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INTRODUCTION 

 

I. Génome et épigénome eucaryote 

Des acaryotes aux eucaryotes, le génome d’un organisme se présente sous la forme d’une 

(ou plusieurs) molécule(s) d’Acide (Désoxy)RiboNucléique (ADN ou ARN) constituée d’une 

succession de 4 nucléotides (A, T/U, C et G). L’ADN (ou l’ARN) existe sous une grande variété 

de structure - simple ou double brin, circulaire ou linéaire - selon le génome et l’organisme 

considéré. La taille des génomes connus varie de quelques centaines de bases (859 bases pour 

MPCLV-SFBeef (Zhang et al., 2014), un membre de la famille des circovirus, à plusieurs dizaines 

de giga paires de bases (43 Gb pour N. forsteri (Meyer et al., 2021) - un dipneuste d’Australie 

- et 149 Gb pour P. japonica (PELLICER et al., 2010) - une plante rare du Japon -). Selon sa 

longueur, le génome peut être présent sous la forme d’une ou plusieurs molécules d’ADN que 

l’on définit alors comme chromosome. Chez les eucaryotes, le génome est contenu dans un 

volume restreint : celui du noyau. Chez les organismes eucaryotes pluricellulaires, un même 

génome est à l’origine d’une grande variété de cellules aux phénotypes et fonctions variées. 

Etant contenu dans un espace délimité, la complexité et la longueur du génome des 

eucaryotes induisent des contraintes d’encombrement et nécessitent donc une structuration 

dans l’espace. En plus de cette contrainte liée à ce volume défini, le génome doit faire face à 

une variété d'autres contraintes allant du maintien de son intégrité à la régulation spatio-

temporelle de sa transcription.  Ainsi il a été démontré que le génome est organisé de façon 

fonctionnelle dans le noyau, selon des régions définies (Cremer and Cremer, 2001). Ceci 

permet les interactions entre différents éléments du génome qui peuvent être linéairement 

éloignés les uns des autres mais qui se retrouvent physiquement proches ou en contact dans 

le volume nucléaire. L’organisation fonctionnelle du génome en 3D est notamment permise 

par les éléments épigénétiques, qui sont un support physique d’organisation, de compaction 

et de régulation de la transcription du génome dans le temps et l’espace et que nous allons 

décrire plus avant au cours de la première partie de cette introduction. 
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1. Structuration du génome dans l’espace nucléaire 

1) Nucléosome et chromatine  

Chez les eucaryotes, l’ADN n’est pas nu dans le noyau mais présent sous la forme d’un 

complexe nucléoprotéique appelé chromatine dont l’unité de base est le nucléosome. La 

structure du nucléosome a été finement décrite par (Luger et al., 1997) : celui-ci est composé 

d’un octamère de protéines histones (H2A, H2B, H3 et H4) autour duquel est enroulé 147pb 

d’ADN (Figure 1). Plus précisément, la structure du nucléosome suit l’organisation suivante : 

un tétramère 2(H3+H4) est entouré de deux hétérodimères H2A+H2B (Arents et al., 1991; Klug 

et al., 1980) (Figure 1A).  

 

Figure 1 : Structure du nucléosome (Adapté de (Koyama and Kurumizaka, 2018)). (A) : Structure du 
nucléosome en 3D. (B) : Représentation schématique des gènes des histones canoniques. Les trois 
hélices α forment l’« histone fold domain ». (C) : Agencement des dimères H3/H4 et H2A/H2B. Les 
régions entourées constituent les points de contact avec la molécule d’ADN.  

 

Le cœur de la séquence protéique des histones (core histone) est constitué de trois hélices α 

qui forment l’« histone fold domain » (Arents et al., 1991), communes à toutes les histones 

(Figure 1B). Cette région permet la formation des hétérodimères et leurs interactions (Harp 
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et al., 2000) (Figure 1C). Les histones interagissent directement avec l’ADN en différents points 

de contact (Arents and Moudrianakis, 1993) (Figure 1C). L’ensemble des queues N-ter des 

histones forment des extrémités flexibles à l’extérieur du nucléosome et peuvent subir des 

modifications post-traductionnelles - de même que l’extrémité C-ter de l’histone H2A -. Les 

extrémités N-ter des histones H3 et H4 participent également aux interactions entre 

nucléosomes adjacents (Dorigo et al., 2003; Leuba et al., 1998b, 1998a) et donc à 

l'organisation en 3D de la chromatine. A noter que les protéines histones ont une structure 

extrêmement conservée au cours de l’évolution, soulignant leur rôle prédominant dans 

l’organisation de l’ADN (Malik and Henikoff, 2003). En plus des quatre histones participant à 

la formation du nucléosome, il existe une 5ème histone, H1 (ou H5 selon l’organisme 

considéré). H1 est une histone-linker, c.-à-d. qu’elle permet les interactions entre 

nucléosomes et induit leur rapprochement (Leuba et al., 1998b, 1998b). Le complexe 

nucléoprotéique formé par le nucléosome et H1 et les extrémités DNA-linker forment le 

chromatosome et couvre 167pb (Simpson, 1978).  

 

2) Les différents niveaux d’organisation de la chromatine  

 L’enchainement régulier de nucléosomes forme une sorte de collier de perle, 

(Kornberg, 1974) qui avait été observé avant l’élucidation de la structure du nucléosome.  Ce 

premier niveau d’organisation de la chromatine est communément appelée fibre de 10nm 

(Figure 2). A partir de l’étude in vitro de la structuration de la chromatine en présence d’une 

concentration croissante de sels, il a été proposé que la fibre de 10nm se condense en fibre 

de 30nm, via la compaction des nucléosomes en hélice (Finch and Klug, 1976; Williams et al., 

1986). Cependant, des données plus récentes in vivo questionnent l’existence de la fibre de 

30nm comme une structure commune de la chromatine. Au sein des cellules eucaryotes, la 

fibre chromatinienne serait formée à partir de rassemblements irréguliers de nucléosomes 

(les « nucleosome clutches - (Ricci et al., 2015)). La chromatine a donc été plus largement 

décrite comme formant une fibre de 5 à 24nm (Ou et al., 2017).  
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Figure 2 : Les différents niveau de d’organisation de la chromatine (Fyodorov et al., 2018). 
Représentation schématique des différents niveaux d’organisation et de compaction de la chromatine. 

 

A plus haut niveau, la chromatine s’organise en boucles contenues dans des domaines 

d’interactions préférentiels - c.-à-d. que la probabilité de contact entre séquences d’un 

domaine considéré sera supérieure à la probabilité de contact avec d’autres séquences du 

génomes - que l’on nomme TADs pour Topology Associated Domains (Dixon et al., 2012). Ces 

domaines sont délimités entre autres par le complexe Cohesin/CTCF (Sanborn et al., 2015), 

CTCF étant préférentiellement enrichi au niveau de motifs spécifiques qui participent à 

l’isolation des TADs (Chang et al., 2021). Enfin, les différents chromosomes du génome ne sont 

pas disposés aléatoirement dans le noyau mais occupent des volumes définis appelés 

territoires chromosomiques (tel que décrit par (Cremer and Cremer, 2001)).  
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2. Les quatre piliers de l’épigénétique  

Les modifications ou mécanismes épigénétiques participent à la modulation de la compaction 

de la chromatine et par extension, à la régulation de la transcription. Au nombre de quatre, 

les piliers de l’épigénétique sont la méthylation de l’ADN, les modifications post-

traductionnelles (PTMs) des histones, les variants d’histones et les ARNs non codant. Ils 

influent, via l’action des remodeleurs de la chromatine, sur l’accessibilité de l’ADN à la 

machinerie transcriptionnelle.  

 

1) La méthylation de l’ADN 

a. Apposition et maintien 

La méthylation de l’ADN est l’ajout par liaison covalente d’un groupement méthyl sur le 

carbone n°5 d’une cytosine (généralement contenue dans un motif CpG) - dénommée alors 

5meC - (Figure 3). Les sites CpG ne sont pas distribués aléatoirement dans le génome puisqu’il 

est observé des régions où la fréquence des CpG est plus élevée qu’ailleurs - ce qui est le cas 

pour certains promoteurs - (Deaton and Bird, 2011). Ces régions sont nommées ilots CpG et 

leurs niveaux de méthylation participent à la régulation de la transcription (Kass et al., 1997).  

La méthylation de l’ADN est médiée par les DNA Methyl Transferases ou DNMT. Les DNMT3A 

et DNMT3B, en partenariat avec leur cofacteur DNMT3L, sont les enzymes responsables de la 

méthylation de novo de l’ADN - qui est faite symétriquement sur les 2 brins - (Bourc’his et al., 

2001; Okano et al., 1999). Au moment de la réplication de l’ADN, le maintien de la symétrie 

de 5meC est permis par l’action de DNMT1 - l’enzyme responsable du maintien de la 

méthylation de l’ADN (Cheng and Blumenthal, 2008) (Figure3).  
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Figure 3 : Les différents acteurs de la (dé)méthylation de l’ADN (Adapté de (Zafon et al., 2019)). 

 

En plus de la méthylation des CpG, d’autres motifs de nucléotides peuvent être soumis à la 

méthylation tels que les CpA et CpT. Chez les plantes, il existe une plus grande variété de 

motifs nucléotidiques pouvant être méthylés mais ceux-ci ne seront pas décrits ici.  

 

b. Déméthylation de l’ADN 

 La méthylation de l’ADN, comme les autres mécanismes épigénétiques, est une 

modification réversible. La perte de 5meC peut se faire de deux façons : soit passivement via 

la dilution de cytosines marquées au cours de cycles de réplication successifs, soit activement 

via une action enzymatique. La déméthylation active de l’ADN est réalisée par une succession 

de réactions d’oxydation médiées par les enzymes TETs - pour Ten Eleven Translocation - 

(Tahiliani et al., 2009). La 5-methylcytosine sera alors oxydée en 5-hydroxymethylcytosine 
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(5hmeC), puis en 5-formylcytosine (5fC) et finalement en 5-carboxylcytosine (5caC) (Ito et al., 

2011; Tahiliani et al., 2009) (Figure 3). Les derniers intermédiaires oxydés seront remplacés 

par une cytosine non modifiée via le mécanisme de réparation par excision de base (BER). De 

récentes données ont également mis en évidence que la 5hmeC ne serait pas uniquement un 

intermédiaire de déméthylation mais une modification épigénétique à part entière (Bachman 

et al., 2014). 

 

2) Histones, variants d’histones et modifications post-traductionnelles 

L’incorporation de variants d’histones et l’apposition de modifications post-traductionnelles 

(pouvant entrainer une modification des propriétés physico-chimiques des histones) influent 

sur l’affinité des histones pour l’ADN et entre elles, modulant ainsi la compaction de la 

chromatine. 

 

a. Les variants d’histones 

 Nous avons précédemment décrit les histones H2A, H2B, H3 et H4 comme base 

protéique de la formation du nucléosome. Les histones canoniques sont les plus 

communément trouvées associées à la chromatine, mais il existe des variants à chaque 

histone qui sont associés préférentiellement à certaines régions du génome ou à certaines 

fonctions (revue dans (Martire and Banaszynski, 2020)).  

Les histones H3 canoniques (H3.1 et H3.2) sont déposées au cours de la réplication de l’ADN 

par le complexe CAF-1 (Hoek and Stillman, 2003), contrairement aux variants décrits ci-

dessous.  

Le variant H3 CENP-A se localise spécifiquement aux centromères via un motif spécifique 

de recrutement - qui lui confère également une rigidité supérieure à celle de l’histone H3 

canonique - (Black et al., 2007). L’incorporation de CENP-A se fait en phase G1, 

indépendamment de la réplication de l’ADN (Schuh et al., 2007), par l’action de la chaperonne 

HJURP (Holliday Junction Recognition Protein, (Andronov et al., 2019)). CENP-A est nécessaire 

à l’assemblage du kinétochore et à la ségrégation des chromosomes au cours de la mitose 

(Sullivan and Karpen, 2001). A noter que la déplétion ou la surabondance de CENP-A engendre 

un défaut de localisation des kinétochores (Régnier et al., 2005), faisant que CENP-A est 
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considéré comme le déterminant épigénétique des centromères - tant via sa fonction que sa 

localisation - (Müller et al., 2014). 

Lié à la modulation de la transcription, le variant H3.3 est déposé en deux régions 

distinctes au sein de la chromatine. Incorporé par la chaperonne HIRA en lien avec la 

transcription (Schwartz and Ahmad, 2005; Tagami et al., 2004), ce variant est lié à la 

transcription et localisé au niveau des promoteurs ou régions codantes actives (Ahmad and 

Henikoff, 2002; Daury et al., 2006). A contrario, lorsque H3.3 est pris en charge et incorporé 

par le complexe DAXX/ATRX, ce variant se localise au niveau des séquences télomériques et 

péricentromériques et intervient comme modulateur de la transcription (Drané et al., 2010; 

Goldberg et al., 2010) 

Lié à un mécanisme de signalisation, le variant H2AX est notamment retrouvé 

préférentiellement au niveau des TSS actifs et des compartiments sub-télomériques (Seo et 

al., 2012). Notamment, la forme phosphorylée (Serine 39) de H2AX - ou gH2AX - a depuis 

longtemps été décrite comme un marqueur des cassures de l’ADN où elle tend à être 

accumulée (Paull et al., 2000). L’apposition de novo de H2AX aux lieux de cassures se fait 

notamment par la chaperonne FACT (FAcilitates Chromatin Transcription) - tout comme son 

équivalent canonique H2A - (Piquet et al., 2018). 

 

b. Les modifications post-traductionnelles (PTMs) des histones 

 Les extrémités flexibles N-ter (et C-ter pour H2A) des histones, enrichies en résidus 

Lysine et Arginine notamment, sont le siège d’une grande variété de modifications post-

traductionnelles (PTMs) (Figure 4A). Les PTMs les plus connues (et décrites) concernent l’ajout 

de groupement méthyls ou acétyls au niveau de différentes lysines de l’histone H3 (Bannister 

and Kouzarides, 2011). L’ajout de ces groupements est médié par différents « writers » - 

comme les Histone/Lysine Methyl Transferase (H/KMTs) ou les Histone/Lysine Acétyl 

Transferase (H/KATs) -. Le retrait de ces modifications se fait via l’action des « erasers » - tels 

que les Histone/Lysine DeMethylase (H/KDM) ou les Histone/Lysine DeAcetylase (H/KDAC) - 

(Figure 4B). 

L’apposition des PTMs - ainsi que l’incorporation des variants d’histones - peut modifier les 

propriétés physico-chimiques des nucléosomes et moduler l’affinité de ceux-ci pour l’ADN ou 
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entre nucléosomes (D. Bascom and Schlick, 2018). La combinaison de différentes PTMs 

d’histone participe à la définition de différents compartiments chromatiniens, plus ou moins 

compactés (Bannister and Kouzarides, 2011) - et par extension, plus ou moins permissifs à la 

transcription - qui seront décrit dans la partie 1.3 de cette introduction.  

La reconnaissance des PTMs d’histone se fait par différents groupes de « readers ». Selon le 

groupement considéré, la « lecture » des différentes PTMs d’histone est médiée par les 

protéines à ChromoDomain (CD) pour la méthylation des histones et les protéines à 

BRomoDomain (BRD) dans le cas des histones acétylées (Yun et al., 2011). 

Figure 4 : Les protéines histones et leurs modifications post-traductionnelles (Adapté de (Falkenberg 

and Johnstone, 2014; Keppler and Archer, 2008)). (A) : Les différentes modifications post-
traductionnelles (PTMs) des histones. (B) : Les acteurs de l’apposition (« writers »), de la 
reconnaissance (« readers ») et du retrait (« erasers ») des PTMs d’histone.  
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3) Les remodeleurs de la chromatine 

  

 
 
 
 
 
 
 
Figure 5 : Action des complexes 
remodeleurs de la chromatine 
(Becker and Workman, 2013). 
(A) : Déplacement, échange ou 
éviction des nucléosomes par 
les complexes remodeleurs 
ATP-dépendants. (B) : 
Association des complexes 
remodeleurs avec les 
chaperonnes des histones pour 
l’assemblage des nucléosomes. 
(C) : Influence des complexes 
remodeleurs sur la densité des 
nucléosomes.  

 

Les complexes remodeleurs de la chromatine - dépendants de l’ATP - sont d’une importance 

centrale dans la régulation de la chromatine. L’ADN étant liée aux nucléosomes par différentes 

liaisons faibles, le nucléosome est un complexe nucléoprotéique stable qui nécessite l’action 

des remodeleurs pour sa dissociation. Les différentes actions des complexes remodeleurs sont 

présentées en Figure 5 et décrites dans (Clapier et al., 2017). 

 

4) Les ARN non codants (ncRNAs) 

 Les ARN non codants se classent en deux catégories selon leurs tailles. Les courts 

ncRNAs (sncRNAs) regroupent les si- (small interfering), mi- (micro) et piRNAs (piwi RNAs), 

dont la taille varie de 19 à 24bp pour les si- et miRNA et de 26 à 31pb pour les piRNAs. Après 

maturation, les différents sncRNAs sont pris en charge par la famille des protéines Argonautes 

(AGO) (Meister, 2013). Les sncRNAs couplés aux protéines AGO sont notamment impliqués 

dans des mécanismes de répression transcriptionnelle, soit par action sur les transcrits eux-
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mêmes, soit en promouvant un environnement épigénétique répressif à la transcription au 

niveau des séquences cibles (Djupedal and Ekwall, 2009; Meister, 2013; Wei et al., 2017).  

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 6 : Les différents 
modes d’action des ARN 
non codant impliqués 
dans les régulations 
épigénétiques et 
transcriptionnelles 
(Bär et al., 2016). 

 

De nombreuses études ont décrit le rôle des longs ARNs non codants (lncRNAs) dans la 

médiation des mécanismes épigénétiques (Figure 6). Notamment, les lncRNA peuvent 

participer au ciblage de certaines régions du génome nécessitant d’être 

transcriptionnellement réprimées et entrainer avec eux différents writers ou readers de PTMs 

d’histones (Wei et al., 2017). Certains lncRNAs ont également été plus récemment décrits 

comme impliqués dans la formation de contacts entre différents loci de la chromatine (Arnold 

et al., 2019). 
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3. Le génome eucaryote et ses différents compartiments chromatiniens associés 

 Selon le niveau de compaction, l’activité transcriptionnelle et les modifications 

épigénétiques associées, 3 sous-compartiments peuvent être définis : l’euchromatine et 

l’hétérochromatine (facultative et constitutive).  

 

1) L’euchromatine et ses marques épigénétiques associées  

L’euchromatine est le compartiment chromatinien qui apparait peu dense aux électrons en 

microscopie électronique dans le noyau interphasique. Ce marquage différentiel est 

imputable à sa structure dispersée et diffuse, liée à l’espacement plus important entre les 

nucléosomes la constituant. L’euchromatine, qui se réplique en début de phase S, est 

majoritairement composée des régions riches en gènes et de leurs séquences régulatrices 

associées (promoteurs et enhancers). Les modifications épigénétiques associées à 

l’euchromatine sont l’hyperacétylation des histones en lien avec un faible niveau de 

méthylation de l’ADN et en coopération avec quelques histones méthylées (notamment H3K4 

et H3K36). Le caractère décondensé de l’euchromatine et l’espacement important des 

nucléosomes favorisent l’accès de la machinerie transcriptionnelle à l’ADN, faisant de 

l’euchromatine le compartiment nucléaire activement transcrit (figure 7).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 7 : Les 
différentes PTMs 
d’histones associées 
à l’euchromatine. 
 (Reddy and 
Natarajan, 2015).  
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Les différentes modifications épigénétiques associées à l’euchromatine se combinent 

différemment selon qu’elles marquent les gènes, les promoteurs ou les enhancers. Les 

enhancers actifs sont notamment marqués par H3K4me1, en partenariat avec H3K27ac - dont 

l’apposition est médiée par p300 et CBP - (Beacon et al., 2021; Creyghton et al., 2010). 

H3K4me3 est majoritairement retrouvée au niveau des promoteurs actifs et forme un pic 

d’enrichissement caractéristique à proximité du site d’initiation de la transcription (TSS) 

(Howe et al., 2017). La présence de H3K4me3 sert notamment de support à la formation du 

Complexe Pré Initiateur de la transcription, médiée par un de ses readers - TAF3 - (Beacon et 

al., 2021). La méthylation de H3K4 est médiée par des enzymes à domaine SET - SET1A/B et 

MLL1-4 - contenues dans 6 complexes non redondants (Beacon et al., 2021). La présence de 

H3K4me3 au niveau du TSS favorise l’apposition de H3K9Ac par GCN5 et PCAF (Bian et al., 

2011). L’acétylation de H3K9 aurait un effet favorable sur la progression de l’ARN polymérase 

II et favoriserait l’élongation (Gates et al., 2017), tout comme la présence de méthylation de 

l’ADN au niveau du corps des gènes (Jones, 2012). Similaire à la méthylation de l’ADN, 

H3K36me2/3 - apposée par NSD1 - est retrouvée au niveau du corps des gènes activement 

transcrits (Bannister et al., 2005). 

A noter que l’activité des gènes, promoteurs et des enhancers est modulée par l’ajout d’autres 

marques épigénétiques, généralement associées à l’hétérochromatine. Ainsi, la combinaison 

de H3K4me3 avec H3K27me3 (au niveau des promoteurs) engendre la définition d’un état dit 

« poised » c.-à-d. non permissif à l’élongation de la transcription mais dont la chromatine 

demeure relaxée (Beacon et al., 2021).  

 

2)  L’hétérochromatine et ses marques épigénétiques associées 

 Contrairement à l’euchromatine, l’hétérochromatine apparait dense aux électrons 

dans le noyau en interphase. L’hétérochromatine est souvent trouvée en périphérie de noyau 

- associée aux lamines nucléaires - ou forme des patchs associés ou non au nucléole. 

L’hétérochromatine est sous-divisée en deux compartiments selon son origine 

(développementale ou non), la nature des séquences considérées et les modifications 

épigénétiques associées. Sont définies l’hétérochromatine constitutive, commune à toutes les 

cellules d’un organisme, et l’hétérochromatine facultative - établie lors de la différentiation, 
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son contenu génomique varie en fonction de la cellule considérée et dépend du sexe de 

l’organisme -.  

 

a. L’hétérochromatine facultative (fHC) 

Le compartiment d’hétérochromatine facultative le plus facilement identifiable est celui du X 

inactif chez les individus femelles. Les autres séquences concernées par leur localisation au 

sein du compartiment de fHC sont des régions riches en gènes dont la transcription est 

réprimée dans un type cellulaire donné. Les modifications d’histones les plus communément 

associées à la fHC sont H3K27me3 et H2AK119Ub, apposées par les « Polycomb Repressive 

Complex » (PRC) (figure 8).  

Figure 8 : Composition des « Polycomb Repressive Complex » PRC1 et PRC2 (canoniques et variants) 
(Adapté de (Blackledge and Klose, 2021)). (A) : Composition des complexes PRC1 (responsables de 
l’ubiquitination de H2AK119). (B) : Composition des complexes PRC2 (catalysant la méthylation (mono-
, di- ou tri-) de H3K27).   
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PRC1 et H2AK119Ub  

Les protéines de base du complexe PRC1 sont RING1A/B associée à l’une des 6 PGCF 

(Polycomb Group RING Finger), qui en forment la sous-unité catalytique, responsable de 

l’apposition de H2AK119Ub via l’activité E3 Ubiquitine ligase de RING1A/B (Wang et al., 2004) 

(Figure 8A). Le complexe canonique complet de PRC1 contient aussi une protéine à 

chromodomaine (CBX) parmi CBX2/4/6/7/8 qui permet la reconnaissance d'une lysine 

méthylée (H3K27meX). Le remplacement de la protéine CBX par RYBP ou YAF2 en plus de 

l’association avec d’autres protéines détermine les variants PRC1 (Blackledge and Klose, 

2021). 

PRC2 et H3K27me3 

Le cœur catalytique du complexe PRC2 repose sur 3 protéines : Enhancer of Zeste Homolog 2 

(EZH2) ou son homologue EZH1, Embryonic Ectoderm Development (EED) et SUppressor of 

Zeste 12 (SUZ12) (Cao et al., 2014; Cao and Zhang, 2004), auquel s’ajoute RBBP4/7 ; EZH2 

étant la sous-unité de PRC2 qui catalyse principalement la mono-, di- et triméthylation de 

H3K27me3 (Figure 8B). SUZ12 médie la formation des complexes non canoniques de PRC2 

(PRC2.1 et PRC2.2) via son association avec PCL1/2/3 et EPOP//PAL1/2 ou avec AEBP2 et 

JARID2, respectivement (Blackledge and Klose, 2021). EED reconnait H3K27me3 et 

potentialise l’action de EZH2. Les erasers responsables du retrait de H3K27me3 sont KDM6A 

(UTX) et KDM6B (JMJD3) (Agger et al., 2007).  

La reconnaissance mutuelle des modifications d’histones apposées par l’un ou l’autre des 

complexes est médiée par différents partenaires des complexes centraux de PRC1 et PRC2 

(Figure 8). Notamment, le cofacteur JARID2 permet la lecture de l’ubiquitination de H2AK119 

et la liaison de PRC2 aux régions enrichies en H2AK119Ub (Cooper et al., 2016). Pour PRC1, la 

reconnaissance de H3K27me3 se fait par l’intermédiaire des protéines CBX (Cao et al., 2002). 

 

b. L’hétérochromatine constitutive (cHC) 

L’hétérochromatine constitutive concerne les séquences répétées d’un génome eucaryote. 

Ces séquences se subdivisent en deux catégories : les séquences répétées en tandem – c.-à-d. 

les séquences télomériques et les séquences satellites centromériques et péricentromériques 

- et les séquences répétées dispersées. Ces dernières représentent environ un quart du 
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génome murin (Martens et al., 2005) et presque la moitié du génome humain (Lander et al., 

2001) et incluent les LTR, LINEs, SINEs… qui ne seront pas décrits ici. Les séquences 

télomériques se situent à l’extrémité des chromosomes. Elles assurent la protection des 

extrémités chromosomiques au cours de la réplication et les protègent des mécanismes de 

reconnaissance des cassures de l’ADN (Lu et al., 2013). Les séquences péri-centromériques 

sont quant à elles impliquées dans le processus de mitose (Saksouk et al., 2015).  

 

i. Organisation des séquences satellites péricentromériques murines 

Les régions péricentromériques murines sont composées de séquences répétées de 234pb : 

les séquences satellites majeures, pouvant représenter jusqu'à 3% du génome murin (Martens 

et al., 2005) (Figure 9A).  Ces séquences, de par leur nature A-T riche, sont visibles par une 

contre-coloration au DAPI dans le noyau interphasique (Guenatri et al., 2004). Elles ont 

notamment la particularité d’être organisées en amas dans le noyau interphasique (Figure 9B). 

 

Figure 9 : Les séquences satellites majeures murines (adapté de (Bulut-Karslioglu et al., 2012; Probst 
and Almouzni, 2011)). (A) : Détails de la localisation et de la composition d’une région péri-
centromérique sur un chromosome acrocentrique murin. (B) : Localisation (en rouge) des séquences 
satellites majeures dans le noyau en mitose et des clusters d’hétérochromatine péricentromérique 
(chromocentres) dans le noyau en interphase. 

 

ii. H3K9me3, le marqueur de l’hétérochromatine constitutive 

H3K9me3 est considérée comme la modification épigénétique la plus spécifique de 

l’hétérochromatine constitutive. La triméthylation de H3K9 se fait à l’aide de trois groupes 

d’enzymes à SET domaines : G9a ou GLP catalysent la mono- et diméthylation de H3K9 tandis 

que SETDB1 ou SUV39H1/2 catalysent l’ajout du 3ème groupement méthyl (Mozzetta et al., 
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2015). L’apposition de H3K9me3 par SUV39H1/2 est spécifique des séquences télo-, centro- 

et péricentromériques tandis que SETDB1 catalyse H3K9me3 dans les autres régions du 

génome (Schultz et al., 2002). L’apposition de H3K9me3 aux compartiments 

d’hétérochromatine constitutive est indispensable au maintien de l’intégrité du génome 

(Janssen et al., 2018), la compaction empêchant des évènements de recombinaison entre ces 

séquences répétées homologues.  

L’enrichissement en H3K9me3 au niveau de l’cHC est reconnu par l’Heterochromatin Protein 

1 (HP1, variants a et b) (Lachner et al., 2001). L’accumulation de HP1 au niveau de l’cHC induit 

en cascade la méthylation de l’ADN et l’apposition de H4K20me3 médiée par KMT5A et SUV4-

20H2 (Schotta et al., 2004), renforçant la compaction de l’hétérochromatine. 

 

c. Les ncRNA associés à l’établissement de l’hétérochromatine 

 La formation des domaines d’hétérochromatine (fHC ou cHC) repose dans la plupart 

des cas sur des mécanismes médiés par des lncRNAs. Dans le cas de l’inactivation du X, le 

coating du chromosome X par le lncRNA Xist entraine le recrutement de PRC1 et l’apposition 

de H2AK119Ub. S’ensuit alors un mécanisme de propagation de l’environnement 

épigénétique répressif médié par PRC1/H2AK119Ub et PRC2/H3K27me3 auxquels s’ajoutent 

l’action d’enzymes déacétylases (revue dans (Żylicz and Heard, 2020)).  

