genes are silenced (Fig. 1E, RT–PCR
primer locations are shown in A). However, in hda6-6
or hda6-7 mutants, all variant subtypes are expressed
(Fig. 1E).

To determine whether both active and silenced rRNA
genes are associated with nucleoli, we performed fluo-
rescence-activated sorting of whole nuclei or isolated
nucleoli from plants expressing the nucleolar protein
FIBRILLARIN2 fused to YFP (yellow fluorescent protein)
(Barneche et al. 2000). FIB2:YFP localizes specifically
within the nucleolus, as shown in Figure 1F. Fluores-
cence-activated nuclear sorting (FANS) of cell homoge-
nates yielded homogeneous nuclei (Fig. 1G; Supplemen-
tal Fig. S1A). Alternatively, cell extracts were sonicated to
disrupt nuclei and then subjected to fluorescence-acti-
vated nucleolar sorting (FANoS), yielding nucleoli free of
intact nuclei, other organelles, or cellular debris (Fig. 1H;
Supplemental Fig. S1B,C).

rRNA gene subtypes in isolated nuclei or nucleoli were
identified by PCR amplification using primers flanking
the variable region (see Fig. 1A). All variant types are
present in nuclei of wild-type Col-0 or hda6 mutants, as
expected (Fig. 1I). However, in nucleoli of wild-type
plants, variant 2- and 3-type rRNA genes are enriched
(Fig. 1I, top row), correlating with their selective expres-
sion (see Fig. 1E). In hda6 mutants, in which variant
1 gene silencing does not occur, variant 1 genes are also
present in nucleoli (Fig. 1I, bottom row). Collectively,
these results indicate that rRNA genes are present in
nucleoli when active and are excluded from nucleoli
when silenced.

MET1-dependent CG methylation is implicated
in rRNA gene subtype silencing

In A. thaliana, cytosine methylation at CG motifs is
maintained by MET1 (the ortholog of mammalian DNMT1),
CHG methylation (where H is A, T, or C) is maintained by
CMT3, and RNA-directed CHH methylation is mediated
by DRM2, whose paralog, DRM1, may function in some
cells (Law and Jacobsen 2010). Variant 1 rRNA gene
silencing fails to occur in met1 mutants (Fig. 2A), corre-
sponding with the loss of promoter region CG methylation
(Fig. 2B). In contrast, drm1-, drm2-, or cmt3-null muta-
tions, alone or in combination, reduce promoter CHG and
CHH methylation (Fig. 2B) but have negligible effects on
variant 1 silencing (Fig. 2A).

Active rRNA genes in the nucleolus are CG
hypomethylated, as in met1 mutants

MET1’s involvement in rRNA gene silencing prompted
a comparison of CG methylation among nucleolar ver-
sus nuclear rRNA genes. In Figure 2, C and D, 21 CG
positions in the downstream promoter region (same
region as in Fig. 2B) are shown as filled (methylated) or
open (unmethylated) circles, with each row representing
an independent clone following bisulfite sequencing. In
wild-type nuclei, 37% of promoter clones are unmethyl-
ated or lightly methylated (fewer than three meCGs),
a similar number of clones (40%) is heavily methylated
(11 or more meCGs), and 23% show intermediate levels
of methylation (four to 10 meCGs) (Fig. 2C). In nucleoli,

Figure 1. Partitioning of active and silent rRNA genes between the nucleolus and nucleoplasm. (A) Relationships between the nucleolus,
NORs, and 45S rRNA gene repeats. The drawing at the top depicts a metaphase chromosome with the remnants of a nucleolus associated with
the secondary constriction, the location of active rRNA genes in the preceding interphase. The black oval represents a chromomere in which
rRNA genes are assembled into dense heterochromatin. In A. thaliana, insertions/deletions in the 39 external transcribed region define rRNA
gene variant types. (B) Localization of rRNA genes (rDNA) and Pol I. DNA-FISH using an rRNA gene probe (red signals) and immunolocalization
of Flag-tagged Pol I using an anti-Flag antibody (green signals) were performed in A. thaliana interphase nuclei. DNA was counterstained with
DAPI (gray signals). (C) Subnuclear localization of rRNA genes, pre-rRNA transcripts, and Flag-tagged HDA6. rRNA gene or transcript FISH
signals are shown in green, immunolocalized HDA6 is in red, and DAPI-stained DNA is in blue. Merged signals are shown in the right column.
(D) DNA-FISH detection of rRNA genes in wild-type (Col-0) and hda6 nuclei. rRNA gene FISH signals are shown in red and are merged with the
DAPI (blue) image in the right column. (E) Detection of rRNA gene variant types and their transcripts by PCR using genomic DNA or reverse-
transcribed (RT) cDNA of wild-type (Col-0) or hda6 plants. The amplified region is shown in A. (F) Leaf cell homogenate of a FIB2:YFP plant
stained with DAPI and subjected to fluorescence microscopy. Chloroplasts fluoresce red, DAPI-stained DNA is blue, and nucleolar FIB2:YFP is
green. (G) Purified nuclei obtained by FANS. (H) Purified nucleoli obtained by FANoS. (I) PCR detection of rRNA gene variant types in DNA of
purified nuclei (N) or nucleoli (No) of wild-type (Col-0) or hda6 plants. The PCR amplicon is shown in A.
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however, 80% of rRNA gene promoter sequences are
unmethylated or lightly methylated, with only 16%
heavily methylated.