Pour ce qui est des séquences péricentromériques, la formation et le maintien de celles-ci 

sous forme de chromocentres - notamment l’enrichissement et la structuration 3D des 

séquences marquées par H3K9me3 et HP1 - nécessitent l’intervention d’un composant ARN 

(Maison et al., 2002). Au niveau des télomères également, l’ARNnc TERRA - transcrit à partir 

des régions subtélomériques - est considéré comme un composant à part entière de l’cHC 

(Luke and Lingner, 2009).  

 

 La plupart des caractéristiques épigénétiques décrites ci-dessus l’ont été à partir 

d’observations sur cellules somatiques. Cependant, des différences importantes dans le profil 

de répartition de nombreuses marques épigénétiques sont observées au cours des premières 

étapes du développement embryonnaire (caractéristiques qui peuvent être acquises dans des 

modèles de cellules cancéreuses également), ce qui renforce la nécessité de comprendre 
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comment les différents compartiments chromatiniens sont régulés au cours des premières 

étapes du développement. Alors que la description du compartiment « euchromatine » en 

association avec l’initiation de la transcription, le processus de différentiation et la régulation 

de l’expression génique est fortement étudiées, moins d’intérêt est porté à la description de la 

dynamique de régulation et à la description des profils épigénétiques non canoniques qui 

pourraient concerner l’hétérochromatine constitutive au cours du développement précoce 

murin, que nous allons décrire ci-après.  

 

II. Développement embryonnaire et pluripotence 

Pour la suite de cette introduction, nous nous focaliserons sur le développement 

embryonnaire des mammifères euthériens c.-à-d. dont le développement se fait 

intégralement in utero et repose sur la présence d’un placenta qui assure les échanges entre 

mère et fœtus.   

 

1. Les principales étapes du développement précoce euthérien 

1) Fécondation, Activation du génome embryonnaire et Totipotence 

Le début du développement est marqué par la fusion de deux gamètes hautement 

différenciés : l’ovocyte et le spermatozoïde. A la suite de la fécondation, les génomes 

parentaux vont subir une phase importante de remaniement, avant le premier clivage. En 

effet, l’hémi-génome paternel va traverser une phase de décondensation au cours de laquelle 

ses protamines seront remplacées par des histones (Adenot et al., 1991; McLay and Clarke, 

2003). Au cours des premiers clivages, différents remaniements épigénétiques vont avoir lieu, 

permettant notamment l’activation du génome embryonnaire (ces aspects seront décrits plus 

en détails dans la 3ème partie de cette introduction).  

L’activation du génome embryonnaire se fait en deux temps : lors de la phase dite 

« mineure », l’activité transcriptionnelle est faible et les transcrits décelés sont 

majoritairement d’origine paternelle ; s’ensuit la phase dite « majeure » qui correspond à 

l’activation du génome zygotique. En parallèle les transcrits maternels hérités de l’ovocyte 

sont dégradés. Dans le modèle murin, l’activation du génome embryonnaire se fait 
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rapidement après la fécondation puisque les premiers signes de transcription sont visibles dès 

le stade zygote (McLay and Clarke, 2003) ; l’activation majeure du génome ayant lieu à la fin 

du stade 2-cellules (Tadros and Lipshitz, 2009). Chez l’humain, l’initiation de la transcription 

est détectée à partir du stade 1-cellule et se poursuit jusqu’à la phase d’activation majeure 

observée dans l’embryon 8-cellules (Dobson et al., 2004). Concernant le modèle bovin, celui-

ci est plus proche de ce qui est observé chez l’humain puisque des transcrits paternels sont 

également détectés au stade 1-cellule (Graf et al., 2014), alors que la phase majeure de 

transcription du génome zygotique est observée au stade 8-/16-cellules (Memili and First, 

2000) (Figure 10).  

 

Figure 10 : Développement précoce des mammifères – comparaison entre espèce (Adapté de 
(Toralova et al., 2020)). Est illustré ici les similitudes entre développement humain et bovin concernant 
les premières étapes du développement. A noter que le développement murin précoce se distingue 
par sa rapidité en comparaison aux deux autres espèces. Les flèches blanches indiquent la mise en 
route mineure du génome et les flèches vertes la mise en route majeure du génome embryonnaire.  

 

A la suite de la fécondation, le zygote et l’embryon précoce sont définis comme totipotents 

c.-à-d. qu’ils portent la capacité de générer toutes les cellules d’un organisme, en plus des 

tissus extra-embryonnaires indispensables au développement in utero (Condic, 2014). Selon 

cette définition, la totipotence est restreinte au zygote et à l’embryon 2-cellules (voir à 

quelques blastomères de l’embryon 4-cellules) dans le modèle murin (Maemura et al., 2021). 

Chez le bovin, la totipotence s’étend jusqu’au stade 4-cellules au moins, puisque les quatre 

blastomères sont en capacités de se développer in utero à terme (Johnson et al., 1995). Chez 

l’humain, la notion stricte de totipotence existe jusque dans l’embryon 2-cellules (Herranz, 

2015) et pourrait être étendue jusque dans l’embryon 4-cellules (Veiga et al., 1987).  
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2) Spécification des lignages et émergence de la pluripotence 

Durant les premiers jours de développement, de nombreux facteurs de transcription (FTs) 

tels que OCT4, NANOG, CDX2 et GATA6 sont exprimés dans toutes les cellules de l’embryon 

(Piliszek et al., 2016; Saiz and Plusa, 2013). Ces différents FTs seront plus tard spécifiques de 

chacun des lignages au fur et à mesure de leur spécification.  

 

a. Compaction, Spécification Trophectoderme/Masse Cellulaire Interne et Cavitation 

i. Compaction, polarisation et voie HIPPO  

La 1ère spécification de lignage est initiée au stade 8-cellules (vers E2.5 jours de 

développement), au moment de la compaction de l’embryon - 1er changement morphologique 

visible du développement précoce -. Concomitant à la compaction, les cellules de l’embryon 

exposées à l’extérieur de celui-ci se polarisent tandis que les cellules internes demeurent non 

polarisées, ce qui aura une influence sur la 1ère spécification de lignage (White et al., 2016) 

(Figure 11A). 

L’initiation de la spécification des lignages du trophectoderme (TE) et de la Masse Cellulaire 

Interne (ICM) repose sur l’activation différentielle de la voie de signalisation Hippo - une voie 

de signalisation à Sérine/Thréonine kinases -. Dans les cellules externes et polarisées de 

l’embryon, la voie Hippo est inactive, à l’inverse des cellules internes non polarisées. 

L’activation de la voie Hippo dans les cellules apolaires entraine la séquestration dans le 

cytoplasme d’un de ses effecteurs (YAP, phosphorylé). A l’inverse, la non-activation de la voie 

Hippo dans les cellules polarisées permet la translocation de YAP (non phosphorylé) au sein 

du noyau. La translocation de YAP dans le noyau permet son association avec TEAD4, facteur 

de transcription, et l’activation transcriptionnelle de ses gènes cibles, dont Cdx2 (Nishioka et 

al., 2008) (Figure 11B).  
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Figure 11 : Les premières spécifications des lignages de l’embryon murin (Adapté de (Saiz and Plusa, 
2013)). (A) : Représentation schématique des différentes étapes du développement murin pré-
implantation. (B) : La voie HIPPO participe à la spécification des lignages du trophectoderme (TE) et de 
la Masse Cellulaire Interne (ICM). (C) : Spécification des lignages de l’épiblaste (EPI) et de l’endoderme 
primitif (PrE – en rouge sur la figure) et influence de la voie FGF4.  
 

 

ii. OCT4 et CDX2 : spécification ICM/TE et pluripotence 

Vers E3.25 jours de développement, la cavité blastocélique apparait dans l’embryon, alors 

renommé « blastocyste ». Cette cavité apparait à la jonction entre cellules de l’ICM et cellules 

du TE (Herrera-Delgado and Maître, 2021), faisant que l’ICM sera restreinte à un pôle de 

l’embryon, en contact avec le blastocœle et entourée des cellules du TE (Figure 11A). 

Plus qu’un facteur de transcription, CDX2 est le gardien de l’identité cellulaire du TE, puisqu’il 

est nécessaire et suffisant au maintien de ce lignage (Strumpf et al., 2005). Chez la souris, 

l’expression de Cdx2 dans les précurseurs du TE va entrainer la répression de la transcription 
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des autres facteurs de transcription présents dans ces cellules, dont Oct4, Sox2 et Nanog (Saiz 

and Plusa, 2013). En parallèle, dans les cellules internes apolaires, l’expression de Cdx2 n’est 

pas maintenue, au contraire de l’expression de Oct4, Sox2 et Nanog : ces cellules participeront 

à la formation de l’ICM. Ainsi, dans le jeune blastocyste murin, OCT4 (ainsi que SOX2 et 

NANOG) et CDX2 sont alors restreints chacun aux lignages de l’ICM et du TE, respectivement 

(Piliszek et al., 2016).  

Chez le modèle humain, la spécification des lignages ICM/TE se fait plus tardivement au cours 

du développement embryonnaire (De Paepe et al., 2013). Alors que l’expression d’Oct4 est 

détectée dès le stade 8-cellules, ce FT sera exprimé dans l’ensemble du blastocyste jusqu’à 5 

jours de développement et spécifiquement restreint à l’ICM vers 6 jours de développement - 

soit au stade blastocyste tardif - (Niakan and Eggan, 2013). Similairement, OCT4 est détecté 

dès le stade 8-cellules dans l’embryon bovin mais, n’étant pas réprimé par CDX2, un co-

marquage CDX2/OCT4 sera observé jusqu’à 11 jours de développement (Berg et al., 2011). 

Également, OCT4 est le dernier marqueur de l’ICM à être restreint à ce lignage, contrairement 

à SOX2 et NANOG (Khan et al., 2012). 

La spécification des lignages TE et ICM entraine une baisse générale du potentiel de 

développement des cellules. Alors que le TE ne pourra produire que des dérivés aboutissant à 

la formation du placenta, les cellules de l’ICM gardent un haut potentiel de développement 

associé à leur capacité à produire le futur organisme. Ce potentiel, succédant à la totipotence, 

est définit comme l’état de pluripotence. OCT4 et SOX2 en sont notamment des marqueurs 

spécifiques. Bien que OCT4 ne soit pas indispensable à la spécification précoce de l’ICM au 

cours du développement murin, il est indispensable au maintien de l’identité ICM ainsi qu’au 

développement et au maintien du lignage pluripotent (Nichols et al., 1998). En revanche, la 

déplétion d’Oct4 compromet le développement général du blastocyste humain (Fogarty et al., 

2017) et induit la perte de l’expression de Nanog dans l’ICM de l’embryon bovin (Simmet et 

al., 2018).  

b. Spécification Epiblaste/Endoderme Primitif (ou Hypoblaste) au sein de l’ICM 

i. Spécification asynchrone des lignages EPI et PrE 

Au stade de jeune blastocyste, l’ICM - lignage embryonnaire pluripotent - va se spécifier 

plus avant et produire les lignages Epiblaste (EPI) et Endoderme Primitif (PrE) (Saiz and Plusa, 
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2013). La spécification de ses deux lignages se fait de manière asynchrone et commence 

d’abord par la spécification de l’EPI (Saiz et al., 2016). 

L’ICM non spécifiée est marquée spécifiquement par les FTs NANOG et GATA6. L’initiation de 

la spécification des lignages aboutit à un marquage hétérogène des cellules de l’ICM : les 

cellules précurseurs de l’EPI sont notamment identifiables via l’expression de Nanog alors que 

celles précurseurs du PrE expriment Gata6 et l’expression de Nanog contribue à l’inhibition 

de l’expression de Gata6. A E3.5, les cellules de l’ICM présentent un marquage caractéristique 

en « sel et poivre » selon le niveau d’expression de ces deux FTs (Chazaud and Yamanaka, 

2016). Ces deux FTs sont essentiels à la définition des identités EPI et PrE puisque l’ICM des 

embryons KO pour NANOG adopte un lignage PrE exclusivement, à l’averse des embryons KO 

pour GATA6 dont l’ICM adopte un destin EPI (Bessonnard et al., 2014; Frankenberg et al., 

2011).  

Alors que les mécanismes qui initient la spécification de ces lignages - et notamment de l’EPI 

- ne sont pas totalement élucidés, la poursuite de la spécification de l’EPI et du PrE repose 

entre autres sur la voie FGF/ERK (la voie des MAP kinases). Notamment, les cellules 

précurseurs de l’EPI vont exprimer le ligand FGF4 qui, par sa liaison aux récepteurs FGFR2, va 

inhiber l’action de NANOG sur le contrôle de l’expression de GATA6 (Tosenberger et al., 2017). 

Ainsi, l’expression de GATA6 sera renforcée dans les cellules sensibles à l’action du FGF4 (Saiz 

and Plusa, 2013). A terme, l’action du FGF4 participe au maintien de l’identité du PrE et à sa 

maturation (Kang et al., 2017) (Figure 11C).  

Concomitant à la spécification moléculaire EPI/PrE, les cellules de chacun de ces lignages vont 

également se ségréger dans l’espace de l’ICM, vers E3.75 jours de développement. Au terme 

du tri cellulaire, les cellules du PrE seront restreintes à la périphérie de l’épiblaste, en contact 

avec la cavité blastocélique (Plusa et al., 2008). A l’origine des annexes vitellines, elles sont 

marquées spécifiquement par GATA6. Enfin, les cellules pluripotentes de l’Epiblaste se 

localisent entre le TE et le PrE et expriment spécifiquement NANOG. Le facteur de 

transcription OCT4, d’abord commun à ces deux lignages, sera restreint à l’épiblaste seul vers 

E4.5 jours de développement, peu avant l’implantation.  

Alors que la spécification et le maintien de l’identité PrE implique l’action du FGF4 chez le 

modèle murin, ceci n’est pas observé dans le cas des développements humain et bovin (Kuijk 
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et al., 2012; Roode et al., 2012). Également, dans l’embryon humain, GATA6 n’est pas le 

marqueur pionner des cellules du PrE (Roode et al., 2012).  

Ainsi, la comparaison des mécanismes de spécification des premiers lignages dans l’embryon 

murin vs les embryons humain et bovin semble indiquer que le modèle bovin est plus 

pertinent dans la modélisation du développement embryonnaire humain.  

 

ii. Blastocyste, pluripotence et implantation.  

Vers 4 jours de développement, le blastocyste murin contient trois lignages spécifiés que 

sont le TE, le PrE et l’EPI. L’EPI (précédemment l’ICM) est le lignage pluripotent de l’embryon, 

c.-à-d. celui à l’origine de la formation du futur organisme. Les trois lignages du blastocyste 

expriment différents marqueurs qui leurs sont propre : le TE est caractérisé par l’abondance 

de CDX2 et GATA3, le PrE par celle de GATA6, SOX17 et GATA4, l’EPI est spécifiquement 

marqué par NANOG, SOX2 et OCT4 (Saiz and Plusa, 2013). L’implantation de l’embryon murin 

se fait vers E4.5. Chez l’humain, l’implantation se fait aux alentours de 7 jours de 

développement, alors que les trois lignages ne sont pas encore tout à fait spécifiés. En 

comparaison, l’embryon bovin s’implante beaucoup plus tardivement, vers 21 jours de 

développement.  
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Figure 12 : Comparatifs des temps de développement entre espèces. (A) Comparatif humain et 

murin (Zhai et al., 2022). (B) Comparatif murin et bovin (Sauvegarde et al., 2016). 
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3) La gastrulation marque la fin de la pluripotence dans l’embryon péri-implantation 

Au cours de l’implantation, la morphologie de l’embryon murin change pour acquérir une 

forme de cylindre vers E5.0. L’Endoderme Viscéral (VE, issu du PrE) entoure l’embryon qui 

contient l’Ectoderme Extra-Embryonnaire (ExE, issu du TE) et l’EPI post-implantation, localisé 

au pôle basal. La gastrulation commence vers E6.5, avec l’apparition de la ligne primitive. La 

progression de la ligne primitive marque la fin de l’état de pluripotence dans l’embryon murin, 

vers E7.5, alors que les cellules de l’EPI se spécifient pour produire les trois feuillets 

embryonnaires : l’endo-, le méso- et l’ectoderme, marquant le début de la différentiation 

(Morgani et al., 2017). L’équivalent du stade E7.5 murin se retrouve vers 18 jours de 

développement chez les modèles humain et bovin (Sauvegarde et al., 2016; Zhai et al., 2022) 

(Figure 12). Depuis l’implantation et jusqu’à E7.5, le potentiel des cellules de l’EPI diminue, à 

mesure que celles-ci expriment davantage de marqueurs de différentiation vers l’un des 

feuillets embryonnaires.  

 

2. La pluripotence : comparaison des modèles in vivo et in vitro 

1) Le spectre de la pluripotence : de l’état naïf à l’état amorcé  

 Comme définit par (Morgani et al., 2017), la pluripotence murine est un continuum qui 

s’étend de 3.5 à 7.5 jours de développement. Les caractéristiques générales des différentes 

populations de cellules pluripotentes ont d’abord été décrites à partir de modèles in vitro. 

Notamment, les cellules pluripotentes sont capables d’auto-renouvèlement et à même de 

participer à la production des trois feuillets embryonnaires. Néanmoins, les caractéristiques 

des cellules pluripotentes diffèrent selon qu’on se situe à une extrémité ou l’autre du spectre 

de la pluripotence. Au cours du développement péri-implantation murin, les caractéristiques 

morphologiques, transcriptomiques et épigénétiques des cellules pluripotentes évoluent, de 

sorte qu’au moins deux états de pluripotence peuvent être décrits :  

l’état de pluripotence naïf, définit à partir des cellules souches embryonnaires (ESCs) - qui 

correspond aux cellules de l’ICM/EPI pré-implantation - et  

l’état de pluripotence amorcé, définit à partir des cellules souches épiblastiques (EpiSCs) - qui 

correspond aux cellules de l’épiblaste vers E7.5 -. Durant l’évolution de la pluripotence, le 
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potentiel développemental des cellules de l’épiblaste diminue avec le temps. Notamment, les 

cellules pluripotentes naïves peuvent participer à la production de la lignée germinale ou 

s’intégrer dans un blastocyste hôte, ce qui n’est pas le cas des cellules pluripotentes amorcées 

(Rossant, 2008). De plus, les cellules pluripotentes amorcées présentent des caractéristiques 

communes avec des cellules différenciées tel qu’un haut niveau de méthylation de l’ADN, des 

compartiments chromatiniens bien définis avec une hétérochromatine globalement 

compacte (Ahmed et al., 2010; Veillard et al., 2014). Ces cellules expriment également des 

marqueurs précoces de différentiation (Nichols and Smith, 2009) et le réseau des facteurs de 

pluripotence est différentiellement régulé entre l’état naïf et l’état amorcé (Ding et al., 2015). 

En plus de ces deux états principaux, deux autres états intermédiaires de pluripotence ont été 

décrit : la pluripotence « rosette » - qui correspond aux caractéristiques des cellules de 

l’épiblaste péri-implantation - (Neagu et al., 2020) et la pluripotence « formative » qui est 

trouvée dans l’embryon vers E5.5 - E6.5 et qui précède l’état de pluripotence amorcée (Wang 

et al., 2021).  

 

2) La pluripotence in vitro 

a. Les ESCs murines, référence de la pluripotence naïve 

Les cellules souches embryonnaires dérivent de l’ICM du blastocyste (Evans and Kaufman, 

1981; Martin, 1981). La culture des ESCs en présence de LIF et des inhibiteurs des voies MEK 

et GSK3 (PD et CHIR respectivement) aboutit à une meilleure homogénéité des cellules en 

culture et une expression homogène du FT NANOG (Singer et al., 2014; Wray et al., 2010) 

(Figure 13). Ces cellules sont transcriptionnellement proches de l’EPI à E4.5 (Boroviak et al., 

2014) et ont la capacité de produire des dérivés des trois feuillets embryonnaires ainsi que de 

participer à la lignée germinale. Comparées aux cellules ESCs cultivées en présence de sérum, 

le transcriptome et l’épigénome des ESCs 2i/LIF est caractéristique des cellules pluripotentes 

naïves (Marks et al., 2012): elles définissent donc l’état de base de la pluripotence naïve 

(Tosolini and Jouneau, 2016a). 
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Figure 13 : Comparatif des différentes voies de signalisation participant à la régulation de la 
pluripotence naïve vs amorcée (Weinberger et al., 2016). Notamment, il est illustré ici qu’une même 
voie de signalisation agit différemment sur le maintien du réseau de pluripotence - selon que l’on 
considère des cellules pluripotentes naïves ou amorcées -. 

 

b. A l’autre bout du spectre : les EpiSCs murines 

Les cellules souches épiblastiques dérivent de l’épiblaste post-implantation et sont 

maintenues dans un milieu supplémenté en FGF/Activine A (Brons et al., 2007; Tesar et al., 

2007) (Figure 13). Apparentées à l’EPI post-implantation à E7.5, ces cellules ne peuvent 

participer à la formation de souris chimères à moins d’être injectées dans un embryon post-

implantation (Huang, 2012). Néanmoins, elles ne peuvent participer à la lignée germinale alors 

qu’elles participent - comme les ESCs - à la production des dérivés des trois feuillets 

embryonnaires et sont définies comme représentatives de l’état de pluripotence amorcée 

(Morgani et al., 2017).  
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c. ESCs chez l’humain et le bovin 

 Des cellules souches pluripotentes existent pour d’autres espèces que l’espèce murine. 

Notamment chez l’humain, la plupart des lignées de hESCs présentent des caractéristiques 

proches de celles des cellules EpiS murines et leur potentiel de différentiation est biaisé 

(Harkness et al., 2019). Des lignées de cellules hESCs ont plus récemment été obtenues mais 

les milieux de culture nécessaires à la conservation des caractéristiques de la pluripotence 

naïve sont plus complexes que ce qui est décrit pour les mESCs (Dong et al., 2019). 

Pour le modèle bovin, il existe des bESCs mais celles-ci n’existent qu’à un état équivalent à 

l’état de pluripotence amorcée (Bogliotti et al., 2018; Soto et al., 2021). 

 

3) Les cellules souches dérivées de l’embryon 

 En plus des cellules pluripotentes dérivées de l’EPI péri-implantation, des modèles 

cellulaires souches dérivés des lignages extra-embryonnaires existent pour les modèles murin, 

humain et bovin. Ainsi, les Trophoblast Stem Cells (TSCs) sont dérivées à partir du TE (ou ExE) 

et les eXtraembryonic Endoderm cells (XEN) sont dérivées à partir du lignage PrE.  

Les TSCs murines peuvent être dérivées à partir du TE ou de l’ExE (Tanaka et al., 1998). La 

culture de ces cellules repose sur une supplémentation en FGF4 et héparine (Tanaka et al., 

1998). Comme pour les ESCs, l’utilisation d’un milieu sans sérum semble favoriser la dérivation 

des TSCs depuis le blastocyste (Ohinata and Tsukiyama, 2014).  

Comparé au modèle murin, la dérivation de TSCs des modèles humain et bovin est plus 

récente (Okae et al., 2018; Wang et al., 2019). Similairement à la souris, la dérivation de TSCs 

peut se faire depuis le blastocyste ou depuis des cellules du placenta humain. Néanmoins, la 

composition du milieu de culture à même de soutenir leur auto-renouvellement est différent 

de ce qui est utilisé pour les TSCs murines (Okae et al., 2018).  

La dérivation d’une lignée stable de TSCs bovine date de 2014. Le maintien en culture des TSCs 

repose sur l’utilisation des inhibiteur PD et CHIR, correspondant à ce qui est utilisé pour le 

maintien des mESCs (Huang et al., 2014).  



36 
 

Pour ce qui est des XEN, leur première caractérisation chez la souris date de 2005 (Kunath et 

al., 2005). Néanmoins, ces cellules présentent un potentiel de développement restreint et 

sont similaires à de l’Endoderme Pariétal post-implantation plus qu’au lignage PrE (Sozen et 

al., 2018). Plus récemment, il a été montré que l’obtention de XEN plus « naïves », davantage 

similaires au lignage PrE pré-implantation, pouvait se faire à partir de la « conversion » d’ESCs 

murines (Anderson et al., 2017). Chez l’humain, l’obtention de cellules XEN s’est faite par 

l’induction de l’expression du FT SOX17 dans des hESCs (Séguin et al., 2008). A ma 

connaissance, il n’existe pas de modèle XEN pour l’espèce bovine.  

 

 L’enchainement des différents « programmes » de développement liés à l’activation du 

génome embryonnaire, à la formation des lignages et à la progression de l’état de pluripotence 

vers la différentiation se fait également selon un important remodelage du paysage 

épigénétique de l’embryon et des cellules pluripotentes. Nous allons donc nous intéresser pour 

la suite de cette introduction à la nature des remaniements épigénétiques qui ont lieu au cours 

du développement précoce.  

 

III. Remodelage épigénétique au cours du développement précoce murin 

1. Caractéristiques épigénétiques héritées de la gamétogénèse 

Tout au long de l’ovo- et de la spermatogénèse, les gamètes parentaux ont acquis des 

caractéristiques épigénétiques qui leurs sont spécifiques.  

Au cours de la spermatogénèse, l’essentiel des histones a été remplacé par des protamines, 

permettant une condensation du génome paternel six fois supérieure à la compaction d’un 

chromosome en métaphase (McLay and Clarke, 2003). Néanmoins, il existe une faible 

proportion d’histones maintenues à la chromatine du génome paternel - 1 à 10% pour le 

modèle murin, 10 à 15% pour l’humain - (Torres-Flores and Hernández-Hernández, 2020). 

Cette rétention concerne notamment des variants d’histones - comme H3.3 - et des 

modifications d’histones - comme H3K4me3/H3K27me3 et H3K9me3 - qui demeurent aux 

régions promotrices riches en CG non méthylées ou aux séquences répétées (Erkek et al., 

2013; Jung et al., 2017; Yamaguchi et al., 2018). Dans le spermatozoïde ainsi que dans 

l’ovocyte, les îlots CpG sont globalement déméthylés à l’issue de la gamétogénèse. Également, 
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le niveau de méthylation globale du gamète paternel est supérieur à celui de l’ovocyte (Wang 

et al., 2014). Le profil de méthylation de l’ADN dans l’ovocyte est établi par DNMT3A/L et est 

globalement antagoniste des distributions de H3K4me3 et H3K27me3 (Sendžikaitė and Kelsey, 

2019). A noter que les distributions non canoniques observées pour ces deux modifications 

d’histones dans l’ovocyte murin n’ont pas été observées chez l’humain (Xia and Xie, 2020). 

Pour ce qui est de l’architecture des hémi-génomes parentaux, ceux-ci sont différentiellement 

organisés à l’issue de la formation des gamètes. Le génome des cellules somatiques est 

organisé en deux compartiments principaux (A et B), eux-mêmes sous structurés en TADs 

(Dixon et al., 2012; Lieberman-Aiden et al., 2009). Le génome du spermatozoïde présente 

également cette organisation en TADs, similaire à ce qui est observé en cellules ES (Jung et al., 

2017). A l’inverse, le génome maternel, qui est bloqué en métaphase II, ne présente pas cette 

organisation (Du et al., 2020; Ke et al., 2017). 

 

2. Les remaniements épigénétiques : de la fécondation à la gastrulation 

A la suite de la fécondation, le génome paternel passe par une phase de décondensation 

importante et les protamines sont remplacées par des histones d’origines maternelles, 

stockées dans le cytoplasme ou nouvellement traduites (McLay and Clarke, 2003). Cette 

incorporation d’histones, ainsi que les remaniements épigénétiques qui suivent la 

fécondation, aboutissent à un enrichissement asymétrique des génomes parentaux en 

diverses modifications épigénétiques (Xu and Xie, 2018). L’épigénome paternel est davantage 

remanié que le maternel, notamment pour ce qui est de la méthylation de l’ADN et des 

modifications épigénétiques H3K4me et H3K27me3 ; l’épigénome zygotique post-fécondation 

partageant de plus grandes similitudes avec l’épigénome maternel (Wang et al., 2014; Zheng 

et al., 2016) (résumé en Figure 14). 

 

1) Méthylation de l’ADN 

Le pro-noyau paternel est activement déméthylé (Oswald et al., 2000) et protégé de 

l’apposition de novo de méthylation de l’ADN (Amouroux et al., 2016), aboutissant à un fort 

enrichissement en 5hmeC en amont de la réplication (Iqbal et al., 2011). La déméthylation des 

deux génomes parentaux se poursuit par dilution au cours des premiers clivages, pour 
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atteindre un minimum au stade blastocyste (Smith et al., 2012).  La dynamique de baisse de 

méthylation de l’ADN concerne l’ensemble du génome, dont les séquences satellites (Wang 

et al., 2014). Les niveaux de méthylation restent bas jusqu’à l’implantation (Smith, 2012). Au 

moment de l’implantation, une vague de méthylation de novo de l’ADN se fait dans l’embryon 

pour aboutir à un génome hyperméthylé dans l’embryon post-implantation (Smith et al., 

2012; Wang et al., 2014). L’augmentation des niveaux de méthylation de l’ADN se fait sur 

l’ensemble du génome, à l’exception des promoteurs des gènes de différentiation qui 

demeurent hypométhylés (Wang et al., 2014).  