Promoter cytosine methylation was next examined
in hda6 mutants (Fig. 2D), in which all variants are
expressed and nucleolar (see Fig. 1E,I). In hda6 nuclei,
more rRNA gene promoter sequences are unmethylated/
lightly methylated compared with wild type (51% vs.

37%), and fewer are heavily methylated (23% vs. 40%). In
hda6 nucleoli, 88% of rRNA gene promoter clones had
either zero or only one meCG (Fig. 2D).

Collectively, the data of Figures 1 and 2 show that
approximately half of the total rRNA gene pool is
silenced (the variant 1 subtype), that sorted nucleoli are
enriched for active rRNA gene variants, and that mutants
that disrupt silencing cause all variant types to be

Figure 2. MET1-dependent CG methylation is required for variant 1-type rRNA gene silencing. (A) rRNA gene variant expression in wild type
(Col-0) or drm2-2, drm1 drm2, cmt3-11, drm1 drm2 cmt3, met1-1, or met1 cmt3 mutants. RT–PCR using primers that discriminate variant 1-
from variant 2- and 3-type rRNA genes was conducted (see the diagram for primer locations). RT–PCR of ACTIN2 (ACT2) mRNA serves as
a positive control. Reactions lacking reverse transcriptase (!RT) serve as negative controls. (B) Frequencies at which individual cytosines are
methylated between !316 and +243 relative to the transcription start site (+1), determined by bisulfite sequencing. Wild-type Col-0, drm1 drm2
cmt3 triple mutants, and met1-7 mutants are compared. Approximately 40 independent promoter clones were sequenced for each genotype.
Cytosine-depleted regions are compressed on the X-axis. (C,D) Cytosine methylation in the downstream promoter region of rRNA genes in
purified nuclei or nucleoli from wild-type or hda6 leaves, determined by bisulfite sequencing. Positions of methylated (filled circles) or
unmethylated (open circles) cytosines in CG motifs of 43 independent promoter clone sequences are shown. Methylation haplotypes are grouped
according to methylation density. Histograms show frequencies of hypomethylated haplotypes (white), haplotypes with intermediate
methylation (gray), or heavily methylated haplotypes (red).
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nucleolar. Whereas the total pool of nuclear rRNA genes
includes heavily methylated and unmethylated promoter
sequences in similar proportions (;40% each), the nu-
cleolar rRNA genes are mostly (at least 80%) demethyl-
ated, suggesting that the demethylated state is the active
state. It then follows that the heavily methylated state
is the inactive state. We further deduce that the small
fraction of fully methylated rRNA gene promoter se-
quences detected in purified nucleoli represent silenced
rRNA genes located in cis to active genes, thereby facili-
tating their nucleolar association.

Variant-specific silencing is disrupted when rRNA gene
copy number is reduced

Because selective rRNA gene silencing is thought to be
a form of dosage control, reducing the rRNA gene pool
size is expected to increase the proportion of active
rRNA genes, as in yeast (French et al. 2003). Arabidopsis
thaliana FASCIATA 1 (FAS1) and FAS2 are subunits of
chromatin assembly factor 1 (CAF1), a histone chaperone
implicated in replication-dependent deposition of his-
tones H3 and H4 (Ramirez-Parra and Gutierrez 2007). In
fas1 or fas2 mutants, 45S rRNA genes are lost (Mozgova
et al. 2010), as shown by DNA-FISH (Fig. 3A) or quanti-
tative PCR (qPCR) (Fig. 3B). The latter shows that rRNA
gene numbers fall to ;40% of wild type by the second
generation (G2) and to ;5%–10% of wild type by G5

before stabilizing in number. Beyond G9, fas mutant lines
cannot be perpetuated due to sterility resulting from
genome instability.

Semiquantitative analysis of rRNA gene variant abun-
dance, assessed by agarose gel electrophoresis of genomic
PCR products, shows that all variant types decrease from
G2 to G9 in fas1 and fas2 mutants (Fig. 3C). The ;40%
reduction in rRNA gene number that occurs by G2 (refer
to Fig. 3B) is sufficient to abrogate dosage control such
that all variant types are expressed (Fig. 3D). In contrast,
variant 1 genes are not expressed in wild-type siblings at
G2, G5, or G9 (Fig. 3D).