 

Gènes soumis à empreinte 

Les « régions de contrôle de l’empreinte » (ICRs) sont des séquences 

différentiellement méthylées selon leur origine (maternelle ou paternelle) et dont l’expression 

est mono-allélique. Certaines ICRs sont établies au cours de la gamétogénèse et réprimées 

tout au long du développement (Reik and Walter, 2001), tandis que d’autres sont établies au 

cours du développement et leur maintien est tissu-spécifique (Wei Xie et al., 2012).  

Également, il a récemment été montré qu’il existe des ICRs majoritairement transitoires et 

dont la régulation transcriptionnelle est indépendante de la méthylation de l’ADN. Ces régions 

dépendent de l’apposition de H3K27me3 hérité du génome maternel (Inoue et al., 2017). La 

plupart de ces ICRs perdure jusqu’au stade blastocyste et est perdue dans l’épiblaste post-

implantation. Seules quelques ICRs dépendantes de H3K27me3 perdurent dans les lignages 

extra-embryonnaires (Inoue et al., 2017). A noter que le KO maternel d’EED entraine une 

dérégulation des ICRs dépendantes de H3K27me3 (Inoue et al., 2018). 

 

2) H3K4me3, H3K27me3 et les domaines bivalents 

a. H3K4me3 

La distribution de H3K4me3 dans l’ovocyte est considérée comme « non canonique », c.-

à-d. que, contrairement à la distribution communément observée en cellules somatiques, 

H3K4me3 dans l’ovocyte est présente sous la forme de domaines étendus qui couvrent 22% 

de l’hémi-génome maternel (Dahl et al., 2016). Certains domaines pourvus de H3K4me3 

contiennent également de faible niveau de méthylation de l’ADN (à hauteur de 20%) et 
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H3K4me3 est exclu des régions hautement méthylées (Dahl et al., 2016). La distribution de 

H3K4me3 en larges domaines situés au niveau des TSS concerne 80% des gènes 

développementaux transcrits lors de l’EGA (Dahl et al., 2016). Par ailleurs, l’EGA est nécessaire 

à la redéfinition des domaines H3K4me3 (Zhang et al., 2017). Au cours de l’EGA, les domaines 

H3K4me3 vont se restreindre en pic au niveau des TSS (Liu et al., 2016) et conjointement 

gagner en H3K27ac aux stades 2-/8-cellules (Dahl et al., 2016). La redistribution et 

l’enrichissement en H3K4me3 aux TSS des gènes développementaux perdure jusqu’au stade 

blastocyste (Liu et al., 2016). Les autres domaines étendus de H3K4me3, situés à distance des 

gènes ou au niveau de séquences répétées (type ERL) transitoirement exprimées au moment 

de l’EGA, disparaissent peu après le stade 2-cellules (Liu et al., 2016). Également, l’égalisation 

de la distribution de H3K4me3 entre les deux génomes parentaux se fait par le gain de 

domaines H3K4me3 au génome paternel (Zhang et al., 2016).  

 

b. H3K27me3 

Les domaines H3K27me3 du génome paternel, similaires à ceux postérieurs à 

l’implantation, ne perdurent pas après la fécondation (Zheng et al., 2016). L’acquisition de 

H3K27me3 au génome paternel est postérieure à la fécondation et son remaniement ne 

dépend pas de l’EGA - contrairement à H3K4me3 - (Burton and Torres-Padilla, 2010; Zheng et 

al., 2016). Les domaines H3K27me3 non canoniques hérités du génome maternel sont 

maintenus au niveau des gènes de différentiation alors que les domaines concernant les gènes 

développementaux et différents facteurs de transcription sont perdus au cours des premiers 

clivages (Zheng et al., 2016). L’établissement de H3K27me3 à la suite de la fécondation repose 

sur l’action des stocks maternels d’EZH2 (Meng et al., 2020). L’asymétrie parentale pour 

H3K27me3 perdure jusqu’au stade 8-cellules (Collombet et al., 2020).  

L’enrichissement globale du génome en H3K27me3 augmente au cours du développement 

péri-implantation (Liu et al., 2016). Notamment, H3K27me3 est apposée aux séquences cibles 

des complexes Polycomb à partir du stade blastocyste, puis aux promoteurs des gènes du 

développement après l’implantation (Zheng et al., 2016).  
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c. Les domaines bivalents H3K4me3/H3K27me3 

Les domaines bivalents ont premièrement été identifiés au sein des cellules ES (Azuara et 

al., 2006; Bernstein et al., 2006). Ce sont des régions du génome qui sont conjointement 

enrichies en H3K4me3 et H3K27me3. Les promoteurs bivalents sont dans un état 

intermédiaire : la présence de H3K4me3 entraine le recrutement de l’ARN pol II mais la 

progression de celle-ci est stoppée par la présence de H3K27me3 (Azuara et al., 2006; 

Bernstein et al., 2006). Les régions bivalentes, « poised » ou « gelées » pour la transcription, 

sont ainsi réprimées mais présentent des caractéristiques d’une chromatine accessible 

(Azuara et al., 2006). Au cours du développement précoce, la plupart des domaines bivalents 

ne perdurent pas au cours des divisions (Liu et al., 2016), et la labilité des domaines bivalents 

précoces dépend de la dynamique de H3K27me3 à ces loci. L’apparition de domaines bivalents 

est remarquée lors de la spécification des premiers lignages (Liu et al., 2016) puis le nombre 

de domaines bivalents augmente au moment de l’implantation et est plus important dans 

l’épiblaste post-implantation (Zheng et al., 2016). A noter que les promoteurs bivalents sont 

protégés de l’action des DNMT - évitant tout risque d’établissement d’un environnement 

répressif stable - (Greenberg, 2021).  

Au cours de l’établissement des ESCs en sérum, 70% des domaines bivalents identifiés dans 

l’ICM sont conservés. Cependant, les domaines bivalents sont plus abondants en cellules ES 

que dans l’embryon pré-implantation (Liu et al., 2016). Également, 20% des domaines 

bivalents issus de l’embryon sont convertis en domaines enrichis en H3K4me3 et concernent 

des gènes développementaux. Les domaines bivalents in vitro sont enrichis en séquences 

tissus-spécifiques et/ou qui étaient principalement enrichies en H3K27me3 dans l’ICM. Par 

contraste, les domaines bivalents perdus représentent les séquences plutôt enrichies en 

H3K4me3 et fortement exprimées au cours du développement précoce (Liu et al., 2016). 

Néanmoins, la proportion de domaines bivalents est plus faible dans les ESCs cultivées en 

2i/LIF (Marks et al., 2012). Au cours de la transition de l’état naïf à l’état amorcé in vitro, la 

quantité de domaines bivalents est multipliée par trois dans les cellules formatives et la 

plupart de ces domaines sont conservés dans les EpiSCs amorcées (Kinoshita et al., 2021).  
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(Xu et al., 2021) 

3) H3K9me3 

A l’issue de la fécondation, le génome paternel est dépourvu de nucléosome contenant 

H3K9me3 et les domaines H3K9me3 qui constituent l’hétérochromatine constitutive sont 
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hérités du génome maternel (Wang et al., 2018). L’apposition de novo de H3K9me3 au 

génome paternel se fait après la fécondation, induisant une asymétrie des régions enrichies 

par H3K9me3 entre les deux génomes parentaux ; asymétrie qui sera résolue au stade 

blastocyste par la perte de domaines marqués par H3K9me3 dans le génome maternel (Wang 

et al., 2018). L’apposition de H3K9me3 au pro-noyau paternel repose notamment sur l’action 

de l’enzyme SUV39H2 (Burton et al., 2020).  

Au cours du développement précoce, les régions marquées par H3K9me3 sont hautement 

dynamiques et peuvent être classées en trois groupes selon leur origine, le moment de leur 

établissement et les caractéristiques épigénétiques associées. Tout d’abord, les régions 

spécifiques à l’ovocyte concernent entre autres les promoteurs des gènes du développement, 

activés au cours de l’EGA. Faibles en méthylation de l’ADN, non associés à H3K27me3, le 

marquage de ces domaines par H3K9me3 sera perdu peu après la fécondation (Wang et al., 

2018). Ensuite, les domaines spécifiques au développement précoce : ces domaines sont 

formés après la fécondation, en association avec H3K27me3, et disparaissent au stade morula 

(Wang et al., 2018). Enfin, les domaines spécifiques au blastocyste, formés après le stade 4-

cellules et dont l’enrichissement en H3K9me3 est renforcé tout au long du développement 

pré-implantation. Ces domaines concernent notamment les séquences répétées du génome - 

dont certaines (type MERVL) sont exprimées transitoirement au moment de l’EGA - et sont 

associés à une présence abondante de CpG méthylées (Wang et al., 2018).  

Au cours des premiers clivages, la chromatine issue du génome paternel et marquée par 

H3K9me3 demeure globalement relaxée. Également, la présence de H3K9me3 au début du 

développement n’est pas associée au phénomène de répression transcriptionnelle. Ce n’est 

qu’à partir du stade 8-cellules que l’enrichissement en H3K9me3 aura pour effet de réprimer 

la transcription, notamment des séquences répétées (LTR, SINE…) (Burton et al., 2020). A 

noter que la surexpression de SUV39H1 à la suite de la fécondation induit une forte 

compaction de la chromatine marquée par H3K9me3, couplée à l’apposition de H4K20me3, 

ce qui aboutit à un défaut dans la spécification des premiers lignages, de l’émergence de la 

pluripotence et globalement, entraine l’arrêt du développement avant le stade blastocyste 

(Burton et al., 2020). 
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3. Etablissement des TADs et compaction de la chromatine au cours du développement 

précoce 

A l’issue de la fécondation, les pro-noyaux parentaux présentent une organisation 

différentielle de leurs génomes.  

L’organisation globale du génome zygotique est transitoirement perdue à la suite de la 

fécondation, du fait de l’échange protamine-histone au génome paternel. L’établissement des 

contacts chromatiniens, la formation des TADs et la définition des compartiments A/B se fait 

progressivement au cours des premiers clivages (Du et al., 2017). Il a également été mis en 

évidence que la réplication (et non la transcription) est nécessaire à l’établissement des TADs 

primitifs dans le zygote (Ke et al., 2017). Également, les génomes parentaux sont spatialement 

ségrégés dans l’espace nucléaire embryonnaire jusqu’au stade 8-cellules. La stabilité des 

interactions au sein des TADs augmente au cours du développement pour aboutir à la 

formation de TADs « matures » dans le blastocyste, tout comme ils le sont dans les mESCs (Du 

et al., 2017).  

L’accessibilité globale de la chromatine (mesurée via sa sensibilité au traitement MNase) 

augmente globalement au cours du développement précoce. Notamment, les sites présentant 

une hypersensibilité à la DNAse apparaissent en deux vagues, au stade 2-cellules puis au stade 

8-cellules (Lu et al., 2016). Dans la morula, les sites sensibles concernent notamment les 

promoteurs des gènes liés à la spécification des premiers lignages ICM/TE (Du et al., 2017). Au 

sein du blastocyste, les cellules présentent une chromatine globalement relaxée, au contraire 

des cellules des lignages extra-embryonnaires (Ahmed et al., 2010). Aux stades post-

implantation, les compartiments A et B sont bien définis et l’hétérochromatine compacte. La 

différence de compaction de la chromatine entre cellules pluripotentes naïves et cellules 

pluripotentes amorcées observées in vivo est reflétée dans leur équivalent in vitro (Ahmed et 

al., 2010).  
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4. L’hétérochromatine péricentromérique : formation des chromocentres et 

caractéristiques épigénétiques in vivo et in vitro 

1) L’hétérochromatine péricentromérique est asymétriquement marquée selon son 

origine - maternelle ou paternelle 

Dans le zygote, les séquences satellites majeures de l’hétérochromatine 

péricentromérique se localisent majoritairement autour des Nucleolar Precursors Bodies 

(NPBs) (Aguirre-Lavin et al., 2012; Probst et al., 2010). Concomitamment aux remaniements 

épigénétiques globaux du génome, l’hétérochromatine péricentromérique exhibe une 

asymétrie épigénétique dans l’embryon 1-cellule. Les séquences satellites majeures d’origine 

maternelle sont enrichies en H3K9me3 (et HP1b), à l’inverse du génome paternel à l’issue de 

la fécondation. Au cours du stade 1-cellule, l’hétérochromatine péricentromérique d’origine 

paternelle est enrichie en H3K27me3 (Puschendorf et al., 2008; Tardat et al., 2015) (Figure 

15). L’apposition de H3K27me3 se fait au cours de la réplication du génome paternel et 

dépend de la localisation du complexe PRC1 à l’hétérochromatine péricentromérique, 

localisation médiée par CBX2 (Tardat et al., 2015). Notamment, RNF2, la sous-unité catalytique 

de PRC1, est localisée aux séquences satellites majeures au cours des premiers clivages 

(jusqu’au stade 8-cellules) (Puschendorf, 2008).  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 15 : Représentation 
schématique de l’asymétrie 
épigénétique des séquences 
péricentromériques dans le zygote, 
à la suite de la fécondation (Tardat 
et al., 2015).  
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L’activation majeure du génome embryonnaire au stade 2-cellules marque le changement 

d’organisation de l’hétérochromatine péricentromérique qui commence à former des amas 

au sein du noyau : les chromocentres (Aguirre-Lavin et al., 2012; Probst et al., 2010). La 

formation des chromocentres au stade 2-cellules se fait conjointement à la transcription des 

séquences satellites majeures, initiée au stade 1-cellule à partir du génome paternel (Probst 

et al., 2010). La suppression des transcrits issus des séquences satellites majeures entraine un 

défaut de formation des chromocentres ainsi que l’arrêt ultérieur du développement 

(Casanova et al., 2013).  

La présence de H3K27me3 visible à l’hétérochromatine péricentromérique au stade 1-cellule 

se maintient au cours de la formation des chromocentres et perdure jusqu’au stade 8-/16-

cellules (Puschendorf et al., 2008).  

 

2) ESCs mutantes : ce qu’elles nous apprennent sur la régulation épigénétique de 

l’hétérochromatine péricentromérique 

Originellement utilisées comme modèle de l’ICM/EPI pré-implantation, les ESCs 

cultivées en milieu sérum présentent un génome hautement méthylé et des chromocentres 

marqués par H3K9me3, H4K20me3 et HP1 (Lehnertz et al., 2003). Des lignées ESCs mutantes 

pour les enzymes responsables de l’apposition de H3K9me3 à l’hétérochromatine 

péricentromérique (ESCs suv39hdn, (Peters et al., 2001)) ou pour l’apposition et/ou le 

maintien de la méthylation de l’ADN (ESCs Dnmt1-/-, Dnmt3a-/-, Dnmt3b-/- : Dnmt-TKO, 

(Tsumura et al., 2006)) ont donné des pistes intéressantes concernant la régulation (et la 

plasticité) du profil épigénétique de l’hétérochromatine péricentromérique.  

Dans les ESCs suv39hdn, l’enrichissement en H3K9me3 est fortement diminué aux séquences 

satellites majeures (et mineures) et les foci H3K9me3 sont absents des chromocentres 

(Lehnertz et al., 2003; Martens et al., 2005). Cette forte diminution entraine une diminution 

de l’enrichissement en H4K20me3, conjointement à la perte des foci HP1 et à une baisse de la 

méthylation de l’ADN aux séquences satellites majeures (Lehnertz et al., 2003; Martens et al., 

2005). Dans ces cellules, la diminution des marques de l’hétérochromatine constitutive 

aboutit à la l’apposition marquée de H3K27me3, une modification épigénétiques associée à 

l’hétérochromatine facultative (Lehnertz et al., 2003; Martens et al., 2005; Peters et al., 2003).  
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Dans les ESCs Dnmt-TKO, l’abolition de la méthylation des séquences satellites majeures 

n’influe pas sur la distribution en foci de H3K9me3 et HP1a aux chromocentres (Cooper et al., 

2014). En plus de H3K27me3 qui est enrichie aux chromocentres des cellules ES Dnmt-TKO - 

similairement à ce qui est observé dans les cellules ES suv39hdn -, H2AK119UB (apposée par 

le complexe PRC1) est également enrichie aux clusters d’hétérochromatine 

péricentromérique (Cooper et al., 2014).  

Plus récemment, Saksouk et collaborateurs ont mis en évidence que H3K27me3 est plus 

fréquemment enrichie à l’hétérochromatine péricentromérique des ES Dnmt-TKO. Couplée au 

fort enrichissement en H3K27me3, RNF2 - une sous-unité catalytique du complexe PRC1 - est 

également retrouvée aux chromocentres des cellules Dnmt-TKO (Saksouk et al., 2014). Le 

criblage des partenaires différentiellement associés à l’hétérochromatine péricentromérique 

entre cellules WT et cellules ES suv39hdn ou ES Dnmt-TKO a mis en évidence que la protéine 

BEND3 est associée aux séquences péricentromériques dans les cellules mutantes.  

Également, certaines sous-unités des complexes PRC2, PRC1 et NuRD se retrouvent associées 

aux séquences péricentromériques des cellules mutantes pour les enzymes d’apposition de 

H3K9me3 et/ou de la méthylation de l’ADN (Saksouk et al., 2014). Dans cette étude, il est 

proposé un modèle de régulation des caractéristiques épigénétiques de l’hétérochromatine 

péricentromérique, dépendante entre autres du niveau de méthylation de ces séquences. 

L’acquisition de marques de l’hétérochromatine facultative via le recrutement de PRC2 aux 

séquences péricentromériques serait médiée par BEND3, en partenariat avec le complexe 

NuRD/MBD3 (Figure 16).  
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Figure 16 : Modèles d’interactions des différents acteurs épigénétiques de l’hétérochromatine 
péricentromérique selon le contexte cellulaire (Saksouk et al., 2014). 
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3) ESCs vs EpiSCs : H3K27me3 discrimine les cellules pluripotentes naïves et amorcées 

Les travaux de thèses de Matteo Tosolini (résumés dans (Tosolini et al., 2018) ont 

notamment décrit les caractéristiques épigénétiques des ESCs en 2i/LIF versus les EpiSCs. Au 

cours de sa thèse, il a notamment montré que les cellules ESCs en 2i présentent un 

enrichissement en H3K27me3 visible aux chromocentres (pour 69% des cellules). En revanche, 

les EpiSCs amorcées ne présentent pas un tel enrichissement mais des chromocentres 

marqués de façon homogène par H3K9me3. Ces deux états diffèrent notamment par le niveau 

de méthylation de leurs génomes (plus faible en 2i/LIF). Également, les ESCs en 2i/LIF 

présentent une transcription des séquences satellites majeures supérieure à celles des EpiSCs. 

De façon intéressante, l’étude des mutants suv39hdn et Dnmt-TKO a montré que ces cellules 

ne présentaient qu’une faible augmentation de la transcription des séquences satellites 

majeures lorsqu’elles sont maintenus en milieu 2i/LIF ; en revanche, la transcription de ces 

mêmes séquences est déréprimée dans cEpiSCs suv39hdn. Enfin, il a également été mis en 

évidence que la perte de H3K27me3 aux chromocentres (via l’inhibition de la sous-unité 

catalytique EZH2 par un inhibiteur chimique EPZ-6438) entraine une légère diminution de la 

transcription des séquences satellites majeures (Tosolini et al., 2018).  
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OBJECTIFS 

Le développement embryonnaire est une période intense de remaniements au cours 

duquel la distribution de la plupart des modifications épigénétiques diffèrent de la situation 

en cellules différenciées. Les premiers clivages sont marqués par l’établissement d’un 

environnement structurel et épigénétique de la chromatine à même de supporter l’activation 

du génome embryonnaire et le développement ultérieur du zygote. Notamment, la 

chromatine des cellules de l’embryon est globalement relaxée au cours des premières 

divisions et cet environnement globalement permissif à la transcription est une 

caractéristique des cellules pluripotentes naïves. Néanmoins, les séquences répétées doivent 

être maintenues sous contrôle transcriptionnel afin d’assurer la stabilité du génome 

embryonnaire. De plus, le maintien de la structure et du contrôle transcriptionnel de 

l’hétérochromatine se fait selon un équilibre fragile entre nécessité de limiter la transcription 

de ces séquences tout en permettant une transcription basale indispensable à son 

organisation première.  

De précédents travaux menés en ESCs et en EpiSCs avaient mis en évidence que le profil 

épigénétique de l’hétérochromatine péricentromérique discrimine ces populations cellulaires 

selon leur état de pluripotence (naïf ou amorcé).  Alors que beaucoup de leçons sont tirées 

des modèles cellulaires pluripotents, les observations faites in vitro ne sauraient être un 

parfait reflet de la situation in vivo. Cette étude présente donc ce comparatif entre modèle 

cellulaire et embryon. Le premier objectif de ce projet était de décrire de façon la plus 

exhaustive possible le profil épigénétique des chromocentres au cours du développement 

péri-implantation murin, notamment de l’émergence de l’état de pluripotence naïve à 

l’avènement de la pluripotence amorcée. Le second objectif a été d’identifier les acteurs 

responsables de la possible apposition d’une marque associée à l’hétérochromatine 

facultative – H3K27me3 – au niveau du compartiment d’hétérochromatine constitutive qu’est 

l’hétérochromatine péricentromérique, dans le but d’en identifier le rôle dans le contrôle des 

séquences satellites majeures et de leur organisation dans l’espace. Enfin, nous avons eu pour 

objectif de comparer entre elles deux espèces aux rythmes développementaux différents – le 

modèle murin vs le modèle bovin – afin de déterminer si la présence de H3K27me3 aux 

chromocentres était une caractéristique de l’hétérochromatine péricentromérique propre au 

développement mammifère précoce.  
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MATERIEL ET METHODES 

1. Production, Collecte et Fixation des embryons 

1) Murin 

a. Embryons péri-implantations 

Les embryons utilisés pour la description de la dynamique de H3K27me3, H3K9me3 ainsi que 

BEND3 et EZH2 au cours du développement péri-implantation ont été obtenus après 

accouplement naturel de souris CD1/CD1. Les blastocystes ont été collectés par lavage des 

cornes utérines à l’aide de milieu M2 (Sigma) préchauffé, entre 3 et 5 jours post-

accouplement. La détermination du stade se faisait en premier lieu selon l’heure de 

récupération des embryons et selon deux critères morphologiques : taille du blastocœle et 

forme de l’ICM. Les embryons post-implantations à E5.5 et E6.5 jours de développement ont 

été prélevés de leurs déciduas et disséqués dans du FHM (Flushing Handling Medium). 

Stade Heure post-
accouplement 

(hpc) 

Nombre 
de 

cellules 

Blastocœle Forme de 
l'ICM 

Ségrégation 
EPI/PrE 

E2.75/16C ~78h 16 Non 

  

E3.25 ~90h 30-45 Oui, V< V ICM ronde Non 

E3.5 95-97h 60-75 Oui, V = V ICM ronde “sel et poivre” 

E3.75 ~98h 90-100 Oui, V > V ICM ovale en cours 

E4.0 100-102h 100+ Oui, V > V ICM conique complète 

E4.25 107-109h 100+ collapsé  +/- conique complète 

Tableau 1 : Caractéristiques discriminantes des différents stades de développement du blastocyste. 

 

b. Embryons précoces 

 Les embryons utilisés pour la description de la dynamique précoce de H3K27me3, 

H3K9me3 ainsi que BEND3 et EZH2 ont été obtenus à partir de femelles C57/CBAF1 super-
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ovulées (injection de 0.1ml de PMSG 48h pré-accouplement suivit d’une injection de 0.1ml 

d’hCG avant la mise en accouplement). Les embryons ont été prélevés au stade 1-cellule (24h 

phCG), dans du milieu M2 (Sigma), par dissection des oviductes et après une courte incubation 

en Hyaluronidase/M2 (Sigma) - quelques minutes à 37°C - et rinçages successifs en M2 

(Sigma). Les embryons ont ensuite été mis en culture en gouttes (20µl) de milieu M16 (Sigma) 

sous huile minérale, dans un incubateur à 37°C, 5% CO2. Les embryons ont ensuite été fixés 

aux stades 2-cellules (48h phCG), 4-cellules (58h phCG), 8-cellules (68h phCG) et 16-cellules 

(75h phCG). 

2) Bovin 

 Les blastocystes bovins ont été obtenus après fécondation in vitro (FIV) d’ovocytes 

prélevés sur des ovaires d’abattoir, puis maturés 24h et mis en présence de spermatozoïdes 

issus de paillettes décongelées. Après l’arrêt du processus de FIV, les embryons ont été mis en 

culture en gouttes (50µl) de milieu SOF (Minitüb) sous huile minérale, dans un incubateur à 

39°C, 5% CO2 et 5% O2. Les blastocystes ont été fixés aux stades J6, J7 et J8 à compter de J1 le 

jour de mise en FIV. 

L’ensemble des embryons, tous stades et espèces confondus, a été fixé 20min à TA dans une 

solution PFA/PBS 2% (Electron Microscopy Science).  

 

2. Expérimentations siRNA, culture en présence d’inhibiteurs & embryons chimères 

1) siRNA et culture en présence d’inhibiteurs de la machinerie épigénétique 

 Les embryons utilisés pour ces études ont été obtenus à partir de femelles C57/CBAF1 

super-ovulées (injection de 0.1ml de PMSG 48h pré-accouplement suivit d’une injection de 

0.1ml d’hCG avant la mise en accouplement). Les embryons ont été prélevés au stade 1-cellule 

(24h phCG) puis électroporés à l’aide d’un électroporateur NEPA21 de type II (NEPA Gene Co. 

Ltd., Japon) en suivant les paramètres précédemment publiés (Teixeira et al., 2018), à raison 

de 25 embryons électroporés dans une solution de OptiMEM (Sigma) contenant 5µg de siRNA. 

Les embryons ainsi électroporés ont ensuite été cultivés en gouttes de 20µl de KSOM (Sigma), 

sous huile minérale, dans un incubateur à 37°C, 5% CO2 et fixés à 96h phCG, après 72h de 

culture in vitro.   
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Pour les expérimentations impliquant l’utilisation de siRNA ciblant les transcrits maternels 

Ezh2, le milieu de culture des embryons a été supplémenté en EPZ6835 (un inhibiteur de EZH2, 

MedChemExpress), à 5µM, afin de compléter l’effet des siRNA en inhibant l'activité 

enzymatique d'EZH2 sur H3K27me3.  

Également, selon les mêmes formalités de récupérations des embryons, des zygotes ont été 

cultivés 72h en présence d’inhibiteur de EZH2 (EPZ6835, dilué en DMSO à 5µM) ou d’inhibiteur 

de KDM6B (GSK J4 - Sigma, dilué en DMSO à 15mM). 

Les milieux de culture contenant les inhibiteurs ont été renouvelés tous les jours, et les autres 

boites de culture in vitro ont été soumises aux mêmes variations de température.   

2) Culture en présence d’un inhibiteur de l’aPKC 

Les embryons utilisés ont été obtenus après accouplement naturel CD1/CD1 et prélevés aux 

stades E3.0/E3.25. Ces embryons ont ensuite été mis en culture cultivés en goutte de 20µl de 

KSOM (Sigma) - contenant du DMSO au 1/200ème ou l’inhibiteur Gö (5µM, (Saiz et al., 2013)) - 

sous huile minérale, dans un incubateur à 37°C, 5% CO2 et fixés 24h après la mise en culture.   

3) Chimères 

 Des embryons issus d’accouplements naturels CD1/CD1 et prélevés 3 jours après 

accouplement (stade 4/8-cellules non compacté) ont été dépellucidés vivants par incubation 

rapide en solution de Tyrode acide (Sigma), quelques secondes à TA, puis rincés dans du M2 

(Sigma) maintenu à 37°C. Chaque embryon a ensuite été mis en culture dans une goutte de 

KSOM (10µl) contenant une vingtaine de cellules ES préalablement cultivées en milieu 2i/LIF. 

La culture des embryons s’est faite en goutte « suspendues » au couvercle d’une boite de 

culture afin de favoriser l’intégration des ESCs FUCCI (don de P. Savatier) et la formation 

d’embryons chimères.  

 

3. Culture cellulaire 

1) Murin 

a. Dérivation et culture des ESCs 

Les ESCs ont été dérivées à partir de blastocystes CD1/CD1 issus d’accouplements naturels et 

récupérés à E3.5 jours de développement. Ces blastocystes ont été individuellement mis en 
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culture en milieu 2i/LIF, en présence de feeders, dans un incubateur à 37°C, 5% CO2. Une fois 

les blastocystes adhérents aux feeders, le milieu a été renouvelé et l’ICM laissé à proliférer 

pendant 48h supplémentaires. La masse de cellules dérivée de l’ICM a ensuite été isolée et 

dissociée par une courte incubation en TrypLE 1X (Gibco) - 10min à TA -. Chaque suspension 

cellulaire a été remise en culture individuellement en milieu 2i/LIF, en présence de feeders. 

Le milieu a été renouvelé chaque jour jusqu’à apparition des premières colonies. Chaque 

lignée d’ESCs dérivées de blastocyste CD1/CD1 a été amplifiée sur feeders pendant 2 autres 

passages espacés chacun de 48h. Une fois les lignées établies, les ESCs ont été mises en culture 

sur laminine et cultivées comme décrit précédemment (Tosolini and Jouneau, 2016a), passées 

tous les 3 jours après incubation en Trypsine-EDTA 0,25%, 3min, 37°C (Gibco).  

b. Conversion des ESCs en cEpiSCs 

 La conversion des ESCs en cEpiSCs a été faite à partir d’ESCs CD1 cultivées sur laminine 

en milieu 2i/LIF pendant au moins 5 passages. La conversion a été initiée par le transfert des 

ESCs en milieu FGF2 (12ng/ml ; Cell Guidance Systems) et Activine A (20ng/ml ; Cell Guidance 

Systems) (Tosolini and Jouneau, 2016b). La conversion est considérée comme complète après 

au moins 7 jours de culture en milieu FGF2/Activine A. Les cEpiSCs sont ensuite maintenues 

en boites Falcon® coatées avec du sérum. Le milieu FGF2/Activine A est renouvelé tous les 

jours et les cellules passées après incubation en collagénase (3.5mg/ml, Sigma), 4min à TA, 

tous les 3 à 4 jours.  

c. Culture des TSCs 

 Les TSCs ont été cultivées en boites Falcon® coatées par du sérum dans un milieu sans 

sérum (CDM) supplémenté en FGF2 (12ng/ml), Activine A (20ng/ml), XAV939 (10nM, Sigma) 

et Y27632 (5nM, Cell Guidance Systems) – appelé milieu FAXY (Ohinata and Tsukiyama, 2014)–

, dans un incubateur à 37°C, 5% CO2 et passées tous les 3 jours après incubation en Trypsine 

EDTA 0.25%, 4min, 37°C (Gibco).  

2) Bovin 

 Les bESCs ont été cultivées en boites Facon® coatées par de la Vitronectine (Gibco) 

dans un milieu sans sérum N2B27 supplémenté en BSA 1% (réduit en lipides), FGF2 (20ng/ml), 

Activine A (20ng/ml), IWR1 (2.5µM, Sigma). Les cellules sont passées tous les 2-3 jours après 

incubation en TrypLE, 5min à 37°C. 
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4. Immunomarquages indirects 

1) Embryons bovins 

Après fixation, les embryons ont été perméabilisés 2h à 37°C dans une solution de Triton 

X-100/PBS 1%. Pour faciliter la pénétration des anticorps, la zone pellucide a été fragilisée 

mécaniquement à l’aide d’une pointe de scalpel. L’étape de saturation a été faite dans une 

solution de BSA/PBS 2%, 30min à TA. S’en est suivit l’incubation en présence des anticorps 

(dilution variable en fonction de l’anticorps - cf Tableau 2), au moins 15h à 4°C, en solution de 

BSA/PBS 2%. Après 3 rinçages successifs de 10min à TA en PVP/PBS 1%, les embryons ont été 

incubés dans une solution de BSA/PBS 2% contenant les anticorps secondaires, 1h à TA. Après 

3 nouveaux rinçages de 10min à TA en PVP/PBS 1%, l’ADN des embryons a été contre-coloré 

lors d’une incubation en PVP/PBS 1% additionnée de DAPI au 1/500, 15min à 37°C. Enfin, les 

embryons ont été montés entre lame et lamelle dans une solution de Vectashield® (Vector 

Laboratories) additionnée de DAPI au 1/300.  

2) Embryons murins 

a. Immunomarquage simple 

A la suite de la fixation, les embryons ont été conservés 2h à 4°C pour faciliter l’étape de 

dépellucidation. Selon l’anticorps utilisé, les embryons ont été dépellucidés en présence de 

HCl 0.1N à TA puis rincés 2 fois en PVP/PBS 1%. Les embryons ont ensuite été perméabilisés 

1h à 37°C dans une solution de Triton X-100/PBS 0.5% (embryons de 2 à 16-cellules) ou 1% 

(blastocystes et embryons post-implantation). Les embryons ont ensuite été incubés dans une 

solution de BSA/PBS 2%, 30min à TA ; au préalable de l’étape d’incubation avec les anticorps 

primaires dilués en BSA/PBS 2%, au moins 15h à 4°C. A la fin de l’incubation, les embryons ont 

été rincés 3 fois en PVP/PBS, 10min à TA avant l’étape d’incubation en présence des anticorps 

secondaires. Pour les embryons pré-implantation, la phase d’incubation a duré 1h à TA, dans 

une solution de BSA/PBS 2% ; les embryons post-implantations ont été incubés 3h à TA. A la 

suite de l’incubation, les embryons ont été rincés au moins 4 fois en PVP/PBS 1%, 10min à TA. 

L’ADN des embryons post-implantation a été contre-coloré lors d’une incubation en PVP/PBS 

1% additionnée de DAPI au 1/500, 15min à 37°C. Enfin, les embryons ont été montés entre 
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lame et lamelle dans une solution de Vectashield® (Vector Laboratories) additionnée de DAPI 

au 1/300. 

b. Immunomarquage séquentiel 

 L’immunomarquage séquentiel concerne le marquage de deux antigènes à l’aide de 

deux anticorps produits chez la même espèce (dans ce cas-ci, BEND3 et H3K27me3 dont les 

anticorps sont produits chez le lapin). Pour le co-marquage de BEND3 et H3K27me3 en 

embryons de souris, un premier immunomarquage a été fait comme décrit en 4.2).a. – en 

utilisant l’anticorps BEND3 –. A la suite du dernier rinçage après incubation en présence des 

anticorps secondaires, les embryons sont fixés à nouveau en solution de PFA/PBS 2%, 10min 

à TA. Après un rinçage en PVP/PBS 1%, 10min à TA, les embryons sont incubés dans le second 

mélange d’anticorps primaires (H3K27me3 +/- NANOG), au moins 15h à 4°C. La fin de cette 

seconde étape d’immunomarquage suit le même procédé que ce qui est décrit en 4.2).a.  

c. Immuno-RNA-FISH 

 Préalablement à la fixation, les embryons présentant une zone pellucide ont été 

incubés succinctement dans une solution de Tyrode Acide (Sigma), 15s à 37°C. Les embryons 

ont ensuite été fixés dans une solution PVP/PBS 0.5% complétée par du PFA à 4% et du Triton 

X-100 à 0.5%, pendant 15min à 37°C. Pour les embryons présentant toujours une zone 

pellucide intacte, une phase de dépellucidation en HCl 0.1N a été faite, avant la première 

étape de perméabilisation en Triton X-100/PBS 0.5%, 30min à 37°C. S’en est suivit l’étape 

d’immunomarquage simple tel que décrit en 4.2).a. A la suite du dernier rinçage, les embryons 

ont été post-fixés en PFA/PBS 2%, 10min à TA ; puis rincés en PVP/PBS 1%, 10min à TA. Après 

une nouvelle phase de perméabilisation en Triton X-100/PBS 0.5%, 30min à 37°C ; les 

embryons ont été pré-hybridés dans une solution composée de Formamide 50%, Tampon 

d’hybridation 1X, tRNA (Sigma) en excès et inhibiteur de RNases (Promega), 30min à 50°C. Les 

embryons ont ensuite été mis en présence de sonde LNA (Locked Nucleic Acid – 5,6µg/µl – de 

séquence 5’→ 3’ : cAcAcTtTaGgAcGtGaA, Eurogentec) dans une solution de Formamide 50%, 

Tampon d’hybridation 1X, tRNA en excès et RNAsei (Promega), toute la nuit (au moins 17h) à 

37°C. Après lavage dans du SSC (Saline Sodium Citrate) 2X, Triton X-100 0.1% et PVP 0.5% : 

20min à 42°C, les embryons ont été déposés entre lame et lamelle dans une solution de 

VectaShield® (Vector Laboratories) contenant du DAPI au 1/100. 
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3) Cellules (m/bEScs, cEpiSCs, mTSCs) 

a. Immunomarquage simple 

 Préalablement à la fixation, les cellules ont été cultivées sur lamelle de verre pendant 

48h, coatées selon la lignée considérée. Les cellules ont été fixées dans une solution de 

PFA/PBS 2%, 20min à RT et rincées en PBS. Les cellules ont ensuite été perméabilisées 30min 

à RT, dans une solution de Triton X-100/PBS 0.5%. Puis mis en présence d’une solution de 

BSA/PBS 2% pour la phase de saturation (30min à TA) ainsi que pour l’incubation avec les 

anticorps primaires, au moins 15h à 4°C. Les cellules ont par la suite été rincées en PBS, 3 fois 

10min à TA puis incubées en présence de l’anticorps secondaire dilué en BSA/PBS 2%, 1h à TA. 

Après 3 nouveaux rinçages en PBS, les cellules ont été incubées avec une solution de DAPI au 

1/500 /PBS pendant 15min à 37°C ; avant montage en Vectashield® supplémenté de DAPI au 

1/300. 

b. Immuno-RNA-FISH 

 Après culture sur lamelle de verre pendant 48h, coatées selon la lignée considérée, les 

cellules ont été fixées dans une solution de PFA/PBS 2%, 10min à TA. S’en est suivi une 

première étape d’immunomarquage tel que décrit en 4.3).a, conclu par une phase de fixation 

en PFA/PBS 2%, 10min à TA. Les cellules ont ensuite été mise en présence de sonde LNA 

(Locked Nucleic Acid – 5,6µg/µl – de séquence 5’→ 3’ : cAcAcTtTaGgAcGtGaA) dans une 

solution de Formamide 50%, Tampon d’hybridation 1X, tRNA en excès et RNAsei, toute la nuit 

à 37°C. Enfin, les cellules ont été rincées 3 fois dans une solution SSC 2X pH 6.3/eau, 5min à 

42°C ; incubées avec une solution de DAPI au 1/500 /PBS pendant 15min à 37°C et montées 

entre lame et lamelle en Vectashield® supplémenté de DAPI au 1/300. 

Antigène Dilution Référence Utilisation 

H3K9me3 1/100 Active Motif 61013 embryons/cellules 

H3K9me3 1/500 Active Motif 39161 embryons/cellules 

H3K27me3 1/200 Millipore 07-449 embryons 

H3K27me3 1/300 Diagénode C15200181 cellules 

BEND3 1/100 Invitrogen PA5-84529 embryons/cellules 

EZH2 1/100 Novocastra NCL-L-EZH2 embryons 

CDX2 1/200 Abcam ab157524 embryons/cellules 

GATA6 1/50 R&D Systems 1F1700 embryons 
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NANOG 1/200 Invitrogen 14-5761-80 embryons/cellules 

OCT4 1/200 Abcam ab27985 embryons/cellules 
    

α-rabbit-CY3 1/200 Jackson ImmunoResearch embryons/cellules 

α-rabbit-FITC 1/200 Jackson ImmunoResearch embryons/cellules 

α-mouse-FITC 1/200 Jackson ImmunoResearch embryons/cellules 

α-rat-CY5 1/200 Jackson ImmunoResearch embryons/cellules 

α-goat-CY5 1/200 Jackson ImmunoResearch embryons/cellules 

Tableau 2 : Récapitulatif des anticorps utilisés. 

5. Acquisition et analyses des images 

1) Acquisition 

Les embryons et cellules ont été observé.e.s soit au microscope confocale (Zeiss LSM 700) soit 

sur un microscope équipé de la technologie Apotome (Zeiss Axiovert Apotome). Les embryons 

et cellules ont été observé.e.s à l’objectif à immersion x63 (Plan Apochromat N.A.1.4) ou à 

l’objectif à immersion x40 (Plan Neofluar N.A.1.3). Les piles d'images (z-stacks) ont été 

acquises avec un pas de 0.5µm (en z) et une profondeur de pixels de 16 bits (Zeiss Axiovert 

Apotome) ou de 8 bits (Zeiss LSM 700). Les LEDs du microscope Zeiss Axiovert Apotome 

permettent de visualiser le DAPI (365nm), la fluorescence dans le rouge (555nm), le vert 

(470nm) et le rouge lointain (625nm). De même pour les lasers du microscope Zeiss LSM 700 

(405, 555, 470 et 639nm). Les images ainsi obtenues ont été traitées avec le logiciel Fiji 

(https://fiji.sc/). 

2) Quantification fluorescence 

 Les quantifications de signal ont été réalisées comme suit : la somme des intensités 

des canaux DAPI, BEND3, EZH2 ou H3K27me3 a été mesurée dans l’intégralité du volume 

nucléaire. L’intensité totale par noyau pour chaque canal a été normalisée par la soustraction 

du bruit de fond et proportionnée par le gain master ou temps d’acquisition. Enfin, les 

mesures d'intensités normalisées pour BEND3, EZH2 et H3K27me3 ont été normalisées par 

celle du DAPI. Pour les mesures au niveau du X inactif, le même processus a été suivi et le 

marquage par EZH2 (ainsi que le profil du DAPI) a été utilisé pour délimiter le X inactif. 

https://fiji.sc/
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3) Analyse PCC 

Les profils d'intensité de fluorescence des signaux DAPI, H3K9me3 et H3K27me3 ont été 

mesurés le long d'une ligne traversant le centre du chromocentre. La délimitation du 

chromocentre a été faite sur la base du profil d'intensité de fluorescence du canal DAPI. Le 

profil d'intensité d'un chromocentre correspond à une courbe en cloche dont les valeurs sont 

supérieures à la valeur de fluorescence moyenne. Le coefficient de corrélation de Pearson 

(PCC) a été calculé entre les valeurs d'intensité du DAPI et celles de H3K27me3 ou de 

H3K9me3, centrées sur le chromocentre. Plus le profil d'intensité de fluorescence de 

H3K27me3 ou H3K9me3 est similaire au profil du DAPI, plus le PCC est proche de 1. Ces 

mesures ont pour objectif la formalisation de l'accumulation des signaux H3K27me3 ou 

H3K9me3 aux niveaux des foci DAPI-dense et rendent compte de l’enrichissement relatif de 

H3K27me3 ou H3K9me3 aux chromocentres.  

4) Figures, plots et tests statistiques 

 L’ensemble des analyses d’images et des mesures d’intensité de fluorescence a été 

mené grâce au logiciel FIJI. Les panels de figures d’imagerie ont été faites à l’aide du plugin 

FigureJ de FIJI. Les graphiques ont été construits à l’aide du plugin ggplot2, sous R.  
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RESULTATS 

 

Au cours de cette partie, je vais d’abord vous présenter l’ensemble des résultats que j’ai 

obtenu sur le modèle murin. Ces résultats sont découpés en deux parties : la première 

concerne les résultats qui ont fait l’objet d’un premier article soumis en décembre 2021 et qui 

résume l’ensemble des résultats aboutis que j’ai obtenu pour le modèle murin. La seconde 

partie concerne l’ensemble des données complémentaires que j’ai obtenu au cours de cette 

thèse.  La troisième partie de ces résultats regroupent les observations qui ont été faites dans 

l’embryon bovin.  

 

I. H3K27me3 marque l’hétérochromatine péricentromérique de l’embryon murin 

pré-implantation et exhibe une dynamique particulière dans les cellules du 

lignage pluripotent 

La première partie de ces résultats est présentée sous la forme d’un article publié chez 

Scientific Reports (Pailles et al., 2022). Cet article couvre les deux premiers objectifs de cette 

thèse à savoir : 

- la description exhaustive du profil épigénétique (H3K27me3 et H3K9me3) de 

l’hétérochromatine péricentromérique au cours du développement péri-implantation.  

-  l’identification de EZH2 et BEND3 comme acteurs possibles de l’accumulation de H3K27me3 

aux chromocentres et leurs effets sur le contrôle de l’expression des séquences satellites 

majeures. 

 

1. Dynamique de H3K27me3 et de la transcription des séquences satellites majeures au 

cours du développement péri-implantation 

Dans cette première partie, le but a été de décrire, via une approche par immunomarquage, 

le profil d’accumulation de H3K27me3 aux chromocentres. Les chromocentres sont les amas 

de séquences péricentromériques qui apparaissent densément marqués par le DAPI - un 

contre-colorant de l’ADN qui présente une affinité pour les séquences A-T riches - (Guenatri 
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et al., 2004). L’objet d’étude principal est le profil de H déchets3K27me3. H3K9me3 a 

également été étudié comme le marqueur principal de l’hétérochromatine constitutive et par 

extension, des chromocentres. Notamment, pour quantifier l’accumulation de H3K2me3 aux 

chromocentres, nous avons utilisé une analyse par corrélation (PCC - voir Matériel et Méthode 

5.3)). L’élément contrôle de cette approche était la correspondance des marquages entre 

DAPI-dense et H3K9me3 - qui sont maintenus stables tout au long du développement pré-

implantation-. Nous nous sommes donc servis du DAPI seul pour délimiter les chromocentres, 

puisque les co-marquages H3K27me3/H3K9me3 ne pouvaient pas être fait à tous les stades. 

 

1) H3K27me3 s’accumule progressivement au cœur des chromocentres du stade 2-

cellules au stade 16-cellules 

Nous avons étudié comment H3K27me3 s’organisait au niveau des chromocentres, à partir de 

leur formation au stade 2-cellules et jusqu’au stade 16-cellules qui précède les changements 

morphologiques de l’embryon en blastocyste. Nous avons trouvé que H3K27me3 est d’abord 

présent en périphérie des chromocentres au stade 2-cellules, alors que H3K9me3 marque les 

foci DAPI-dense de façon uniforme avec un PCC élevé. H3K27me3 s’accumule 

progressivement au cœur des chromocentres jusqu’à présenter un profil PCC similaire à celui 

de H3K9me3, avec un PCC médian proche de 0.9 (Figure 1 et Supp_fig 1). Également, après 

remarque des reviewers, il nous a été demandé de quantifier l’enrichissement en H3K27me3 

à l’aide de ChIP. Pour cela, nous avons extrait de données ChIP publiées ces informations pour 

les séquences satellites majeures. Cette analyse a été faite par Hendrik Marks. Les données 

extraites vont dans le sens de nos résultats c.-à-d. en faveur d’un enrichissement progressif 

de H3K27me3 jusqu’au stade blastocyste (Supp_fig 1). 

 

2) Le marquage H3K27me3 présente trois motifs nucléaires différents dans l’embryon 

péri-implantation dépendant du stade et du lignage considéré 

a. H3K27me3 est présent au cœur des chromocentres du jeune blastocyste et absent 

des chromocentres dans l’embryon post-implantation 

Ensuite, nous nous sommes concentrées sur la dynamique d’accumulation de H3K27me3 aux 

chromocentres au cours de la transition pluripotence naïve - pluripotence amorcée. Cette 
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dynamique s’étend du stade E3.25 au stade E6.5. Les résultats étant comparables entre 

embryons aux stades E6.5 et E5.5, le profil des embryons E6.5 n’a pas été présenté dans cet 

article. Au cours de cette transition, H3K27me3 présente 3 profils différents dans l’embryon : 

Jusque E3.5 (et depuis le stade 16-cellules), H3K27me3 est accumulé au cœur des 

chromocentres dans toutes les cellules de l’embryon, indépendamment du stade et du 

lignage.  

A E4.0, les cellules NANOG positives présentent, jusqu’à l’implantation, un marquage 

H3K27me3 granuleux, homogène dans l’ensemble du noyau. L’accumulation de H3K27me3 

aux chromocentres n’est plus observable dans ces cellules. H3K27me3 reste inchangée dans 

les cellules des lignages extra-embryonnaires c.-à-d. accumulée aux chromocentres dans le TE 

et le PrE, jusqu’à l’implantation vers E4.5.  

Dans l’embryon post-implantation (E5.5), H3K27me3 est diffus et faible dans l’ensemble des 

cellules constituant l’embryon. Il n’y a pas de différence entre lignage et pas d’accumulation 

de cette PTM aux chromocentres. 

A l’inverse de H3K27me3, le marquage H3K9me3 reste constant et accumulé aux 

chromocentres, indépendamment du lignage et du stade (Figure 2 et Supp_fig 2).  

  

b. La spécification spatiale de l’épiblaste est concomitante à la perte de H3K27me3 aux 

chromocentres 

A partir de E3.75, les cellules de l’EPI et du PrE s’organisent dans l’ICM, comme le montre le 

co-marquage NANOG/GATA6. En parallèle du tri des cellules EPI/PrE, le profil de H3K27me3 

s’uniformise dans le noyau des cellules de l’EPI.  Le changement de profil du marquage 

H3K27me3 est visible dans l’analyse PCC : la corrélation médiane entre signaux DAPI et 

H3K27me3 baisse de façon importante à partir de E3.75 et cela se poursuit jusqu’à 

l’implantation. Cela indique que H3K27me3 ne s’accumule plus spécifiquement aux 

chromocentres, contrairement à ce qui est présenté pour le TE. Le PrE présente, au moment 

de l’implantation, une chute de son profil PCC, indiquant que le profil de H3K27me3 change à 

des moments différents selon le lignage considéré. H3K9me3 reste stable durant le 

changement de distribution de H3K27me3 (Figure 3 et Supp_fig 3).   
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3) La transcription des séquences satellites majeures baisse au cours du 

développement péri-implantation, indépendamment du profil de H3K27me3 aux 

chromocentres 

 Par Immuno-RNA-FISH, nous avons marqué les cellules pluripotentes NANOG positives 

et comparé le statut d’expression des séquences satellites majeures au cours du changement 

d’accumulation de H3K27me3 (des stades E3.25 au stade E4.25). Nous voyons que le nombre 

de foci par noyaux ainsi que le nombre de noyaux positifs en RNA-FISH baissent au cours du 

stade blastocyste, sans corrélation avec le profil de H3K27me3. Ceci indique que H3K27me3 

ne participerait pas à la régulation de l’expression des séquences satellites majeures, comme 

ce qui avait été indiqué en modèles cellules ESCs (Tosolini et al., 2018). Egalement, les analyses 

de méthylation de l’ADN au stade blastocyste vs embryon post-implantation suggèrent que la 

répression des séquences satellites majeures dans l’EPI pré-implantation dépend d’un autre 

acteur que la méthylation de ces séquences (Figure 4 et Supp_fig 4).  

 

A partir de données récentes (de Cut&Run et ChiP) décrivant le dialogue entre 

PRC1/H2AK119Ub et PRC2/H3K27me3 au cours du développement murin précoce (Chen et 

al., 2021; Mei et al., 2021), nous avons pu extraire les enrichissements de H2AK119Ub et 

H3K27me3 aux séquences satellites majeures (Annexe 2). Ces données mettent en évidence 

que l’enrichissement de H2AK119Ub à la PCH diminue du stade 1-cellule au stade 2-cellules, 

puis l’enrichissement de cette marque augmente du stade 4-cellules au stade morula, pour 

être fortement présente aux séquences satellites majeures dans l’ICM du blastocyste tardif. 

Egalement, les données récoltées dans différents KO/KD des complexes PRC1/2 semblent 

indiquer une éventuelle compensation entre les marques apposées par ces complexes 

Polycomb (Annexe 2). 



63 
 

2. EZH2 et BEND3 s’accumulent aux chromocentres au cours du développement pré-

implantation 

1) EZH2 s’accumule aux chromocentres au cours du développement précoce  

a. La dynamique d’accumulation de EZH2 aux chromocentres précède celle de 

H3K27me3 

 Par des expériences d’immunomarquage, nous avons regardé le profil de EZH2 - la sous 

unité catalytique de PRC2 qui appose la tri-méthylation de H3 sur sa lysine 27 - des stades 2-

cellules au stade 16-cellules et aux stades E3.5, E4.0 et E5.5 pour savoir si celui-ci présentait 

le même profil d’accumulation aux chromocentres. Aux stades précoces, EZH2 est présent au 

niveau des chromocentres, conjointement avec l’accumulation progressive de H3K27me3. Au 

stade E3.5, l’accumulation de EZH2 aux chromocentres est partiellement perdue dans tous les 

lignages et la perte d’accumulation de EZH2 aux chromocentres à E3.5 précède celle observée 

pour H3K27me3 à partir de E3.75 dans l’épiblaste.  

Au stade E5.5, le signal EZH2 est faible dans l’ensemble de l’embryon, ce qui est cohérent avec 

le profil de H3K27me3 à ce stade qui est diffus dans le noyau (Figure 5 et Supp_fig 5). 

 

b. Le Knock-Down d’EZH2 au cours du développement précoce n’influence ni 

l’accumulation de H3K27me3 aux chromocentres, ni l’expression des séquences 

satellites majeures 

Dans le but de restreindre fortement l’accumulation de H3K27me3 aux chromocentres pour 

en observer les effets sur le développement, nous avons utilisé une approche 

d’électroporation avec siRNA dirigés contre les transcrits Ezh2. Les premières analyses n’étant 

pas concluantes, nous avons couplés l’utilisation des siRNA avec un inhibiteur spécifique de 

EZH2 (EPZ-6438). Cette approche ne nous a pas permis d’altérer l’accumulation de H3K27me3 

aux chromocentres. Également, cela n’a pas eu d’impact significatif sur l’expression des 

séquences satellites majeures (Figure 6 et Supp_fig 5). 
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2) BEND3  

a. La dynamique d’accumulation de BEND3 aux chromocentres est différente de celles 

décrites pour EZH2 et H3K27me3 

En utilisant la même approche décrite précédemment pour EZH2, nous avons mis en évidence 

par le biais d’immunomarquages que le signal BEND3 apparait au niveau des chromocentres 

seulement à partir du stade 8-cellules. Également, BEND3 est maintenu au niveau des 

chromocentres jusqu’à l’implantation et de façon plus hétérogène dans le jeune embryon 

post-implantation (vers E5.0). BEND3 est ensuite perdu à E5.5. Ces résultats suggèrent que 

BEND3 n’est pas impliqué dans l’apposition initiale de H3K27me3 au stade précoce (2-/4-

cellules). Nous montrons également que la présence de BEND3 n’est pas corrélée à une 

accumulation de H3K27me3 aux chromocentres (notamment dans les cellules de l’EPI après 

E4.0) (Figure 5).   

L’affinité de BEND3 pour la PCH pouvant en partie s’expliquer par la présence d’un motif 

tronqué reconnu par BEND3 (Zhang et al., 2022) au sein des séquences satellites majeures 

(Annexe 3). Le KD fait pour BEND3 n’ayant pas satisfait les reviewers au cours de la seconde 

révision, ces résultats sont présentés dans les résultats complémentaires (II. 1) ). Également, 

l’analyse de données transcriptomiques publiées (Wang et al., 2014) sont en accord avec nos 

résultats suggérant que BEND3 ne participe pas au recrutement de PRC2 à l’hétérochromatine 

péricentromérique de l’embryon murin précoce (Annexe 1).  

 

3. Les cellules souches dérivées de l’embryon sont un modèle imparfait pour l’étude des 

régulations épigénétiques de l’hétérochromatine péricentromérique 

 L’ensemble des résultats qui concernent l’étude du profil de H3K27me3 dans les 

cellules ESCs, cEpiSCs et TSCs a été obtenu au cours d’un stage de M1 pour lequel j’ai proposé 

le sujet de stage, encadré l’étudiante et supervisé la rédaction du rapport.  
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1) Le profil épigénétique des chromocentres est altéré dans les cellules souches 

pluripotentes 

a. Les caractéristiques épigénétiques des chromocentres de l’épiblaste pré-implantation 

sont perdues au cours de la dérivation des cellules ES 

 A partir des observations faites par Tosolini et al., 2018 qui décrivaient que le profil 

épigénétique des chromocentres n’était pas homogène dans l’ensemble de la culture de 

cellules ES, nous nous sommes interrogées sur l’impact de la dérivation sur le profil de 

l’hétérochromatine péricentromérique. Nous avons donc eu pour objectif de dériver des 

cellules ES à partir d’embryons CD1/CD1. Nous avons ainsi pu mette en évidence que 

H3K27me3 et H3K9me3 étaient perdues des chromocentres durant les premières 72h de la 

dérivation (Figure 7). 

 

b. Les EpiSCs sont plus représentatives de leur équivalent in vivo que les ESCs concernant 

l’accumulation de H3K27me3 et BEND3 aux chromocentres 

Par immunomarquage, il est mis en évidence dans cette partie que l’accumulation de 

H3K27me3 et BEND3 aux chromocentres est hétérogène dans les ESCs cultivées en 2i/LIF. De 

plus, l’accumulation de BEND3 n’est pas systématiquement couplée à l’accumulation de 

H3K27me3 aux chromocentres. Ces résultats semblent suggérer que la situation en cellules 

non mutantes est sensiblement différente que ce qui a été précédemment décrit en cellules 

Suv39hdn ou Dnmt-TKO. Également, le pourcentage de cellules ES exprimant les séquences 

satellites majeures (RNA-FISH) se rapproche des valeurs observées pour l’ICM du jeune 

blastocyste. Bien que théoriquement transcriptionnellement proches de l’EPI à E4.5, les ESCs 

semblent être dans un état intermédiaire ICM/EPI.  