To test whether fas mutations affect rRNA gene
nucleoplasmic–nucleolar partitioning, we crossed a fas2-
4 mutant (G2) with a FIB2:YFP transgenic plant, collected
seeds from their F1 offspring, and identified fas2-4 ho-
mozygotes in the F2 generation. We then used FANS or
FANoS to isolate purified nuclei or nucleoli, respectively.
All rRNA gene variant types are present in nucleoli of
fas2 mutants (Fig. 3E), consistent with the failure to silence
variant 1 genes (Fig. 3D).

Bisulfite sequencing of fas2-4 nuclear rRNA genes
showed that CG hypermethylated sequences are re-
duced by half compared with wild type (Fig. 3F). How-
ever, in isolated nucleoli, the rRNA genes of wild-type
and fas2 plants are similarly demethylated. Collectively,
the data indicate that reducing rRNA gene numbers
in fas mutants abrogates the dosage control system

Figure 3. Reducing rRNA gene number in fas mutants disrupts variant 1 silencing, nucleolus–nucleoplasm partitioning, and CG methylation.
(A) rRNA gene localization by DNA-FISH in nuclei of wild type or fas1 or fas2 mutants at G2 and G9. Nuclei were counterstained with DAPI. (B)
qPCR analysis of relative rRNA gene numbers in wild type (WT) versus fas1-4 or fas2-4 at G2, G5, G7, or G9. (C) Semiquantitative PCR
detection of rRNA gene variant types in genomic DNA of fas1 or fas2 mutants or lines derived from their wild-type siblings at G2, G5, or G9.
Amplification products of rRNA gene variants after 20 or 25 cycles of PCR or of ACTIN2 after 30 cycles of PCR resolved by agarose gel
electrophoresis. (D) RT–PCR amplification of rRNA gene variant transcripts or an ACTIN2 mRNA control. The lane order is the same as in C.
(E) PCR detection of rRNA gene variant types in sorted nuclei or nucleoli of fas2-4 FIB2:YFP plants. (F) Frequencies of haplotypes showing CG
hypomethylation, intermediate methylation, or heavy methylation in wild-type or fas2-4 nuclei (N) or nucleoli (No) within the rRNA gene
promoter downstream region.
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such that variant 1 genes are no longer silenced and
hypermethylated, and virtually all rRNA genes become
nucleolus-associated.

Methylation density versus site-specific methylation

Our results suggest that active rRNA genes, which
localize within the nucleolus, are demethylated, or
nearly so, at >20 CG positions adjacent to the transcrip-
tion start site. In contrast, silenced rRNA genes are
deduced to be heavily methylated based on the fact
that heavily and lightly methylated rRNA promoter
sequences are detected at similar frequency in whole
nuclei and that silenced variant 1 type genes account for
;50% of the total rRNA gene pool. These data sug-
gest that quantitative, essentially all-or-nothing, meth-
ylation correlates with rRNA gene on or off states in
A. thaliana, as opposed to specific methylation of single
cytosines, as indicated by studies in mice (Santoro and
Grummt 2001).

A model for dynamic subnuclear rRNA gene
localization

rRNA gene DNA-FISH signals external to the nucleolus
are observed in both plant and animal interphase cells.
In Arabidopsis, these external signals colocalize with
histone modifications typical of silent heterochromatin
(Lawrence et al. 2004; Earley et al. 2006). In yeast, which
have a single NOR, electron microscopy has shown that
active and inactive rRNA genes are interspersed with
one another (French et al. 2003). However, in plants and
mammals, there is evidence that active and silenced
rRNA genes can occupy different portions of an NOR.
On metaphase chromosomes, secondary constrictions
at NORs stain intensively with silver (Goodpasture and
Bloom 1975; Roussel and Hernandez-Verdun 1994) due
to persistent binding of Pol I transcription factors on
rRNA genes that were active in the preceding inter-
phase (Prieto and McStay 2008). Importantly, secondary
constrictions and silver-stained regions do not neces-
sarily encompass an entire NOR. Instead, condensed
portions of an NOR can be adjacent to a decondensed,
silver-stained portion of the NOR (Caperta et al. 2002).
Collectively, these cytological observations, combined
with our results with sorted nucleoli, suggest that
NORs can span the nucleoplasm–nucleolus boundary,
with active rRNA genes inside the nucleolus and in-
active genes primarily outside (Fig. 4). Silent rRNA
genes at the boundary between these sub-NOR domains
could account for the minority (<20%) of heavily
methylated rRNA genes present in flow-sorted nucle-
oli. Importantly, our results show that localization
inside or outside of the nucleolus is not an absolute
property of a given rRNA gene variant type but reflects
transcriptional and epigenetic states that are change-
able according to the needs of the cell. We reason that
excess rRNA genes coalesce into dense heterochro-
matic structures at the external edge of the nucleolus
but spool out into the nucleolus as more rRNA genes
are needed. Conversely, excess rRNA genes would be
reeled into the external reservoir such that rRNA gene
partitioning between the nucleolus and nucleoplasm is
the cytological manifestation of dynamic rRNA gene
dosage control.