Pour ce qui est des cellules cEpiS, celles-ci sont plus proche de l’EPI post-implantation que 

leurs consœurs naïves ne le sont de l’ICM/EPI pré-implantation. Comme l’EPI amorcé, elles 

présentent une faible transcription des séquences satellites majeures et leurs chromocentres 

sont dépourvus de marquage H3K27me3 et BEND3 (Figure 7, Supp_Figure 6).  
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2) Les TSCs présentent des caractéristiques du TE pré-implantation et de l’ExE post-

implantation 

Nous montrons ici, grâce aux données d’immunomarquage et de RNA-FISH, que les TSCs 

cultivées en milieu sans sérum présentent des caractéristiques correspondant à la fois à du TE 

et à de l’ExE. Alors que le profil de H3K27me3 est similaire à celui de l’embryon post-

implantation (absence d’accumulation aux chromocentres), les profils de BEND3 et 

l’expression des séquences satellites majeures se rapprochent davantage des caractéristiques 

du TE pré-implantation (Supp_Figure 6).  

  



H3K27me3 at pericentromeric heterochromatin is a 

defining feature of the early mouse blastocyst 

Mélanie Pailles1,2, Mélanie Hirlemann1,2, Vincent Brochard1,2, Martine Chebrout1,2, Jean-

François Oudin1,2, Hendrik Marks3, Alice Jouneau1,2*, and Amélie Bonnet-Garnier1,2* 

1Université Paris-Saclay, UVSQ, INRAE, BREED, 78350, Jouy-en-Josas, France 
2Ecole Nationale Vétérinaire d’Alfort, BREED, 94700, Maisons-Alfort, France 
3 Department of Molecular Biology, Faculty of Science, Radboud University, Radboud Institute for 

Molecular Life Sciences (RIMLS), 6525GA Nijmegen, the Netherlands 
*alice.jouneau@inrae.fr 
*amelie.bonnet-garnier@inrae.fr 

 

Abstract 

Early mouse development is characterized by structural and epigenetic changes while 

cells progress towards differentiation. At blastocyst stage, the segregation of the three 

primordial lineages is accompanied by establishment of differential patterns of DNA 

methylation and post-translational modifications of histones, such as H3K27me3. Here, we 

analysed the dynamics of H3K27me3 at pericentromeric heterochromatin (PCH) during 

early development. We also followed the localization of EZH2 and BEND3, previously shown 

in ESCs to drive PRC2 to hypomethylated PCH. We show that the location of H3K27me3 at 

PCH, in addition to H3K9me3, is a defining feature of embryonic cells in vivo. Moreover, it 

may play an important role in structuring PCH and preserving genomic integrity at a time of 

globally relaxed chromatin. At peri-implantation stages, while DNA methylation is still low, 

EZH2 and then H3K27me3, leave PCH in epiblast progenitors at the time of their spatial 

segregation from primitive endoderm cells, while BEND3 remains there up to implantation. 

The comparison with stem cells (ESCs and TSCs) reveals that the epigenetic marks (i.e. 

H3K9me3 and H3K27me3) of PCH are reset during in vitro derivation and only partially 

restored thereafter. This highlights possible divergences between in vitro and "in embryo” 

epigenetic regulation regarding constitutive heterochromatin. 

Introduction 

After fertilization, the newly formed diploid genome of the zygote has to be 

reprogrammed to erase the gametic epigenetic features and allow the initiation of 

transcription (reviewed in1). Early development is marked by the progressive relocalization 
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of various histones post-translational modifications as well as the establishment of DNA 

methylation2–4. Along with this epigenomic reorganization, the first lineage commitment 

takes place a few days after fertilization when embryonic cells within the Inner Cell Mass 

(ICM) segregate from the surrounding extra-embryonic Trophoblast (TE). The ICM will later 

divide into the pluripotent Epiblast (EPI) and the Primitive Endoderm (PrE)5. In the mouse 

embryo, pluripotency is not a steady state but rather an “in vivo continuum” from early 

blastocyst (E3.0) to gastrulation stages (E7.5)6. Based on the differential characteristics of 

pluripotent cells observed along with embryonic development, previous studies defined 

different states of pluripotency from naive to primed7. Naive pluripotency is reached in the 

ICM or in the pre-implantation epiblast while primed pluripotency characterizes the post-

implantation pluripotent states that exist in vivo. They both can be caught up and 

maintained in vitro in specific culture media7. Embryonic Stem Cells (ESCs) are representative 

of the naive pre-implantation ICM/epiblast while Epiblast Stem Cells (EpiSCs) are equivalent 

to the post-implantation epiblast. Similarly, Trophoblast Stem Cells (TSCs) can be obtained 

from pre-implantation trophoblast or post-implantation Extraembryonic Ectoderm8. Naive 

and primed pluripotent states differ from each other as they respond to distinct signalling 

pathways, express different pluripotency markers, and exhibit different epigenetic features 

and chromatin structure6,9. The chromatin is more relaxed in the pre-implantation 

pluripotent cells than in the post-implantation ones or in other extraembryonic lineages, 

these specificities are conserved in their in vitro counterparts9. Recent studies have shown 

distinctive chromatin-associated proteome in ESCs according to their culture medium, 

notably at pericentromeric heterochromatin10,11.  

In differentiated cells, pericentromeric sequences (called major satellites in mice) are part 

of the heterochromatin compartment and maintained under transcriptional repression12. 

Epigenetic features such as strong DNA methylation and specific enrichment of H3K9me3 

support the transcriptional control of major satellites in somatic cells13. These sequences are 

packed in clusters of condensed chromatin called chromocenters, forming foci heavily 

stained by the nuclear dye DAPI14. During mouse development, the formation of 

chromocenters at the late 2-cell stage requires a mandatory transcription burst of major 

satellite sequences, which are then maintained at a low level of transcriptional activity15,16. 

Two studies have shown that chromocenters of ESCs are partially marked by H3K27me3, 

even though H3K27me3 is normally found at facultative heterochromatin10,11. Such 

uncommon localization of H3K27me3 at pericentromeric heterochromatin (PCH) only occurs 

when ESCs are cultured under the naïve ground state condition, i.e. with MEK and Gsk3 



inhibitors (2i/LIF). When ESCs are cultured in serum/LIF-based medium, enrichment of 

H3K27me3 at PCH was reported only upon the absence of H3K9me3 or DNA methylation in 

mutant cells17,18. In such mutant cells, a cross-talk between a methyl-sensible DNA binding 

protein BEND3, PRC1 and PRC2 is at play to establish H3K27me3 at PCH.  

As H3K27me3 exhibit differential enrichment at chromocenters between naïve and 

primed pluripotent states (ESCs in 2i/LIF vs EpiSCs), we wondered whether the presence of 

H3K27me3 at chromocenters was also dynamically regulated during mouse early 

development. We provide a precise overview of the localization of H3K27me3 at 

chromocenters during the transition from pre- to post-implantation stages in each lineage, 

and we show that H3K27me3 is differently regulated in the pluripotent cells in comparison 

to extra-embryonic lineages. We also examined the presence of BEND3 and of EZH2, the 

enzyme in PRC2 responsible for the tri-methylation of H3K27, at chromocenters. In addition, 

we show that major satellite sequences are transcribed at early blastocyst stages and then 

repressed in the post-implantation embryo. We highlight that the non-canonical H3K27me3 

enrichment is a physiological feature of chromocenters during pre-implantation 

development. However, the presence of H3K27me3 at chromocenters seems not to be 

involved in the transcriptional regulation of major satellite sequences. We also demonstrate 

that the epigenetic dynamics of PCH differ in vivo from what is observed in vitro, suggesting 

that current cell culture conditions fail to preserve the native epigenetic characteristic of 

embryonic chromocenters. 

 

Results 

H3K27me3 progressively accumulates at chromocenters up to the 16-cell stage  

As non-classical labelling of chromocenters by H3K27me3 at chromocenters was observed 

among a fraction of naïve pluripotent cells in vitro11, we aimed at investigating its presence 

in vivo in the corresponding cells of embryos by immunostaining. Embryos from the 2-cell 

stage onwards were used to trace back this mark as early as the formation of 

chromocenters. H3K9me3 was also stained as the hallmark of heterochromatin. DAPI 

counterstaining was used to delimit chromocenters as they are mostly composed of 

clustered pericentromeric heterochromatin which, based on their A-T rich composition, are 

visible as DAPI-dense foci in the interphase nucleus19.  

Embryos, with co- immunostaining of both H3K27me3 and H3K9me3, from 2-cell to 16-cell 

stages were first analysed (Fig. 1a and Supplementary Fig. 1a). H3K9me3 was enriched at all 



chromocenters and overlaid with DAPI, in all blastomeres, and at all stages (Supplementary 

Fig. 1a) while H3K27me3 displayed a more dynamic pattern (Fig. 1a). In the 2-cell stage 

embryo, H3K27me3 was already located at most chromocenters (about 80%, data not 

shown) and formed cloudy staining encompassing DAPI-dense foci (arrow in Fig. 1a). A 

representative cross-sectional view of H3K27me3 intensity profile (red line in Fig. 1b) 

showed that the signal is accumulated in and around the DAPI intensity peak corresponding 

to the chromocenter (green line in Fig. 1b).  

 

At later cleavage stages, H3K27me3 progressively accumulated at chromocenters as shown 

by the progressive overlay of both H3K27me3 and DAPI staining at DAPI-dense foci in the 4-

cell and then the 8-cell stage embryos (Fig. 1a). Similarly, the shape of H3K27me3 

fluorescent intensity profile increasingly resembled that of DAPI (Fig. 1b). In the 16-cell stage 

embryos, chromocenters were fully enriched with H3K27me3 (Fig. 1a), as they are with 

H3K9me3 – which fluorescent intensity profile matches that of DAPI at all stages – 

(Supplementary Fig. 1b).  



The increasing similarity of the fluorescent intensity profiles of DAPI and H3K27me3 across 

stages reflected the progressive accumulation of this histone modification at 

chromocenters. We extended this analysis by measuring the similarity between DAPI and 

H3K27me3 (Fig. 1c) or H3K9me3 (Supplementary Fig. 1c) intensity profiles across 

chromocenters and computed the Pearson’s Correlation Coefficients (PCC) between pairs of 

profiles (see Methods for further details). As expected, the PCC corresponding to the 

accumulation of H3K9me3 fluorescent signal at DAPI-dense foci were stable and close to 1 

(Supplementary Fig. 1c; median 0.90), while regarding H3K27me3, they were more variable 

and increased progressively (0.33 to 0.89) up to the 16-cell stage (Fig. 1c). This dynamic and 

non-canonical localization of H3K27me3 at chromocenters observed by immunostaining was 

confirmed using published H3K27me3 ChIP-Seq data from Liu and collegues20, showing that 

major satellites sequences were indeed increasingly enriched by H3K27me3 during pre-

implantation development (Supplementary Fig. 1d). Hence, by the 16-cell stage, H3K27me3 

and H3K9me3 similarly accumulate at all chromocenters.  

H3K27me3 exhibits three different patterns in the peri-implantation embryo 

Next, we analysed the enrichment of H3K27me3 at chromocenters at further stages from 

young cavitating blastocyst (E3.25) to post-implantation embryo (E5.5), to cover the 

transition from the emergence of naïve pluripotency to the onset of primed pluripotency 

(Supplementary Fig. 2a). At peri-implantation stages, three distinct patterns of H3K27me3 

can be observed, depending on the lineage (embryonic or extra-embryonic) and the 

implantation status. We choose to highlight the three stages that are the more 

representative of the various patterns of H3K27me3 i.e. at E3.5, E4.0, and E5.5 days of 

development (Fig. 2).  

The accumulation of H3K27me3 at chromocenters described at the 16-cell stage was 

maintained during the first lineage specification in conjunction with the onset of cavitation 

in the mouse embryo, from E3.25 to E3.5 stages (Fig. 2a and Supplementary Fig. 2b). At E3.5, 

NANOG positive epiblast precursors within the Inner Cell Mass (ICM, NANOG positive cells) 

were mixed with primitive endoderm (PrE) precursors in a “salt and pepper” pattern5 while 

being surrounded by trophectoderm cells (TE) identified by CDX2 (Fig. 2a, upper right 

panels). No noticeable differences between lineages were observed (Fig. 2a, lower panel, 

and b).  



 



At the 3.75 stage, the fluorescent intensity profile of H3K27me3 seems to become more 

uniform in EPI cells compared to extra-embryonic cells, concomitantly with the spatial 

segregation of EPI and PrE cells within the ICM (Supplementary Fig. 2e).  

At E4.0, OCT4 is found in both PrE and EPI cells while NANOG is restricted to the pluripotent 

epiblast (Fig. 2c). Remarkably, the most dramatic change in the pattern of H3K27me3 was 

observed in EPI cells. While H3K27me3 remained accumulated at chromocenters in both TE 

and PrE cells, it converted into a diffuse and granulated signal in EPI cells (Fig. 2c), with less 

specific accumulation at DAPI-dense foci compared to that observed at TE and PrE 

chromocenters (Fig. 2d). At post-implantation stages (E5.5), H3K27me3 was no more found 

at chromocenters, in all cells of the embryo (Fig. 2e, f). At all these stages, the staining 

profile of H3K9me3 remained unchanged i.e. being still enriched at chromocenters and 

overlapping with H3K27me3 where this mark was still present (Supplementary Fig.  2b-j).  



 

The decrease of H3K27me3 accumulation at chromocenters – noticeable in staining 

experiments – during the regionalization of the pluripotent epiblast was corroborated by the 

decrease in the PCC between DAPI and H3K27me3 intensity plots at chromocenters in EPI 

cells (Fig. 3a, b). Only at E4.25, PrE and TE cells started to exhibit heterogeneity regarding 

the accumulation of H3K27me3 at chromocenters, with some cells resembling EPI cells while 

others maintain the H3K27me3 enrichment at chromocenters (Fig. 3c, d and 3e, f). At the 

time of embryo implantation (E4.5 and beyond), H3K27me3 became diffuse in all cells of the 

three lineages, similar to that observed in post-implantation embryos (Fig. 2e). In the course 

of the changes in H3K27me3 pattern, the persistence of stable accumulation of H3K9me3 at 

all DAPI-dense foci ruled out the disappearance of chromocenters, corroborated by stable 

PCC (Supplementary Fig. 3). 

The profile of major satellite transcription is variable during peri-implantation 

development 

Because H3K27me3 exhibits differential enrichment at chromocenters depending on either 

the stage or the lineage, we asked whether the transcription status of major satellites was 

modulated according to the presence of H3K27me3 at chromocenters. To this aim, we 

performed immuno-RNA-FISH to detect simultaneously the NANOG positive pluripotent cells 

and the accumulation of major satellite transcripts. After the well-known initial burst of 

transcription at 2-cell stage21,22, a low level of transcription of major satellite was maintained 

until the blastocyst stage as 96% of cells from 4-cell to 16-cell stages exhibited no more than 

2 foci (Supplementary Fig. 4a, b).  

At blastocyst stages (E3.25 to E4.25), both embryonic and extra-embryonic lineages showed 

higher heterogeneity regarding the number of foci per nucleus and the proportion of cells 

transcribing major satellite (Fig. 4a-c). Initially, extra-embryonic cells displayed more cells 

with active foci (83%) than epiblast cells but prior to implantation at E4.25, the proportion of 

transcribing cells decreased to less than 20% in both lineages (Fig. 4c)..At post-implantation 

stages, very few cells still exhibited transcription foci (Fig. 4d). Of note, the sharp decrease in 

the extra-embryonic cells takes place while H3K27me3 is still well enriched at PCH, 

suggesting a limited role of this mark on the control of satellite transcription.  



 



We then ask whether the reduction of major satellite transcripts could be better correlated 

with the onset of de novo DNA methylation. Using published dataset from Zhang and 

colleagues23, we reanalysed the 5meC level on major satellite sequences in the ICM, TE and 

EPI cells at blastocyst and early post-implantation stages (Supplementary Fig. 4c). This shows 

that de novo DNA methylation starts after E4.0, while the decrease of satellite transcription 

has already started in both lineages, ruling out a strict correlation of 5meC level and PCH 

transcriptional activity at blastocyst stages.   

H3K27me3 is stably apposite at PCH and early EZH2 recruitment is not dependent on 

BEND3 

To further explore the dynamics of H3K27me3 at PCH, we asked whether the writer of this 

mark, EZH2, followed a similar pattern. We found that EZH2 localized around chromocenters 

from 2-cell up to 16-cell stage (Fig 5a, b), concomitantly with chromocenter clustering and 

H3K27me3 enrichment (Fig. 1). At E3.5, whereas H3K27me3 was still localized at PCH (Fig. 

2a), EZH2 became less specifically localized around chromocenters in all cells of the 

blastocyst (Fig. 5c, d and Supplementary Fig. 5a) and remained diffuse afterwards 

(Supplementary Fig. 5b, c). Hence, the writer leaves the vicinity of PCH prior to the removal 

of the histone modification, which will be effective at E4.0 in the epiblast cells (Fig. 3).  

We also intended to assess BEND3 location since this protein is critical for the recruitment of 

PRC2 at PCH in ESCs depleted in DNA methylation18. BEND3 is a conserved DNA binding 

protein that plays a role in heterochromatinization and transcription inhibition24. We 

therefore examined the pattern of BEND3 (Fig. 5e-h). BEND3 started to be enriched at PCH 

only at 8-cell stage (Fig. 5e, f), so after the recruitment of both EZH2 and H3K27me3 that 

occur at 2-cell stage (Fig. 5 and Fig. 1). The BEND3 enrichment at PCH was conserved up to 

E5.0 in all cells, and lost at E5.5 (Fig. 5g, h and Supplementary Fig. 5a-c). In EPI cells, the 

dynamic of BEND3 at PCH follows quite closely the de novo acquisition of DNA methylation 

(Supplementary Fig. 4c) but is disconnected from the presence of EZH2, which appears and 

disappears earlier. 



 



We then aimed at interfering with H3K27me3 apposition at chromocenters and as BEND3 

does not seem to initiate the early recruitment of EZH2 at PCH, we focused on targeting 

EZH2 transcripts using RNA interference. Zygotes were electroporated with either siRNA 

against Ezh2 (siEzh2) or scramble and the pattern of H3K27me3 and EZH2 was assessed with 

immunostaining after 72h of in vitro culture. Furthermore, embryos were cultured in the 

presence of EPZ-6438 (EPZ), an inhibitor of EZH2 enzymatic activity25. EPZ was previously 

used to remove H3K27me3 in 2i-ESCs10 and was used here as a mean to get rid of maternal 

EZH2 activity26. EZH2 was dramatically reduced in siEzh2 treated embryos compared to 

control (76% reduction of fluorescence intensity, Fig. 6a-e). However, quantification of the 

total fluorescence signal revealed only a partial reduction of H3K27me3 in siEzh2 (10%) and 

siEZH2+EPZ (40%) treated embryos (Fig. 6e). Furthermore, PCH remained enriched for 

H3K27me3, with no obvious difference between scramble and siEzh2+EPZ treated embryos 

(Fig. 6a-d). No difference in major satellite transcription was also observed (Supplementary 

Fig. 5d). 



 

In female embryos, the imprinted inactive paternal X chromosome accumulates a large 

amount of H3K27me3 and EZH2 at all pre-implantation stages27,28. In siEzh2+EPZ treated 

embryos, although the inactive X was still recognizable by a faint patch of EZH2 combined 

with a slight accumulation of DAPI, H3K27me3 was dramatically reduced at this locus (65% 

reduction of fluorescence intensity, Supplementary Fig. 5e-i). This further indicates that 

global depletion of EZH2 and impairment of its activity in the embryo affects the constitutive 

heterochromatin domains in a different manner than the facultative ones.  

Altogether, these results show that in the embryo, BEND3 is not involved in PRC2 

recruitment at PCH. Moreover, knock-down of EZH2 indicates that H3K27me3 is stably 

apposite at PCH during the first 24h following fertilization.  

Resetting the PCH epigenetic structure during establishment of embryonic stem cells 

Our results show that epigenetic structure at PCH is highly dynamic at blastocyst stage prior 

to implantation. The abrupt loss of H3K27me3 between E3.5 and E4.0 and the constant 

presence of H3K9me3 in vivo are not faithfully mirrored in ESCs, even if maintained in the 

ground state condition where they are transcriptionally close to the early epiblast10,29. We 

therefore asked if PCH was remodelled during ESC derivation. 

E3.5 blastocysts were cultured in 2i/LIF medium until outgrowth was formed. After 3 days of 

culture, the initially spotted pattern of H3K27me3 was lost in all cells (NANOG positive and 

NANOG negative)  of the outgrowth, and then reappeared after the first dissociation (day 6), 

but remained heterogeneous in the colonies (Fig. 7a). At the same time, both H3K9me3 and 

BEND3 were lost at PCH in 72h outgrowth, but only in NANOG positive cells (Fig. 7b and 

Supplementary Fig. 6a). Once established, ESCs maintained an heterogeneous but stable 

pattern for H3K27me3, with a third of the population exhibiting accumulation of H3K27me3 

at PCH (Fig. 7c, d), in agreement with previous results10. When cells were converted to 

primed cEpiSCs in the presence of FGF2 and Activin, they exhibited a diffuse pattern for 

H3K27me3, as expected (Fig. 7e, f). On the other hand, BEND3 was reacquired at PCH in 

about half the ESC population (Supplementary Fig. 6b and Fig. 7d) and then lost in converted 

EpiSCs (Supplementary Fig. 6c and Fig. 7f). The pattern of H3K27me3 was also examined at 

the intermediate EpiLC stage, after 3 days of conversion (Supplementary Fig. 6h). 

Intriguingly, cells retaining H3K27me3 at chromocenters were still present in the culture (Fig. 



7g), meaning the kinetic of H3K27me3 loss at chromocenters was much slower and 

heterogeneous in vitro than in vivo. 

To further compare pluripotent cells in vitro and in vivo, major satellite transcription was 

also assessed by RNA-FISH. Interestingly, the proportion of ESCs exhibiting RNA-FISH foci 

(66%) was close to that observed in the ICM of the young blastocyst (E3.25/E3.5 – approx. 

50%), while most EpiSCs did not transcribe major satellite, as in primed epiblast 

(Supplementary Fig. 6d). 



 

At last, H3K27me3, BEND3 and major satellite expression were assessed in TSCs as an in vitro 

surrogate of TE. TSCs were cultured in the defined serum-free medium (FAXY30), which 

reduces the propensity of serum-cultured TSCs to spontaneously differentiate. No 

accumulation of H3K27me3 was observed at chromocenters, which were enriched in BEND3 

in 41% of the cells, suggesting these TSCs were representative of an intermediate state 

between TE and ExE (Supplementary Fig. 6e-g). However, the proportion of cells that exhibit 

foci of major satellite transcripts (44%) was more in line with the transcription status of pre-

implantation TE than post-implantation ExE (Supplementary Fig. 6d).  

Altogether, our results show that in vitro derivation of stem cells from pre-implantation 

blastocyst (ESCs and TSCs) does not faithfully preserve the epigenetic features at PCH in 

embryo, which questions their use to study epigenetic regulation at these heterochromatin 

regions.  

 

Discussion 

In the present study, we describe the dynamics of the epigenetic profile of the 

chromocenters in the mouse embryo, from the compaction of pericentromeric 

heterochromatin (PCH) at the 2-cell stage, through the establishment of the first lineages, 

up to the primed pluripotency state in early post-implantation embryo (supplementary Fig. 

7). We highlight here that the location of H3K27me3 at PCH, in addition to the hallmark of 

heterochromatin H3K9me3, is in fact a defining feature of embryonic cells in vivo, regardless 

of the lineage (embryonic or extra-embryonic). The writer EZH2 and H3K27me3 are both 

enriched around chromocenters already at 2/4-cell stage, then within chromocenters at 8-

cell stage. At this stage, BEND3 is also present around this region. At peri-implantation 

stages, our results unravel a finely orchestrated choreography of H3K27me3, EZH2 and 

BEND3 that takes place at PCH between E3.0 and E4.0, while DNA methylation is still low 

(supplementary Fig. 7). EZH2 leaves PCH just before the histone modification, while BEND3 

remains up to the rise of de novo methylation. Interestingly, H3K27me3 loss at PCH happens 

concomitantly to the spatial segregation of epiblast from PrE, making it a reliable marker of 

the onset of epiblast maturation.  

In addition to H3K9me3, strong DNA methylation is involved in the maintenance of a 

repressive epigenetic environment at PCH in differentiated cells13. However, global genome 

demethylation is one of the many rearrangements that accompany fertilization and early 



development31. In our study, we show that the progressive colonization of chromocenters by 

H3K27me3 coincides with the progressive demethylation of the genome, including major 

satellite sequences32–34. In ESCs as well, upon depletion of DNA methylation, H3K27me3 

progressively accumulate at PCH17. This is also the case when ESCs are cultured in 2i/LIF 

medium that maintains them in a state closer to the pre-implantation ICM10,11, but 

H3K27me3 staining remains heterogeneous10. Hence, the homogeneous coexistence of 

H3K27me3 with H3K9me3 and reduced DNA methylation is a feature of pre-implantation 

embryo (this study).  

PCH is asymmetrically marked by H3K9me3 (maternal) or H2AK119Ub/H3K27me3 

(paternal) following fertilization35,36, suggesting that the presence of H3K27me3 at 

chromocenters in the 2-cell embryo is partly inherited from parental genomes. Recent data 

reporting crosstalk between PRC1 and PRC2 complexes and their associated histone 

modifications (H2AK119Ub and H3K27me3, respectively)37,38 suggest that the presence of 

H2AK119Ub or the action of a variant PRC1 complex would be necessary for the apposition 

of H3K27me3 during mouse early cleavage stages. At 8-cell stage, the lower level of DNA 

methylation appears sufficient to allow binding of BEND3 around chromocenters. EZH2 

being already present, BEND3 does not drive EZH2 at PCH, as it does in vitro in Suv39hdn or 

DnmtTKO ESC18. However, it may help to maintain and/or stabilize H3K27me3. In the 

context of embryonic development, we thus hypothesized that PRC1/H2AK119Ub and 

BEND3 are successively involved in maintaining H3K27me3 at chromocenters.  

We observed that the depletion of EZH2 (and inhibition of its activity) do not significantly 

affected H3K27me3 at PCH. It is possible that a low level of enzyme is sufficient to maintain 

the modification over cell division. These results highlight the stability of H3K27me3 

apposition. Specifically in light of recent data indicating that matEZH2 is the only known 

enzyme responsible for H3K27me3 apposition (EZH1 compensating EZH2 action only for 

H3K27me2 apposition) following fertilization39. Such a robust and resilient system is in 

favour of an important role in the preservation of heterochromatin integrity. During 

preimplantation development, the chromatin is immature and largely decondensed. The 

progressive loss of DNA methylation also requires other mechanisms to preserve genomic 

integrity at repeat regions such as PCH. Although the variations in transcriptional activity at 

major satellites appears uncoupled to the presence of H3K27me3, especially at late 

blastocyst stage, it is still possible that H3K27me3 together with H3K9me3 could play a role 

in structuring PCH and preserving genomic integrity in a context of globally relaxed 

chromatin. A growing body of studies shows that a certain level of transcriptional activity is 



important for the patterning and maintenance of the integrity of heterochromatin40,41. This 

is supported by the existence of motifs recognized by transcription factors within PCH42. On 

one hand, recent data suggest that H3K9me3 in early mouse embryos may not be as 

repressive as it is in differentiated cells, as embryonic knock-down of its writer Suv39h1 

exhibits no drastic increase in major satellite transcription43. On the other hand, H3K27me3 

may exert a milder repression of repeat elements than H3K9me3, thus compatible with 

maintenance of a low transcription rate44,45. Such low level of transcripts seems to be 

important as loss of PCH transcripts at 2-cell stage impairs chromocenters clustering and 

further development21, and, in ESCs, loss of PCH transcription induces the condensation of 

heterochromatin that generates genomic instability and mitotic defects46. 

At peri-implantation stages, EZH2 then H3K27me3 leave PCH upon spatial segregation of 

epiblast cells. As this happens in less than one cell division, we assume that H3K27me3 

withdrawal is an active phenomenon, independent of the restoration of DNA methylation 

that has not yet started. BEND3 remains for another day at chromocenters (E5.0). A very 

recent study has highlighted a role for BEND3 during early gastrulation as a gatekeeper of 

bivalent gene silencing47. We propose that the accumulation of BEND3 at PCH up to the 

early post-implantation stage could serve as reservoir for future usage elsewhere in the 

genome, at a period of extensive relocalization of H3K27me3, especially at bivalent 

promoters1. 

We show that in E3.5 embryos explanted in vitro in 2i/LIF medium, both H3K27me3 and 

H3K9me3 disappear from chromocenters during the early steps of derivation before being 

heterogeneously re-established during stabilization of ESCs. In addition, EZH2 is not re-

established at PCH10 whereas BEND3 heterogeneously is. Furthermore, the presence of 

BEND3 at PCH is not related to H3K27me3-marked chromocenters, both in ESCs and in TSCs, 

insinuating BEND3 has a role other than inducing PRC2 recruitment to PCH. This transient 

loss and re-establishment of both H3K27me3 and H3K9me3 at the chromocenters suggests a 

"reset" of the epigenetic profile of PCH in ESCs. Indeed, it has been described that the 

transcriptome of ES-derived epiblast was partially altered during this process48. Intriguingly, 

the reset is incomplete as the H3K27me3 and H3K9me3 pattern at PCH is not re-established 

in all cells (this study and 10). In addition, the removal of H3K27me3 from PCH during the in 

vitro conversion of ESC to the primed state takes more than 72 h to happen (this study and 

49) which is in sharp contrast with the fast remodelling of H3K27me3 observed in vivo upon 

epiblast progression toward the primed state. This suggests a passive erasure in vitro in 

contrast to an active one in vivo. During differentiation of ESCs, the pattern of H3K27me3 is 



reshuffled and this is in agreement with passive erasure50 because its happens even after 

depletion of the two known H3K27me3 erasers, KDM6A/B.  

Altogether, these results suggest that a different regulatory epigenetic network acts at 

chromocenters and maybe elsewhere in the genome as well, in naive pluripotent cells in 

vitro compared to their in vivo counterparts. Importantly, our study highlights possible 

divergences between in vitro and "in embryo” epigenetic regulation, at least concerning 

constitutive heterochromatin.  

  



Methods 

 

Ethics statement 

Animal procedures were carried out according to French national rules on Ethics and Animal Welfare 

in the Animal Facility. This work was approved by the French Ministry of Higher Education, Research, 

and Innovation (n°15-55 &21-01) and the local Ethical Committee (INRAE Jouy-en-Josas Centre). The 

study was carried out in compliance with the ARRIVE guidelines. 

Embryos collection and pre-treatment 

Embryos were obtained at various stages by natural mating of CD1/CD1 mice. Pre-implantation 

blastocysts were collected by uteri flushing with pre-heated M2 medium (Sigma) at 90h (E3.25), 95-

97h (E3.5/E3.75), 100-102h (E3.75/E4.0) and at 107-109h (E4.25/E4.5) post-natural mating. Post-

implantation embryos were collected six days (E5.5) or seven days (E6.5) post-natural mating by 

dissection and cleaning in homemade Flushing Handling Medium. For further treatment, zona-

pellucida from pre-implantation blastocysts were fragilized by 15s incubation in acidic tyrode (Sigma) 

to perform immuno-RNA-FISH experiments. For immunostaining experiments, all embryos were 

fixed with 2% PFA in PBS (Electron Microscopy Sciences) for 20 minutes at room temperature. For 

FISH experiments, embryos were fixed with a solution containing 4% PFA and 0.5% Triton X-100 

(Sigma) in PBS at 37°C for 15min.  

siRNA experiments 

1-cell embryos were collected 24h after hCG injection from superovulated F1 (C57xCBA) mice. They 

were electroporated on a NEPA21 type II electroporator (NEPA GENE Co. Ltd., Japan) following 

published parameters51. Twenty to twenty-five 1-cell embryos were electroporated with 5µg pre-

designed siRNA (Ambion™ Invitrogen) diluted in OptiMEM (Sigma). Impedance was maintained 

between 0.20 to 0.35 kΩ. Treated embryos were then cultured in KSOM medium (Sigma) and fixed at 

young blastocyst stage (96h-phCG) before further treatment (Immunostaining or RNA-FISH 

experiments). siRNA targeting Ezh2 (Ambion™ Silencer™ EZH2 – ref : AM16708, ID 157427) or Bend3 

(Ambion™ Silencer™ BEND3 – ref : 1M16708, ID 169214) transcripts were used. Control to both 

siRNA experiments was performed using Ambion™ Silencer™ Negative Control – ref : AM4621 

(defined as “scramble” in the study). To reinforce the effect of loss of EZH2 transcripts, embryos 

electroporated with siEzh2 were cultured in KSOM supplemented with EZH2 inhibitor EPZ-6438 (HY-

13803, MedChem Express) at 5µM, renewed daily until embryo fixation.  

Immunostaining 

After a short rinse in PBS, embryos were permeabilized at 37°C in 1% Triton X-100 (Sigma) in PBS for 

1h for blastocysts or 1h30 for post-implantation embryos. All embryos were incubated in blocking 

solution containing 2% BSA in PBS for at least 30min at room temperature before incubation in 

primary antibodies diluted in 2% BSA in PBS at 4°C overnight. After three rinses in PBS, embryos were 

incubated with secondary antibodies diluted in 2% BSA in PBS for at least 1h at room temperature. 

The antibody solution was then rinsed with PBS at least three times before DAPI-counterstaining 

performed for post-implantation embryos. Embryos were shortly post-fixated in a 2% PFA in PBS 

solution for 10min at room temperature. All embryos were finally mounted in Vectashield (Vector 

Laboratories) containing 1/300 DAPI. The antibodies used are specified in Supplementary Table S2. 

Immuno RNA-FISH 



Zona-pellucida of early blastocysts was removed using a 0.1N HCl solution. The immunostaining part 

was performed for pre-implantation embryos as previously described, except for the 

permeabilization step who was reduced to 30min in 0.5% Triton X-100 in PBS. After a short rinse step 

in PBS, embryos were permeabilized in 0.5% Triton X-100 in PBS for 45min for blastocysts or 1h in 1% 

Triton X-100 for post-implantation embryos. After two rinses in PBS, embryos were incubated in the 

pre-hybridization solution containing 50% formamide and hybridization buffer for 30min at 50°C. 

Embryos were then put in hybridization solution (containing 50% formamide, 1X hybridization buffer, 

and LNA probes targeting major satellite RNA - previously denatured at 85°C for 10min) at 38°C 

overnight. At the end of the hybridization step, embryos were rinsed twice in 2X Saline-Sodium 

Citrate in water solution before a short DAPI-counterstaining step at 37°C for 15min. All embryos 

were finally mounted in Vectashield (Vector Laboratories) containing 1/300 DAPI. 

ESC derivation from CD1 embryos 

CD1 blastocysts were individually cultured on feeders in a 2i/LIF medium until attachment at 37°C, 

5% CO2. Once blastocysts properly attached to the plate, the medium was renewed and the inner 

cell mass was let to proliferate at least 48h. The pluripotent cell mass was then isolated and 

dissociated by a short incubation in TrypLE for 10min at room temperature. Dissociated cells from 

each cell mass were then cultured on feeders in the 2i/LIF medium, which was renewed until the first 

colonies appeared. Grown cell colonies were then dissociated by a short incubation in trypsin 10min 

at 37°C followed by vigorous pipetting. Individualized cells were seeded back on feeders in a 2i/LIF 

medium for 48h. Colonies were dissociated a second time with trypsin and put back in culture on 

feeders before the last dissociation step. ES cells were finally seeded on laminin in Falcon® plates and 

cultured as previously described52. 

Cell culture 

ESCs were maintained on laminin in Falcon® plates and cultured in Chemically Defined Medium 

(CDM) supplemented with 0.7µM PD0325901 (AxonMedCHem), 2.5µM CHIR99201 (AxonMedChem), 

and 700U/ml LIF (Cell Guidance Systems). Passage of ESCs is performed every 3 days after Trypsin 

treatment. The conversion of ESCs into cEpiSCs was performed by switching medium to CDM 

supplemented with 20ng/ml Activin A (Cell Guidance Systems) and 12ng/ml FGF2 (Cell Guidance 

Systems)53. cEpiSCs were seeded on serum-coated Falcon® plates and passed every 3 or 4 days after 

collagenase treatment. TSCs were cultured on serum-coated Falcon® plates according to Ohinata and 

Tsukiyama30 with some modifications: We used a serum-free medium i.e. CDM supplemented with 

12ng/ml FGF2, 20ng/ml Activin A, 10nM XAV939 (Sigma) and 5nM Y27632 (Cell Guidance Systems) 

called FAXY medium and passed every 3 days. Immunostaining and RNA-FISH experiments were 

performed on cells cultured at least for 14 days or 10 days for cEpiSCs.  

RNA extraction and RT-qPCR 

Total RNA was extracted using RNeasy mini kit (Qiagen) including a DNAse treatment. 500 ng of RNA 

was used for reverse transcription using Random primers (Invitrogen) and Superscript III (Invitrogen). 

Quantitative PCR was carried out in triplicates using Kapa Sybr fast mix (Sigma) on a StepOne Plus 

thermal cycler (Applied Biosystem). Data were normalized using the geometric mean of Sdha and 

Pbgd using Qbase software (Biogazelle).  The primers are described in Supplementary Table S1. 

Acquisition and image analysis 

Embryos were observed with a Zeiss LSM 700 confocal microscope (8 bits pixel depth) or a Zeiss 

Axiovert Apotome microscope (16 bits pixel depth). Early blastocysts were scanned with an x63 oil-

immersed lens (N.A.1.4) and older embryos with an x40 oil-immersed lens (N.A.1.3). Stack images 



were acquired with a z-step of 0.5µm and a frame size of 512x512 for small embryos to 2048x2048 

for the biggest embryos. Cells were observed with a Zeiss Axiovert Apotome microscope (16 bits 

pixel depth) through an x63 oil-immersed lens (N.A.1.4). LED wavelengths of 365nm, 470nm, 555nm, 

and 625nm (Zeiss Apotome microscope) or LASER wavelengths of 405nm, 470nm, 555nm, and 

639nm (Zeiss confocal microscope) were used for DAPI, Alexa488 or FITC, Cy3, and Cy5 fluorescent 

staining, respectively. 

Images were analysed with the Fiji software54. The profiles of fluorescence intensity for DAPI, 

H3K9me3, and H3K27me3 signals were measured across a chromocenter midline. Chromocenter 

delineation was done based on the fluorescence intensity profile of DAPI. The intensity profile of a 

chromocenter corresponds to a bell-shaped curve with values higher than the average fluorescence 

value of the plot. At the delineated chromocenter, the Pearson’s Correlation Coefficient (PCC) was 

calculated between the DAPI intensity values and those of H3K27me3 or H3K9me3. The more the 

fluorescence intensity profile of H3K27me3 or H3K9me3 is similar to the DAPI intensity profile, the 

closer PCC is to 1. These measures formalize the accumulation of H3K27me3 or H3K9me3 signals at 

DAPI-dense foci and thus assess the enrichment of H3K27me3 or H3K9me3 at chromocenters.  

The signal intensity measurement was performed as follows: for at least 20 nuclei per condition, the 

total intensity of DAPI, BEND3, EZH2 or H3K27me3 was measured in the entire nuclear volume, 

including background subtraction. The intensity measurements for BEND3, EZH2 and H3K27me3 

were normalized to that of DAPI. For measurements at the inactive X, same process was followed 

and EZH2 staining was used to delineate the inactive X. 

Statistical analysis were performed with R software (v4.1.0, https://www.R-project.org/). Figures 

were made with Fiji software54 (v1.53c) using FigureJ plugin55, except for graphs generated with R 

software using ggplot2 plugin56 (v3.3.5, https://ggplot2.tidyverse.org/). 

 

In silico assessment of H3K27me3, H2K119Ub and 5mC enrichment at major satellites 

To avoid any biases from technical procedures such as mapping of sequence tags, satellites as 

analysed from ChIP-seq were assayed by counting satellite-containing sequence tags directly from 

FASTQ sequencing files, and plotting it as percentage from the total number of reads in the FASTQ 

file11,57. The following satellite-specific sequences were used to select for satellite tags: 

GACGACTTGAAAAATGACGAAATC, CATATTCCAGGTCCTTCAGTGTGC, GAAAAAGGTGGAAAATTTAGA, 

AGAAAACTGAAAATCATGGAAAAT,GATTTCGTCATTTTTCAAGTCGTC, GCACACTGAAGGACCTGGAATATG, 

TCTAAATTTTCCACCTTTTTC and ATTTTCCATGATTTTCAGTTTTCT. DNA methylation on satellite repeats 

was similarly assayed directly from the FASTQ files by determining the percentage bisulfite 

conversion on C residues within the satellite sequences as listed above. The following datasets were 

used: GSE7395220 for H3K27me3; and GSE7650523 for DNA methylation. 

  

https://www.r-project.org/
https://ggplot2.tidyverse.org/


1. Xu, Q. & Xie, W. Epigenome in Early Mammalian Development: Inheritance, Reprogramming and 

Establishment. Trends Cell Biol. 28, 237–253 (2018). 

2. Lee, H. J., Hore, T. A. & Reik, W. Reprogramming the Methylome: Erasing Memory and Creating 

Diversity. Cell Stem Cell 14, 710–719 (2014). 

3. Zheng, H. et al. Resetting Epigenetic Memory by Reprogramming of Histone Modifications in 

Mammals. Mol. Cell 63, 1066–1079 (2016). 

4. Zheng, H. & Xie, W. The role of 3D genome organization in development and cell differentiation. 

Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 20, 535–550 (2019). 

5. Chazaud, C. & Yamanaka, Y. Lineage specification in the mouse preimplantation embryo. 

Development 143, 1063–1074 (2016). 

6. Morgani, S., Nichols, J. & Hadjantonakis, A.-K. The many faces of Pluripotency: in vitro 

adaptations of a continuum of in vivo states. BMC Dev. Biol. 17, (2017). 

7. Nichols, J. & Smith, A. Naive and Primed Pluripotent States. Cell Stem Cell 4, 487–492 (2009). 

8. Tanaka, S., Kunath, T., Hadjantonakis, A. K., Nagy, A. & Rossant, J. Promotion of trophoblast stem 

cell proliferation by FGF4. Science 282, 2072–2075 (1998). 

9. Ahmed, K. et al. Global Chromatin Architecture Reflects Pluripotency and Lineage Commitment 

in the Early Mouse Embryo. PLoS ONE 5, e10531 (2010). 

10. Tosolini, M. et al. Contrasting epigenetic states of heterochromatin in the different types of 

mouse pluripotent stem cells. Sci. Rep. 8, 5776 (2018). 

11. van Mierlo, G. et al. Integrative Proteomic Profiling Reveals PRC2-Dependent Epigenetic 

Crosstalk Maintains Ground-State Pluripotency. Cell Stem Cell 24, 123-137.e8 (2019). 

12. Martens, J. H. A. et al. The profile of repeat-associated histone lysine methylation states in the 

mouse epigenome. EMBO J. 24, 800–812 (2005). 

13. Lehnertz, B. et al. Suv39h-Mediated Histone H3 Lysine 9 Methylation Directs DNA Methylation to 

Major Satellite Repeats at Pericentric Heterochromatin. Curr. Biol. 13, 1192–1200 (2003). 

14. Dambacher, S., Hahn, M. & Schotta, G. The compact view on heterochromatin. Cell Cycle 12, 

2925–2926 (2013). 

15. Probst, A. V. et al. A strand-specific burst in transcription of pericentric satellites is required for 

chromocenter formation and early mouse development. Dev. Cell 19, 625–638 (2010). 

16. Chebrout, M. et al. Transcription of rRNA in early mouse embryos promotes chromatin 

reorganization and expression of major satellite repeats. J. Cell Sci. 135, jcs258798 (2022). 

17. Cooper, S. et al. Targeting polycomb to pericentric heterochromatin in embryonic stem cells 

reveals a role for H2AK119u1 in PRC2 recruitment. Cell Rep. 7, 1456–1470 (2014). 

18. Saksouk, N. et al. Redundant mechanisms to form silent chromatin at pericentromeric regions 

rely on BEND3 and DNA methylation. Mol. Cell 56, 580–594 (2014). 

19. Guenatri, M., Bailly, D., Maison, C. & Almouzni, G. Mouse centric and pericentric satellite repeats 

form distinct functional heterochromatin. J. Cell Biol. 166, 493–505 (2004). 

20. Liu, X. et al. Distinct features of H3K4me3 and H3K27me3 chromatin domains in pre-

implantation embryos. Nature 537, 558–562 (2016). 

21. Probst, A. V. & Almouzni, G. Heterochromatin establishment in the context of genome-wide 

epigenetic reprogramming. Trends Genet. 27, 177–185 (2011). 

22. Casanova, M. et al. Heterochromatin reorganization during early mouse development requires a 

single-stranded noncoding transcript. Cell Rep. 4, 1156–1167 (2013). 

23. Zhang, Y. et al. Dynamic epigenomic landscapes during early lineage specification in mouse 

embryos. Nat. Genet. (2017) doi:10.1038/s41588-017-0003-x. 

24. Sathyan, K. M., Shen, Z., Tripathi, V., Prasanth, K. V. & Prasanth, S. G. A BEN-domain-containing 

protein associates with heterochromatin and represses transcription. J. Cell Sci. 124, 3149–3163 

(2011). 



25. Knutson, S. K. et al. Durable tumor regression in genetically altered malignant rhabdoid tumors 

by inhibition of methyltransferase EZH2. Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 110, 7922–7927 (2013). 

26. Erhardt, S. et al. Consequences of the depletion of zygotic and embryonic enhancer of zeste 2 

during preimplantation mouse development. Development 130, 4235–4248 (2003). 

27. Okamoto, I., Otte, A. P., Allis, C. D., Reinberg, D. & Heard, E. Epigenetic dynamics of imprinted X 

inactivation during early mouse development. Science 303, 644–649 (2004). 

28. Borensztein, M. et al. Contribution of epigenetic landscapes and transcription factors to X-

chromosome reactivation in the inner cell mass. Nat. Commun. 8, 1297 (2017). 

29. Boroviak, T., Loos, R., Bertone, P., Smith, A. & Nichols, J. The ability of inner-cell-mass cells to 

self-renew as embryonic stem cells is acquired following epiblast specification. Nat. Cell Biol. 16, 

513–525 (2014). 

30. Ohinata, Y. & Tsukiyama, T. Establishment of Trophoblast Stem Cells under Defined Culture 

Conditions in Mice. PLOS ONE 9, e107308 (2014). 

31. Oswald, J. et al. Active demethylation of the paternal genome in the mouse zygote. Curr. Biol. CB 

10, 475–478 (2000). 

32. Smith, Z. D. et al. A unique regulatory phase of DNA methylation in the early mammalian 

embryo. Nature 484, 339–344 (2012). 

33. Wang, L. et al. Programming and inheritance of parental DNA methylomes in mammals. Cell 157, 

979–991 (2014). 

34. Li, C. et al. DNA methylation reprogramming of functional elements during mammalian 

embryonic development. Cell Discov. 4, 1–12 (2018). 

35. Puschendorf, M. et al. PRC1 and Suv39h specify parental asymmetry at constitutive 

heterochromatin in early mouse embryos. Nat. Genet. 40, 411–420 (2008). 

36. Tardat, M. et al. Cbx2 Targets PRC1 to Constitutive Heterochromatin in Mouse Zygotes in a 

Parent-of-Origin-Dependent Manner. Mol. Cell 58, 157–171 (2015). 

37. Chen, Z., Djekidel, M. N. & Zhang, Y. Distinct dynamics and functions of H2AK119ub1 and 

H3K27me3 in mouse preimplantation embryos. Nat. Genet. 53, 551–563 (2021). 

38. Mei, H. et al. H2AK119ub1 guides maternal inheritance and zygotic deposition of H3K27me3 in 

mouse embryos. Nat. Genet. 53, 539–550 (2021). 

39. Zhao, Y. et al. Maternal Ezh1/2 deficiency in oocyte delays H3K27me2/3 restoration and impairs 

epiblast development responsible for embryonic sub-lethality in mouse. 2021.10.28.466222 

(2021). 

40. Maison, C. et al. Higher-order structure in pericentric heterochromatin involves a distinct pattern 

of histone modification and an RNA component. Nat. Genet. 30, 329–334 (2002). 

41. Saksouk, N., Simboeck, E. & Déjardin, J. Constitutive heterochromatin formation and 

transcription in mammals. Epigenetics Chromatin 8, 3 (2015). 

42. Bulut-Karslioglu, A. et al. A transcription factor–based mechanism for mouse heterochromatin 

formation. Nat. Struct. Mol. Biol. 19, 1023–1030 (2012). 

43. Burton, A. et al. Heterochromatin establishment during early mammalian development is 

regulated by pericentromeric RNA and characterized by non-repressive H3K9me3. Nat. Cell Biol. 

22, 767–778 (2020). 

44. Walter, M., Teissandier, A., Pérez-Palacios, R. & Bourc’his, D. An epigenetic switch ensures 

transposon repression upon dynamic loss of DNA methylation in embryonic stem cells. eLife 5, 

e11418 (2016). 

45. Déléris, A., Berger, F. & Duharcourt, S. Role of Polycomb in the control of transposable elements. 

Trends Genet. 37, 882–889 (2021). 

46. Novo, C. L. et al. Satellite repeat transcripts modulate heterochromatin condensates and 

safeguard chromosome stability in mouse embryonic stem cells. bioRxiv 2020.06.08.139642 

(2020) doi:10.1101/2020.06.08.139642. 



47. Zhang, J. et al. Highly enriched BEND3 prevents the premature activation of bivalent genes 

during differentiation. Science 375, 1053–1058 (2022). 

48. Tang, F. et al. Tracing the derivation of embryonic stem cells from the inner cell mass by single-

cell RNA-Seq analysis. Cell Stem Cell 6, 468–478 (2010). 

49. Neagu, A. et al. In vitro capture and characterization of embryonic rosette-stage pluripotency 

between naive and primed states. Nat. Cell Biol. 22, 534–545 (2020). 

50. Shpargel, K. B., Starmer, J., Yee, D., Pohlers, M. & Magnuson, T. KDM6 demethylase independent 

loss of histone H3 lysine 27 trimethylation during early embryonic development. PLoS Genet. 10, 

e1004507 (2014). 

51. Teixeira, M. et al. Electroporation of mice zygotes with dual guide RNA/Cas9 complexes for 

simple and efficient cloning-free genome editing. Sci. Rep. 8, 474 (2018). 

52. Tosolini, M. & Jouneau, A. Acquiring Ground State Pluripotency: Switching Mouse Embryonic 

Stem Cells from Serum/LIF Medium to 2i/LIF Medium. Methods Mol. Biol. Clifton NJ 1341, 41–48 

(2016). 

53. Tosolini, M. & Jouneau, A. From Naive to Primed Pluripotency: In Vitro Conversion of Mouse 

Embryonic Stem Cells in Epiblast Stem Cells. Methods Mol. Biol. Clifton NJ 1341, 209–216 (2016). 

54. Schindelin, J. et al. Fiji: an open-source platform for biological-image analysis. Nat. Methods 9, 

676–682 (2012). 

55. Mutterer, J. & Zinck, E. Quick-and-clean article figures with FigureJ. J. Microsc. 252, 89–91 

(2013). 

56. Wickham, H. ggplot2: Elegant Graphics for Data Analysis. (Springer International Publishing, 

2016). doi:10.1007/978-3-319-24277-4. 

57. Dirks, R. A. M. et al. A plug and play microfluidic platform for standardized sensitive low-input 

chromatin immunoprecipitation. Genome Res. 31, 919–933 (2021). 

  



Acknowledgements  

We would like to thank Catherine Archilla for laboratory facilities and also Clemence Kress and Pierre 

Therizols for their critical reading of the manuscript. We thank the ISC MIMA2 (Microscopy and 

Imaging Facility for Microbes, Animals and Foods, doi: 10.15454/1.5572348210007727E12) and 

particularly Pierre Adenot for advice in acquisition of images. We acknowledge the staff of the INRAE 

Infectiology of Fishes and Rodents Facility (IERP-UE907, Jouy-en-Josas Research Center, France) in 

which animal experiments have been performed. IERP Facility belongs to the National Distributed 

Research Infrastructure for the Control of Animal and Zoonotic Emerging Infectious Diseases through 

In Vivo Investigation (EMERG'IN DOI: 10.15454/1.5572352821559333E12). This project was funded 

by the REVIVE Labex (Investissement d'Avenir, ANR-10-LABX-73) and supported by the PHASE 

Department of the French National Research Institute for Agriculture, Food and Environment 

(INRAE). M.P is the recipient of a PhD fellowship from AgroParisTech (Ministry of Agriculture) and the 

Department PHASE of INRAE (France).  

Author contributions statement 

MP, AJ and ABG designed and analysed the experiments and wrote the manuscript. MP performed 

most of the experiments, with some help from VB, MC, JFO and MH. HM did the in silico analyses of 

5meC and H3K27me3. All authors reviewed the manuscript. 

Additional information 

Competing financial interests 

The authors declare no competing financial interests. 

All applicable international, national, and/or institutional guidelines for the care and use of animals 

were followed. This article does not contain any studies with human participants performed by any 

of the authors. 

 

 



 

Supplementary Fig. 1: H3K9me3 at chromocenters in 2-cell to 16-cell stage embryos. 

(a) Upper panel row shows the Z-projection of a whole embryo, counterstained with DAPI. Scale bar 

represents 20µm. Bottom panels show a single section of a representative nucleus highlighted in Figure 1 after 

staining with DAPI (green) and H3K9me3 (red). Last row is the merge of the two signals. Scale bar represents 

5µm for zoomed-in nuclei. (b) The graphs show the intensity profiles of DAPI (green), H3K9me3 (red) and 

H3K27me3 (grey) signals across a single chromocenter highlighted by an arrowhead in (a). (c) Violin plots show 

the distribution of the Pearson’s Correlation Coefficients (PCC) between DAPI and H3K9me3 profiles at 

chromocenters for each stage (149 chromocenters analysed). (d) Proportion of tags for H3K27me3 at major 

satellite sequences during preimplantation stages as assessed from published ChiP-Seq (GSE73952
20

). Graphs 

were generated using ggplot2
56

 (v3.3.5) in R and figures were arranged with FigureJ
55

 in Fiji
54

 (v1.53c). 
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Supplementary Fig. 2: H3K9me3 at chromocenters in the peri-implantation embryo, in embryonic compared 

to extra-embryonic lineages.  

(a) Schematic representation of mouse peri-implantation development, lineages specification and their 

associated markers. (b, e and h) Embryos at E3.25 (b), E3.75 (e), and E4.25 (h) stained for the indicated 

markers. Upper left panel is a z-projection of the whole embryo showing DAPI counterstaining while other 

panels are a section encompassing the ICM/EPI region. (c, f and i) Embryos at E3.5 (c), E4.0 (f), and E5.5 (i) 

stained with H3K9me3. (d,  g and j) Graphs show the representative intensity profiles of DAPI (green) and 

H3K9me3 (red) signals across a single chromocenter in a nucleus of each lineage at E3.5 (d), E4.0 (g) and E5.5 

(j). Graphs were generated using ggplot2
56

 (v3.3.5) in R and figures were arranged with FigureJ
55

 in Fiji
54

 

(v1.53c). 

  



 

Supplementary Fig. 3: Correlation dynamics between DAPI and H3K9me3 signals at chromocenters at peri-

implantation stages.  

(a, c and e) Pattern of H3K9me3 in a representative nucleus of EPI (a), PrE (c) and TE (e) cells at different 

blastocyst stages (from E3.25 to E4.25). DNA is stained with DAPI. Scale bar represents 5µm. (b, d and f) 

Violin plots show the distribution dynamics of the Pearson’s Correlation Coefficients (PCC) between DAPI 

and H3K9me3 profiles at chromocenters in EPI (b), PrE (d) and TE (f) cells at various stages (196, 192 and 195 

chromocenters analysed respectively). Graphs were generated using ggplot256 (v3.3.5) in R and figures were 

arranged with FigureJ55 in Fiji54 (v1.53c). 

  



 

Supplementary Fig. 4: Transcription dynamics of major satellites in 2-cell to 16-cell embryos assessed by 

RNA-FISH and relative quantification of DNA methylation at major satellites. 

(a) Z-projection of whole embryos processed for immuno-RNA-FISH, with DAPI (blue) and Major satellite foci 

(red) staining. Scale bar represents 10µm. (b) Proportion of cells exhibiting 0, 1-2, 3-4 and 5 or more (5+) 

RNA-FISH foci per cell at each indicated stage (215 nuclei analysed). (c) Proportion of tags for mCpG at major 

satellite sequences at blastocyst and post-implantation stages as assessed from published DNA methylome 

(GSE7650523). Graphs were generated using ggplot256 (v3.3.5) in R and figures were arranged with FigureJ55 

in Fiji54 (v1.53c). 

  



 



Supplementary Fig. 5: EZH2 and BEND3 patterns in whole peri-implantation embryos and effects of 

siEzh2+EPZ experiments on the inactive X. 

(a-c) Z-projection of whole embryos at E3.5 (a), E4.0 (b), and E5.5 (c) after staining with DAPI, NANOG or 

OCT4, EZH2 and BEND3. (d) Proportion of cells showing 0 to 5 foci after RNA-FISH for Major satellites. (e, g) 

Z-projection of whole female 96h embryos, after electroporation with either scramble or siEzh2 and 

immuno-stained for DAPI, EZH2 and H3K27me3. EPZ was also added to the culture of siEzh2 treated 

embryos. The lower panels show a representative nucleus and the line is drawn across the inactive X cloud. 

(f, h) Graphs show the representative intensity profiles of DAPI (green), EZH2 (grey) and H3K27me3 (red) 

signals across the inactive X cloud of the nucleus shown in (e) and (g). (i) Quantification of total signal 

intensity of EZH2 and H3K27me3 within the inactive X chromosome cloud (n=20) of scramble and siEzh2+EPZ 

treated embryos. *** Pvalue<10-9, Mann-Whitney test. Graphs were generated using ggplot256 (v3.3.5) in R 

and figures were arranged with FigureJ55 in Fiji54 (v1.53c). 