Materials and methods

RT–PCR

RNA was isolated from 2- to 4-wk-old leaves of A. thaliana using Plant
RNAeasy kits (Qiagen) and treated with Turbo DNase (Ambion) for 60
min. Semiquantitative RT–PCR was performed using random-primed
cDNA generated from 1.5 mg of total RNA and SuperScript III reverse
transcriptase (Invitrogen). PCR primers for the rRNA gene variable region
were CTCGAGGTTAAATGTTATTACTTGGTAAGATTCCGG (inter-
val A forward), TGGGTTTGTCATATTGAACGTTTGTGTTCATAT
CACC (interval A reverse), GACAGACTTGTCCAAAACGCCCACC
(interval B forward), and CTGGTCGAGGAATCCTGGACGATT (inter-
val B reverse). ACTIN2 PCR primers were AAGTCATAACCATCG
GAGCTG (forward) and ACCAGATAAGACAAGACACAC (reverse).

Cytosine methylation analyses

Genomic DNA was extracted using Illustra DNA phytopure extraction
kits (GE Healthcare). After digestion with BamHI, 2 mg of DNA was
bisulfite-treated using an EpiTect Bisulfite kit (Qiagen). The rRNA gene
promoter region was PCR-amplified as described previously (Pontvianne
et al. 2010) using primers GGATATGATGYAATGTTTTGTGATYG (for-
ward) and CCCATTCTCCTCRACRATTCARC (reverse). PCR products
were cloned into pGEM-T-Easy (Promega) and sequenced. Methylation
was analyzed using CyMATE (Hetzl et al. 2007) and graphed using a
custom Perl script and Microsoft Excel.

Nuclear and nucleolar DNA purification

Leaves (1 g) from 4-wk-old FIB2:YFP plants were fixed for 20 min in 4%
formaldehyde in Tris buffer (10 mM Tris-HCl at pH 7.5, 10 mM EDTA,
100 mM NaCl). Leaves were washed twice for 10 min each in ice-cold Tris
buffer and minced in 1 mL of 45 mM MgCl2, 20 mM MOPS (pH 7.0),

Figure 4. Model for the organization of rRNA genes in interphase
nuclei. (A) The blue circle represents a nucleus visualized by DAPI
staining, with the black hole representing the nucleolus. Results of
FANS or FANoS experiments indicate that condensed rRNA gene
DNA-FISH signals in the nucleoplasm correspond to silent rRNA
genes that are heavily methylated at promoter CG motifs. In
contrast, active rRNA genes are decondensed, localized within the
nucleolus, and CG-demethylated. (B) A single NOR can be com-
posed of condensed, silent rRNA genes external to the nucleolus
as well as decondensed, active rRNA genes dispersed within the
nucleolus. Changing the number of rRNA genes that spool out from,
or are reeled into, the reservoir of rRNA genes at the external
periphery of the nucleolus can account for changes in the number of
active versus silenced genes during development.
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30 mM sodium citrate, and 0.1% Triton X-100 using a razor blade. The
homogenate was filtered through 40-mm mesh (BD Falcon) and subjected
to FANS or sonicated using a Bioruptor (three 5-min pulses, medium
power; Diagenode) to liberate nucleoli that were then sorted by FANoS.
Sorting of nuclei or nucleoli was triggered by the FIB2:YFP signal using
a BD FACS Aria II. Sorted nuclei or nucleoli were treated with RNase
A and proteinase K prior to DNA purification and PCR or bisulfite
sequencing analyses.

DNA-FISH and qPCR

DNA-FISH and qPCR analyses of fas mutants were performed as pre-
viously described (Mozgova et al. 2010) using 18S rRNA gene primers
CTAGAGCTAATACGTGCAACAAAC (forward) and GAATCGAACCC
TAATTCTCCG (reverse) and UBIQUITIN 10 (UBQ10) control primers
AACGGGAAAGACGATTAC (forward) and ACAAGATGAAGGGTG
GAC (reverse). DNA-FISH, RNA-FISH, and protein immunolocalization
of Flag-tagged proteins were performed as described previously (Pontes
et al. 2003, 2006).
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