  



 

 

 



Supplementary Fig. 6: BEND3 profile at chromocenters in stem cells and transcription dynamics of major 

satellites in each cell line assessed by RNA-FISH.  

(a, b, c) BEND3 staining in 72h outgrowth (a), ESCs (b) and cEpiSCs (c).  DAPI and NANOG staining are 

presented in the lower panels. The pluripotent cell population is delineated by a white dashed line in a. The 

proportion (%) of the cell population with BEND3 enriched chromocenters is indicated for each cell 

population. (d) Profile of major satellite transcription (red) assessed by RNA-FISH in 2i/LIF ESCs, cEpiSCs and 

FAXY TSCs. The proportion of cells exhibiting RNA-FISH foci is specified for each cell line in the zoomed-in 

nucleus panel (1297, 674 and 1286 nuclei analysed respectively). (e, f) FAXY-cultured TSCs colony stained for 

H3K27me3 (e) or BEND3 (f), DAPI and merge signals. (g) A representative intensity profile graph of DAPI 

(green), BEND3 (grey) and H3K27me3 (red) signals across a single chromocenter in a nucleus of TSCs. (h, f) 

Relative expression of genes associated with primed (left) or naïve (right) pluripotency during the conversion 

of ESCs to EpiSCs presented in Fig. 7g. Graphs were generated using ggplot256 (v3.3.5) in R and figures were 

arranged with FigureJ55 in Fiji54 (v1.53c). 

  



 

Supplementary Fig. 7: Representative dynamics of the epigenetic profile of chromocenters along peri-

implantation development.  

This scheme summarizes the main findings of the study: the epigenetic organization of a representative 

chromocenter at different stages and in embryonic and extra-embryonic lineages: the histone modifications 

(H3K27me3 and H3K9me3) are present either in the core region (circle) or at the periphery (ring). Associated 

proteins (EZH2 and BEND3) present at PCH are represented by coloured rectangles when present. DNA 

methylation at major satellites is represented by stars (white: unmethylated; black filling: methylated).  

  



Supplementary Table S1: List of primers used for qRT-PCR and used siRNA.  

Supplementary Table S2: List of antibodies used for immunostaining. 
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II. Résultats complémentaires : perturber la dynamique de H3K27me3 dans le 

blastocyste murin 

1. Le Knock-Down de BEND3 au cours du développement précoce n’a pas permis de 

mettre en évidence l’éventuel participation de BEND3 dans le maintien de 

l’accumulation de H3K27me3 aux chromocentres et/ou son influence sur l’expression 

des séquences satellites majeures 

 

Figure 17 : Knock-Down de BEND3 et ses effets sur l’accumulation de H3K27me3 aux 

chromocentres et l’expression des séquences satellites majeures dans l’embryon précoce.  

(a, c) Jeunes blastocystes équivalents 96h après électroporation avec siRNA contrôle 

(scramble) (a) ou siBend3 (c) et signaux DAPI (vert) et BEND3 (rouge). Le panel du haut 

présente la projection en Z de l’embryon entier et les panels du bas, un noyau représentatif. 

(b, d) Les graphiques montrent les profils d’intensité de fluorescence des signaux DAPI et 

BEND3 aux chromocentres. (e) Proportion des cellules présentant 0, 1-2, 3-4 et 5 ou plus (5+) 

foci de RNA-FISH par noyau dans des embryons 96h contrôle ou traités siBEND3. (f) 

Quantification de l’intensité de signal total pour BEND3 dans les embryons contrôle vs traités 

siBEND3. Test de Mann-Whitney, pvalue < 0.001 (***), n.s. pour non significatif.  

 

La discordance observée entre l’accumulation de BEND3 et celle de H3K27me3 aux 

chromocentres, ainsi que les résultats du knock-down de BEND3, ne nous permettent pas de 

conclure sur l’éventuelle implication de BEND3 dans le maintien de EZH2/PRC2 aux 

chromocentres (Figure 17a-d). Par ailleurs, BEND3 est décrite dans la littérature comme 

impliquée dans les mécanismes de répression transcriptionnelle (Sathyan et al., 2011) ; nous 
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avons donc regardé par RNA-FISH le statut d’expression des séquences satellites majeures. De 

façon similaire aux résultats obtenus pour siEZH2+EPZ, la perte de BEND3 n’entraine pas 

d’augmentation significative de la transcription des séquences satellites majeures (Figure 

17e). Néanmoins, la diminution du signal BEND3 entre embryons contrôle et embryons 

électroporés avec un siRNA dirigé contre BEND3 n’étant que de 50%, nous ne pouvons 

formellement conclure sur l’implication de BEND3 dans le maintien transitoire de H3K27me3 

aux chromocentres, ni sur son influence sur le contrôle de la transcription des séquences 

satellites majeures.  

 

2. Perturber la ségrégation spatiale des cellules de l’EPI et du PrE ne semble pas influer sur 

la dynamique de H3K27me3 dans l'embryon 

 

Figure 18 : Effets de la perturbation de la ségrégation EPI/PrE sur le profil de H3K27me3 aux 

chromocentres. Panel du haut, les embryons « contrôle » (exposés à 1/2000
ème

 de DMSO). 
Panel du bas, les embryons traités 24h avec l’inhibiteur de l’aPKC Gö (5µM). Les cellules du PrE 
non ségrégées des cellules de l’EPI sont identifiées par * ou par une pointe de flèche (échelle 
à 20µm).  
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Dans le but de comprendre quel était le lien apparent entre ségrégation spatiale des cellules 

de l’EPI et modification du marquage H3K27me3, nous avons entrepris de perturber cette 

ségrégation EPI/PrE à l’aide d’un inhibiteur de l’aPKC (Saiz et al., 2013). 

L’inhibiteur Gö a été utilisé à une concentration de 5µM pendant 24h sur des embryons 

E3.25/E3.5. Les embryons ont par la suite été fixés puis la ségrégation des lignages a été 

évaluée à l’aide des marqueurs NANOG et GATA6. Bien que l’inhibiteur Gö ait perturbé le tri 

des cellules du PrE, nous n’avons pas pu observer d’effets sur le changement de distribution 

de H3K27me3 dans les noyaux des cellules pluripotentes (Figure 18). 

 

3. Le profil épigénétique des chromocentres caractéristique de l’embryon n’est pas 

restauré dans les cellules ES lors de leur intégration dans un embryon hôte 

Figure 19 : Effets de l’environnement embryonnaire sur le profil épigénétique des cellules 

ESCs FUCCI. Blastocystes chimères CD1xFUCCI, formées à partir de l’agrégation d’embryons 

4/8-cellules et de cellules FUCCI, pendant 24h (panel du haut) ou 48h (panel du bas). Les 

cellules identifiées par des pointes de flèches sont les cellules FUCCI qui présentent encore 

une accumulation de H3K27me3 aux chromocentres, au stade où l’EPI de l’embryon présente 

un signal globalement diffus pour H3K27me3 (échelle à 20µm).  
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L’un des objectifs initiaux de ce projet était d’étudier la dynamique de H3K27me3 en cas de 

modifications des outils épigénétiques disponibles à l’embryon pour la régulation des 

chromocentres. Pour cela, nous avions pour objectif de produire des embryons chimères via 

l’utilisation d’ESCs mutantes pour des enzymes de la machinerie épigénétique. Les premiers 

tests d’agrégation embryon/ESCs FUCCI (don de P. Savatier) ont ainsi mis en évidence que le 

profil épigénétique hétérogène des chromocentres des ESCs ne peut être reversé lorsque 

celles-ci sont intégrées à un environnement embryonnaire (Figure 19).  

 

III. H3K27me3 et chromocentres : quid du modèle bovin ? 

1. H3K27me3 est juxtaposée à H3K9me3 dans l’embryon bovin 

1) H3K27me3 marque la périphérie des chromocentres H3K9me3 au moment de 

l’activation du génome embryonnaire 

 

Figure 20 : Dynamique de H3K9me3 et H3K27me3 au cours du développement précoce 

bovin. (a) Le panel supérieur montre la projection en Z de l’embryon entier (échelle à 20µm). 

Les panels inférieurs montrent un plan de coupe représentatif de l’embryon entier, avec 

marquage H3K9me3 (vert) et H3K27me3 (rouge) (échelle à 5µm). (b) Profils d’intensité des 

signaux H3K9me3 et H3K27me3 au cœur du chromocentre identifié. (c) : Dynamique de 
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localisation des séquences satellites SatI et SatIV au moment de l’EGA. (d) : localisation des 

signaux H3K9me3 et H3K27me3 sur les chromosomes en mitose (échelle à 5µm).  

 

 Similairement au modèle murin, les chromocentres bovins se forment au moment de 

l’activation majeure du génome (Martin et al., 2006). Les séquences satellites bovines n’étant 

pas A-T riches (Pöschl and Streeck, 1980; Skowronski et al., 1984), celles-ci ne sont pas 

densément marquées par le DAPI (contrairement à ce qui est observé chez la souris). Ainsi, 

nous avons utilisé H3K9me3 comme marquage contrôle de la localisation des chromocentres 

bovins.  

Au stade 4-cellules, précédant l’activation majeure du génome embryonnaire bovin, H3K9me3 

et H3K27me3 sont présents de façon homogène dans le noyau (Fig. 20a). A 8-cellules, au 

moment de l’activation du génome embryonnaire, H3K9me3 forme des amas facilement 

identifiables dans le noyau et ces amas correspondent aux chromocentres bovins (Fig. 20a). 

De façon similaire, H3K27me3 forme des amas juxtaposés aux chromocentres identifiés par 

H3K9me3 (Fig. 20a). Ce profil de distribution atypique H3K9me3/H3K27me3 est maintenu 

ainsi jusqu’au stade morula (Fig. 20a). L’association des amas H3K27me3 avec les 

chromocentres H3K9me3 est nettement visible en profil de fluorescence (Fig. 20b).  

Du fait de l’absence de superposition parfaite des marquages H3K9me3 et H3K27me3, nous 

nous sommes demandé si les amas H3K27me3 ne correspondaient pas à l’accumulation de 

séquences autres que les séquences satellites bovines qui seraient associées aux 

chromocentres au cours du développement précoce. Nous avons donc porté notre intérêt sur 

le marquage par H3K27me3 et H3K9me3 des chromosomes mitotiques (Fig. 20c). Nous 

pouvons voir que H3K9me3 s’accumule uniformément à l’extrémité des chromosomes au 

cours de la mitose (au niveau des régions péri-/centromériques). Etonnamment, H3K27me3 

se localise à ces mêmes extrémités mais présente une répartition non homogène, 

contrairement à H3K9me3 (Fig. 20d). Ces observations suggèrent que H3K27me3 serait 

présente de façon hétérogène aux séquences péri-/centromériques bovines. Notamment, le 

profil de distribution de H3K27me3 autour des chromocentres H3K9me3 pourrait 

correspondre à celui des centromères.  

Les séquences péri-/centromériques bovines étant constituées de 3 classes de séquences qui 

présentent une localisation non uniforme sur l’ensemble des chromosomes (Chaves et al., 
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2003; Ana Escudeiro et al., 2019), nous nous sommes interrogées sur l’homogénéité de la 

composition des chromocentres bovins. A l’aide d’une approche par DNA-FISH (menée par A. 

Acquistapace) identifiant conjointement les séquences satellites SatI et SatIV bovines, nous 

avons voulu explorer la dynamique d’organisation de ces séquences autour de l’activation du 

génome. Des résultats préliminaires montrent que dans l’embryon 6- et 8-cellules, les 

séquences satellites SatI et SatIV semblent former des amas indépendants dans l’espace 

nucléaire (Fig. 20c).  

L’ensemble de ces résultats suggèrent que H3K27me3 pourrait marquer ou les centromères 

bovins, ou différentiellement les différentes familles de séquences satellites péri-

centromériques bovines.     
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2) La distribution de H3K27me3 en périphérie des chromocentres n’est pas 

dynamique au cours du développement bovin 
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Ayant observé précédemment que H3K27me3 était différentiellement accumulée aux 

chromocentres murins en fonction du lignage et du stade considéré, nous avons entrepris de 

caractériser, par immunomarquage, le profil de H3K27me3 au cours du développement du 

blastocyste bovin. Les embryons bovins étudiés ayant été produits in vitro, la limite de culture 

de ces embryons est de 9 jours. Nous avons donc étudié le co-marquage H3K9me3/H3K27me3 

au cours du développement du blastocyste (de 6 jours à 9 jours de développement - 

correspondant aux stades de la pluripotence naïve), en comparaison avec un stade équivalent 

à celui de la pluripotence amorcée dans le modèle bovin à 14 jours de développement.  

Nous avons ainsi pu mettre en évidence que le profil de juxtaposition des marquages 

H3K9me3/H3K27me3 n’évoluait pas au cours du développement du blastocyste (Fig. 21a). 

H3K27me3 présente de façon constante une localisation en bordure des chromocentres 

identifiés par les amas H3K9me3 (Fig. 21b). Également, le profil H3K9me3/H3K27me3 est 

similaire entre le lignage pluripotent (ICM) et le lignage extra-embryonnaire (TE) (Fig. 21a, c). 

De J6 à J9, le profil H3K27me3 n’évolue pas dans les cellules de l’ICM, contrairement à ce qui 

avait été décrit dans le modèle murin.  

Enfin, des données préliminaires obtenues sur cryocoupes d’embryon bovin à 14 jours de 

développement laissent entendre que le profil de H3K27me3 demeure inchangé dans le 

lignage pluripotent à un stade présumé de la pluripotence amorcée bovine (Fig. 21e), en 

comparaison des profils observés dans l’ICM pluripotent naïf. Le profil H3K27me3 en 

fluorescence correspond, tout au long du développement bovin in vitro et à J14, à un pic 

asymétrique localisé à la périphérie des pics H3K9me3 marquant les chromocentres (Fig. 20b, 

21b, g).  
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3) BEND3 n’est pas partenaire des chromocentres du blastocyste bovin à J8 

 

Figure 22 : EZH2 et BEND3 dans le blastocyste bovin à J8. (a, b, c) Visualisation à différentes 

échelles du profil de H3K27me3 et EZH2 dans l’ICM du blastocyste bovin. (d, e, f) 

Immunomarquage de la protéine BEND3, l’intérêt est porté sur une cellule de l’ICM. 

 

Également, nous nous sommes demandé si l’accumulation de EZH2 et BEND3 aux 

chromocentres était conservée dans le modèle bovin. Nos résultats préliminaires obtenus sur 

des blastocystes J8 indiquent que - similairement à ce qui a été décrit dans l’embryon murin - 

EZH2 est retrouvée accumulée aux régions de fort marquage H3K27me3 (Fig. 22a). Les profils 

de fluorescence de ces deux marques indiquent une colocalisation des marquages H3K27me3 

et EZH2, notamment au niveau des amas H3K27me3 (Fig. 22b/c).   
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L’analyse de données RNA-Seq publiées - obtenues au cours du développement précoce bovin 

(Graf et al., 2014) - par un de nos collaborateurs a mis en évidence que les transcrits BEND3 

étaient présents en faible quantité jusqu’au stade 8-cellules et que ceux-ci sont plus abondant 

au stade blastocyste (Annexe 1). Nous nous sommes donc intéressées à la distribution de 

BEND3 dans l’embryon bovin. Nos résultats montrent que cette protéine présente une 

répartition diffuse dans l’ensemble du noyau, sans accumulation spécifique au niveau des 

chromocentres H3K9me3 (Fig. 22d). Les profils de fluorescence BEND3/H3K9me3 tendent 

même à montrer que ces deux signaux sont mutuellement exclusifs (Fig. 22e/f). 

 

2. H3K27me3 dans les ESCs bovines 

 

Figure 23 : H3K9me3 et H3K27me3 dans les ESCs bovines (bESCs). (a) Le panel supérieur 

montre une colonie de bESCs contre-colorée au DAPI, les panels inférieurs montrent un plan 

de coupe représentatif des marquages H3K9me3 (vert) et H3K27me3 (rouge). (b) Les 

graphiques correspondent aux profils de fluorescence des signaux H3K9me3 (vert) et 

H3K27me3 (rouge) au niveau des chromocentres identifiés par un pic d’intensité en H3K9me3. 
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 Enfin, nous avons plus récemment complété ces observations avec des données 

d’immunomarquage sur cellules ES bovines (bESCs). Ces premières données indiquent que 

H3K27me3 est présent aux chromocentres H3K9me3 (Fig. 23a). Les images et les profils de 

fluorescence semblent également indiquer que le profil de H3K27me3 en cellules ES serait 

différent du profil H3K27me3 dans l’embryon. En effet, les signaux H3K27me3 et H3K9me3 

semblent colocaliser aux chromocentres des bESCs. Néanmoins, le signal obtenu pour 

H3K27me3 étant globalement très faible par rapport à l’intensité de fluorescence pour 

H3K9me3 (Fig. 23b), ces données restent à confirmer.  

 

 

DISCUSSION 

I. H3K27me3 marque la périphérie des chromocentres de l’embryon bovin précoce 

Nous avons montré que H3K27me3 se présente notamment sous forme d’amas juxtaposés 

aux chromocentres marqués par H3K9me3 au cours du développement précoce bovin. Le 

marquage observé aux extrémités péri-centromériques des chromosomes en mitose suggère 

que H3K27me3 est bien localisé au niveau des séquences satellites bovines. De plus, les 

données préliminaires obtenues dans l’épiblaste à J14 semblent indiquer que le profil de 

H3K27me3 ne varie pas au cours de la maturation de l’ICM/épiblaste et de l’évolution de la 

pluripotence. Enfin, nous avons mis en évidence que EZH2 présente un marquage plus intense 

aux régions fortement marquées par H3K27me3, à l’inverse de BEND3 qui présente un 

marquage diffus dans l’ensemble du noyau et ne s’accumule pas aux chromocentres.  

 

1. L’hétérogénéité des séquences satellites bovines est-elle à l’origine du découplage des 

signaux H3K9me3 et H3K27me3 aux chromocentres ?  

 Comme nous l’avons présenté, les séquences satellites bovines se classent en quatre 

catégories principales (revue dans (A. Escudeiro et al., 2019)). Les données préliminaires de 

DNA-FISH marquant l’organisation des séquences SatI et SatIV dans l’embryon 8-cellules 

semblent indiquer que l’agrégation des séquences satellites bovines en chromocentre se fait 

entre membre d’une même classe de séquences. Chez Bos taurus, SatI est la classe de 
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séquences satellites retrouvée aux régions péri-centromériques de tous les autosomes, 

contrairement aux séquences SatIV qui marquent moins de la moitié de ces régions (Chaves 

et al., 2003). Ces données couplées à nos observations des marquages H3K9me3 et H3K27me3 

- dans le noyau en interphase et au cours de la mitose - semblent indiquer que H3K9me3 serait 

enrichie au moins aux séquences SatI alors que H3K27me3 pourrait marquer d’autres familles 

de séquences comme SatIV. De précédentes données pour H3K27me3 dans l’embryon bovin 

confirme sa localisation aux extrémités péri-centromériques des chromosomes en mitose 

(Breton et al., 2010). 

Également, il a été mis en évidence par un co-marquage CREST (CENP-A)/HP1 que les 

séquences centromériques (contenant CENP-A) s’organisent en périphérie des séquences 

péricentromériques densément marquées par HP1 (Martin et al., 2006; Pichugin et al., 2010). 

D’après le profil de H3K27me3 aux chromocentres (en périphérie du signal H3K9me3), nos 

résultats pourraient suggérer que H3K27me3 marque les séquences centromériques bovines 

plutôt que les séquences péricentromériques. Il a récemment été mis en évidence par 

Escudeiro et al., (2019) que les séquences Sat1.723 étaient impliquées dans la fonction des 

centromères puisqu’elles contiennent notamment le motif de liaison de CENP-B et 

interagissent préférentiellement avec CENP-A, à l’inverse des autres classes de satellites. Il 

serait donc intéressant de poursuivre cette étude en ciblant par immunomarquage H3K27me3 

et CENP-A et de quantifier leur colocalisation au cours du développement précoce bovin. 

Également, une approche par Cut&Run.salt (protocole de Cut&Run adapté à l’étude de la 

chromatine péri-centromérique, (Thakur and Henikoff, 2018)) couplée à de la qPCR nous 

permettrait de caractériser plus finement le profil épigénétique de chaque classe de 

séquences satellites bovines.  

Il serait également pertinent de comparer ces futures données avec d’autres obtenues dans 

les bESCs, pour lesquelles nos résultats préliminaires montrent que H3K27me3 colocalise avec 

les chromocentres H3K9me3. Néanmoins, l’intensité du signal H3K27me3 étant très faible 

dans les bESCs, il serait pertinent de questionner l’efficacité de l’anticorps utilisé et de répéter 

ces observations avec un autre anticorps dirigé contre H3K27me3. Si la colocalisation entre 

les signaux H3K27me3 et H3K9me3 venait à se confirmer dans les cellules bES, il serait 

intéressant d’explorer par une approche DNA-FISH l’organisation 3D des différentes classes 

de séquences satellites bovines ainsi que leur profil d’enrichissement en H3K27me3.  
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2. L’affinité de BEND3 pour l’hétérochromatine péricentromérique n’est pas conservée 

dans le modèle bovin 

 De la même manière à ce qui a été observé au cours du développement précoce murin, 

les marquages pour EZH2 et H3K27me3 sont similaires dans le blastocyste bovin. En revanche, 

alors que BEND3 s’accumule aux chromocentres du blastocyste murin, le marquage de cette 

protéine dans le blastocyste bovin est diffus et exclu des chromocentres H3K9me3. La 

transcription tardive de Bend3 au cours du développement bovin (Graf et al., 2014), en regard 

de récentes données décrivant BEND3 comme étant impliquée dans le contrôle 

transcriptionnel des gènes au cours de la différentiation des mESCs (Zhang et al., 2022), ainsi 

que dans le maintien de l’état de pluripotence des cellules NTERA2 humaines (Kurniawan et 

al., 2022), suggèrent que - même si BEND3 ne semble pas impliquée dans le contrôle de 

l’environnement épigénétique des chromocentres bovin - cette protéine pourrait être 

impliquée dans le maintien de la pluripotence bovine.  

 

II. H3K27me3 et BEND3 : deux partenaires de l’hétérochromatine 

péricentromérique dans l’embryon murin péri-implantation 

1. Quelle est l’importance de la localisation de H3K27me3 aux chromocentres au cours du 

développement murin précoce ? 

Nos résultats ont mis en évidence que H3K27me3 est localisée aux chromocentres dès leur 

formation au stade 2-cellules. Cette accumulation y est maintenue jusqu’à l’implantation dans 

les lignages extra-embryonnaires. En revanche, le profil de H3K27me3 présente une 

dynamique unique dans les cellules de l’épiblaste pluripotent puisque H3K27me3 est perdue 

aux chromocentres concomitamment à la ségrégation de l’Epiblaste dans l’ICM.  

De précédentes données de la littérature avaient mis en évidence que H3K27me3 est 

retrouvée aux séquences péricentromériques du génome paternel dès le stade 1-cellule 

(Puschendorf et al., 2008) et que l’apposition de H3K27me3 par PRC2 à ces séquences 

dépendait de l’apposition préalable de H2AK119Ub par PRC1 (Tardat et al., 2015). L’apposition 

asymétrique de H2AK119Ub/H3K27me3 à l’hétérochromatine péricentromérique du génome 

paternel s’explique par le fait que celle du génome maternel est enrichie en H3K9me3/HP1 - 
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enrichissement qui inhibe l’action des complexes Polycomb - (Puschendorf et al., 2008; Tardat 

et al., 2015). Néanmoins, il a plus récemment été montré que H3K9me3 était également 

apposée à l’hétérochromatine péricentromérique du génome paternel au stade zygote. 

L’apposition de H3K9me3 est négativement régulée par l’abondance des transcrits paternels 

des séquences satellites majeures (Burton et al., 2020). De plus, la répression de la 

transcription des séquences satellites majeures au stade zygote est médiée par le complexe 

maternel matPRC1 (Puschendorf et al., 2008). Ces données suggèrent qu’il existe un équilibre 

entre l’apposition de H3K27me3 et H3K9me3 aux séquences péricentromériques, médiée en 

partie par PRC1 (PRC1 promeut l’apposition de H3K27me3 et réprime l’expression des 

séquences satellites majeures, promouvant l’apposition de H3K9me3), renforçant l’hypothèse 

que H3K27me3 aux chromocentres joue un rôle non négligeable au cours du développement 

précoce.  

Les données obtenues sur les différents KO des sous unités du complexe PRC2 indiquent que 

les KO zygotiques sont létaux au moment de la gastrulation ((O’Carroll et al., 2001) pour EZH2, 

(Schumacher et al., 1996) pour EED, (Pasini et al., 2004) pour SUZ12), et les KO RING1A/B le 

sont au cours de l’ovogénèse (Posfai et al., 2012). Cela pourrait suggérer que la présence de 

H3K27me3 aux chromocentres n’est pas indispensable au développement murin précoce. 

Néanmoins, les données que nous avons obtenues dans les expériences de Knock-

Down/inhibition de EZH2 au cours du développement pré-implantation suggèrent que 

l’apposition de H3K27me3 par le stock de protéines EZH2 maternelles au cours des premières 

24h du développement est suffisante pour assurer la présence de H3K27me3 aux 

chromocentres jusqu’au stade blastocyste. Des données plus récentes ont mis en évidence 

que l’abolition des protéines maternelles matEZH1 et matEZH2 entraine la perte du marquage 

H3K27me3 dans l’embryon jusqu’au stade blastocyste (Zhao et al., 2021) mais que la létalité 

de ce double KO n’est observée qu’au moment de l’implantation. Ces données posent donc 

question sur le rôle biologique de la présence de H3K27me3 aux chromocentres et l’existence 

d’un éventuel mécanisme de compensation.   

Alors que nos résultats indiquent que ni H3K27me3, ni BEND3 ne seraient impliquées dans le 

contrôle transcriptionnel des séquences satellites majeurs, la baisse d’expression de ces 

séquences au cours du développement du blastocyste pourrait être en partie médiée par 

PRC1/H2AK119Ub puisque cette modification épigénétique est enrichie aux séquences 
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satellites majeures, parallèlement à la baisse de leur transcription (Chen et al., 2021). 

Également, cela serait en accord avec de précédentes observations indiquant que matPRC1 

inhibe la transcription des séquences péricentromériques dans le zygote (Puschendorf et al., 

2008).  

Également, nous voyons que chez les embryons matEED KO, l’enrichissement en H2AK119Ub 

est augmenté transitoirement aux séquences satellites majeures au moins jusqu’au stade 4-

cellules. Lors de surexpression d’une déubiquitinase de H2AK119Ub à la suite de la 

fécondation (Chen et al., 2021), seul une augmentation modérée de H3K27me3 est observée 

en parallèle de la baisse de l’enrichissement en H2AK119Ub aux séquences satellites majeures 

dans l’embryon 4-cellules. Chez les KO PCGF1/6 (KO PRC1 qui n’affecte pas l’ovogénèse, (Mei 

et al., 2021)), la baisse drastique de H2AK119Ub est couplée à une baisse générale de 

H3K27me3 jusqu’au stade 4-cellules, de même l’apposition de H3K27me3 à 

l’hétérochromatine péricentromérique du génome paternel semble altérée (Mei et al., 2021). 

Au stade morula en revanche, l’immunomarquage de H3K27me3 dans l’embryon semble être 

comparable entre embryons contrôles et embryons PCGF1/6 KO (Mei, 2021), bien que 

l’enrichissement de cette modification d’histone soit plus élevé aux séquences 

péricentromériques des embryons PCGF1/6 KO. L’ensemble de ces données suggèrent donc 

que, en absence de H3K27me3 chez les KO PRC2, PRC1/H2AK119Ub pourrait compenser cette 

perte aux séquences satellites majeures. Également, il semble que l’enrichissement en 

H2AK119Ub aux séquences péricentromériques soit essentiel pour initier le recrutement de 

PRC2 et l’apposition de H3K27me3 au cours des premiers clivages. Plus tardivement, dans 

l’épiblaste du blastocyste pré-implantation, H2AK119Ub pourrait réguler négativement 

l’expression des séquences satellites majeures, alors que les niveaux de méthylation de ces 

séquences demeurent faibles jusqu’à l’implantation (Wang et al., 2014). 

 

2. H3K27me3 est stable à l’hétérochromatine péricentromérique 

Au cours de ce projet, nous avons tenté de perturber l’accumulation de H3K27me3 aux 

chromocentres, notamment en inhibant l’activité de EZH2 à l’aide d’un inhibiteur spécifique 

(EPZ-6438) combiné au knock-down de EZH2 dans le zygote (via l’utilisation de siRNA). 

Cependant, nous n’avons observé aucun changement quant à l’accumulation de H3K27me3 à 
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l’hétérochromatine péricentromérique et l’intensité totale de H3K27me3 dans les noyaux des 

embryons traités pendant 72h n’avait diminué que de 30%.  

Ces observations semblent indiquer qu’il existe des mécanismes de préservation de 

l’environnement épigénétique de l’hétérochromatine péricentromérique dans l’embryon.  

Une étude récente met en évidence que, dans un environnement dépourvu de donneur de 

méthyl (SAM), la triméthylation de H3K9 aux séquences d’hétérochromatine est perdue au 

profit du maintien de H3K9me1 (Haws et al., 2020). Dans ce cas, H3K9me3 est déméthylée au 

profit de la mono-méthylation et H3K9me1 se situe préférentiellement aux séquences 

répétées du génome dont les séquences satellites (Haws et al., 2020). Cette réponse 

adaptative à la déplétion de SAM permet de limiter la dérépression des séquences de 

l’hétérochromatine et est favorable au maintien de sa stabilité. Également, H3K9me1 sert de 

« mémoire » ou « persistance épigénétique » qui assure la réapposition ciblée de H3K9me3 

lors de la restauration de la disponibilité en SAM (Haws et al., 2020). Un autre mécanisme mis 

en évidence en cas de stress métabolique concerne H3K4me3. Dans cette étude de 2018, Dai 

et collaborateurs ont mis en évidence qu’une modification du métabolisme de la méthionine 

induit un rétrécissement de la largeur des pics de H3K4me3 dans le génome, sans en perturber 

sa distribution (Dai et al., 2018). Ces deux études mettent en évidence les différences de 

stratégies permettant à une cellule de s’adapter en cas de stress métabolique. Également, un 

mécanisme similaire de sauvegarde de l’identité épigénétique pourrait exister dans les cellules 

ES Dnmt1-KO pour lesquelles il a été observé une réduction globale de la 5meC, à l’exception 

de quelques familles de séquences dont les séquences péricentromériques (Arand et al., 

2012). Du fait, le maintien de H3K27me3 aux chromocentres pourrait être préférentiellement 

induit en cas d’inhibition de EZH2 au cours du développement précoce.  

Également, il s’agit de considérer que les nucléosomes contiennent deux copies de l’histone 

H3. Notamment, nous ne savons pas comment évolue le statut de méthylation des deux 

H3K27 au cours du knock-down de EZH2. De plus, l’information portée par H3K27me3 ne 

nécessite pas la modification symétrique des deux H3 d’un même nucléosome (contrairement 

à H4K20me1 ; (Chen et al., 2011)). Enfin, une adaptation du temps de rétention des 

nucléosomes/histones marqué.e.s H3K27me3 pourrait favoriser la conservation de 

H3K27me3 à l’hétérochromatine péricentromérique. Notamment, il a été montré par Zee et 

collaborateurs que, pour une culture de cellule HeLa dont le temps de doublement est de 24h, 
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le t1/2 pour H3K27me3 (soit le temps au bout duquel la moitié du « stock » initial de 

H3K27me3 aura été renouvelé à la chromatine) est de 3.1 jours - contre 1.3 pour H3 non 

modifiée et 1.3 jours pour H3K9me3 - (Zee et al., 2010). Ces données semblent indiquer que 

H3K27me3 est plus longuement retenue à la chromatine (et par extension, à la 

l’hétérochromatine péricentromérique) que H3K9me3 et pourrait en partie expliquer la faible 

diminution de l’intensité de H3K27me3 totale dans les embryons siEZH2 cultivés 72h en 

présence d’EPZ. 

 

3. Quel(s) rôle(s) pour H3K27me3 aux chromocentres ? 

Ainsi, il pourrait exister une grande variété de mécanismes permettant de maintenir l’effet de 

H3K27me3 et/ou H2AK119Ub à l’hétérochromatine péricentromérique au cours du 

développement précoce murin. Quel pourrait alors être la nécessité de maintenir des 

modifications épigénétiques associées à l’hétérochromatine facultative aux séquences 

satellites ?  

Tout d’abord, une récente étude de Falk et collaborateurs (2019) a mis en évidence que 

l’hétérochromatine est le compartiment principal permettant l’organisation du génome dans 

l’espace nucléaire (Falk et al., 2019), ce qui inclus les chromocentres (Canat et al., 2020). Les 

chromocentres étant constitués principalement par l’agrégation des séquences satellites 

majeures murines, ceux-ci contiennent également d’autres séquences (LINES et ERV à hauteur 

de 20% environ ; (Ostromyshenskii et al., 2018)). Ensuite, il a été mis en évidence en cellules 

ES que les chromocentres interagissent avec d’autres régions du génome (Pericentromeric 

Associated Domains ou PADs), ce qui induit leur répression transcriptionnelle au cours de la 

différentiation (Wijchers et al., 2015). Ces PADs semblent être en partie tissu spécifique. 

Également, l’établissement des contacts chromatiniens semble être dépendant de leur profil 

épigénétique (Wijchers et al., 2016) c.-à-d. les séquences enrichies en H3K27me3 auront 

tendance à interagir entre elles - ce qui est observé pour les Polycomb bodies au cours du 

développement murin précoce (Du et al., 2020) -. Enfin, il a été montré que dans des ESCs 

cultivées en milieu 2i+VitC - ce qui entraine une déméthylation importante du génome - 

certaines familles de séquences répétées dont les LINEs et les MERVL acquièrent un 

enrichissement en H3K27me3 ou H3K27me3/H3K9me3 en cas de déficit de méthylation de 
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l’ADN, ce qui participe entre autres à leur relocalisation au niveau des chromocentres (Walter 

et al., 2016). 

Ainsi, la présence de H3K27me3 aux chromocentres durant les stades précoces de 

développement pourrait favoriser la mise en place de l’organisation du génome dans l’espace 

nucléaire et servir d’ancre à l’établissement et au maintien de la répression transcriptionnelle 

pour certaines classes de séquences.  

 

4. BEND3, le couteau suisse de l’hétérochromatine péricentromérique ?  

BEND3 est une protéine méthyl-sensible qui avait précédemment été mise en évidence 

comme médiatrice du recrutement de PRC2 à l’hétérochromatine péricentromérique des 

cellules ES dépourvues de méthylation de l’ADN (Dnmt-TKO) ou de H3K9me3 (Suv39hdn) 

(Saksouk et al., 2014). Cependant, nos résultats montrent que la protéine BEND3 native n’est 

visible aux chromocentres qu’à partir du stade 8-cellules. BEND3 est ensuite maintenue aux 

chromocentres jusqu’à l’implantation, dans tous les lignages du blastocyste. L’apparition de 

signal BEND3 au stade 8-cellules est cohérent avec le profil d’expression des transcrits BEND3 

qui montre que ces transcrits sont particulièrement abondants aux stades 2-/4-cellules alors 

que leur niveau est extrêmement faible avant la mise en route du génome (Annexe 1). 

Également, la dynamique de BEND3 est en accord avec la dynamique de déméthylation/re-

méthylation de l’ADN observée au cours du développement précoce. En effet, BEND3 se 

trouve aux chromocentres à partir du stade 8-cellules, stade auquel la déméthylation active 

du génome paternel a été complétée par la déméthylation passive du génome maternel, 

aboutissant à un faible niveau de méthylation des séquences satellites majeures (Mayer et al., 

2000; Oswald et al., 2000; Smith et al., 2012; Wang et al., 2014). Ces observations suggèrent 

donc que BEND3 n’est pas impliquée dans le recrutement initial de PRC2 pour l’apposition de 

H3K27me3 au stade zygote.  

Également, BEND3 a été décrite comme participant à la répression transcriptionnelle (Sathyan 

et al., 2011), suggérant un rôle dans le contrôle de l’expression des séquences satellites 

majeures. Cependant, les expérimentations avec des siRNA dirigés contre les transcrits Bend3 

n’ont permis de mettre en évidence ni un éventuel rôle dans le maintien de PRC2/H3K27me3 

aux chromocentres, ni un rôle dans le contrôle de l’expression des séquences 
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péricentromériques au cours de la formation du jeune blastocyste.  Il a notamment été 

reporté que la SUMOylation de BEND3 est importante dans l’induction de la répression 

transcriptionnelle. De plus, cette dernière serait médiée par l’induction de la condensation du 

locus cible. Chez les mutants BEND3 ne pouvant être SUMOylés (sur ses lysines 20 et 512), il 

n’est observé ni condensation du locus cible, ni répression de la transcription (Sathyan et al., 

2011). L’anticorps que nous avons utilisé pour étudier la localisation de BEND3 au cours du 

développement précoce murin ne nous permet pas de discriminer BEND3 SUMOylée et 

BEND3 non modifiée. Ainsi, il serait intéressant d’explorer le statut de SUMOylation de BEND3, 

notamment dans le jeune blastocyste vs le blastocyste à E4.25. Puisqu’il n’existe pas (à ma 

connaissance) d’anticorps spécifique de la SUMOylation de BEND3, une approche par Western 

Blot permettrait de discriminer les formes SUMOylées et non modifiées de BEND3 - la masse 

moléculaire de BEND3 SUMOylée étant augmentée de +20% environ -. La non SUMOylation 

de BEND3 n’étant pas nécessaire à sa localisation, cette protéine non modifiée pourrait se 

localiser à l’hétérochromatine péricentromérique du jeune blastocyste sans induire la 

répression des séquences satellites majeures à ce stade, où l’expression de ces séquences 

concerne plus de 60% des cellules - ce qui serait cohérent avec les résultats obtenus pour les 

expériences de siRNA -. BEND3 pourrait ensuite être SUMOylée au fur et à mesure que 

l’embryon progresse vers l’implantation, induisant une forte diminution de l’expression des 

transcrits péricentromériques dans le blastocyste tardif. 

Néanmoins, il est probable que BEND3 participe à d’autres fonctions nécessaires au 

développement précoce ainsi qu’au contrôle de l’état de pluripotence. Notamment, BEND3 

interagit avec le complexe NuRD, complexe remodeleur de la chromatine et déacétylase qui 

participe à la régulation transcriptionnelle des domaines bivalents en cellules ES (Reynolds et 

al., 2012) et intervient positivement dans le maintien de l’état de pluripotence (Kaji et al., 

2006; Zhu et al., 2009). Ces deux mêmes rôles ont été mis en évidence très récemment pour 

BEND3 (Kurniawan et al., 2022; Zhang et al., 2022). A souligner que dans ces études, le Knock-

Down de BEND3 induit un défaut de recrutement de PRC2 à certains loci (Kurniawan et al., 

2022), recrutement médié par NuRD/MBD3 (Zhang et al., 2022), induisant une baisse 

drastique de H3K27me3 aux séquences cibles. A noter que dans l’embryon, le KO de BEND3 

est létal entre E3.5 et E6.5, confirmant son rôle essentiel dans les contrôles de la pluripotence 

et la répression des gènes de différentiation (Zhang et al., 2022).  
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Un autre rôle très peu décrit pour BEND3 serait son implication dans la bonne ségrégation des 

chromosomes en mitoses. En effet, il a été montré que BEND3 interagit avec PICH (Pitchai et 

al., 2017). PICH étant une protéine de la famille des remodeleurs de la chromatine SNF2 

(SWI/SNF) qui est associée aux centromères et participant au contrôle de la bonne ségrégation 

des chromosomes au cours de la mitose (Baumann et al., 2007).  

 

5. La triade BEND3, séquences satellites majeures et rDNA 

BEND3 est une protéine à 4 BEN domaines, à même de médier des interactions ADN/protéine 

et protéine/protéine. Notamment, le domaine BD4 de BEND3 semble être responsable de sa 

liaison à l’ADN et plus précisément, aux compartiments d’hétérochromatine (Sathyan et al., 

2011). La localisation de BEND3 se fait par la reconnaissance d’un motif de liaison qui a été 

identifié comme étant CCCACGCG (souligné, le motif cœur essentiel à sa reconnaissance par 

BEND3, (Zhang et al., 2022)). Il semblerait néanmoins qu’il existe une certaine flexibilité pour 

BEND3 à reconnaitre des variations de ce motif (Zhang et al., 2022). Notamment, le motif 

CCACT est présent deux fois dans les séquences consensus des satellites majeures (Annexe 3), 

quatre fois si l’on considère les deux brins d’ADN. La reconnaissance possible par BEND3 de 

ce motif tronqué est cohérente avec l’apparente affinité de BEND3 pour les séquences 

péricentromériques faiblement méthylées ((Saksouk et al., 2014) et nos résultats) - ce qui est 

le cas dès le stade PN2 pour le pro-noyau paternel où la 5hmeC est majoritaire (Iqbal et al., 

2011) -. De façon intéressante, le motif reconnu par BEND3 est également présent au sein des 

séquences d’ADN ribosomique et la localisation de BEND3 avait déjà été montrée aux rDNA 

(Khan et al., 2015).  

Bien que nous n’ayons pu mettre en évidence l’importance de BEND3 dans la répression des 

séquences satellites majeures dans le jeune blastocyste, un des rôles importants de BEND3 

concerne l’organisation de l’hétérochromatine (Khan and Prasanth, 2015). L’organisation du 

génome dans l’espace nucléaire repose notamment sur la structuration des compartiments 

d’hétérochromatine. L’hétérochromatine se trouve majoritairement répartie entre deux 

localisations : soit associées aux lamines à la périphérie du noyau, soit sous la forme de clusters 

au sein des chromocentres (Canat et al., 2020). Un troisième compartiment semble également 

essentiel à l’organisation du génome : le nucléole (Guetg and Santoro, 2012). Notamment, les 

séquences de rDNA existent sous trois états principaux : activement transcrites et marquées 
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par des modifications épigénétiques associées à l’euchromatine, « poised » ou inactives et 

enrichies (entre autres) par H3K9me3 (Santoro et al., 2002). Par ailleurs, la présence d’une 

fraction des séquences de rDNA sous la forme d’hétérochromatine semble essentielle à 

l’organisation du nucléole (Peng and Karpen, 2007). De façon intéressante, la constitution de 

cette hétérochromatine à partir d’une fraction des rDNA repose sur l’action du complexe 

remodeleur NoRC et de sa sous unité Tip5 (Guetg et al., 2010). En cellule différenciée, le 

Knock-Down de Tip5 entraine une augmentation de l’acétylation des histones aux séquences 

promotrices des rDNA ; à l’inverse, sa surexpression y induit un enrichissement en H3K9me3 

et H4K20me3 (Guetg et al., 2010). La modulation du profil épigénétique des rDNA observée 

en fonction de l’abondance de Tip5 touche également les séquences péri-/centromériques 

(dans une moindre mesure), et en module leur transcription (Guetg et al., 2010). Plus 

récemment, il a été montré que l’action de NoRC/Tip5 sur le profil épigénétique et la 

transcription des rDNA est médiée par BEND3 (Khan et al., 2015). Également, le complexe 

NoRC participe au maintien de la stabilité des télomères et centromères (Postepska-Igielska 

et al., 2013).  

Dans les ESCs mutantes Dnmt-TKO ou Suv39hdn, NuRD - en association avec BEND3 - est 

responsable du recrutement de PRC2 aux séquences péricentromériques hypométhylées 

(Saksouk et al., 2014). Également, le complexe remodeleur NuRD est impliqué dans 

l’établissement d’un état chromatinien intermédiaire : l’état « poised », qui est caractérisé par 

une chromatine ouverte enrichie conjointement en H3K4me3 et H3K27me3, ce qui a pour 

effet d’empêcher la transcription des séquences des rDNA (Wenbing Xie et al., 2012). Ces 

données suggèrent que BEND3 pourrait intervenir aux rDNA pour établir un domaine 

« poised » à ces séquences. 

Enfin, le dernier partenaire de BEND3 évoqué ici, PICH, a récemment été mis en évidence 

comme impliqué dans la résolution de la ségrégation des rDNA au moment de la mitose 

(Nielsen and Hickson, 2016).  

Ainsi, ces données suggèrent que BEND3 pourrait être responsable de la régulation conjointe 

des séquences satellites majeures et des rDNA.  

A la suite de la fécondation, les nucléoles ne sont pas encore formés dans l’embryon mais 

existent sous une forme immature et non fonctionnelle, les NPBs - Nuclear Precursor Bodies - 

(Beaujean et al., 2010). A la fin du stade 1-cellules, la majorité des séquences 
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péricentromériques ainsi que des séquences rDNA sont retrouvées à la périphérie de ces NPBs 

(Aguirre-Lavin et al., 2012). Cette association entre séquences satellites majeures et rDNA est 

maintenue jusqu’au stade 2-cellules et la formation des chromocentres (Aguirre-Lavin et al., 

2012; Probst et al., 2010). Plus récemment, il a été montré que la transcription des rDNA est 

nécessaire à leur organisation 3D et que perturber cette transcription (par inhibition de la RNA 

pol I) entraine non seulement une désorganisation des rDNA mais également une altération 

de la morphologie des chromocentres et une baisse de la transcription des séquences 

satellites majeures dans les embryons 4-cellules (Chebrout et al., 2022). Ainsi, il semblerait 

que la régulation précoce des séquences satellites majeures soit couplée à celle des rDNA au 

cours des premiers clivages.  

Enfin, BEND3 (Kurniawan et al., 2022) et l’organisation différentielle du nucléole en cellules 

ES (Gupta and Santoro, 2020) ont un rôle dans le maintien de l’état de pluripotence et le 

nucléole des cellules ES présente des caractéristiques proches de l’hétérochromatine 

péricentromérique à savoir une structure globalement relaxée (Novo et al., 2016). Également, 

nous avons montré que les cellules ES en 2i/LIF présentent un enrichissement en BEND3 - non 

couplé à l’accumulation de H3K27me3 aux chromocentres -.  

On peut émettre l’hypothèse que BEND3 pourrait soit « orchestrer » le maintien de la 

pluripotence en co-régulant les rDNA et les séquences péricentromériques ; ou BEND3 

s’accumule aux chromocentres de l’embryon précoce en prévision de l’avènement de la 

différentiation et la nécessité de réguler expression géniques et condensation d’une partie 

des rDNA et des clusters d’hétérochromatine péricentromérique.  

 

III. Conclusion 

 Ce projet de thèse a principalement mis en évidence la plasticité et la robustesse des 

régulations épigénétiques qui marquent le développement précoce. Bien que la structure et 

la composition des domaines péri-/centromériques diffèrent entre espèces murine et bovine, 

nous avons mis en évidence des similitudes quant aux caractéristiques épigénétiques de ces 

séquences satellites au cours des premières étapes du développement embryonnaire (Annexe 

4). Cette comparaison entre espèces est d’autant plus essentielle que certaines étapes du 

développement précoce murin lui sont spécifiques et ne reflètent pas nécessairement la 
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dynamique de développement des mammifères non rongeurs.  Également, la comparaison 

entre l’embryon et ses dérivés in vitro a mis en évidence que certaines régulations 

épigénétiques peuvent être altérées au cours de la stabilisation de populations cellulaires qui 

n’existent que de façon transitoire au cours du développement. 

Ce projet s’est principalement centré sur l’étude de la dynamique de H3K27me3 au cours du 

développement précoce. Néanmoins, un large panel d’autres modifications épigénétiques ont 

été mises en évidence à l’hétérochromatine péricentromérique (H4K20meX, H3K27me1, 

H3K36me3, H3K64me3…), révélant la complexité des interactions épigénétiques à même de 

réguler de telles séquences. Également, nous avons porté notre intérêt sur la protéine BEND3 

quant à la régulation des séquences satellites majeures. Les études récentes du rôle de BEND3 

ont mis en évidence que cette protéine est impliquée dans une grande variété de processus 

cellulaires (mitose, régulation de l’expression des rDNA) et développementaux (contrôle de la 

transcription lors de la différentiation, maintien de la pluripotence). Il serait donc intéressant 

d’étudier plus avant la dynamique de son interactome au cours du développement précoce 

murin, ainsi que le profil épigénétiques des chromocentres dans les embryons BEND3 KO.  

Enfin, il serait intéressant de poursuivre ce projet en caractérisant plus avant le niveau de 

compaction et la fluidité chromatinienne des chromocentres au cours du développement 

précoce, ainsi que le rôle éventuel des transcrits des séquences satellites majeures sur ces 

deux aspects. Enfin, l’utilisation d’outils d’édition de l’épigénome en cellules ES visant à 

moduler la composition des chromocentres en différentes PTMs d’histone pourrait donner 

quelques pistes pour élucider le rôle de H3K27me3 aux chromocentres.  
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ANNEXES 

A 

 

 

B 

 

Annexe 1 : Profils d’expression de BEND3. (A) au cours du développement murin et (B) au 
cours du développement bovin. Analyses faites par Luc Jouneau à partir de données publiées 
((Wang et al., 2014) pour le murin et (Graf et al., 2014) pour le bovin). 
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Annexe 2 : Enrichissement en H3K27me3 ou H2AK119Ub aux séquences satellites majeures.  
Analyses menées par Hendrik Marks à partir de données publiées dans (Mei et al., 2021 et 
Chen et al., 2021). 
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Séquence consensus des satellites majeures - 234pb - V00846.1 

GGACCTGGAATATGGCGAGAAAACTGAAAATCACGGAAAATGAGAAATACACACTTTAGGACGTGA

AATATGGCGAGGAAAACTGAAAAAGGTGGAAAATTAGAAATGTCCACTGTAGGACGTGGAATATGG

CAAGAAAACTGAAAATCATGGAAAATGAGAAACATCCACTTGACGACTTGAAAAATGACGAAATCAC

TAAAAAACGTGAAAGAATGAGAAATGCACACTGAA 

Annexe 3 : Séquence consensus des séquences satellites majeures et motifs remarquables.  

En vert : le motif tronqué potentiellement reconnu par BEND3 (en bleu la séquence 

complémentaire).  

En rouge : les sites possibles de méthylation de l’ADN.  
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Title : Heterochromatin as a pluripotency marker : comparison between in vivo (mammals embryos) 
and in vitro (stem cells) models 

Keywords : Heterochromatin, Embryo, Stem cells, Pluripotency 

Abstract :  

Following fertilization, the embryonic genome undergoes various epigenetic and structural 
remodelings, essential for its activation. These various changes proceed further throughout 
development, as the embryo progresses from totipotency to pluripotency and differentiation. 
Pluripotency is a complex and transient state in which the cells that will later give rise to the future 
organism progress from a "naïve" to a "primed" state. The rise and progression of pluripotency is 
accompanied by changes in the distribution of DNA methylation and post-translational histones 
modifications. Previous work highlighted that the epigenetic profile of pericentromeric heterochromatin 
discriminates naive from primed murine pluripotent cells in vitro. Notably, H3K27me3, is found at the 
chromocenters of naive mESCs while this epigenetic mark is absent from the chromocenters of primed 
mEpiSCs. Thus, the objectives of this project were to (i) describe the epigenetic profile of 
chromocenters during early murine development, (ii) identify which actors are implied in the apposition 
of H3K27me3 to chromocenters, and (iii) determine whether these same epigenetic features are 
preserved at chromocenters of bovine blastocysts and/or in bovine ESCs.  

We showed that, in mouse embryo, H3K27me3 accumulates at the chromocenters from their formation 
at the 2-cell stage and is then maintained during pre-implantation development. Interestingly, the 
distribution of H3K27me3 seems to be related to the maturation of the pluripotent lineage since the 
profile of H3K27me3 changes upon segregation of the naive epiblast from the primitive endoderm. In the 
post-implantation embryo, H3K27me3 is not anymore at chromocenters whatever the lineages including 
the primed pluripotent epiblast. We were able to highlight important differences between the embryos 
in vivo - where the profile of H3K27me3 is homogeneous in all epiblast cells - and what was described in 
vitro in mESCs. Finally, we showed that the presence of H3K27me3 at chromocenters is not involved in 
the transcriptional control of pericentromeric sequences since their transcription tends to decrease 
during development, independently of the presence of H3K27me3.  

This study also focused on EZH2 and BEND3 proteins to assess their involvement in H3K27me3 apposition. 
We found that EZH2 localizes to the periphery of the chromocenters from their clustering, in conjunction 
with the progressive enrichment of H3K27me3; whereas BEND3 appears to interact with chromocenters 
only from the 8-cell stage onwards - suggesting that BEND3 is not the main driver of EZH2 recruitment to 
chromocenters in the embryo -. Similarly, in the pre-implantation embryo and in mESCs, the location of 
BEND3 at chromocenters does not correlate with the presence of H3K27me3 - in contrast to EZH2 whose 
change in distribution in the embryo precedes the change in localization of H3K27me3 at chromocenters 
-. Using a siRNA approach targeting either EZH2 or BEND3 transcripts, we showed that neither the strong 
reduction of BEND3, nor that of EZH2 influences the localization of H3K27me3 at chromocenters or the 
transcription of pericentromeric sequences.   

Finally, this study highlights that H3K27me3 is found at the chromocenters periphery in bovine 
blastocyst, although the profile of H3K27me3 at chromocenters seems not to evolve with the progression 
of pluripotency. These results highlighted similarities between species, where the localization of 
H3K27me3 at the chromocenters appears to be a feature of early embryonic development. 
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Titre : L'hétérochromatine comme marqueur de l'état de pluripotence : comparaison de modèles in 
vivo (embryons de mammifères) et in vitro (cellules souches) 

Mots-clés : Hétérochromatine, Embryon, Cellules souches, Pluripotence 

Résumé :  

A la suite de la fécondation, le génome embryonnaire subit différents remodelages épigénétiques 
et structuraux, nécessaires à son activation. Ces différents remaniements se poursuivent tout au long du 
développement, alors que l’embryon progresse de l’état de totipotence vers la pluripotence et la 
différentiation. La pluripotence est un état complexe et transitoire au cours duquel les cellules à 
l’origine du futur organisme progressent d’un état « naïf » vers un état « amorcé ». L'émergence et 
l'évolution de la pluripotence s'accompagnent notamment de changements dans la distribution de la 
méthylation de l'ADN et des modifications post-traductionnelles des histones. De précédents travaux 
avaient mis en évidence que le profil épigénétique de l’hétérochromatine péricentromérique permet de 
discriminer les cellules murines pluripotentes naïves et amorcées in vitro. Notamment, H3K27me3 est 
retrouvée aux chromocentres des mESCs naïves tandis qu'elle est absente des chromocentres des mEpiSCs 
amorcées. Ainsi, ce projet avait pour objectifs de (i) décrire le profil épigénétique des chromocentres au 
cours du développement précoce murin, (ii) identifier les acteurs qui participent à l’apposition de 
H3K27me3 aux chromocentres, et (iii) déterminer si ces mêmes caractéristiques épigénétiques sont 
conservées aux chromocentres du blastocyste bovin et/ou dans les ESCs bovines.  

Nous avons montré que, dans l’embryon murin, H3K27me3 s’accumule aux chromocentres dès leur 
formation au stade 2-cellules et y est maintenue au cours du développement pré-implantation. De façon 
intéressante, la distribution de H3K27me3 semble être liée à la maturation du lignage pluripotent 
puisque le profil de H3K27me3 change au moment de la ségrégation de l’épiblaste naïf par rapport à 
l'endoderme primitif. Dans l’embryon post-implantation, H3K27me3 n'est plus présente aux 
chromocentres quel que soit le lignage, y compris l’épiblaste pluripotent amorcé. Nous avons pu 
souligner des différences entre la situation in vivo – où le profil de H3K27me3 est homogène dans 
l’ensemble des cellules de l’épiblaste – et ce qui avait été décrit in vitro dans les mESCs. Enfin, il a été 
mis en évidence que la présence de H3K27me3 aux chromocentres n’est pas impliquée dans le contrôle 
transcriptionnel des séquences péricentromériques puisque leur transcription tend à diminuer au cours 
du développement, indépendamment de la présence de H3K27me3.  

Cette étude s’est également intéressée aux protéines EZH2 et BEND3, pour déterminer leurs implications 
respectives dans l’apposition de H3K27me3. Nous avons montré qu'EZH2 se localise en périphérie des 
chromocentres dès leur formation, conjointement à l’enrichissement progressif en H3K27me3 ; alors que 
BEND3 ne semble interagir avec les chromocentres qu’à partir du stade 8-cellules – suggérant que BEND3 
n’est pas l’élément principal de recrutement d’EZH2 aux chromocentres dans l’embryon –. Ainsi, dans 
l’embryon pré-implantation et dans les mESCs non mutantes, la présence de BEND3 aux chromocentres 
n’est pas couplée à la présence de H3K27me3 – contrairement aux observations faites pour EZH2 dont le 
changement de distribution dans l’embryon précède le changement de localisation de H3K27me3 aux 
chromocentres –. A l’aide d’une approche par siRNA ciblant les transcrits EZH2 ou les transcrits BEND3, il 
a été mis en évidence que ni la forte diminution de BEND3, ni celle d‘EZH2, n’impactent la localisation 
de H3K27me3 aux chromocentres ou la transcription des séquences péricentromériques.   

Enfin, cette étude montre que H3K27me3 se localise en périphérie des chromocentres du blastocyste 
bovin. Cependant le profil de H3K27me3 ne semble pas évoluer avec la progression de l’état de 
pluripotence, contrairement à ce qui a été décrit pour le modèle murin. Ces résultats ont permis de 
mettre en évidence que la localisation de H3K27me3 au niveau des chromocentres semble être une 
caractéristique du développement embryonnaire précoce quel que soit l'espèce. 

 


